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Résumé 

Le raccourcissement progressif des télomères, en grande partie dû à la réplication 

incomplète des télomères, est l’une des caractéristiques principales du vieillissement. De 

façon encore plus frappante, une attrition trop marquée ou rapide des télomères est l’une 

des causes majeures d’un vieillissement prématuré. Les patients diagnostiqués avec un 

tel syndrome présentent généralement des mutations délétères dans un gène de maintien 

de l’homéostasie des télomères. Parmi les symptômes physiologiques, on remarque chez 

ces patients, des dégénérescences dans les tissus hautement prolifératifs, dus à 

l’exhaustion des cellules souches.  

Les cellules souches adultes, spécialisées et présentes dans nos tissus, permettent 

normalement la régénération des organes grâce à leur potentiel prolifératif et de 

différenciation. Afin de maintenir leur intégrité génomique, les cellules souches expriment 

une enzyme, la télomérase, capable de rallonger les extrémités terminales des 

chromosomes, et ainsi de maintenir intègre les télomères de ces cellules subissant des 

divisions cellulaire et subsistant dans l’organisme durant la vie de l’individu. En revanche, 

l’expression de la télomérase s’amenuise au cours du temps, les télomères se 

raccourcissent et les fonctions des cellules souches sont altérées. Nous étudions ce 

phénomène en utilisant comme modèle cellulaire, les cellules souches embryonnaires de 

souris, dont le gène de la télomérase réverse transcriptase a été anéanti génétiquement 

(mESC Tert -/-). Notamment, ces cellules, qui possèdent des télomères extrêmement 

courts n’arrivent pas à se différencier correctement. D’une étude précédente, mon 

laboratoire avait montré que ces cellules ne réussissaient pas à réprimer l’expression des 

gènes de pluripotence, comme Pou5F1/Oct4 et Nanog, et donc montraient des difficultés 

à sortir de l’état indifférencié. Au cours de mes recherches, nous avons montré que ce 

défaut était en fait dû à une altération en profondeur de l’épigénétique de ces cellules. 
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Après avoir observé une déméthylation globale de l’ADN, nous avons constaté une 

augmentation de la marque d’histone H3K27me3 à travers le génome. De plus, moduler 

la présence de H3K27me3 via des petits inhibiteurs du complexe PRC2, ou par une 

approche génétique, modifie également le potentiel de différenciation des cellules 

souches. À la suite de cette étude, nous avons voulu en savoir davantage sur le signal 

liant attrition des télomères et défaut de différenciation. Lorsque les télomères sont très 

courts, la voie de réparation de l’ADN les reconnait comme une cassure double-brin. 

Parmi les acteurs de la réparation de l’ADN, la protéine p53 joue un rôle central puisqu’elle 

influence le destin cellulaire. Candidat idéal, nous avons cherché à savoir si p53 

influençait la différenciation des mESC Tert -/- en utilisant une approche génétique. Nous 

avons été surpris de constater que l’absence de p53 restaurait le potentiel de 

différenciation des mESC Tert -/-. Ainsi et pour la première fois, nous avons montré que 

le raccourcissement des télomères pouvait avoir un effet très global sur les cellules. Nos 

recherches permettront de mieux appréhender certaines problématiques, notamment en 

matière de vieillissement.  

 

Mots clefs : Cellules souches, Épigénétique, PRC2, p53, Vieillissement, Télomères, 

H3K27me3.  
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Abstract 

The progressive decline of telomere length, mainly due to incomplete DNA replication at 

telomeres, is one of the main features of aging. Even more strikingly, excessive or rapid 

telomere attrition is one of the major causes of premature aging. Patients diagnosed with 

such syndromes have deleterious mutations in genes that maintain telomere homeostasis. 

For these patients, physiological manifestations include degeneration in highly 

proliferative tissues due to stem cell exhaustion.  

Adult stem cells, present in our tissues, typically allow the regeneration of organs due to 

their proliferative and differentiation potential. To maintain their replicative potential, stem 

cells express an enzyme, called telomerase, that is capable of lengthening the terminal 

ends of chromosomes. The maintenance of telomere length and, consequently favoring 

genomic stability, is crucial for stem cells that undergo cell division and remain in the 

organism throughout the individual's life. However, in stem cells, telomerase expression 

decreases over time, leading to telomere attrition and defects in stem cell functions.  

We studied this phenomenon using mouse embryonic stem cells disrupted for telomerase 

reverse transcriptase (mESC Tert -/-) as a model. In particular, these cells, which have 

extremely short telomeres, are unable to differentiate appropriately. Previously, my 

colleagues had shown that these cells failed to repress the expression of pluripotency 

genes, such as Pou5f1/Oct4 and Nanog, and therefore were refractory to differentiation. 

Here, we uncovered that profound epigenetic alterations influenced mESC Tert-/- cell fate.   

In addition to global DNA demethylation, we found an increase in H3K27me3 throughout 

the genome. 

Furthermore, modulating the levels of H3K27me3 via small inhibitors of the PRC2 complex 

or by a genetic approach also altered the differentiation potential of stem cells. Following 

this study, we wanted to learn more about the signals linking telomere attrition and 
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differentiation failure. When telomeres are very short, the DNA repair pathway recognizes 

them as a double-strand break. Among the actors in DNA repair, the p53 protein plays a 

central role in influencing cell fate. As an ideal candidate, we investigated whether p53 

influenced the differentiation of Tert-/- mESCs using a genetic approach. We were 

surprised to find that the absence of p53 restored the differentiation potential of Tert-/- 

mESCs.  

Thus, for the first time, we have shown that telomere shortening can have a very global 

effect on stem cells. Our research will allow us to better understand specific problems, 

particularly in the field of aging.  

 

Keywords : Aging, Epigenetic, PRC2, p53, Stem cells, Telomeres, H3K27me3  
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Préface 

À l’heure actuelle, le vieillissement des individus et des populations est au cœur de nos 

préoccupations en raison des enjeux sociaux, économiques et de santé qu’il soulève. Un 

rapport publié en 2016 par l’Organisation mondiale de la Santé (OMS) indique qu’en 

35 ans (entre 2015 et 2050), la proportion mondiale de personnes âgées de 60 ans et 

plus va doubler (Organisation mondiale de la santé, 2016)1. En parallèle, l’institut national 

de santé publique du Québec (INSPQ) stipule qu’en 2031, 1 personne sur 4 sera âgée de 

65 ans et plus, et de façon plus frappante encore, 25 % de la population québécoise sera 

âgée de plus de 85 ans en 2061, en faisant l’une des plus vieilles de l’occident (Denise 

Aubé and Karine Souffez, 2016).  

En vieillissant, les individus souffrent d’une perte d’autonomie qui se caractérise par des 

changements physiques et psychiques, qui affectent le fonctionnement de la personne. 

Associée à une augmentation de l’espérance de vie, une population vieillissante a de 

nombreux impacts économiques, en particulier sur les finances publiques, mais aussi en 

médecine avec l’apparition d’un grand nombre de pathologies gériatriques (Jaul and 

Barron, 2017). En d’autres termes, une population vieillissante sera moins active et 

davantage sujette au développement de maladies.  

 

Le déclin dû à l’âge se manifeste par une augmentation de la fréquence des affections 

chroniques (Jaul and Barron, 2017), par exemple des maladies cardiovasculaires (North 

and Sinclair, 2012), une dégénérescence du système immunitaire (Salam et al., 2013), de 

 
1 https://www.who.int/fr/news-room/fact-sheets/detail/ageing-and-health 5 février 2018 

Organisation Mondial de la santé 

 

https://www.who.int/fr/news-room/fact-sheets/detail/ageing-and-health
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l’ostéoporose (Katsara et al., 2011; Paspaliaris and Kolios, 2019), ou encore une fonte de 

la masse musculaire (Larsson et al., 2019). Chez un sujet âgé, la plupart des tissus vont 

voir leur fonction diminuer au cours du temps, notamment, car ils vont accumuler des 

dommages et n’auront plus la même capacité à se régénérer que chez un sujet plus jeune.  

 

En dépit de toutes ces observations, une même question demeure : pourquoi vieillissons-

nous ?  

 

Pour répondre à cette question fondamentale, il est nécessaire de comprendre que le 

vieillissement n’est pas simplement le passage du temps, mais un processus biologique 

complexe qui affecte chaque cellule d’un organisme. Il faut donc s’intéresser au 

vieillissement cellulaire, aux mécanismes et à leurs conséquences.  

 

Pour ma thèse de doctorat, j’ai décidé de m’attarder sur les mécanismes 

moléculaires conséquents au vieillissement cellulaire. Plus précisément, mes 

recherches s’articulent autour de la problématique des cellules souches et du 

vieillissement dû au raccourcissement de la partie terminale de l’ADN, les 

télomères.  
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Chapitre 1. Introduction  

 

1.1. Vieillissement cellulaire – généralités 

À l’image d’une maison qui va s’endommager au cours du temps, jusqu’à s’écrouler, 

l’accumulation d’agressions va perturber l’homéostasie des cellules résultant en une perte 

de leur fonction. S’en suis alors des dysfonctionnements des organes, de l’organisme en 

entier, menant ultimement à sa mort. 

 

Pour assurer le fonctionnement adéquat d’une cellule, il est essentiel que celle-ci puisse 

maintenir intègre son ADN. L’ADN est une molécule complexe, contenant nos gènes et 

des séquences intergéniques régulatrices. Chez les organismes eucaryotes évolués, 

l’ADN est linéaire et organisé en chromosomes. De plus, l’ADN est enroulé autour de 

protéines spécialisées, appelées histones, et le niveau d’enroulement est modulé par des 

modifications physiques ou chimiques des histones. L’ensemble de ces modifications est 

résumé par le terme « épigénétique » et permet de modifier l’expression des gènes. 

Au cours du temps, des lésions vont s’accumuler sur l’ADN et perturber son intégrité. Par 

exemple, les cellules peuvent acquérir des mutations, des délétions, des additions au 

niveau de leur ADN. De façon plus grave, les chromosomes peuvent perdre leur intégrité, 

et subir des réarrangements, des translocations, des délétions, perturbant gravement le 

fonctionnement des cellules. De plus, l’épigénétique peut aussi être affectée par le 

vieillissement ce qui conduit à des modifications de l’expression des gènes et, par 

conséquent, perturbe les fonctions cellulaires.  

Lorsque les dommages sont trop importants, les cellules seront éliminées ou vont entrer 
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en sénescence, ce qui participe au vieillissement des tissus qui ne seront plus en mesure 

de remplir leur fonction. En plus du déclin progressif des cellules souches qui ne seront 

plus en mesure de régénérer les organes, l’accumulation de cellules sénescentes qui 

développent un phénotype sécrétoire provoque de l’inflammation, ce qui accélère le 

vieillissement et donc la dégénération des organes.   

Dans certains cas, une cellule endommagée peut dévier de la trajectoire « mort cellulaire, 

sénescence » et commencer une transformation maligne. Ainsi, vieillissement et cancer 

possèdent de nombreux points communs puisque ce sont des mécanismes similaires qui 

en sont responsables.  

 

Parmi les facteurs endommageant les cellules et donc influençant le vieillissement 

cellulaire, on compte les facteurs environnementaux, et les facteurs intrinsèques au 

fonctionnement de la cellule (Figure 1-1 ; p6). 

 

Facteurs environnementaux  

En évoluant dans notre environnement, notre corps - et donc nos cellules - est exposé à 

des éléments physico-chimiques, des micro-organismes comme les virus, qui 

représentent un danger allant jusqu’à altérer les gènes ou l’expression des gènes. Des 

études montrent que l’environnement influence la génétique et l’épigénétique, modifiant 

ainsi le fonctionnement cellulaire (Feil and Fraga, 2012; Huidobro et al., 2013). Les 

mécanismes par lesquels des facteurs environnementaux modifient le fonctionnement 

cellulaire sont nombreux, et tous ne sont pas élucidés. Lors de la grossesse, l’exposition 

de la mère à des perturbateurs endocriniens, tels que le bisphénol A, conduit à une 

modification de l’expression des gènes, à travers l’épigénétique. Ce phénomène a été 
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étudié chez les souris : l’exposition au bisphénol A change la couleur des souriceaux, qui 

ont tendance à être jaune, plutôt que jaune agouti, alors qu’ils ont le même fond génétique 

(Dolinoy et al., 2007). Autres exemples, les UV, les radiations, ou certains agents 

cytotoxiques peuvent causer des mutations dans la séquence d’ADN. Chez les personnes 

adeptes de tabac, il a été montré que l’exposition à la fumée va diminuer l’expression de 

l’ADN méthyltransférase DNMT3B, et ainsi modifier la méthylation de l’ADN des tissus du 

poumon, et en particulier de l’oncogène prométastatique Synuclein- qui ne sera plus 

réprimé (Liu et al., 2007a). De plus, un composé des cigarettes, l’hydrocarbone 

aromatique polycyclique, est métabolisé par les cellules, ce qui génère des sous-produits 

capables de se lier par liaison covalente à l’ADN (Henkler et al., 2012). 

La liste des facteurs environnementaux est longue, mais il est important de retenir que 

majoritairement, ils vont influencer les fonctions cellulaires par des modifications 

génétiques, épigénétiques, ou en générant des produits secondaires (Huidobro et al., 

2013) et (Figure 1-1; p6) . 

 

Facteurs intrinsèques 

Prenons cette fois-ci l’exemple du moteur d’une voiture. Sans prendre en compte les 

détériorations causées par des facteurs extérieurs – comme les accidents – un moteur va 

s’user à cause du simple fait qu’il fonctionne. Évidemment, il sera possible de le réparer, 

mais quand l’usure devient trop importante, la voiture va tout simplement cesser de 

fonctionner. La même chose se produit dans nos cellules. Le fonctionnement cellulaire 

est fait de mécanismes imparfaits et l’accumulation de dommages, dus par exemple à la 

réplication de l’ADN, est inévitable. Dernièrement, López-Otín et ses collègues ont établi 

une liste des principales caractéristiques du vieillissement : instabilité génomique, 
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raccourcissement des télomères, altérations épigénétiques, perte de protéostasie, 

dérégulation de la détection des nutriments, perte de fonction des mitochondries, 

sénescence cellulaire, altération de la communication cellulaire et enfin, épuisement des 

cellules souches (López-Otín et al., 2013) et (Figure 1-1 ; p6).  

 

 

Figure 1-1. Facteurs influençant le vieillissement cellulaire.  

En perturbant l'homéostasie cellulaire, les facteurs intrinsèques et extrinsèques 

conduisent au vieillissement des cellules. 

 

De manière intéressante, on observe que toutes les caractéristiques citées ci-dessus sont 

en fait interconnectées. Pour mon travail doctorat, je me suis concentrée sur l’effet du 

raccourcissement des télomères dans les cellules souches. J’ai notamment mis en 

évidence une connexion entre la longueur des télomères, la réponse aux dommages à 

l’ADN et un remaniement épigénétique global. Les sections suivantes de cette introduction 

seront destinées à mieux comprendre les concepts qui entourent mes recherches.   
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1.2. Perte d’intégrité génomique 

Dommages à l’ADN 

Comme conséquence à l’exposition à l’environnement (radiation, UV, substance chimique 

extrinsèque) et à une activité métabolique et réplicative soutenue, les cellules accumulent 

des lésions, parfois irréversibles, notamment lorsqu’elles affectent leur ADN. Les 

réactions biochimiques, qui constituent le métabolisme cellulaire, génèrent des sous-

produits parfois dangereux pour les cellules. Par exemple, les espèces réactives de 

l’oxygène (EROs), comprenant l’anion super oxyde O2-, le peroxyde d’hydrogène H2O2, le 

radical hydroxyde OH— ou encore l’oxygène singulet, représentent les sous-produits les 

plus fréquents, mais aussi les plus réactifs et toxiques pour une cellule. En cas de stress 

oxydatif, c’est-à-dire quand la présence d’EROS n’est pas compensée par des molécules 

antioxydantes, il y a réaction chimique entre les dérivés de l’oxygène, et les 

macromolécules de la cellule (ADN, protéine, lipide, etc.), qui aura une conséquence 

délétère. En plus des dérivés de l’oxygène, la cellule accumule toutes sortes d’adduits de 

l’ADN altérant le fonctionnement de la cellule (Forrest et al., 2012; Himmelstein et al., 

2009; Weng et al., 2018). De plus, au cours de la réplication, il arrive que la fourche de 

réplication se bloque, ou que la polymérase introduise des erreurs lors de la duplication 

de l’ADN. 

En une seule journée, dans une seule cellule, il a été estimé que des dizaines de milliers 

d’événements dommageables pour l’ADN se produisent (De Bont and van Larebeke, 

2004; Ou and Schumacher, 2018), soit environ 200 déaminations de cytosines, 

3000 méthylations de guanines, 10 000 dépurinations spontanées, entre 10 000 et 

100 000 lésions oxydatives, 10 000 cassures simple brin et enfin, entre 10 et 50 lésions 

double-brin (Madabhushi et al., 2014).  
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Voies de réparations des dommages à l’ADN 

De façon remarquable, les cellules vivantes sont adaptées et possèdent des mécanismes 

spécialisés capables de détecter et d’activer des cascades de signalisation menant à la 

réparation de ces lésions. Les Kinases Ataxia telangiectasia mutated (ATM) ou Ataxia 

telangiectasia mutated related (ATR) sont en amont de la signalisation de dommage à 

l’ADN et selon l’étape du cycle cellulaire à laquelle la cellule se trouve, le type de cellules 

et la nature de la lésion, des mécanismes différents seront activés (Maréchal and Zou, 

2013).  

Pour les lésions affectant seulement une base de l’ADN, c’est la voie « BER » (pour Base 

Excision Réparation) qui prendra en charge la lésion : détection, élimination et 

remplacement de la base altérée. Du même ordre, il existe également la voie « NER » 

(pour Nucléotide Excision Réparation) lorsqu’un nucléotide en entier est altéré ; ou encore 

une voie détectant les erreurs entre nucléotides appariés du brin sens et anti-sens, mieux 

connue sous le nom de « mismatch repair », en anglais.  

Les lésions les plus toxiques sont sans aucun doute les cassures double-brin (CDB) qui 

peuvent entraîner une perte du matériel génétique ainsi que de graves anomalies dans 

l’expression des gènes. C’est d’ailleurs pour cette raison que de nombreuses drogues 

provoquant des CDB sont utilisées en oncologie afin de réduire ou d’éliminer les masses 

tumorales (Dunstan et al., 2002). 

Quand une CDB survient, la chromatine avoisinante va être modifiée, notamment au 

travers de l’incorporation et la phosphorylation du variant d’histone H2A.X et la kinase 

ATM va activer un grand nombre d’effecteurs de la voie de réparation aux dommages à 

l’ADN. Il existe plusieurs voies de réparation des CDB et la prise de décision dépend de 
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l’étape du cycle cellulaire et des effecteurs présents prenant en charge la lésion.  

Lorsqu’une cellule est en division et possède deux copies de chaque chromatide sœur 

(cellule diploïdes), soit en phase S et G2 et avant le passage en phase M, la 

recombinaison homologue est utilisée afin de rester fidèle à la séquence d’ADN original. 

En cas de recombinaison homologue, la lésion va être détectée par le complexe MRN 

(MRE11/RAD50/NBSI), en coopération avec ATM. La résolution d’une lésion double-brin 

par recombinaison homologue nécessite la résection des brins afin de créer des 

extrémités simples brins qui pourront s’apparier avec le brin d’ADN de la chromatide sœur, 

qui servira de modèle. La protéine BRCA1 est responsable de l’activation de la nucléase 

CtIP qui avec l’aide du complexe MRN commencera la résection du brin d’ADN. Cette 

étape est cruciale puisque BRCA1 entre en compétition avec 53BP1 au site de lésion, qui 

elle, inhibe la résection chromosomique. Ensuite, c’est la nucléase EXO1 qui prendra le 

relais pour finalement laisser place aux protéines de la famille de RAD51 qui sont 

impliquées dans l’invasion du simple brin pour former une jonction de Holliday. À la suite 

de la synthèse d’ADN réparatrice, la jonction de Holliday sera résolue. 

En phase G1 du cycle cellulaire, c’est le mécanisme dit « NHEJ » (pour non homologous 

end joining en anglais soit recombinaison non homologue) qui est utilisé, mais, qui peut 

causer des pertes d’informations génétiques. Il existe deux voix de réparation non 

homologue : la réponse NHEJ canonique (C-NHEJ), ou un mécanisme alternatif par 

microhomolgie, moins connu et appelé A-NHEJ. L’initiation d’une réparation par la voie C-

NHEJ commence par la détection de la lésion par l’hétérodimère KU70/KU80 en 

association avec les DNA-Pcs et Artemis. Contrairement à la recombinaison homologue, 

les extrémités endommagées ne nécessitent qu’un traitement limité, sans résection à long 

terme, avant d’être ligaturé par le complexe de la ligase 4 (LIGIV).  

Lorsque la fréquence et la gravité des dommages ne permettent pas aux mécanismes de 
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les réparer et de les éliminer entièrement, on observe des erreurs de réparation, 

provoquant entre autres des mutations, ou de grands réarrangements chromosomiques 

qui sont extrêmement toxiques pour les cellules. Dans le meilleur des cas, ces anomalies 

provoqueront la mort cellulaire. Mais dans certain cas, notamment lorsqu’un 

réarrangement conduit à la formation d’un néo-oncogène, (par fusion, ou en dérégulant 

l’expression d’un oncogène existant), le risque de transformation maligne est élevé.  

Si les dommages sont persistants, comme dans le cas de télomère endommagé (D’Adda 

Di Fagagna et al., 2003); thème qui sera abordé dans les sections suivantes ; il y a une 

activation persistante de la réponse aux dommages à l’ADN, révélée par l’accumulation 

de foyer 53BP1 ou H2AX qui décorent le génome (Siddiqui et al., 2015). 

 Lorsque les dégâts sont trop importants pour maintenir le génome intègre, les cellules 

sont éliminées du bassin de cellules prolifératif, par la voie apoptotique ou de la 

sénescence, par l’intermédiaire de la protéine p53. En cas d’échec, c’est-à-dire si la cellule 

échappe à son abrogation, le risque de transformation en cellule maligne est élevé. En 

effet, les maladies génétiques impliquant des mutations au niveau des gènes de 

réparations de l’ADN sont notamment caractérisées par un fort taux de cancers, et un 

vieillissement prématuré. Par ailleurs, la protéine suppresseur de tumeur p53 est mutée 

ou inactivée dans plus de 50 % des cancers humain. 

 

Rôle de p53 dans le destin cellulaire 

La protéine p53, encodée par le gène Trp53, possède un rôle charnière dans la prise de 

décision en cas de lésion à l’ADN (Ou and Schumacher, 2018). À l’état basal, p53 est 

présente en faible quantité dans les cellules somatiques et est séquestrée par mdm2 afin 

de prévenir son activité. MDM2, une E3 ubiquitine ligase, provoque la dégradation par le 
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protéasome de p53. En cas de dommage à l’ADN ou de stress cellulaire, l’interaction 

MDM2-p53 va être perturbée par des modifications post-traductionnelles ce qui participe 

à l’accumulation de p53 et à son homotétramérisation dans le noyau cellulaire. Bien que 

l’activation de p53 peut-être médiée par plus d’une dizaine de signaux (Levine, 2020), la 

phosphorylation de la sérine 15 de p53 par ATM/ATR et DNApk, constitue un signal 

d’activation fort en cas de dommage à l’ADN. p53, qui est un facteur de transcription, va 

devenir actif et pourra réguler la transcription d’une pléiotropie de gènes, dont lui-même. 

p53 est impliqué dans la régulation des voies transcriptionnelles de la réponse aux 

dommages à l’ADN (XPC, hMSH2, FANCC), de l’arrêt du cycle cellulaire (p21), de la 

sénescence et de l’apoptose.  

Bien qu’étant la protéine la plus étudiée à ce jour, de nombreux mécanismes impliquant 

p53 restent à élucider. Tout d’abord, p53 est potentiellement impliquée dans la régulation 

de centaines de gènes, de mi-ARN et d’ARN non codants ; mais déterminer avec 

précision l’ampleur de ceux-ci est encore en cours. En effet, si p53 se lie 

préférentiellement à une séquence consensus déterminée (El-Deiry et al., 1992), p53 est 

capable de se lier à des sites de liaison non canoniques ce qui complique l’établissement 

des cibles de p53 (Cai et al., 2019). En plus, les expériences de ChIP doivent souvent 

limiter la recherche de gènes cibles à des séquences de quelques paires de bases en 

amont ou en aval du site de liaison de p53, ce qui exclut donc les éléments régulés de 

façon distale par p53 (<10 kb) (Su et al., 2015). Le contexte cellulaire, la nature du stress 

cellulaire va aussi influencer les fonctions de p53. En effet, p53 possède plus de 300 sites 

sujets à des modifications post-traductionnelles (MPT) qui peuvent être spécifiques à un 

type de dommage. Les MPT vont influencer l’activation de p53, sa tétramérisation, son 

interaction avec d’autres protéines et finalement sa fonction. En effet, une étude a montré 

que selon sa forme d’oligomérisation (monomérique, dimérique, tétramérique), p53 active 
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des lots de gènes différents (Fischer et al., 2016). D’autre part et de façon indépendante 

à son activité de facteur de transcription, p53 peut réguler, via interaction protéine-

protéine, d’autres facteurs (Kruse and Gu, 2012).  

En somme, p53 est activée dans un contexte de stress (dommage à l’ADN, stress 

génotoxique), et est responsable de guider la cellule vers un destin cellulaire (arrêt du 

cycle cellulaire, réparation des dommages à l’ADN, apoptose, sénescence). D’ailleurs, les 

patients souffrant du syndrome de Li-Fraumeni (mutation de p53) présentent un haut 

risque de développer des cancers, ce qui témoigne du rôle essentiel de p53 dans le destin 

cellulaire des cellules endommagées. 

 

Effets néfastes d’une suractivation de la réponse aux dommages à l’ADN 

p53 et la réponse aux dommages à l’ADN, peuvent avoir un effet néfaste pour l’organisme 

si elles réduisent trop la prolifération cellulaire : on observe des dysfonctions tissulaires 

dues à un manque de régénération et de l’inflammation provoquée par les cellules en 

sénescence. Par exemple, l’activation constitutive de p53 dans des souris résulte en un 

vieillissement prématuré (Tyner et al., 2002). De même, l’inhibition de la réponse aux 

dommages à l’ADN chez des patients atteints du syndrome Hutchinson-Gilford 

(vieillissement prématuré) améliore la régénérescence de la peau et contribue à prévenir 

l’accumulation de cellules sénescentes (Aguado et al., 2019). De façon surprenante, 

Stuart M. Chambers et ses collègues ont identifié une diminution de l’expression des 

gènes associés au maintien de l’intégrité génomique dans les cellules souches 

hématopoïétiques âgées (Chambers et al., 2007).  

Alors que des lésions de l’ADN sont davantage connues pour compromettre l’intégrité 

génomique, elles entraînent également un remodelage épigénétique afin de permettre 
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une réparation efficace de la lésion. Afin d’empêcher une transcription active au site, il y 

a recrutement d’histone déméthylase, déméthylation de la marque de transcription active 

H3K4me3, au profit de la marque répressive H3K9me3. De plus d’autres changements, 

comme une éviction des nucléosomes, des altérations des marques de méthylation 

H3K27, H3K36, H3K79 sont observés — et examinés dans (Gong and Miller, 2019; 

Siametis et al., 2021) — et participent au phénomène de vieillissement.  

 

1.3. Télomères et télomérase 

Définitions 

Chez les organismes eucaryotes, l’ADN est linéaire et organisé en plusieurs molécules 

chromosomiques. À cause de leur nature linéaire, les extrémités des télomères ont une 

structure semblable à une CDB, mais sont habituellement protégées par des complexes 

protéiques qui inhibent la réponse à l’ADN. En cas de déprotection des télomères, les 

extrémités des chromosomes sont considérées comme une CDB, ce qui active la réponse 

aux dommages à l’ADN. En cas de dommage persistant, la cellule est exposée à une 

instabilité génomique grave, puisque les télomères peuvent fusionner entre eux et former 

des chromosomes dicentriques. Pour protéger l’organisme, la cellule est normalement 

éliminée par sénescence ou apoptose, mais il y a toujours un risque de transformation 

maligne.  

Plusieurs facteurs peuvent conduire à la déprotection des télomères. D’un côté, il peut 

s’agir d’un phénomène physiologique lié à la division cellulaire qui conduit au 

raccourcissement progressif des télomères. D’autre part, si des mutations surviennent au 

niveau de gènes impliqués dans l’homéostasie des télomères, ils peuvent rapidement être 

déprotégés.  
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Pour comprendre l’influence des télomères sur le vieillissement cellulaire, il est nécessaire 

d’étudier les mécanismes qui régissent leur l’homéostasie. Des détails supplémentaires 

concernant l’homéostasie des télomères et leurs rôles dans le vieillissement cellulaire sont 

abordés dans les sections suivantes.  

 

Historique  

Les premières preuves de la présence d’une structure particulière aux extrémités de l’ADN 

linéaire des eucaryotes ont été révélées en 1941 par la généticienne Barbara McClintock 

lors de ses travaux sur les chromosomes dicentriques de maïs (McClintock, 1941) ; et en 

1938, par le biologiste Herman Müller qui travaillait alors sur la mouche à fruit (Herman 

Müller, 1938). Tous deux étaient venus à la conclusion suivante : les extrémités des 

chromosomes forment une entité différente du reste de l’ADN génomique et auraient un 

rôle protecteur. Depuis, l’extrémité des chromosomes est désignée par le mot 

« télomères » provenant du grec, « telos » (fin) et « meros » (partie) (Blackburn et al., 

2006). 

 

Structure des télomères 

Les télomères sont situés à chaque extrémité chromosomique et forment une structure 

nucléoprotéique qui protège l’ADN, notamment, d’être reconnu comme une CDB par les 

mécanismes de réparation de l’ADN.  

La longueur des télomères est variable selon les espèces. Chez les humains, elle varie 

entre 5 et 15 kilobase (kb) alors qu’ils sont beaucoup plus longs chez la souris : entre 40 

et 50 kb. Chez les mammifères, l’ADN télomérique est constitué de courtes répétitions en 

tandem TTAGGG sur le brin 3’5’ (brin riche en G, ou « G-rich ») et de la séquence 



 

 
 

 

15 

complémentaire CCCTAA sur le brin opposé. Majoritairement double-brin, l’extrémité des 

télomères termine en une séquence simple brin portée par le brin 3’5’ qui a la capacité de 

former une boucle, appelée boucle T ou plus communément T-loop en anglais, en 

s’insérant par complémentarité dans l’ADN télomérique double-brin (Figure 1-2 ; p17). Il 

y a donc une rupture temporaire de la complémentarité du double-brin au profit de la 

boucle. Le mésappariement ainsi formé est appelé boucle D, pour « Displacement loop », 

en anglais (Figure 1-2 ; p17).  

Grâce à cette structure en boucle, l’ADN télomérique n’est pas directement reconnu 

comme une cassure double-brin. Mais surtout, les télomères sont liés par un complexe 

protéique spécialisé, le « Shelterin » qui a de nombreuses fonctions, dont celle d’inhiber 

les protéines de la réponse aux dommages à l’ADN (Figure 1-2 ; p17). 

Le complexe du Shelterin est composé de 6 protéines, TRF1, TRF2, POT1, TPP1, TIN2 

et RAP1 chacune indispensable à la protection des télomères, mais ayant des rôles bien 

distincts.  

TRF1 et TRF2 ont des ressemblances de structures et forment des homodimères. Chaque 

homodimère se lie à l’ADN télomérique double-brins et est essentiel au maintien de 

l’intégrité des télomères : la déplétion de TRF1 ou TRF2 entraîne une perte de protection 

des télomères et des fusions entre extrémités chromosomiques. Individuellement, TRF1 

favorise la réplication de l’ADN télomérique en recrutant des hélicases ; et son interaction 

avec la poly-ADP-ribose polymérase tankyrase 1 favorise l’accès de la télomérase au 

télomère. Quant à TRF2, elle promeut la protection et la régulation des boucles 

télomériques et inhibe la voie de réparation homologue aux dommages à l’ADN en 

collaboration avec RAP1.   

POT1 vient se fixer à l’ADN télomérique simple brin et prévient ainsi la liaison des 

protéines RPA aux télomères. POT1 interagit avec TPP1 avec lequel il forme un 
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hétérodimère, et ensemble régulent l’activité télomérase. TPP1 augmente l’affinité de 

POT1 pour l’ADN télomérique d’environ 10 fois. De plus, TPP1 joue un rôle essentiel dans 

le recrutement, et la processivité de la télomérase (Chu et al., 2015; Kibe et al., 2010). 

TIN2 n’a pas de domaine de liaison à l’ADN, mais stabilise le complexe du Shelterin en 

liant TRF1, TRF2 et TPP1. De plus, TIN2 maintient l’intégrité chromosomique, par 

exemple, en facilitant l’ancrage des télomères dans la matrice nucléaire.  

Finalement, RAP1 agirait en complément de TRF2, pour empêcher des recombinaisons 

homologues et des fusions au niveau des télomères. RAP1 est également connue pour 

avoir des sites de liaison en dehors des télomères et aurait des rôles extratélomériques, 

notamment au niveau de la régulation des gènes, qui ne sont pas encore très bien connus 

(Martínez and Blasco, 2011). La perte de l’une des protéines du complexe du Shelterin 

affecte significativement l’intégrité des chromosomes. En effet, cette perte de protection 

des extrémités chromosomiques va entraîner de l’instabilité génomique, allant jusqu’à des 

fusions télomériques (Sfeir and De Lange, 2012).  

En complément du Shelterin, d’autres complexes interagissent avec les extrémités 

télomériques : le complexe du CST et les Shieldin (Figure 1-2 ; p17). Formé de trois sous 

unité, CTC1, STN1 and TEN1, le complexe du CST se lie à l’ADN simple brin des 

télomères et en coopération avec le complexe du Shelterin, régule la réplication, 

l’élongation des télomères et prévient l’activation de la réponse aux dommages à l’ADN. 

Notamment, le CST interagit avec la primase associée avec l’ADN polymérase  pour 

favoriser la synthèse du brin C et interagit avec le complexe des Shieldin (SHLD1, SHLD2, 

SHLD3, REV7) pour inhiber la résection télomérique par des nucléases (Mirman et al., 

2019; Setiaputra and Durocher, 2019). En son absence, on remarque alors que le brin G 

est simple brin sur une grande longueur (Feng et al., 2017). 
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Figure 1-2. Boucle télomérique. 

(A) Structure télomérique linéarisée ; (B) Structure télomérique et formation de la boucle 

T par invasion du brin riche en G au niveau de la zone double-brin (boucle D) ; (C) Boucle 

télomérique et protéines associées 
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Réplication des télomères et sénescence réplicative 

La réplication de l’ADN linéaire, processus inhérent à la division cellulaire, a été 

démystifiée dans les années 60 par Arthur Kornberg et sa découverte des ADN 

polymérases. Les origines de réplication amorçant la réplication des télomères se situent 

généralement dans la partie subtélomérique des chromosomes. En raison de leur nature 

répétitive et des structures secondaires (G-quadruplex), la réplication des télomères reste 

une étape sensible du cycle cellulaire, qui fait appel à de nombreuses protéines en plus 

du complexe de réplication. En effet, le blocage de la fourche de réplication au niveau des 

télomères pourrait causer un raccourcissement prématuré des télomères et avoir des 

conséquences délétères pour la cellule (Liao et al., 2018). Le passage du complexe de 

réplication fait donc appel à des protéines spécialisées qui grâce à leur action, à la 

coopération des complexes du Shelterin et du CST, vont permettre le passage de la 

fourche réplicative. Par exemple, le passage de la fourche de réplication nécessite les 

hélicases de la famille RECQ, Bloom syndrom protein (BML) et Werner syndrome protein 

(WRN). En cas de mutations de ces protéines (syndrome de Werner), les individus sont 

sujets à un vieillissement prématuré et prédisposé à des cancers, en raison de l’instabilité 

génomique générée par le blocage de la fourche de réplication dans le génome. À cause 

de leur structure en G-quadruplex, les télomères sont des sites sensibles. Il a été montré 

que leur réplication est largement altérée lors de mutations dans les hélicases BML et 

WRN (Barefield and Karlseder, 2012) (Figure 1-3 ; p20).  

Une fois répliqués, les télomères doivent retrouver leur forme initiale et protectrice et sont 

donc pris en charge par d’autres complexes enzymatiques. Plusieurs nucléases, dont 

Apollo, MRE11 et Exo1 vont prendre en charge les extrémités des télomères 

nouvellement répliquées et en assurer la résection, afin de favorisée la formation de la 
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boucle T (Figure 1-3 ; p20). Cette étape est encore une fois, très régulée puisqu’un excès 

de résection pourrait causer la perte prématurée d’un télomère et donc de l’instabilité 

génomique. Récemment, le rôle de la protéine 53BP1 a été mis en évidence. 

Normalement impliqué dans la réponse aux dommages à l’ADN, 53BP1 recrute son 

partenaire REV7 et le complexe des Shieldin afin de moduler la résection télomérique 

(Setiaputra and Durocher, 2019) (Figure 1-3; p20). 
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Figure 1-3. Réplication des télomères.  

(A) Le passage de la fourche de réplication au niveau des télomères est compromis par 

les structures G-quadruplex formées à cause de la nature répétitive des télomères. Les 
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protéines du Shelterin, le CST et des protéines accessoires (Apollo, BML, Exo1) recrutent 

et facilitent le passage de la fourche réplicative. (B) Une fois répliqués, et en coopération 

avec les protéines du Shelterin, les télomères sont pris en charge par des nucléases afin 

de créer une structure permettant la formation de la boucle télomérique.   

 

Malgré ces mécanismes sophistiqués et aussi en raison du mécanisme « imparfait » de 

réplication de l’ADN, les télomères sont raccourcis après chaque division cellulaire. En 

effet, les ADN polymérases  et   sont uniquement capable de produire de l’ADN à partir 

d’un oligonucléotide (amorce) d’ARN synthétisé par une primase associée avec l’ADN 

polymérase  L’amorce d’ARN est dégradée par la suite. La néosynthèse d’ADN par les 

polymérases se fait toujours de 5’ vers 3’ ; la dégradation de l’amorce ARN en 5’ aura 

donc pour conséquence un raccourcissement du télomère. Ce mécanisme fut décrit en 

1971 par Alekseï Olovnikov et en 1972 par James Watson et est connu sous le nom de 

« problème de réplication des extrémités chromosomique » (Figure 1-4; p21).  

 

Figure 1-4. Le problème de réplication des extrémités chromosomiques.  

La dégradation de l'amorce ARN synthétisée par la primase conduit à un 

raccourcissement progressif des télomères après chaque division cellulaire.  

Quand les télomères arrivent à une longueur critique, les protéines liant normalement 
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l’ADN télomérique ne sont plus capables de se lier et les télomères sont exposés à la 

machinerie de réparation des dommages à l’ADN. Quand tel est le cas, on observe une 

activation de la kinase ATM et du point de contrôle dépendant de p53, se soldant par une 

entrée en apoptose ou en sénescence de la cellule (Webley et al., 2000). La réplication 

n’est pas la seule cause d’un raccourcissement des télomères. D’autres événements, plus 

ponctuels, peuvent aussi en être la cause.  

 

Raccourcissement des télomères et événements stochastiques 

En plus du raccourcissement des télomères dû à l’impossibilité de répliquer la fin des 

chromosomes, des événements stochastiques peuvent se produire et conduire à une 

perte de longueur des télomères. Par exemple, chez la levure, de rapides événements de 

délétion télomérique, appelée TRD en anglais pour « telomere rapid deletion», ont été 

observés et il est suggéré que ce phénomène est conservé chez les mammifères (Lustig, 

2003). La découverte d’un domaine HJR dans POT1 a émis l’hypothèse que la boucle 

télomérique pourrait, en l’absence de régulation, évoluer vers une jonction de Holliday 

(Kar et al., 2016; Lim and Cech, 2021). Normalement caractéristique de la recombinaison 

homologue, la résolution de telles structures au niveau des télomères pourrait être la 

cause de délétion télomérique (Longhese, 2008). C’est d’ailleurs par un mécanisme 

semblable que les télomères ultra-longs sont raccourci (Claussin and Chang, 2015).    

 

Comme mentionné précédemment, la réplication des télomères peut s’avérer délicate : à 

cause de leur nature répétitive, riche en résidus guanine et à la chromatine qui est 

particulièrement condensée (hétérochromatine constitutive), les télomères sont des sites 

dits fragiles (Sfeir et al., 2009a), ce qui rend difficile la progression de la fourche 
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réplicative. Parfois, la fourche de réplication se bloque (Liao et al., 2018) — notamment 

en raison de l’accumulation de structure G-quadruplex (Martínez and Blasco, 2015) ou de 

la formation de 8-oxoGuanosine (Ahmed and Lingner, 2018) — produisant des 

dommages aux télomères, et augmentant le risque d’événements inopportuns (Stroik et 

al., 2019).  

Qu’il s’agisse d’un raccourcissement progressif, dû à la réplication, où à un événement 

stochastique n’affectant qu’un seul télomère, cette perte d’intégrité va inévitablement 

conduire à de l’instabilité génomique, notamment à travers des fusions télomériques qui 

vont compromettre le génome tout entier (Lo et al., 2002; Sabatier et al., 2005), participant 

ainsi, au vieillissement.  

 

Perte d’intégrité des télomères et réponses aux dommages de l’ADN 

Un télomère est compromis lorsqu’il n’est pas suffisamment protégé et par conséquent, 

lorsqu’il peut être reconnu comme une cassure double-brin par les mécanismes de 

réparation de l’ADN. Un télomère déprotégé va activer les kinases ATM/ATR et aura pour 

conséquence l’activation de la protéine p53. Une telle situation arrive lorsque les 

télomères sont très courts et que peu d’ADN télomérique est disponible pour la liaison des 

protéines du Shelterin. De même, si des mutations surviennent au niveau des protéines 

associées aux télomères, l’inhibition de la réponse aux dommages à l’ADN peut être 

compromise.  

Les lésions télomériques sont en général des dommages persistants puisqu’ils ne peuvent 

pas être réparés. Lorsque l’activation de la réponse aux dommages à l’ADN devient trop 

forte, la cellule peut entrer en apoptose. Mais dans certains cas, la prise en charge du 

télomère endommagé par les voies de réparation des dommages à l’ADN (C-NHEJ ou A-
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NHEJ) provoquera des fusions entre chromatides sœurs ou entre chromosomes (Muraki 

et al., 2012a). Les fusions résultent d’une liaison covalente entre le brin G d’un télomère 

et l’extrémité C d’un autre télomère (Smogorzewska and De Lange, 2002).  

Durant la mitose, le chromosome dicentrique ainsi formé ségrégera anormalement, 

résultant en des cassures, puis en d’autres réarrangements chromosomiques (Figure 1-5 ; 

p25). Les fusions chromosomiques ont lieu préférentiellement entre télomères très 

courts : le laboratoire du professeur Duncan M. Baird en Écosse, a montré qu’au niveau 

du site de fusion, on retrouve très peu de répétition télomérique (12,8 maximum), voir 

aucune (Capper et al., 2007). La protéine du Shelterin TRF2 joue un rôle majeur dans 

l’inhibition des fusions chromosomiques. L’inhibition ou la déplétion de TRF2 conduit à 

une augmentation des fusions chromosomiques (Van Steensel et al., 1998a) causée par 

la voie C-NHEJ (dépendante de la Ligase IV). Au contraire, la délétion du duo TPP1-POT1 

va également favoriser les fusions, mais cette fois-ci à travers le mécanisme A-NHEJ 

(dépendant de la Ligase III) (Nera et al., 2019). Par conséquent, l’inhibition de la ligase IV 

ou des protéines KU70 (pionnière de la voie NHEJ) réduit la fréquence des fusions 

(Longhese, 2008). 
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Figure 1-5. La perte d'intégrité des télomères compromet l'intégrité génomique 
des cellules. 

(A) Les protéines du Shelterin, notamment TRF2, inhibent la réponse aux dommages à 

l’ADN. (B) Quand la liaison de ces protéines aux télomères est compromise, il y a 
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activation des voies de réparation de l’ADN, et notamment, de NHEJ puisqu’il s’agit d’une 

cassure double-brin. (C) La voie de réparation NHEJ peut créer des chromosomes 

dicentriques en fusionnant deux télomères. Lors de la division cellulaire, le chromosome 

dicentrique peut se casser lors de la ségrégation (D) entraînant de l’instabilité génomique 

(cycle fusion-cassure-fusion), et possiblement de l’apoptose ou une transformation 

tumorale. 

 

Télomérase et allongement des télomères 

Le raccourcissement des télomères est inévitable chez toute cellule qui se divise et est à 

l’origine du vieillissement cellulaire. D’ailleurs, le potentiel prolifératif des cellules 

somatiques est justement limité par le raccourcissement des télomères, c’est ce qu’on 

appelle la limite de Hayflick (Hayflick and Moorhead, 1961; Shay and Wright, 2000).  

Certaines cellules, comme les cellules embryonnaires et les cellules germinales, 

expriment une enzyme appelée la télomérase et capable de synthétiser de novo de l’ADN 

télomérique (Greider and Blackburn, 1985). Ainsi, le potentiel prolifératif de ces cellules 

n’est pas restreint et permet de perpétuer l’espèce (Chen et al., 2013). Dans une moindre 

mesure, les cellules multipotentes adultes expriment la télomérase, mais ne possèdent 

pas un potentiel prolifératif illimité (Flores and Blasco, 2010). De même, les cellules 

tumorales, qui se divisent activement, ont besoin d’avoir un moyen d’allonger leurs 

télomères. Dans environ 73 – 80 % des cancers, la télomérase est réactivée et permet le 

maintien des télomères. 

 

La télomérase, une ADN polymérase ARN dépendante, est constituée de deux 

composantes : Tert, la sous-unité enzymatique et catalytique et Terc, l’ARN télomérique 
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qui sert de modèle à la synthèse de novo. L’accès de la télomérase aux télomères est 

régulé par les protéines accessoires du télomère. Alors que TPP1 favorise le recrutement 

et la processivité de la télomérase, TRF1 et TRF2 le limitent. En effet, un 

raccourcissement des télomères a été observé dans des cellules qui surexpriment 

TRF2/TRF1, alors qu’in vitro, TRF1/2 n’ont pas d’effet sur l’activité télomérase 

(Smogorzewska et al., 2000; Van Steensel and De Lange, 1997). Une fois en place, la 

télomérase synthétise de novo des répétitions télomériques au niveau du brin G, et le brin 

C sera complété par la réplication, notamment grâce au CST qui recrute la polymérase  

aux télomères. 

 

Mécanismes alternatifs d’allongement des télomères.  

En absence de télomérase, et si le besoin prolifératif est élevé, les cellules peuvent contrer 

la sénescence réplicative en utilisant un mécanisme d’élongation des télomères basés sur 

la recombinaison homologue. Le nom générique ALT lui a été donné, en référence à 

« alternative lengthening of telomeres ». Initialement, la découverte de ce mécanisme a 

été faite chez la levure où deux types de « survivants » ont été repérés en absence de 

télomérase : « survivor 1 » et « survivor 2 ». Le type deux est celui qui se rapproche le 

plus de ce qui a été observé dans les cellules humaines et nécessite l’action des protéines 

RAD51, Rad52, ExoI, et le complexe MRX. Bien que le phénomène soit désormais connu, 

notamment, car environ 15 % des tumeurs le pratiquent, le mécanisme moléculaire n’est 

pas entièrement décodé. Par exemple, on sait que la recombinaison télomérique est 

inhibée par l’action concubine des protéines POT1, TRF2, RAP1 et KU et RIF1 ; et par le 

CST qui inhibe la résection par des nucléases. De plus, l’expression du complexe de 

remodelage de la chromatine ATRX/DAXX est perdue dans la plupart des tumeurs ALT + 
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et une association entre la perte de DAXX et l’augmentation des transcrits télomériques 

TERRA a été faite (Cesare and Reddel, 2010; Claude and Decottignies, 2020; Lovejoy et 

al., 2012).  

 

Télomères, télomérase et maladies associées 

Alors que la perte d’intégrité des télomères constitue un obstacle à la prolifération 

cellulaire, l’expression inopportune de la télomérase dans des cellules somatiques est 

l’une des bases de la carcinogenèse. L’utilisation de modèles murins génétiquement 

modifiés a d’ailleurs participé activement à l’élargissement de nos connaissances au sujet 

des télomères et des maladies associées. Les premières preuves sont venues de 

l’établissement de modèles murins « knock-out », KO, pour la télomérase (Blasco et al., 

1997; Flores and Blasco, 2010; Liu et al., 2000; Yuan et al., 1999). Après plusieurs 

générations, les télomères murins sont courts et les souris ont des symptômes associés 

à un vieillissement prématuré : défaillance du système hématopoïétique et des organes 

hautement prolifératifs, problème de fertilité et de développement (Erdmann et al., 2004; 

Herrera et al., 1999, 2000; Lee et al., 1998; Liu et al., 2002b; Meznikova et al., 2009). À 

l’inverse, la restauration de la longueur des télomères dans ces modèles abolit les 

symptômes (Erdmann et al., 2004; Hemann et al., 2001; Liu et al., 2002b; Meznikova et 

al., 2009; Samper et al., 2001).  

De même, le vieillissement prématuré peut aussi résulter de mutations touchant les gènes 

de maintenance des télomères (Adams et al., 2015; Decottignies and d’Adda di Fagagna, 

2011; López-Otín et al., 2013). Chez les patients atteints de dyskératose congénitale, les 

télomères sont généralement très courts et l’instabilité génomique prédispose ces patients 

aux cancers. En plus des symptômes typiques de vieillissement, ils présentent des 
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cytopénies dues à une insuffisance de la moelle osseuse, des difficultés pulmonaires et 

un retard de développement (Kirwan and Dokal, 2009; Townsley et al., 2017). En fait, 

cette maladie découle de mutations du gène de la Dyskerin, une protéine impliquée dans 

l’assemblage de la télomérase et faisant parti du comlexe télomérase holoenzyme 

(Ghanim et al., 2021). Il existe de nombreuses pathologies liées à des défaillances de 

maintien de l’homéostasie des télomères : fibrose pulmonaire idiopathique, syndrome de 

Hoyeraal Hreidarsson, syndrome de Coats, ce qui confirme le lien entre maintiens de 

l’intégrité des télomères, et vieillissement.  

 

1.4. Dérèglements épigénétiques 

Épigénétique : brèves définitions 

L’existence d’un procédé qui régit l’expression des gènes, a été décrit depuis les années 

40 par Conrad H. Waddington et se réfère au terme « d’épigénétique ». Alors que deux 

cellules peuvent avoir le même fond génétique, les gènes exprimés peuvent être 

complètement différents et définissent alors l’identité et la fonction de la cellule (González-

Recio et al., 2015; Villota-Salazar et al., 2016). 

 En plus de la séquence de nucléotides, l’ADN est enroulé autour d’histones et organisé 

en nucléosomes compactés dans le noyau cellulaire, formant ainsi la chromatine. Le 

niveau de compaction de la chromatine, et l’accès de différents facteurs à l’ADN 

conditionnent l’expression des gènes et régulent de nombreux processus biologiques 

(réponses aux dommages à l’ADN, réplication). Ce sont des modifications chimiques de 

l’ADN (méthylations) et des histones (méthylation, acétylation, phosphorylation, 

ubiquitination), ainsi que le positionnement des nucléosomes qui participent au 

remaniement de la chromatine. Ces modifications chimiques, qui contribuent aux bons 
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fonctionnements cellulaires, nécessitent une régulation millimétrée (González-Recio et 

al., 2015; Villota-Salazar et al., 2016).   

 

Or, au cours du temps et à cause de l’environnement ou de procédés cellulaires, 

l’épigénétique des cellules peut être perturbée. L’exemple des jumeaux est frappant et 

illustre le phénomène de dérive épigénétique avec l’âge. En bas âges, les différences 

épigénétiques entre deux jumeaux sont faibles alors que la divergence augmente 

considérablement chez des sujets plus âgés (Fraga et al., 2005; Song and Johnson, 

2018a). 

 

Vieillissement, méthylation de l’ADN et horloge d’Horvath 

Cette idée d’évolution de l’épigénome en fonction du temps a surtout été mise en évidence 

en 2013, après une étude publiée par le professeur Steve Horvath et ses collègues. Ils 

ont démontré qu’il existait une corrélation entre le niveau de méthylation de l’ADN et le 

vieillissement. Désignée comme « l’horloge d’Horvath », ou « l’horloge du méthylome », 

cette corrélation est déterminée sur la base de 353 îlots CpG situés dans des régions qui 

contrôlent l’expression des gènes de développement et de différenciation. Parmi cet 

ensemble d’îlots CpG, certains îlots sont méthylés et d’autres ne le sont pas. En étudiant 

le schéma de méthylation, on se rend compte qu’il varie avec le temps et qu’il est lié au 

vieillissement chronologique de l’organisme. Toutefois, il est essentiel de mentionner que 

le statut de méthylation d’un seul CpG de cet ensemble n’est pas corrélé à l’âge 

chronologique et que seul le modèle global peut être utilisé comme prédicateur d’âge 

(Horvath, 2013a; Horvath and Raj, 2018). Depuis, d’autres études ont rapporté une 

corrélation entre la méthylation de l’ADN et le vieillissement en utilisant des modèles 
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différents (Guarasci et al., 2019; Hannum et al., 2013a; Jung and Pfeifer, 2015; Krauss 

and de Haan, 2016; Stubbs et al., 2017; Wilson and Jones, 1983). Grâce à sa fiabilité, 

l’horloge du méthylome est proposée pour être utilisée dans des études épidémiologiques 

(Lim and Song, 2018). Au contraire, d’autres n’ont pas reporté de corrélation (Hadad et 

al., 2016). Ces variabilités sont potentiellement dues à une régulation complexe de 

l’activité des ADN méthyltransférases (Dnmt) avec l’âge (Sun et al., 2014).  

Une autre instance mettant en lumière l’effet de l’épigénome sur le vieillissement est la 

différence existante entre les abeilles travailleuses et leur reine. Alors qu’ayant un fond 

génétique identique, l’abeille reine a une espérance de vie d’environ 20 fois celle de son 

homologue travailleuse, et un génome hypométhylé. Ce phénomène a été rapporté dans 

la revue des auteurs S. Song et F.B Johnson (Song and Johnson, 2018a), selon des 

études dans lesquels il a été montré d’une part, que modifier la méthylation du génome 

d’une jeune larve influençait son devenir (reine versus travailleuse) ; et d’autre part, 

qu’inhiber les ADN méthyltransférases augmentait l’espérance de vie des travailleuses 

(Cardoso-Júnior et al., 2018). 

 

Vieillissement et modifications post-traductionnelles des histones 

En plus de cette corrélation singulière entre le vieillissement et la méthylation, les 

modifications post-traductionnelles des histones évoluent. Mais contrairement à la 

méthylation de l’ADN, il n’y a pas de consensus quant aux variations reportées, qui 

dépendent de l’organisme, du tissu ou du type cellulaire étudié. Ainsi, le profil de la 

modification répressive H3K27me3 est nettement modifié en vieillissant, mais 

différemment selon le contexte. En effet, chez les souris âgées, les cellules souches 

musculaires quiescentes présentent un taux élevé de H3K27me3 par rapport à leurs 
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homologues plus jeunes, mais lorsqu’il s’agit de cellules souches musculaires activées à 

la suite d’une blessure, ce sont les souris les plus jeunes qui possèdent un taux de 

H3K27me3 plus important (Schwörer et al., 2016). Les exemples se multiplient pour 

H3K27me3 avec une augmentation dans le tissu cérébral, les cellules souches 

hématopoïétiques et les cellules musculaires (Brunet and Rando, 2017; Cencioni et al., 

2019; Ito et al., 2018; Wang et al., 2010) ; mais diminution dans d’autres circonstances 

qui pourraient être due à une dérégulation des histones méthyltransférases (Fraga and 

Esteller, 2007; Han and Brunet, 2012; Kane and Sinclair, 2019). De même, le 

vieillissement impact d’autres modifications post-traductionnelle d’histones, comme 

H3K4me3, H3K36me3, H3K9me3 (Kane and Sinclair, 2019). 

 

Vieillissement et altération des nucléosomes  

Finalement, une altération de la structure des nucléosomes, associée à l’âge, a été 

reportée chez la levure et chez les mammifères et est corrélée à de l’instabilité génomique 

(Chen et al., 2020; Hu et al., 2014). Par exemple, la levure perd près de 50 % de sa teneur 

en histone en vieillissant, mais la surexpression d’histones augmente la longévité de celle-

ci (Feser et al., 2010; Hu et al., 2014).  

Chez les mammifères, Roderick O’Sullivan et ses collègues ont montré qu’une diminution 

du nombre d’histones et des chaperonnes d’histones Caf 1 et Asf1 est associé à un 

raccourcissement des télomères dans des fibroblastes ayant subi un grand nombre de 

divisions cellulaires, comparé à ces mêmes fibroblastes n’ayant subi que peu de divisions 

(O’Sullivan et al., 2010). Chez la souris âgée en revanche, et bien qu’il n’y ait pas de 

changement observable du taux de H3, une modification de l’occupation de H3, ainsi 

qu’une préférence pour le variant H3.3 a été observée et est compatible avec une 
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augmentation générale de l’accessibilité de la chromatine dans des régions spécifiques 

(Chen et al., 2020; Das and Tyler, 2012).  

En regardant les effets du vieillissement sur la biologie de la cellule, il paraît inévitable 

que tous ces changements affectent leur fonctionnement. D’ailleurs certains cancers sont 

notamment caractérisés par des mutations dans des acteurs de l’épigénétique, ce qui 

prouve que des altérations de l’épigénétique peuvent affecter profondément les cellules, 

jusqu’à leur transformation tumorale.  

 

Malgré les efforts déployés ces dernières années à mieux comprendre le lien entre 

l’épigénétique et le vieillissement, la recherche peine encore à en comprendre tous les 

rouages. Notamment, les modifications épigénétiques fonctionnent souvent par 

combinaisons (code épigénétique), et disséquer les mécanismes devient un défi. De plus 

en plus d’études font des liens entre les différents acteurs du vieillissement. Par exemple, 

il a été montré que l’organisation chromatinienne au niveau des télomères est bien 

spécifique ; et va être modifiée considérablement lors de leur raccourcissement.  

 

Dérégulations épigénétiques causées par le raccourcissement des 

télomères 

La chromatine entourant les télomères est caractéristique d’une région 

d’hétérochromatine constitutive ; mais est aussi atypique. En effet, elle est constituée des 

marqueurs classiques d’hétérochromatine (H3K9me3, H4K20me3 et heterochromatin 

protein 1 (HP1), mais les protéines chapeautant les télomères modifient la structure de 

cette région.  

Par exemple, TRF2 promeut la formation de structures compactes, en neutralisant les 
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charges négatives de l’ADN grâce à son domaine N-Terminal basique. De son côté, TIN2 

interagit avec HP1 ; alors que les TERRA sont nécessaires au maintien des marques 

H3K9me3, H4K20me3 et H3K27me3, grâce à leur interaction avec le complexe Polycomb 

Repressive 2 (PRC2) (Montero et al., 2018a). Enfin, et contrairement au reste de la 

chromatine, le variant de l’histone H3, H3.3 est majoritaire au niveau des télomères et 

serait déposé par le complexe ATRX/DAX.  

Lorsqu’ils sont longs, les télomères sont entourés d’hétérochromatine assez dense qui se 

propage jusqu’aux régions subtélomériques. Les gènes situés dans la zone d’influence 

télomérique sont réprimés : c’est ce qu’on appelle l’effet « Télomère position », ou TPE 

(telomere position effect) (Mondoux and Zakian, 2006). Ainsi, les télomères peuvent 

réprimer des gènes situés au niveau de la zone subtélomérique, ou beaucoup plus loin, 

jusqu’à 10 megabase de distance, en formant des boucles (Figure 1-6 ; p35) et (Kim and 

Shay, 2018). Chez l’humain, les gènes rapporteurs placés dans la région subtélomérique 

sont 10 fois moins exprimés qu’ailleurs dans le génome (Baur et al., 2001; Song and 

Johnson, 2018a). D’un point de vue mécanistique, RAP1 interagit avec la protéine Sir2 

qui desacétyle la marque activatrice H4K16, renforçant la répression de la transcription 

(Moretti et al., 1994; Tanny et al., 1999). Cette zone désacétylée permet le recrutement 

des protéines Sir 3 et Sir 4 qui, à leur tour, recrutent davantage de Sir2 qui desacétylera 

les régions avoisinantes (Barral and Déjardin, 2020). C’est un mécanisme connu pour 

propager un état chromatinien. 

Cet équilibre fragile est normalement maintenu grâce à des télomères longs et 

fonctionnels. Ainsi, le raccourcissement des télomères cause un bouleversement au 

niveau de la chromatine des télomères : l’hétérochromatine est moins dense ; et les 

boucles télomériques peinent à se former (Kozak et al., 2010; Song and Johnson, 2018a). 

L’altération de l’état chromatinien de cette région aura comme conséquence une 
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diminution de l’effet TPE sur les zones avoisinantes. Ainsi, un gène habituellement 

réprimé par les télomères pourra être transcrit (Figure 1-6 ; p35) (Kim and Shay, 2018). 

 

 

 

Figure 1-6 . Effet de la position des télomères « TPE ». 

Inspiré de (Kim and Shay, 2018). La structure dense et répressive formée par 

l’hétérochromatine télomérique s’étend jusqu’aux zones subtélomériques pour en 

réprimer la transcription. De même, la formation de boucle permet de contrôler la 

transcription de zone plus distale. Lors du raccourcissement des télomères, la structure 

des télomères est dégradée et la répression de la transcription des zones subtélomérique 

et distale est compromise. 

 

1.5. Cellules souches et vieillissement 

Les cellules souches, en quoi sont-elles si spéciales ?  

Le mot cellule souche est en fait un terme générique, utilisé pour décrire une cellule 

capable de (i) rester quiescente (ii) s’autorenouveler afin de maintenir une population 

constante et (iii) de se différencier au besoin. La capacité de différenciation dépend du 

potentiel de la cellule. Les cellules totipotentes correspondent à la cellule œuf, capable de 

donner tous les tissus embryonnaires et extraembryonnaires ; les cellules pluripotentes 
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peuvent se différencier en tous les tissus embryonnaires et enfin, les cellules 

multipotentes ou cellules souches adultes sont des cellules spécialisées qui sont 

responsables de repeupler un tissu spécifique de l’organisme afin d’en assurer le bon 

fonctionnement. Alors que les cellules souches totipotentes et pluripotentes n’existent que 

pour un temps très limité au cours du développement, les cellules souches adultes 

persistent durant toute la vie d’un être vivant et sont promptes à subir le vieillissement.  

 

Lorsqu’une cellule somatique subit les effets du temps —l’issue sera généralement la 

sénescence ou l’apoptose — et elle sera remplacée par une autre de ses paires, 

fraîchement issue de la différenciation d’une cellule souche, afin de maintenir l’intégrité 

du tissu. 

En revanche, et mis à part l’autorenouvèlement, il n’existe pas de moyen de régénérer le 

bassin de cellules souches lorsque celui-ci est compromis (Coquard, 1997). Il est donc 

essentiel que les cellules souches possèdent des propriétés permettant de retarder les 

effets négatifs du vieillissement puisqu’un dysfonctionnement de ces cellules a des 

conséquences désastreuses sur le tissu. En effet, la majorité des pathologies dues au 

vieillissement implique une déficience au niveau des cellules souches, et ce, dans des 

tissus variés (Shufian et al., 2017).  

Avec l’arrivée de la médecine régénératrice et une augmentation de la prévalence des 

pathologies gériatriques, on s’intéresse davantage à la biologie des cellules souches, et 

comprendre les facteurs influençant leur fonctionnement est crucial afin d’assurer le 

succès des thérapies (Ghorbaninejad et al., 2020; Odden et al., 2011; Rodriguez et al., 

2015). 

Grâce à leur nature parfois quiescente, leur métabolisme en pause et l’environnement 

protecteur dans lequel elles se trouvent, les cellules souches sont moins exposées aux 
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dommages ; et c’est ce qui permet d’assurer la longévité des individus. Bien que le 

vieillissement arrive de façon plus lente, les cellules souches vont elles aussi subir des 

dommages similaires à ce qui a été décrit précédemment.  

Dans les paragraphes suivants, j’aborderai les principaux mécanismes du vieillissement 

des cellules souches, leurs conséquences et soulignerai les différences avec les cellules 

somatiques.  

 

Maintien de la longueur des télomères pendant l’embryogenèse et à l’âge 

adulte dans les cellules souches 

Maintenir une longueur télomérique adéquate est essentiel à la pérennité des espèces. 

Alors que les cellules somatiques ne sont pas capables d’allonger leurs télomères, des 

mécanismes existent durant le développement embryonnaire et dans les cellules souches 

pour prolonger les extrémités terminales des chromosomes qui se raccourcissent pendant 

la réplication.  

Dans les cellules germinales, et contrairement aux croyances, la télomérase est exprimée 

à des niveaux assez bas, ce qui persiste après la fécondation et dans les premiers stades 

du développement embryonnaires (Figure 1-7 ; p38). Il faut attendre la venue du stade 

« blastocyste » pour observer une augmentation considérable de l’expression de la 

télomérase (Figure 1-7 ; p38). Pourtant, les télomères sont allongés depuis la fécondation, 

jusqu’au stade du blastocyste (L. Liu et al., 2007; Liu et al., 2002; Ozturk et al., 2014). Les 

études montrent qu’au stade deux cellules, les télomères seraient allongés via un 

mécanisme indépendant de la télomérase, impliquant la protéine Zscan 4 et des 

événements d’échange entre chromatines sœurs, notamment grâce à une déméthylation 

de l’ADN (Dan et al., 2017; Nakai-Futatsugi and Niwa, 2016). Au fur et à mesure du 
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développement, la capacité d’extension des télomères se restreint à certaines cellules 

spécifiques : les cellules souches multipotentes adultes (Figure 1-7 ; p38). Ces cellules 

sont spécialisées, se situent dans les différents tissus et expriment la télomérase.  

 

 

 

Figure 1-7. Expression de la télomérase et élongation des télomères au cours du 
développement et dans les cellules souches. Adapté de (Ozturk et al., 2014). 

Adapté de (Ozturk et al., 2014). L’expression de la télomérase varie dans les cellules 

souches au cours du développement. 

Raccourcissement des télomères, vieillissement et cellules souches 

Les cellules souches ne sont pas constamment en division et restent dormantes la plupart 

du temps, ce qui permet de ralentir la vitesse de raccourcissement des télomères. De 

plus, ce sont les seules de l’organisme à exprimer la télomérase ce qui leur confère la 

capacité de maintenir leurs télomères. Il faut toutefois nuancer ce propos puisque 

l’expression de la télomérase n’est pas suffisante à leur donner un potentiel prolifératif 

illimité. En effet, une diminution de l’expression de la télomérase a été décrite à de 

nombreuses reprises et notamment dans des modèles murins (Flores et al., 2008; Vaziri 

et al., 1994a). Cette notion de diminution — qui va avoir un impact direct sur la quantité 

et donc la disponibilité de la télomérase — vient rejoindre les études montrant la relation 

d’haploinsufisance de la télomérase, lorsqu’exprimée en quantité inférieure à la normale. 

Par exemple, des souris possédant seulement la moitié de la quantité normale de 

télomérase ont une capacité limitée de régénérescence tissulaire à cause du 
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raccourcissement des télomères (Hao et al., 2005; Harrington, 2012). C’est ce 

phénomène qui se produit dans les cellules souches adultes : les télomères se 

raccourcissent, limitant le potentiel.  

 

Dommage à l’ADN et destin cellulaire 

De la même façon qu’une cellule somatique, le raccourcissement des télomères ou toute 

autre atteinte de l’ADN va activer des voies de réparation ; en revanche, il existe quelques 

différences. Lorsqu’elles sont quiescentes, les cellules souches ont tendance à accumuler 

des dommages qui seront soient réparés par la voie NHEJ — favorisant les erreurs en 

raison de l’absence d’un brin homologue — ou accumulés et réparés lors de l’entrée en 

cycle de la cellule (Behrens et al., 2014; Rossi et al., 2007). Dans le cas des cellules 

souches cancéreuses, cette habilité de résistance aux dommages est particulièrement 

compromettante lors des chimiothérapies (Phi et al., 2018). En supplément de l’activation 

des voies classique de réparation, l’émergence de dommages cellulaires va influencer le 

potentiel de différenciation des cellules souches. Dans certaines circonstances, les 

cellules souches endommagées vont se différencier afin d’éliminer rapidement les cellules 

dysfonctionnelles, c’est le cas des neurones, ce qui provoquera une diminution du nombre 

de cellules disponibles pour régénérer le tissu (Barazzuol et al., 2017; Behrens et al., 

2014). Au contraire, chez les cellules souches hématopoïétiques, on observe plutôt 

l’inverse puisqu’elles ont un potentiel de différenciation restreint. En effet, on va avoir 

tendance à observer un défaut ou un biais de différenciation, mais pas de diminution du 

nombre de cellules souches (Krauss and de Haan, 2016; Sekulovic et al., 2011; Sun et 

al., 2014; Vaziri et al., 1994a).  
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Altération de la niche 

Contrairement aux cellules somatiques, les cellules souches se situent dans un 

microenvironnement, appelé la niche, qui fournit une protection et régule leur l’état. En 

transmettant des signaux physiques ou moléculaires aux cellules souches, la niche est en 

grande partie responsable du maintien en quiescence, du potentiel de différenciation ou 

d’autorenouvèlement. L’importance du système de niche est soulignée par une 

conservation entre les espèces (Zhao et al., 2008a). Avec le vieillissement, la composition 

de la niche change ; par exemple une accumulation d’adipocyte dans la moelle osseuse 

peu s’installer avec le temps et perturber la régénération de cellules hématopoïétiques 

effectrices (Ambrosi et al., 2017; Justesen et al., 2001; Song et al., 2010; Wagner et al., 

2008). De plus, une autre étude a montré qu’une modification de la myofibre et de la 

lamine basale, deux éléments en contact étroit avec les cellules souches musculaires, 

affectent la capacité de régénération du muscle (Gopinath and Rando, 2008).  

 

Altérations épigénétiques dans les cellules souches 

Quel que soit leur état, quiescent ou proliférant, les cellules souches possèdent une 

excellente plasticité qui leur permet de contrôler leur destin rapidement à travers divers 

programmes transcriptionnels. Elles doivent cette capacité à une chromatine ouverte et 

dynamique, prête à se réorganiser en fonction des signaux reçus pour changer la 

transcription des gènes. On comprend donc que les altérations épigénétiques 

accompagnant le vieillissement peuvent influencer leur destin cellulaire. La sortie de l’état 

de quiescence requiert un remaniement épigénétique, et de même, la prise de décision 

entre autorenouvèlement ou différenciation demande l’activation d’un programme 
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transcriptionnel spécifique. En revanche, les conséquences semblent dépendantes du 

type cellulaire et du contexte et plusieurs exemples dans la littérature se côtoient. Dans le 

cas de souris déficientes pour l’ADN méthyltransférase Dnmt3a, l’hypométhylation de 

l’ADN conséquente n’affecte pas la capacité d’autorenouvèlement des cellules souches 

hématopoïétiques, au contraire, on observe une augmentation du nombre de cellules 

souches et une prédisposition aux cancers de la lymphe, dus à des défaillances 

d’hématopoïèse (Beerman and Rossi, 2015; Mayle et al., 2015). 

 

Les cellules souches, responsables de régénérer les tissus endommagés, sont un 

élément clef du bon fonctionnement d’un tissu ou d’un organisme. Lorsqu’elles sont 

compromises, notamment comme c’est le cas en vieillissant, l’intégrité et la fonction des 

organes se détériorent. Malgré les connaissances acquises jusqu’à maintenant, leur 

rareté, leur difficulté à être maintenue en culture les rendent difficiles à étudier. Pour mieux 

comprendre les mécanismes du vieillissement des cellules souches et leurs 

conséquences, il est donc nécessaire d’avoir un modèle cellulaire qui faciliterait les 

travaux de recherche. En effet, si on sait que les cellules souches pâtissent du 

vieillissement, les conséquences précises sont encore mal comprises. Or, il est 

indispensable d’appréhender les détails des différents mécanismes, afin de développer 

des traitements pour les patients souffrant des conséquences du vieillissement des 

cellules souches.  
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1.6. Les cellules souches embryonnaires murines, un bon 

modèle 

Origine et conditions de culture 

Dans un organisme formé, les cellules souches adultes sont rares, difficiles à isoler et 

possèdent un potentiel de différenciation restreint ce qui limite les recherches de 

laboratoire. Ainsi les scientifiques ont eu l’idée de remonter plus précocement dans le 

développement des organismes pour trouver des cellules souches primitives, qui 

s’avèrent être une alternative intéressante pour la médecine et l’étude du bé à bas des 

cellules souches. Après fertilisation, la cellule-œuf totipotente, ou zygote, va subir 

différentes vagues de divisions cellulaires où chaque cellule fille gagnera petit à petit en 

spécialisation. La Figure 1-8 résume les différents stades de développement, jusqu’au 

stade du blastocyste préimplanté (Figure 1-8 ; p43). À ce stade, la masse interne du 

blastocyste préimplanté comporte un réservoir de cellules aux propriétés rares dont 

l’intérêt de la communauté scientifique ne cesse de croître : les cellules souches 

embryonnaires murines ou cellules ES. Ce sont des cellules pluripotentes, c’est-à-dire 

qu’elles ont la capacité de s’autorenouveler indéfiniment tout en gardant la possibilité de 

se différencier en cellule de l’un des trois feuillets embryonnaires. In vivo, cet état est 

éphémère et transitoire, mais en 1981 (Evans and Kaufman, 1981; Martin, 1981) deux 

équipes de recherches ont été capables de les isoler ; et il est possible de les maintenir 

dans un état pluripotent grâce à des conditions de culture adaptée. Traditionnellement, on 

utilise un milieu enrichi en sérum — qui apportera les facteurs nécessaires à bloquer la 

différenciation neurale. Il faut aussi ajouter des « Bone Morphogénic protein » (de l’anglais 

et abrégé BMP), et du Leukemia Inhibitory Factor (LIF) qui soutiendra l’activité des 
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facteurs de pluripotence via son interaction avec STAT3.  

Il existe une autre alternative à ce milieu, cette fois-ci ne nécessitant ni sérum ni LIF, mais 

exigeant deux inhibiteurs des kinases, Mek1/2 et GSK3, qui permettent de bloquer la 

différenciation spontanée des cellules ES (Martello and Smith, 2014). De façon similaire, 

des conditions de cultures contrôlées permettent la différenciation des cellules ES in vitro. 

Un facteur largement utilisé en recherche est l’acide transrétinoïque (ATRA) qui provoque 

une différenciation de type neural en culture (Lu et al., 2009).  

 

 

Figure 1-8. Développement embryonnaire et cellules souches embryonnaires. 

Les cellules souches embryonnaires sont prélevées de la masse interne du blastocyste 

préimplanté et peuvent être maintenues en culture. 

 

En plus de leur plasticité et de leur caractère « souche », les cellules ES prolifèrent 

rapidement, ce qui permet d’utiliser les techniques classiques de biologie moléculaire, 

cellulaire et de génétique, de façon similaire à ce qui est fait avec des lignées cancéreuses 
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établies. 

Pour ces raisons, j’ai choisi d’utiliser ce modèle cellulaire murin pour étudier l’effet du 

raccourcissement des télomères —caractéristique notoire du vieillissement — sur les 

cellules souches.  

Pour vous permettre de mieux comprendre les travaux que j’ai effectués au cours de mon 

doctorat, les paragraphes suivants seront consacrés à détailler le fonctionnement 

cellulaire des cellules ES.  

Maintien d’un état indifférencié et facteurs de pluripotence 

Le maintien de l’état de pluripotence nécessite une régulation millimétrée de 

l’homéostasie cellulaire et est gouverné par l’expression de gènes dits « facteurs de 

pluripotence ». Ce sont des facteurs de transcription, et si on en compte une pléiotropie, 

certains ressortent comme les facteurs de bases qui sont nécessaires au maintien de la 

pluripotence : Oct4 (gène = Pou5f1), Sox2, et Nanog, Klf4 et c-Myc (Avilion et al., 2003; 

Morey et al., 2015; Nichols et al., 1998). Une étude parue dans le journal « Cell research » 

s’est attardée à étudier les sites de liaison de ces facteurs de transcription et a obtenu 

deux résultats particulièrement informatifs : d’une part, les sites cibles sont généralement 

liés par plusieurs facteurs de pluripotences de bases ; et d’autre part, les facteurs de 

pluripotence ciblent des groupes de gènes régulant (i) les processus du développement, 

(ii) la transcription des ARNm, (iii) le métabolisme, et enfin (iv) le cycle cellulaire (Boyer et 

al., 2006). D’autres travaux ont également confirmé la nature redondante des facteurs de 

pluripotence, et c’est sans doute ce qui confère un état stable et robuste aux cellules 

souches (Loh et al., 2006). De plus, Klf4 stimule l’expression de la télomérase, donnant 

ainsi un potentiel prolifératif illimité aux cellules souches embryonnaires (Wong et al., 

2010). En 2006, les travaux du professeur Yamanaka, l’un des pionniers de la médecine 
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régénératrice, a d’ailleurs montré que l’expression des facteurs de pluripotence Oct4, c-

Myc, Klf4 et Sox2 dans des fibroblastes de souris était suffisante à induire une dé-

différenciation (Takahashi and Yamanaka, 2006). Alors qu’essentielle pour maintenir la 

pluripotence, l’expression de ces facteurs doit être extrêmement contrôlée (Thomson et 

al., 2011). Lors de la différenciation, les facteurs de pluripotence sont généralement 

réprimés en faveur des facteurs de différenciation. Par exemple, une diminution de 50 % 

de l’expression d’Oct4 est suffisante pour provoquer une différenciation spontanée (Morey 

et al., 2015; Niwa et al., 2000). À l’inverse, une expression légèrement supérieure à la 

normale de Sox2 peut déclencher la différenciation (Kopp et al., 2008; Tompkins et al., 

2009).  

 

Régulation épigénétique 

La régulation des cellules souches est hautement dépendante de l’épigénétique qui 

gouverne l’expression des gènes. En effet, ce sont les modifications épigénétiques qui 

permettent l’activation, ou non, d’un programme transcriptionnel. Les facteurs de 

pluripotence, comme Oct4, Sox2, Nanog ou c-Myc sont en interaction étroite avec les 

régulateurs de la chromatine, comme le complexe SWI/SNF ou NurD (Orkin and 

Hochedlinger, 2011), et ensemble assurent l’identité de la cellule souche pluripotente. 

Contrairement aux cellules différenciées, les cellules souches ont une chromatine très 

ouverte, dynamique et optimisant ainsi un changement d’état rapide. Ceci signifie que les 

zones d’hétérochromatine, définie par la présence d’HP1 sont peu nombreuses et éparses 

(Meshorer et al., 2006). De plus, les marques de chromatine active H3K4me3 sont 

prédominantes notamment au niveau des gènes de pluripotence qui sont 

transcriptionnellement actifs. Les gènes associés au développement sont réprimés, mais 
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des marques de chromatines inactives (H3K27me3) coexistent avec des marques de 

chromatine active (H3K4me3), formant ainsi des domaines bivalents (Orkin and 

Hochedlinger, 2011). Généralement, les domaines bivalents se situent au niveau de 

gènes de différenciation dont l’expression est mise sur pause, mais prête à être activée 

lorsque des signaux de différenciation seront reçus (Kanayama et al., 2019; Voigt et al., 

2013). Cela dit, l’existence de domaine bivalent pourrait être remise en question puisque 

qu’elle repose sur la détection des méthylations par des anticorps. Or, la spécificité des 

anticorps ciblant des méthylations est remise en question (Shah et al., 2018). Cet état 

particulier de la chromatine des cellules pluripotentes est aussi appelé « état permissif » 

puisque comme son nom l’indique, il s’agit d’un état très actif, qui va permettre la prise de 

décision rapide quant au destin cellulaire. Ceci est particulièrement important pour le 

développement embryonnaire puisque la pluripotence n’est qu’un état passager.  

Lorsque des signaux de différenciation sont reçus, on assiste à un remaniement majeur 

de la chromatine : les gènes de pluripotence vont être réprimés via la méthylation de l’ADN 

et des marques chromatiniennes répressives comme H3K27me3 et H3K9me3 ; les zones 

d’hétérochromatine vont être plus denses et plus définitives et seuls les gènes 

correspondant à la voie de différenciation seront actifs et donc transcrits. De plus, les 

domaines bivalents vont être résolus en faveur de l’une des marques chromatiniennes, 

active ou répressive, selon si la région se veut être transcriptionnellement active ou 

réprimée. On observe donc la fermeture de large région de chromatine en faveur de 

l’activation d’un programme transcriptionnel précis.  

 

Les complexes Polycomb 

Les complexes Polycomb (PRC), dont on distingue le complexe PRC1 et le complexe 
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PRC2, sont l’un des acteurs principaux de la différenciation et de l’identité cellulaire.  

Le complexe PRC2 est composé de trois sous-unités — Ezh2 (Enhancer of zeste homolog 

2, sous unité catalytique), Eed (embryonic ectoderm development) et Suz12  (Suppressor 

Of Zeste 12 Homolog) et est responsable de la marque d’histone H3K27me3 dans les 

régions où la transcription doit être réprimée (Aloia et al., 2013). Lorsque les cellules sont 

pluripotentes, on retrouve H3K27me3 au niveau des domaines bivalents, mais sa 

présence n’est pas nécessaire à la persistance de la pluripotence. En revanche, lors de 

la différenciation, le complexe PRC2 participe à la répression transcriptionnelle, et 

conséquemment, à la fermeture de la chromatine. Son absence aboutit généralement à 

un échec de différenciation pendant l’embryogenèse (Aloia et al., 2013; O’Carroll et al., 

2001). Le rôle du complexe PRC1 est plus ambigu, notamment puisqu’il en existe 

plusieurs formes : la forme canonique et la forme non canonique. Initialement, on pensait 

que le complexe PRC1 était recruté à l’ADN dépendamment de H3K27me3, mais il 

semble que sa régulation soit plus sophistiquée (Aloia et al., 2013; Vidal and Starowicz, 

2017). 

 

Les ADN méthyltransférases de novo 

En complément des régulateurs chromatiniens et du complexe PRC2, les ADN 

méthyltransférase de novo jouent un rôle prépondérant dans la différenciation. Si à l’instar 

du complexe Polycomb, leur présence n’est pas capitale pour la pluripotence, elle l’est 

pour la différenciation. La méthylation de l’ADN au niveau des promoteurs de gènes 

réprime la transcription des gènes, déjà grâce à barrière physique qui rend les promoteurs 

moins accessibles, mais aussi en recrutant à son tour d’autres facteurs répresseur de la 

chromatine. Par exemple, les facteurs Oct4 et Nanog sont fortement méthylés au niveau 
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de leurs promoteurs lorsqu’il y a induction de la différenciation (Smith and Meissner, 

2013).  

 

1.7. Problématique de recherche 

La pluripotence des cellules ES est gouvernée par l’expression de facteurs de 

pluripotence, qui est associée à une chromatine ouverte et plastique. Lors de la 

différenciation, les facteurs de pluripotence sont réprimés en faveur des gènes de lignage. 

Ceci est possible grâce à un remaniement de la chromatine qui consiste notamment en la 

répression de large région par méthylation de l’ADN et dépôt de H3K27me3 par le 

complexe Polycomb PRC2.  

Notre laboratoire s’est intéressé très vite à l’effet du raccourcissement des télomères dans 

des cellules souches. Notamment, il a été montré que la longueur des télomères 

influençait la capacité de différenciation des cellules souches. Dans nos études, nous 

avons utilisé des cellules ES murine.  

 

Résultats préliminaires à l’étude 

Les études présentées dans cette section sont le fruit des recherches du Dr Yie Liu (Liu 

et al., 2000) et du Dr Fabio Pucci (Pucci et al., 2013), étudiants au doctorat dans le 

laboratoire avant mon arrivée. Leurs recherches forment les fondations de mon projet de 

doctorat.  

 

Génération de cellules ES déficientes en télomérase 

La génération de cellules ES déficientes en télomérase a été faite en remplaçant trois des 

sept motifs spécifiques de la télomérase par une construction d’ADN contenant le gène 
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de résistance à la néomycine (Neo). Des cellules embryonnaires E14 ont été 

électroporées avec la construction d’intérêt qui a pu s’insérer dans certains clones via 

recombinaison homologue. Après sélection des clones résistants au G418, une PCR et 

un southernblot ont été faits afin de valider les clones (Liu et al., 2000). À des passages 

avancés (autour de passage 50), les télomères sont très courts et le signal — bien 

qu’hétérogène par Q-FISH — est absent de certains télomères. On observe également 

des fusions chromosomiques et de l’instabilité génomique (figure 3 de (Liu et al., 2000)). 

Pour faciliter la clarté, le clone E14 B5, qui a été validé Tert -/- a été utilisé pour l’étude du 

Dr Fabio Pucci et la mienne. Cette lignée clonale au passage avancé (autour de 50), sera 

simplement appelée « cellules Tert -/- ».  

 

Défaut de différenciation des cellules Tert -/- 

Pour sa thèse de doctorat, Dr Fabio Pucci s’est intéressé aux caractéristiques 

fondamentales des cellules souches : la pluripotence et la différenciation. Il a testé la 

capacité des cellules Tert-/- à se différencier en les comparant à des cellules ES de type 

sauvage (wild-type, WT).  

Pour cela, il a généré des cellules ES WT ou Tert-/- portant le gène de la GFP sous le 

contrôle du promoteur de pluripotence Pou5f1/Oct4. Cette technique permet notamment 

de suivre la différenciation des cellules par cytométrie de flux et d’avoir des résultats 

précis. Lorsqu’elles sont indifférenciées (pluripotentes) et donc cultivées dans un milieu 

enrichi en LIF, les cellules expriment fortement la GFP.  En revanche, des cellules 

différenciées n’exprimeront plus la GFP.  

Pour induire la différenciation, le milieu « LIF » est remplacé pendant 6 jours par un milieu 

supplémenté en ATRA : cette durée est suffisante pour permettre une différenciation 

stable des cellules ES sauvage. D’ailleurs, la stabilité de la différenciation est estimée en 
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remplaçant le milieu « ATRA » après 6 jours, par un milieu « LIF » pendant 6 autres jours : 

les cellules sauvages ne répondent pas aux signaux de pluripotence générés par le LIF 

et demeurent différenciées (Figure 1.1-9 ; p50).  

 

 

Figure 1.1-9. Essai de différenciation 

Cet essai est utilisé afin de tester le potentiel de différenciation des cellules ES. Cette 

figure a été adaptée de Criqui et al., 2020 (Criqui et al., 2020). 

 

Lors de ses expériences, Dr Fabio Pucci a décrit un défaut de différenciation des cellules 

Tert-/-, qui se traduit par une altération de la répression des gènes de pluripotence (Pucci 

et al., 2013). Il a également remarqué une diminution de la méthylation de l’ADN, 

suggérant qu’un mécanisme épigénétique pourrait expliquer le défaut de différenciation 

des cellules ES Tert -/-. 

Le travail du Dr Fabio Pucci a mis en évidence un élément important du vieillissement : le 

raccourcissement des télomères impacte directement la capacité de différenciation des 

cellules souches. Comme la dégénérescence des cellules souches représente une part 

importante du déclin dû à l’âge, j’ai décidé de m’attarder davantage sur ce problème, en 

essayant de décortiquer les mécanismes derrière ce défaut de différenciation. Mes 

travaux sont présentés dans les chapitres 2 et 3 de ce manuscrit.  
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Chapitre 2. L’altération de la longueur des télomères 

perturbe la différenciation des cellules souches à 

travers des modifications épigénétiques 
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2.3. Résumé traduit en français 

La relation qui existe entre les perturbations épigénétiques et le dysfonctionnement des 

télomères est toujours une question d'actualité. Nous avons précédemment montré que 

le dysfonctionnement des télomères entraîne une instabilité de la différenciation des 

cellules souches embryonnaires murines (mESC). Ce défaut de différenciation 

s’accompagne de perturbations de la méthylation de l'ADN et de la triméthylation de 

l'histone H3K27 au niveau des promoteurs des facteurs de pluripotence. Ici, nous avons 

établis que l'inhibition chimique du complexe Polycomb 2 (PRC2), une 

triméthyltransférase d’H3K27, exacerbe le défaut de différenciation des mESC, mais ceci 

uniquement lorsque les télomères sont très courts. Notamment, le suivi, au cours de la 

différenciation, de l’état de la chromatine des cellules aux télomères courts a montré que 

ces cellules retenaient un état de type pluripotent. 

Contrairement à l'inhibition du PRC2 qui altère davantage la différenciation, l'inhibition de 

la déméthylation de H3K27me3 a permis une restauration partielle de la capacité de 

différenciation. Ces données révèlent une nouvelle relation d'interdépendance entre 

H3K27me3 et l'intégrité des télomères dans l'engagement des lignées de cellules 

souches, qui pourrait avoir des implications dans le vieillissement et le cancer. 

2.4. Article  

 

Telomere dysfunction cooperates with epigenetic alterations 

to impair murine embryonic stem cell fate commitment 
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Abstract 

The precise relationship between epigenetic perturbations and telomere dysfunction is an 

extant question. Previously, we showed that telomere dysfunction leads to differentiation 

instability in murine embryonic stem cells (mESCs) via perturbations in DNA methylation 

at pluripotency-factor promoters. Here, we uncovered that telomerase reverse 

transcriptase null (Tert-/-) mESCs exhibit genome-wide perturbations in chromatin 

accessibility and gene expression during differentiation. These changes were 

accompanied by an increase of H3K27me3 globally, an altered chromatin landscape at 

the pluripotency gene promoter Pou5f1/Oct4, and impaired Tert-/- mESC differentiation. 

Inhibition of the Polycomb Repressive Complex 2 (PRC2), an H3K27 tri-

methyltransferase, exacerbated the impairment in differentiation and pluripotency gene 

repression in Tert-/- mESCs but not wild-type mESCs, whereas inhibition of H3K27me3 

demethylation led to a partial rescue of the Tert-/- phenotype. This data reveals a new 

interdependent relationship between H3K27me3 and telomere integrity in stem cell 

lineage commitment that may have implications in aging and cancer. 

 

Introduction 

Cellular processes crucial for development, tissue regeneration or cancer progression 

depend on the presence of cells that retain the capacity to commit to multiple lineages, 

called pluripotent or multipotent cells. Murine embryonic stem cells (mESCs) are 

pluripotent and can form all tissues in the body, whereas multipotent cells can form 

numerous, but not all, tissue types. The capacity of these cells to replenish committed cell 

lineages deteriorates with age due to intrinsic and extrinsic factors (Liu and Rando, 2011), 

Waterstrat and Van Zant 2009). For example, neuronal or melanocyte stem cell numbers 
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significantly decline with age, whereas aging of hematopoietic stem cells (HSCs) leads to 

aberrant lineage specification and defects in cell fate determination (Krauss and de Haan 

2016, Maslov 2004, Molofsky et al. 2008). Thus, stem cell aging directly impacts tissue 

function through perturbations in the stem cell reservoir or the function of their lineage-

committed progeny. 

 

The gradual attrition of chromosome ends, called telomeres, is observed in human cells 

in culture and in vivo, and is an established hallmark of aging that is often referred to as 

the ‘telomere clock’ (Harley et al., 1992). Telomere erosion occurs in cells that lack 

sufficient activity of an enzyme called telomerase, whose catalytic core is comprised of a 

reverse transcriptase (TERT) and an integral RNA component (TR). Without telomerase, 

an inexorable decline in telomere reserves eventually leads to what is termed telomere 

uncapping. This uncapping elicits a DNA damage response that results in chromosome 

loss, rearrangements, and cell death or arrest (de Lange, 2018; Lazzerini-Denchi and 

Sfeir, 2016; Muraki et al., 2012b; Takai et al., 2003). Even in stem cells, the retention of 

low levels of TERT expression cannot fully compensate for the telomere shortening that 

occurs during DNA replication. For example, although mice retain higher levels of 

telomerase activity in most adult tissues compared to humans, telomerase activity levels 

do decrease with age and lead to telomere erosion (Flores et al., 2008). Mice 

heterozygous for the genes encoding the telomerase RNA (Terc) or telomerase reverse 

transcriptase (Tert) are haploinsufficient for telomere maintenance and, depending on the 

genetic background, eventually exhibit many of the stem cell defects associated with 

telomerase knockout strains (Harrington, 2012; Strong et al., 2011). Similar telomere 

erosion occurs in human stem cells during aging, despite the persistence of low levels of 

telomerase activity (Baerlocher et al., 2007; Lansdorp, 2008; Röth et al., 2003; Vaziri et 
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al., 1994b). Although a causal link between short telomeres and human aging is still under 

investigation, shorter telomeres are associated with many human disorders that include 

dyskeratosis congenita, aplastic anemia, lung fibrosis, and blood cancer (Adams et al., 

2015; Armanios and Blackburn, 2012; Blackburn et al., 2015; Decottignies and d’Adda di 

Fagagna, 2011). These disorders are marked by failures in cell differentiation (Fu et al., 

2018; Lo Sardo et al., 2017), and by stem cell depletion in the blood and other tissues 

(Bertuch, 2016). 

 

Post-translational modifications added to DNA and histones that are inherited over cell 

divisions, known as epigenetic modifications, are tightly regulated in stem cells and play 

a crucial role in regulating cell fate. Many epigenetic alterations occur with age and are 

considered hallmarks of the aging process (Booth and Brunet, 2016). For example, DNA 

methylation patterns are altered during aging, whereby the genome becomes largely 

hypomethylated with hypermethylation at some loci (Krauss and de Haan, 2016). One 

contributing mechanism may be the downregulation of DNA methyltransferase (Dnmt) 

activity with age (Sun et al., 2014). Despite the finding that DNA hypomethylation does not 

affect stem cell self-renewal capacity nor the expression of pluripotency genes (Beerman 

and Rossi, 2015), Dnmt3a knock-out mice exhibit an increase in HSC self-renewal and a 

predisposition to hematopoietic malignancies (Mayle et al., 2015). Changes in the 

abundance of other epigenetic modifications, such as decreased tri-methylation of histone 

H3 on lysine 27 (H3K27me3) is associated with and may help drive the onset of 

senescence (Ito et al., 2018b; Shah et al., 2013). Conversely, an increase of H3K27me3 

in HSCs and muscle stem cells observed in aged mice is suggested to restrict stem cell 

potential via a differentiation bias of older stem cells (Brunet and Rando, 2017b). Given 

the role of epigenetics in stem cell differentiation and consequently in tissue maintenance, 
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these and other findings have led to the notion that epigenetic alterations represent 

another age-associated clock (Hannum et al. et al., 2013; Horvath, 2013a; Jung and 

Pfeifer, 2015; Wilson and Jones, 1983). These age-associated changes in DNA 

methylation patterns may intersect a broad array of health-related issues, ranging from 

Alzheimer’s disease to circadian rhythm disruption to lactose intolerance (Labrie et al., 

2016; Oh et al., 2016, 2018, 2019).  

 

A major question that remains unresolved is the role of histone methylation in the 

epigenetic regulation of cell fate in cells with dysfunctional telomeres. In mice, loss of 

telomere integrity affects chromatin throughout the telomeric and sub-telomeric DNA 

(Benetti et al., 2007, 2008; Gonzalo et al., 2006). More recently, roles distal to the telomere 

have been described for the telomere shelterin subunit, Rap1, in mice and in budding 

yeast (Marión et al., 2017; Platt et al., 2013a; Song and Johnson, 2018b; Vaquero-Sedas 

and Vega-Palas, 2018). There are other consequences for cell fate beyond senescence, 

as telomere dysfunction is known to impair stem cell differentiation in numerous contexts 

(Harrington and Pucci, 2018). For example, eroded telomeres in mESCs impair their ability 

to fully consolidate a differentiated phenotype in response to all-trans retinoic acid (ATRA) 

(Pucci et al., 2013). Repression of the pluripotency-promoting factors Nanog and Pou5f1 

(also known as Oct4) is impaired in late passage cells with critically short telomeres upon 

differentiation, compared to wild-type (WT) or earlier passage telomerase-deficient (Tert-/-

) mESCs with longer telomeres. This impairment is associated with a reduction in DNA 

methylation at the Nanog promoter (Pucci et al., 2013). The impaired repression of 

pluripotency genes in mESCs with dysfunctional telomeres is reversible, and telomere 

rescue via Tert reintroduction, or ectopic expression of Dnmt3b, elicits a partial reversal 

of this differentiation defect (Pucci et al., 2013). Although the ability of critically eroded 
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telomeres to induce these changes is unexpected, the consequences of these epigenetic 

alterations upon cell fate commitment was already well known (Kraushaar and Zhao, 

2013; Nativio et al., 2018; Reddington et al., 2013; Smith et al., 2010). 

 

Since the repression of Nanog and Pou5f1 during differentiation rely upon H3K27me3 

deposition via the Polycomb Repressive Complex 2 (PRC2) (Obier et al., 2015; Villasante 

et al., 2011), and Dnmt3 and PRC2 are critical to mESC neural differentiation (Liu et al., 

2018), we investigated whether perturbation of H3K27me3 levels, genome-wide, could 

further impact the cell differentiation defect associated with dysfunctional telomeres. We 

found a striking ability of chemical modulators of histone H3K27 methylation to specifically 

affect the fate of mESCs with short telomeres, with little effect on WT mESCs. We suggest 

that telomere status and histone methylation may be more linked than previously 

appreciated. 

 

Results 

Murine ESCs with critically short telomeres fail to consolidate a differentiated state. 

To address the role of telomere shortening on stem cell differentiation, we analyzed late-

passage (passage 40 or greater) Tert-/- mESCs that possess significantly shorter 

telomeres and an increase in end-to-end fusions compared to WT mESCs (Figure 2-1—

figure supplement 1A, B) (Liu et al., 2000). Despite this telomere instability, and consistent 

with our previously reported results, there was no observable difference in population 

doubling time between the lines (Pucci et al., 2013) (data not shown). In WT and Tert-/- 

mESCs, we assessed stem cell differentiation by the withdrawal of Leukemia Inhibitory 

Factor (LIF) and the induction of cell differentiation with 5 M all-trans retinoic acid (ATRA) 
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for 6 days (6DA; blue) (Figure 2-1A). The stability of the differentiated state, i.e. a refractory 

response to LIF re-addition, was also evaluated upon a further 6 days in LIF-containing 

media that lacked ATRA (6DA + 6DL; orange) (Figure 2-1A). Both mESC lines contained 

a green fluorescent protein (GFP) reporter placed under the transcriptional control of the 

pluripotency gene regulator Pou5f1, which enabled their sorting into distinct pluripotent 

(GFP+) or lineage-committed (GFP-) sub-populations (Figure 2-1A). As expected after 

induction of differentiation (6DA), WT mESCs went from a GFP+ state (green) to a GFP- 

state (blue) and remained so even after LIF re-addition (orange) (Figure 2-1B). In contrast, 

Tert-/- mESCs failed to fully repress the GFP reporter when treated with ATRA, and this 

defect became more pronounced after re-addition of LIF-containing media (Figure 2-1B). 

The failure of Tert-/- mESCs to repress Pou5f1 -GFP during differentiation was also 

reflected in higher endogenous levels of Pou5f1 and Nanog mRNA (Figure 2-1C and 

Figure 2-1D). GFP cell-sorting and further analysis of other pluripotency markers showed 

that GFP+ sorted sub-populations of Tert-/- mESCs retained a higher level of pluripotency 

gene expression after ATRA (SA), or LIF re-addition (SL) (Figure 2-1—figure supplement 

1C). These results are consistent with previous reported observations in WT or Tert-/- 

mESCs that did not contain the Pou5f1-GFP reporter (Pucci et al., 2013).  

 

We also found that gamma-irradiation up to 5 Gy did not affect the GFP status of WT 

mESCs grown in LIF or after differentiation, which argues against a general effect of DNA 

damage on differentiation commitment under these conditions (Figure 2-1—figure 

supplement 1F-H). In contrast, Tert-/- mESCs, although slightly less radio-sensitive than 

WT mESCs, exhibited a further defect in differentiation commitment (Figure 2-1—figure 

supplement 1E). These results suggest that DNA damage may enhance the impact of a 

critically eroded telomeres, but that the effect is not merely attributable to DNA damage 
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per se. 

 

Compromised telomere integrity alters gene expression profiles. 

Differentiation into a specific cell type is highly context-dependent, and the ability of ATRA 

to affect gene expression during mESC differentiation in vitro has been well documented 

(Simandi et al., 2010). To further query the lineage commitment of Tert-/- mESCs, we 

examined the expression pattern of 74 lineage-specific genes and 5 pluripotency genes 

using a commercially available quantitative real-time polymerase chain reaction (qPCR) 

array specific to murine cell lineages (Figure 2-1E, see Materials and Methods). Euclidean 

clustering and principal component analysis of the transcriptional data revealed 

heterogeneity between the cell populations, however a few key observations emerged. 

First, as anticipated the transcriptional profiles between undifferentiated WT and Tert-/- 

mESCs were more alike than other differentiated cell populations (Figure 2-1E, columns 

1 and 2, Figure 2-1—figure supplement 1D [circle 1]). Second, in keeping with the 

differences observed in pluripotency gene expression profiles, WT mESCs treated with 

ATRA formed a distinct group relative to ATRA-treated Tert-/- mESCs (Figure 2-1E, column 

3 and 5-7, Figure 2-1—figure supplement 1D [compare blue and orange triangles with 

circles 2, 3]). Third, within the populations treated with ATRA and LIF (6DA + 6DL) (Figure 

2-1E, columns 8-11), there was a difference between Tert-/- mESCs that were sorted for 

GFP- or GFP+ status (Figure 2-1E, column 4, Figure 2-1 —figure supplement 1D [circles 

2 and 3]). These data suggest there are at least two distinct sub-populations within Tert-/- 

mESCs with ATRA, or ATRA and LIF: GFP+ populations in which pluripotency genes fail 

to be repressed (Figure 2-1 —figure supplement 1C), and GFP- populations whose 

transcriptional profiles differ from GFP- WT mESCs (Figure 2-1E, compare columns 3, 8 
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versus 4-6). In summary, the transcriptional profiles in Tert-/- mESCs after differentiation 

induction are consistent with the conclusion that some cells are unable to attain and 

maintain a differentiated state. 

 

 

Figure 2-1 Murine ESCs with short telomeres fail to complete differentiation 
commitment and to suppress pluripotency gene expression. 

(A) Schematic representation of the experimental design. Wild-type (WT) and Tert-/- 
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mESCs transduced with Pou5f1 -GFP were maintained in a pluripotent state in the 

presence of leukemia inhibitory factor (LIF). Murine ESCs were next induced to 

differentiate by all-trans retinoic acid (ATRA) treatment for 6 days, followed by re-seeding 

in LIF-containing media for an additional 6 days to assess their ability to remain stably 

differentiated (GFP-). The GFP status of mESCs was monitored by flow cytometry (FACS) 

and sorted samples were collected at each experimental step: (i) LIF (pluripotent), (ii) 6 

days ATRA (6DA) and (iii) 6 days ATRA followed by 6 days LIF (6DA + 6DL). SA: mESCs 

sorted after 6DA. SL: mESCs sorted after 6DA + 6DL (B) FACS analysis of Pou5f1-GFP 

reporter expression in mESCs at each experimental step. Data are represented as mean 

+ SD. Data represents n=3 biological replicates: for n=1 and n=2 biological replicates, 

there were 3 technical replicates; for the n=3 biological replicate, there were 2 technical 

replicates, for a total of 8 samples. Statistical analysis was performed using two-way 

ANOVA, * (p<0.0332), ** (p<0.0021), *** (p<0.0002), **** (p<0.0001). Color bars 

underneath the x-axis represent the same treatment groups as indicated in (A). (C, D) 

Assessment of relative fold change in Pou5f1 and Nanog expression (WT pluripotent set 

as 1) by RT-qPCR, normalized to 5 housekeeping genes: Actb, B2m, Gapdh, Gusb and 

Hsp90ab1. Data are represented as mean + SD (n=3). Statistical analysis was performed 

using ordinary one-way ANOVA, * (p<0.0332), ** (p<0.0021), *** (p<0.0002), **** 

(p<0.0001). Color bars underneath the x-axis represent the same treatment groups as 

indicated in (A). (E) Heatmap representation of relative fold change in gene expression of 

77 lineage-specific markers (endoderm, mesoderm and ectoderm) and 5 pluripotency 

genes from the Qiagen Mouse Cell Lineage Identification qPCR Array (n=3 except for one 

sample marked * where n=2, see legend Figure 2-1D). Relative fold change in gene 

expression was calculated using WT pluripotent mESC (2 days in LIF) as control (fold 

change = 1) and normalized to 5 housekeeping genes: Actb, B2m, Gapdh, Gusb and 
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Hsp90ab1. The color scale represents the row centered fold change values (blue = lower, 

white = intermediate, red = higher). Euclidean distance clustering and complete linkage 

was applied to visualize similarity between samples. See Materials and Methods for 

details. 

 

Inhibition of PRC2 specifically impairs differentiation in mESCs with dysfunctional 

telomeres. 

Telomere dysfunction in mESCs results in reduced expression of the de novo DNA 

methyltransferases 3a and 3b (Dnmt3a/3b) (Pucci et al., 2013). As we demonstrated 

previously using an antibody that we validated for its specificity against H3K27me3, global 

H3K27me3 levels were also upregulated in Tert-/- mESCs (Pucci et al., 2013) (Figure 2-

2—figure supplement 1A). While DNA methylation is known to assist in the recruitment of 

histone methyltransferases, and H3K27me3 serves an essential role during differentiation 

(Jones and Wang, 2010; Margueron and Reinberg, 2011), it was unclear if the alterations 

in H3K27me3 levels in Tert-/- mESCs impinged directly on differentiation commitment. We 

thus probed the epistatic relationship between telomere dysfunction and H3K27me3 

deposition using chemical inhibitors of the H3K27 methyltransferase PRC2. We tested 

three different inhibitors of the PRC2 complex that targeted two of its core subunits: 

Enhancer of zeste homolog, Ezh2 (UNC1999, GSK343) or Embryonic ectoderm 

development, Eed (A395) (He et al., 2017; Konze et al., 2013; Verma et al., 2012). 

UNC2400 and A395N are structurally related to UNC1999 and A395 respectively, but 

exhibit a reduced inhibition activity against PRC2 (He et al., 2017; Konze et al., 2013) (for 

further details refer to Materials and Methods). These inhibitors were chosen because of 

the extensive biochemical and in vivo data to establish their specificity for their cognate 
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substrates  (He et al., 2017; Konze et al., 2013; Shi et al., 2017). Although Ezh2 mRNA 

was slightly lower in undifferentiated Tert-/- ESCs compared with WT ESCs, Ezh2, Suz12, 

and Eed continued to be expressed after differentiation at levels that did not significantly 

differ from WT ESCs (Figure 2-2—figure supplement 1B). The other active orthologue of 

Ezh2, Ezh1, was not detected in mESCs (data not shown). Thus, we presume the major 

target of PRC2 inhibition in this cellular context is Ezh2 (this presumption was also tested 

genetically; see below). 

 

Since these inhibitors had previously been studied primarily in human cell lines (He et al., 

2017; Konze et al., 2013; Verma et al., 2012), we first optimized and selected the 

concentration of PRC2 inhibitors that did not affect the overall population doubling rate of 

either WT or Tert-/- pluripotent mESCs after 2 days in LIF media (data not shown). Using 

these optimized concentrations, we incubated mESCs with each compound throughout 

the differentiation assay, over a total period of 14 days (Figure 2-2—figure supplement 

1C; for further details refer to Materials and Methods). Western blot analysis showed that 

the active PRC2 inhibitors, but not their inactive analogues, reduced global H3K27me3 in 

WT and Tert-/- mESCs (Figure 2A and Figure 2-2—figure supplement 1D).  Irrespective of 

genotype, mESCs maintained in LIF or treated with ATRA (6DA) exhibited no significant 

alteration in the expression of Pou5f1-GFP upon treatment with PRC2 inhibitors or their 

inactive analogues, relative to DMSO-treated controls (Figure 2-2—figure supplement 

1E). Therefore, we focused our subsequent analysis on cell populations treated for 14 

days, after ATRA treatment and LIF re-exposure (6DA + 6DL). 

 

We found that PRC2 inhibition led to a marked exacerbation of the differentiation defect 

in Tert-/- mESCs. A significant increase in the percentage of GFP+ cells was observed in 
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Tert-/- mESCs treated with PRC2 inhibitors for 14 days, compared with the inactive 

analogues or DMSO-treated cells (Figure 2B). The expression of endogenous Nanog 

mRNA or protein (Figure 2-2C, and Figure 2-2—figure supplement 1F, G), and other 

pluripotency gene markers such as Gdf3, Lefty1 and Zfp42 were also further increased 

relative to Tert-/- mESCs treated with DMSO (Figure 2-2—figure supplement 1G). In 

contrast, WT mESCs exhibited no significant increase in the percentage of GFP+ cells 

after 14 days of inhibitor relative to DMSO treatment (Figure 2-2B) and differentiation 

induction of WT mESCs led to a sustained downregulation of pluripotency factor 

expression (Figure 2-2C, Figure 2-2—figure supplement 1F, G). As a control for the 

possible effects of exposure time, compounds added to undifferentiated WT or Tert-/- 

mESCs for up to 6 days did not alter the percentage of GFP+ cells (data not shown). 

These results demonstrate that the differentiation consolidation of Tert-/- mESCs, but not 

WT mESCs, was markedly affected by PRC2 inhibition. 

 

To further examine the impact of PRC2 inhibitors on transcription, RNA was isolated from 

cells treated with DMSO or inhibitors throughout differentiation, and subjected to qPCR 

analysis using the same cell lineage array as above. Heatmap and principal component 

analysis showed that PRC2 inhibition also led to an alteration in the overall gene 

expression profiles in Tert-/- mESCs after treatment with the PRC2 inhibitors GSK343, 

UNC1999 and A395 compared with their inactive analogues (UNC2400, A395N) or DMSO 

treatment alone (Figure 2-2D, Figure 2-2—figure supplement 1H). These data further 

establish that PRC2 inhibition elicited alterations in the transcriptional program that 

accompanied the defect in differentiation commitment. 
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Figure 2-2. Murine ESCs with short telomeres exhibit altered H3K27me3 levels and 
incomplete differentiation that is exacerbated by PRC2 inhibition. 

(A) Western blot analysis of H3K27me3 levels in WT and Tert-/- mESCs, in the presence 

of active PRC2 inhibitors (GSK343, UNC1999 and A395), their corresponding controls 

(UNC2400 and A395N), or the vehicle-only control DMSO. H3 was used as a loading 

control. Representative blot from n=3 biological replicates (see Figure 2-2— figure 

supplement 1D for quantification of additional representative blots). (B) FACS analysis of 
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Pou5f1-GFP reporter expression in mESCs. Data are represented as mean + SD. Data 

represents n=3 biological replicates: for n=1 and n=2 biological replicates, there were 3 

technical replicates; for the n=3 biological replicate, there were 2 technical replicates, for 

a total of 8 samples. Statistical analysis was performed using two-way ANOVA, * 

(p<0.0332), ** (p<0.0021), *** (p<0.0002), **** (p<0.0001).  Graphs were generated using 

the online tool BoxPlotR (http://shiny.chemgrid.org/boxplotr/). (C) Western blot analysis of 

Nanog protein expression. Hsp90ab1 was used as a loading control. Representative blot 

from n=3 biological replicates (see Figure 2-2—figure supplement 1F). (D) Heatmap 

representation of relative fold change in gene expression of 77 lineage-specific markers 

(endoderm, mesoderm and ectoderm) and 5 pluripotency genes from the Qiagen Mouse 

Cell Lineage Identification qPCR Array (n=3). Gene expression analysis was performed 

on 6DA + 6DL mESCs treated with active PRC2 inhibitors (GSK343, UNC1999 and A395), 

the inactive control compounds (UNC2400 and A395N) or DMSO. Relative fold change in 

gene expression was calculated using Tert-/- DMSO as control (fold change = 1) and 

normalized to 5 housekeeping genes: Actb, B2m, Gapdh, Gusb and Hsp90ab1. The color 

scale represents the row centered fold change values (blue = lower, white = intermediate, 

red = higher). Euclidean distance clustering and complete linkage was applied to visualize 

similarities between samples. 

 

Inhibition of the H3K27me3 eraser Jmjd3 partially rescues the differentiation 

impairment of mTert-/- mESCs. 

Previously, we showed that global DNA hypomethylation in Tert-/- mESCs, and the 

reduced hypomethylation of the Nanog and Pou5f1 promoters could be partially alleviated 

by ectopic expression of Dnmt3b (Pucci et al., 2013). This capacity for phenotype 
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reversibility prompted us to examine whether inhibition of the JmjC-containing protein and 

H3K27 demethylase Kdm6b (also known as Jmjd3) might also alleviate the differentiation 

impairment in Tert-/- mESCs. We first assessed Kdm6b and Kdm6a (UTX) RNA 

expression, and found that mRNA levels were comparable in Tert-/- ESCs and WT ESCs 

(Figure 2-3—figure supplement 1A, B). Wild-type and Tert-/- mESCs were treated with the 

Kdm6a/b inhibitor GSKJ4, or its inactive analogue GSKJ5 (Kruidenier et al., 2012; Li et 

al., 2018), under the same experimental conditions described above (Figure 2-3—figure 

supplement 1C). Despite the modest and statistically insignificant impact of GSKJ4 

treatment on global H3K27me3 levels (Figure 2-3A and Figure 3—figure supplement 2-

1D), there was a significant reduction in the GFP+ population in Tert-/- mESCs compared 

with DMSO or GSKJ5 treatment, and no observable impact on WT mESCs (Figure 2-3B). 

Quantitative PCR gene expression and western blot analysis showed that Pou5f1, Nanog 

mRNA and protein, and other endogenous pluripotency markers were modestly repressed 

in GSKJ4-treated Tert-/- mESCs relative to DMSO-treated cells (Figure 2-3C, and Figure 

2-3—figure supplement 1E, F). Heatmap and principal component analysis revealed that 

GSKJ4 treatment altered the overall transcriptional profile of Tert-/- mESCs (Figure 2-3D, 

Figure 2-3—figure supplement 1G), whereas GSKJ5 and DMSO-treated cells were more 

similar to each other. GSKJ4 also has a lower affinity for other JmjC-containing proteins, 

including the H3K4 di- and tri-demethylase encoded by Kdm5b (Heinemann et al., 2014a). 

These data suggest that the differentiation instability of Tert-/- mESCs can be partially 

rescued by inhibition of the molecular targets of GSKJ4. 

 

We found that the differentiation instability of Tert-/- mESCs could be partially rescued by 

inhibition of H3K27 de-methylation. This finding would be expected if, as we observed, 

PRC2 inhibition exacerbated the differentiation stability of Tert-/- mESCs. In addition, the 
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opposing roles of these gene products on H3K27me3 are consistent with previously 

published effects of PRC2 and Kdm6a/b inhibitors on human cells (Konze et al., 2013; 

Kruidenier et al., 2012). To further genetically test these findings, we performed a 

CRISPR-Cas9 targeting of Ezh2 or Kdm6b in mESCs (Figure 2-3—figure supplement 1H, 

I). It is known that clonal WT mESCs deleted for Ezh2 or Kdm6b exhibit marked 

differentiation defects (Chamberlain et al., 2008; Lavarone et al., 2019; Sen et al., 2008). 

Thus, to improve the ability to detect differences between WT and Tert-/- mESCs, we 

deleted Ezh2 or Kdm6b using CRISPR-Cas9 and analysed the bulk, non-clonal 

population. In these heterogeneous populations, in which a fraction of cells were disrupted 

for Ezh2 or Kdm6b, H3K27me3 levels were modestly altered (Figure 2-3—figure 

supplement I, J, K). Neither knockout population exhibited a difference in the differentiation 

capacity of WT mESCs, but in Tert-/- mESCs Ezh2 knockdown led to a statistically 

significant impairment in differentiation (Figure 2-3—figure supplement 1L). Conversely, 

Kdm6b knockdown partially alleviated this defect (Figure 2-3—figure supplement 1L). 

These genetic data further bolster our findings using chemical inhibitors of Ezh2 and 

Kdm6b. 
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Figure 2-3. Inhibition of Jmjd3/UTX demethylase activity partially rescues cell fate 
commitment. 

Inhibition of Kdm6a/b histone demethyltransferase activity partially rescues cell fate 

commitment. (A, C) Western blot analysis of H3K27me3 or Nanog protein levels in WT 

and Tert-/- mESCs, in the presence of DMSO only, GSKJ4 or GSKJ5. For clarity, no image 

cropping was performed between lanes and the blot includes an independent replicate of 

the A395/A395N treatments shown in Figure 2-2. Hsp90ab1 and H3 are used as loading 

control for Nanog and H3K27me3 respectively. Representative blots from n=3 biological 

replicates. Quantification of western blots are shown in Figure 2-3—figure supplement 1 

D, G. (B) FACS analysis of Pou5f1-GFP reporter expression in mESCs. Data are 

represented as mean + SD (n=3 biological replicates each with 3 technical replicates). 



 

 
 

 

73 

Statistical analysis was performed using two-way ANOVA, * (p<0.0332), ** (p<0.0021), *** 

(p<0.0002), **** (p<0.0001). (D) Heatmap representation of relative fold change in gene 

expression of 77 lineage-specific markers (endoderm, mesoderm and ectoderm) and 5 

pluripotency genes from the Qiagen Mouse Cell Lineage Identification qPCR Array (n=3 

biological replicates). Gene expression analysis was performed on 6DA + 6DL mESCs 

treated with the Kdm6a/b inhibitor (GSKJ4), the inactive molecule (GSKJ5) or DMSO 

control. Relative fold change in gene expression was calculated using Tert-/- DMSO as 

control (fold change = 1) and normalized to 5 housekeeping genes: Actb, B2m, Gapdh, 

Gusb and Hsp90ab1. The color scale represents the row centered fold change values 

(blue = lower, white = intermediate, red = higher).  Euclidean distance clustering and 

complete linkage was applied to visualize similarity between samples. 

 

Telomere dysfunction remodels the chromatin accessibility landscape of 

differentiated cells toward a pluripotent-like state  

The differentiation impairment and transcriptional alterations observed in Tert-/- mESCs 

begets the question of whether there is a more global alteration of the chromatin 

landscape in mESCs with telomere dysfunction. It is known that global epigenetic 

remodelling is required for embryonic stem cell differentiation, whereby a generally open 

hyperdynamic chromatin state transitions to a more stable and closed state (Chen and 

Dent, 2014; Gaspar-Maia et al., 2011; Wang et al., 2015; Zhu et al., 2013). To assess how 

the chromatin accessibility landscape was remodelled during differentiation in WT and 

Tert-/- mESCs, we performed ATAC (Assay for Transposase-Accessible Chromatin)-seq 

on cells isolated at various steps throughout the differentiation treatment, with or without 

compounds that modulated PRC2 or histone demethylase activity (see Materials and 

Methods for details). 
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Spearman correlation between ATAC-seq profiles of mESC populations highlighted a 

distinct chromatin accessibility landscape in differentiated Tert-/- mESCs compared to WT 

mESCs. In differentiated WT mESCs, there was a high degree of similarity between all 

samples with or without treatment with PRC2 or Kdm6a/b inhibitors (Figure 2-4A; samples 

1-9). In contrast, undifferentiated WT mESCs more closely resembled Tert-/- mESCs 

(Figure 2-4A; samples 10-24). Of these latter Tert-/- mESC chromatin accessibility profiles, 

the GSK343-treated cells were most similar to WT undifferentiated mESCs (Figure 2-4A; 

samples 14-15). This similarity of the ATAC-seq profile to undifferentiated Tert-/- mESCs 

was also evident with PRC2 or Kdm6a/b inhibitor treatment (Figure 2-4A; samples 16-24). 

Consistent with the principal component analysis (Figure 2-1—figure supplement 1D), 

Tert-/- mESCs treated with ATRA alone also differed from WT mESCs treated with ATRA 

(Figure 2-4A; compare samples 1 versus 10-12), and clustered with GFP- Tert-/- mESCs 

(Figure 2-4A, sample 13). These data were consistent with visual inspection of the ATAC-

seq profiles within the Pou5f1 promoter, which showed a transition from high to low 

accessible chromatin signal intensity in WT mESCs but not in Tert-/- mESCs (Figure 2-4—

figure supplement 1A). This failure to repress chromatin accessibility was in keeping with 

the elevated and persistent expression of Pou5f1 we observed in a subset of Tert-/- 

mESCs. In summary, ATAC-seq analysis bolsters the conclusion that Tert-/- mESCs failed 

to consolidate a differentiated phenotype, and that after LIF re-addition they adopt a 

distinct chromatin accessible landscape. 

 

To test if the differences in chromatin accessibility were accompanied by differences in 

H3K27me3 recruitment, we performed chromatin immunoprecipitation using the validated 

H3K27me3 antibody followed by high throughput sequencing (ChIP-seq) on a selected 

subset of PRC2 inhibitors that were analyzed by ATAC-seq (Figure 2-4B, Figure 2-4—
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figure supplement 1B). In keeping with our ATAC-seq results, Spearman analysis of the 

H3K27me3 ChIP-seq profiles between undifferentiated WT and Tert-/- mESCs showed 

they were similar (Spearman coefficient = 0.4), and possessed little H3K27me3 at the 

Pou5f1 promoter (Figure 2-4B, left panel, Figure 2-4—figure supplement 1B). After ATRA 

and LIF treatment in the presence of the PRC2 inhibitors GSK343 or UNC1999, the WT 

mESCs clustered separately from Tert-/- mESCs, in keeping with the ATAC-seq and 

transcriptional analysis. Within the Tert-/- mESCs, the two active PRC2 inhibitors clustered 

together (GSK343, UNC1999) and DMSO and the inactive inhibitor UNC2400 formed a 

different cluster (Figure 2-4B, left and right panels). The assigned ChIP-seq reads 

obtained from these differentiated mESC populations were insufficient to enable 

quantitation of chromatin-associated H3K27me3 at specific loci, however visual 

examination of the Pou5f1 promoter revealed that differentiated Tert-/- mESCs displayed 

a different pattern of H3K27me3 compared to WT mESCs (Figure 2-4—figure supplement 

1B), including subtly increased or broadened peaks, and a few regions with reduced 

H3K27me3 as we noted previously (region 35642672-35642810) (Pucci et al., 2013). 

Overall, this data supports our ATAC-seq results that the chromatin landscape is notably 

altered in Tert-/- mESCs, and that the PRC2 inhibitors affected the H3K27me3 pattern. 

This apparent compensatory upregulation of H3K27m3 methylation at the Pou5f1 

promoter in Tert-/- mESCs may partially explain why Tert-/- mESCs are so exquisitely 

sensitive to PRC2 inhibition compared to WT mESCs (see below). 
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Figure 2-4. Telomere dysfunction affects the chromatin accessibility landscape 
during mESC differentiation. 

(A) Spearman correlation analysis of called peaks following ATAC-seq analysis of Tert-/- 
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and WT mESCs assessed throughout differentiation, with or without the addition of PRC2 

or Kdm6a/b inhibitors, as indicated (a minimum of 2 biological replicates were analysed 

per sample; see Materials and Methods and Source Data files for Figure 2-4). (B) 

Spearman correlation analysis of called peaks following H3K27me3 ChiP-seq analysis of 

the indicated samples. At left, the data is shown for 1 replicate, and at right, for a subset 

of samples in which 2 biological replicates were analysed.  

 

Discussion 

The differentiation of mESCs, akin to tissue development in vivo, relies on chromatin 

remodelling. During this process, the precise regulation of DNA methylation and 

H3K27me3 are critical to the ability of stem cells to adopt a specific state (Jones and 

Wang, 2010; Margueron and Reinberg, 2011). Defects in chromatin organization occur 

during aging and it has been suggested that such changes in the stem cell compartment 

may potentially alter the differentiation programs and consequently impact cellular and 

organismal lifespan (Beerman and Rossi, 2015; Fairweather et al., 1987; Jung and Pfeifer, 

2015). Despite these major advances, significant challenges remain in the determination 

of the mechanisms that contribute to age-related tissue decline. The present study 

revealed a close relationship between two aging hallmarks: telomere shortening and 

genome-wide epigenetic alterations. We showed that mESCs with critically short 

telomeres failed to consolidate a differentiated state after exposure to ATRA (Figure 2-5). 

 

Further study is required to define the precise transcriptional and chromatin accessibility 

alterations in Tert-/- mESCs in response to PRC2/Kdm6a/b inhibition. For example, 

although these inhibitor dosages had no impact on WT mESC differentiation capacity, we 

did not transcriptionally profile WT ESCs treated with compounds. Furthermore, although 
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overall perturbations in the chromatin landscape were evident in Tert-/- mESCs, further 

ATAC-seq and ChIP-seq analysis would be needed to quantify the impact of PRC2 or 

Kdm6a/b inhibition on the chromatin accessibility or the density of H3K27m3 

enrichment at specific pluripotency gene promoters or other loci. Despite these important 

considerations, there was a marked defect in pluripotency marker repression and 

differentiation commitment that was specific to Tert-/- mESCs upon PRC2/Kdm6b 

inhibition, both chemically and genetically, and these defects were mirrored by overall 

alterations in transcription and chromatin accessibility, some of which may reflect this 

aberrant cell fate commitment.  

 

Given their known roles in the establishment of the heterochromatin state and in 

agreement with previous studies from other groups, our data also suggest a complex 

interplay between H3K27me3 and DNA methylation. A study by Hagarman et al. showed 

that the absence of all three Dnmt genes resulted in an increase in the level of H3K27me3 

in mESCs (Hagarman et al., 2013). This data led to the emergence of two different 

hypotheses regarding the crosstalk between H3K27me3 and DNA methylation. In one 

hypothesis, DNA methylation may antagonize H3K27me3 through the exclusion of the 

PRC2 components from methylated DNA (Hagarman et al., 2013). In the alternative 

model, unmethylated CpG can recruit the PRC2 complex (Lynch et al., 2012; Wachter et 

al., 2014) which is known to interact with Dnmts, thereby positively regulating DNA 

methylation (Viré et al., 2006). We have yet to ascertain if the increase in global 

H3K27me3 levels observed in Tert-/- mESC extracts reflects a significant increase in 

H3K27me3 recruitment to the promoters of specific loci, however it is interesting to 

speculate it could be a compensatory mechanism to offset the suboptimal DNA 

methylation levels when Dnmt levels are limiting. Despite this accumulation of H3K27me3, 
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it is insufficient to overcome the differentiation defect of Tert-/- mESCs, and inhibition of 

H3K27 methylation led to a further impairment of differentiation (Figure 2-5). In humans, 

Yu and colleagues suggested a feedback loop between TERT and DNMT3B transcription. 

They found that TERT depletion in hepatocellular carcinoma cells (HCC) resulted in 

reduced DNMT3B transcription, and they proposed that TERT itself may cooperate with 

the transcription factor Sp1 to promote DNMT3B transcription (Yu et al., 2018). This 

complex interplay between DNA and histone methylation, and how it is affected in Tert-/- 

mESCs, will be an interesting topic for future investigation. 

 

More generally, this study also examined the impact of PRC2 and Kdm6a/b inhibition on 

the chromatin accessibility landscape in mESCs after differentiation. To our surprise, the 

impact of these inhibitors on chromatin accessibility was relatively modest over the 14 

days during which WT mESCs were exposed to ATRA followed by LIF. In WT mESCs, 

this relative resistance to epigenetic perturbation may, in part, be reflected by the relatively 

low inhibitor concentration and the duration of exposure. Similarly, inhibitor treatment of 

differentiated Tert-/- mESCs re-exposed to LIF did not dramatically alter the overall 

chromatin accessibility landscape, perhaps because the landscape was already 

significantly altered toward a more pluripotent-like state. This result differs from mESCs 

completely lacking functional PRC2, in which the ability of differentiated somatic cells to 

be reprogrammed was dramatically impaired (Pereira et al., 2010). Thus, the response to 

PRC2 inhibition is likely dosage-dependent, and under the conditions we tested, inhibition 

of PRC2 did not significantly impede the differentiation potential of WT mESCs. 

 

Unlike normal cells, the cancer epigenome is exceptionally plastic, particularly within non-

coding regions, and upon PRC2 inhibition (Fioravanti et al., 2018; Lan et al., 2017; M. 
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Dawson, 2017; Stricker et al., 2013; Zhou et al., 2016). PRC2 inhibition also has dramatic 

consequences for early murine development and cell differentiation in vivo (Khan et al., 

2015), although the impact on gene expression in adults is more restricted to bivalently 

controlled, tissue-restricted transcripts (Jadhav et al., 2016). In this regard, differentiated 

Tert-/- mESCs could also be considered more plastic, as they demonstrated a strong 

propensity to re-express pluripotent genes even in the absence of PRC2 inhibitors, and 

re-acquired a chromatin landscape reminiscent of pluripotent mESCs. Furthermore, this 

property does not appear to be specific to retinoic acid-induced ESC differentiation. In a 

recent study, Terc-/- (telomerase RNA knockout) ESCs with short telomeres exhibited a 

disruption in PRC2/H3K27me3-mediated repression of Follistatin, Fsp, that led to impaired 

epidermal stem cell specification and differentiation (Liu et al., 2019). These results 

underscore that telomere erosion impairs the epigenetic regulation of cell fate specification 

in multiple contexts.  

 

Further investigation will ascertain exactly how critically short telomeres elicit these 

genome-wide perturbations, and whether the epigenetic alterations mirror the altered 

patterns in methylated DNA observed in older humans or in cancer cells with short 

telomeres (Hannum et al. et al., 2013). Since many cancer cell types and aged tissues 

possess shorter telomeres, it is possible that the plasticity of these epigenetic 

modifications may, in part, be affected by telomere integrity. If so, stress responses that 

promote cellular reprogramming might be linked to eroded telomeres. For example, 

Mosteiro and colleagues found that senescence promoted in vivo programming of murine 

iPSCs, although the relevance of telomere integrity in this process was not directly 

assessed (Mosteiro et al., 2018). In cardiomyocytes stimulated to undergo iPSC 

reprogramming, there was an inverse correlation between reprogramming potential and 
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telomere length (Aguado et al., 2016). In primary human cells undergoing senescence, 

H3K27me3 loss is correlated with gene expression changes that may drive senescence, 

and depletion of EZH2 contributes to Senescence-Associated Secretory Phenotype 

(SASP) (Ito et al., 2018b; Shah et al., 2013). SASP itself may promote cellular 

reprogramming via both cell-autonomous and cell non-autonomous mechanisms 

(Milanovic et al., 2018; Ritschka et al., 2017). Thus, one possibility is that short telomeres 

promote cell fate alterations directly, or indirectly via SASP induction. 

 

In this study, we examined stem cells lacking telomerase, and revealed a genetic 

interdependency between eroded telomeres and epigenetic alterations required for 

differentiation. There are other connections between epigenetic modifications and 

telomeres, even when telomerase is present. Knockdown of the TET enzymes Tet1 and 

Tet2 has been shown to impact telomere integrity and subtelomeric DNA methylation in 

addition to playing a key role in cell lineage commitment (Lu et al., 2014; Yang et al., 

2016). Another example is the presence of unstable telomeres in humans harboring a 

DNMT3B deficiency (Sagie et al., 2017; Toubiana et al., 2019). Mutation of the TERT 

promoter, one of the mostly commonly found non coding mutations in cancer (Mularoni et 

al., 2016; PCAWG Consortium, 2020), leads to telomerase upregulation via allele-specific 

epigenetic alterations involving PRC2 and DNA methylation (Leao et al., 2018; Lee et al., 

2019; Stern et al., 2017). The telomeric transcript TERRA associates with PRC2, and in 

murine iPSCs lacking Tp53, TRF1 depletion results in TERRA-PRC2 recruitment to 

pluripotency genes (Marión et al., 2019; Montero et al., 2018b). Thus, even in situations 

where telomeres are not critically eroded, epigenetics impinges on telomeres, and 

telomeres impinge on epigenetics. 
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Finally, we are intrigued by the discovery that the differentiation defect in Tert-/- mESCs 

was modestly rescued with the histone de-methylation inhibitor GSKJ4. Although GSKJ4 

is highly selective for Kdm6a/b, it does inhibit other JmjC-domain containing histone 

demethylases such as Kdm5b (Heinemann et al., 2014b). Our work adds a new twist to 

the investigation of histone demethylase inhibitors as a potential anticancer therapy (D 

’Oto et al., 2016; Hoffmann et al., 2012; Yang et al., 2019a, 2019b). Notwithstanding the 

potential deleterious effects of telomere repair in conferring cellular immortality, when 

combined with stabilization of histone methylation it may prove to be a viable strategy to 

promote the stable differentiation of cancer cells or the maintenance of tissue 

homeostasis.   
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Figure 2-5. The unstable differentiation of mESC with short telomeres is 
exacerbated by epigenetic remodeling. 

(A) Schematic of the cell state of WT and Tert-/- ESCs upon differentiation induction, 
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based on our data. The slope is intended only to illustrate hypothetical relative 

differences between cell states. (B) Schematic representation of the potential 

epigenetic landscape(s) at pluripotency gene promoters in WT, Tert-/- or Tert-/- 

mESCs treated with PRC2 or Kdm6a/b inhibitors 

 

Materials and Methods 

Further information and requests for resources and reagents should be directed to and 

will be fulfilled by the lead contact, Lea Harrington (lea.harrington@umontreal.ca). 

 

Cell lines 

The parental cell line used is E14 murine embryonic stem cells, derived from 129J. The 

wild-type and Tert-/- ESCs were generated and described in Liu et al., 2000. The lines are 

genotyped using PCR. The genome was confirmed to be murine based on the alignment 

of raw HTS data (fastq) against the mm9 dataset. The pluripotency status of the lines prior 

to differentiation was also confirmed by teratoma formation competency in vivo (data not 

shown), and expression analysis. 

 

Cell culture 

Murine embryonic stem cells (mESCs) were cultured as described in (Pucci et al., 2013). 

Briefly, mESCs were seeded on 100 mm gelatin-coated plates (VWR, Mont-Royal QC, 

Canada, CABD353003 and Sigma, Oakville, ON, Canada, cat. # G1890) at a density of 

0.9 x 106 cells per plate and propagated in Glasgow Modified Eagle Medium (GMEM, 

Gibco™, Invitrogen, acquired by Thermo-Fisher, Nepean, ON, Canada, cat. # 11710035) 

supplemented with 15% v/v fetal bovine serum (FBS; Wisent, St-Bruno, QC, Canada, cat. 
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# 920-040), and 50 units/mL penicillin/streptomycin (Invitrogen, cat. # 15070-063), 0.1 mM 

non-essential amino acids (Life Technologies, acquired by Thermo-Fisher, Napean, ON, 

Canada, cat. # 11140050), 0.055 mM 2-mercaptoethanol (Life Technologies, cat. # 

21985023) and 1000 U/mL of ESGRO LIF (1 x 107 units, Millipore/Sigma, cat. # 

ESG1107). Cell cultures were maintained at 37 °C with 5% v/v CO2. Cells were split every 

two days, when they reached an approximate confluency of 80%. All cell lines used in this 

publication were regularly assessed for mycoplasma contamination and remained 

mycoplasma-free.  

 

Generation of Pou5f1-GFP mESCs 

WT and Tert-/- mESC lines were transduced (at MOI 25) with a lentivirus expressing 

pGreenZeo under the Pou5f1 reporter (Pou5f1-GFP; System Biosciences, distributed by 

Cedarlane, Burlington, ON, Canada, cat. # SR10029VA-1) according to the 

manufacturer’s instructions. The two Pou5f1-GFP expressing lines (WT and Tert-/-) were 

analyzed at comparable passages beyond 40 (and typically less than passage 68). At 

these passages, Tert-/-  mESCs exhibit shorter telomeres but cell division, as judged by 

FACS analysis, was not impaired (Liu et al., 2000, Pucci et al. 2013 and data not shown). 

 

Differentiation assay 

Differentiation analysis was performed as in Pucci et al., 2013. Briefly, after 2 days of 

growth in LIF-containing media (as above), cells were plated at a density of approximately 

0.2 x 106 cells/100 mm plate on non-gelatin-coated dishes (VWR, cat. # CABD353003), 

in media without LIF but supplemented with 5 μM all-trans retinoic acid (ATRA, Sigma, 

R2625-50MG) for 6 days. At day 6, cells were trypsinized using 0.05% w/v trypsin-EDTA 

0.5mM (Invitrogen, cat. # 25300-054), transferred to gelatin-coated plates in GMEM media 
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without ATRA and supplemented with LIF (as above) for 6 days or longer, as indicated. 

Cells were split to ensure they did not exceed 80% confluency After each step of the 

differentiation assay, and before reseeding the trypsinized cells, 0.2-0.5 x 106 cells were 

used for flow cytometry analysis or 3 x 106 cells for FACS.  The pluripotent state was 

assessed by flow cytometry, using the Pou5f1-GFP reporter gene as a quantitative tool 

(see below). All experiments were repeated at least three times (n=3 biological replicates), 

and typically included n=3 technical replicates. A biological replicate represents a distinct 

mESC population (usually analyzed on a different day), and a technical replicate is the 

same biological replicate processed separately (usually on the same day). 

 

Treatment of mESCs lines with compounds 

Compounds were provided by the Structural Genomic Consortium (SGC) 

(https://www.thesgc.org) or purchased as a powder and dissolved in DMSO at 20 mM. 

UNC1999 and GSK343 are small competitive inhibitors of the Ezh2 co-factor S-

adenosylmethionine (SAM) and are 1000-fold more selective over other Histone Methyl 

Transferases (HMT). The major difference between UNC1999 and GSK343 is their 

inhibition selectivity for Ezh2 (compared to Ezh1), at 22- and 60-fold, respectively 

(https://www.thesgc.org/chemical-probes/GSK343; https://www.thesgc.org/chemical-

probes/UNC1999), (Konze et al., 2013; Verma et al., 2012). A395 was also employed as 

an allosteric inhibitor of Eed that antagonizes binding to H3K27me3 and leads to impaired 

PRC2 function (He et al., 2017). UNC2400, a less active compound control for UNC1999 

(>1,000-fold lower), and an inactive molecule A395N, structurally similar to A395, were 

also assessed as controls for the effects of their active analogues. GSKJ4 is an inhibitor 

of H3K27me3 demethylase and GSKJ5 is a less potent, structurally related molecule 

(https://www.thesgc.org/chemical-probes/GSKJ1). Compounds were provided by the 
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Structural Genomics Consortium or were purchased, for example: A395, A395N (Sigma, 

cat. # SML1879-25MG, SML1923-5MG) and GSKJ4, GSK343 (Medchem Express, NY, 

USA, distributed in Canada by Cedarlane, Burlington, ON, Canada, cat. # HY-15648B, 

HY-13500). The concentrations chosen for analysis were based on published IC50 values 

(by the SGC and others; see http://www.thesgc.org/chemical-probes). A similar titration of 

compound concentrations was tested in mESCs to determine the highest concentration 

(at or below the IC50) at which no impairment in cell growth was observed after 2 days in 

LIF-containing media (data not shown).  

 

All compounds were employed at a final concentration of 1 μM, except GSK343 (3 μM). 

For the differentiation analysis (as described above), compounds were added to LIF-

containing media for two days and were added again when the cells were re-plated onto 

ATRA-containing media without LIF for 6 days. At the midpoint of this 6-day incubation 

period, the media was replaced with fresh media containing compound or DMSO. After 6 

days in ATRA-containing media, the cells were switched to media containing LIF and no 

ATRA for 6 days, with fresh media and compound or DMSO added at the midpoint of this 

incubation period. Except where stated otherwise, 3 biological replicates of each treatment 

group were analyzed within an experiment, and additionally included technical replicates. 

  

Quantitative-Fluorescence in situ hybridization (Q-FISH) analysis to measure 

relative telomere length 

Cell preparation 

mESCs were seeded to reach a confluency of 60-80% in a 10 cm petri-dish. Cells were 

treated with 0.2 μg/mL KaryoMAX® Colcemid™ (Gibco™, Invitrogen, acquired by 

Thermo-Fisher, Nepean, ON, Canada, cat. # 15210-040) for 6 hours to synchronize the 
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cells in metaphase.  

 

Cell swelling and fixation 

After collection, cells were centrifuged (5 min 200 x g) and the supernatant was removed. 

10 mL of 0.075 M KCl was gently added to the cells and incubated for 30 min at 37 °C 

with gentle agitation to keep the cells in suspension. Cells were subjected to centrifugation 

(as above) and fixed by addition of a solution containing 3:1 methanol:glacial acetic acid) 

and incubated overnight. For a 10 cm dish, 10 mL of fixative was used.  

 

Slide preparation 

Slides were sprayed with cold water (distilled, deionized) droplets prior to metaphase 

spread preparation. 

 

Nuclei preparation for microscopy 

After fixation, cells were centrifuged (5 min, 200 x g) and the fixative was removed. The 

pellet was resuspended into 1 mL of fresh fixative and cells were dropped onto the slides. 

After dropping, slides were immediately washed 3 times with fixative and incubated for 1 

min at 70 °C in a humidifier chamber. Slides were dried overnight at room temperature.  

 

Slide hybridization 

Slides were rehydrated with 1X PBS (Phosphate Buffered Saline, 127 mM NaCl, 2.7 mM 

KCl, 1 mM Na2HPO4, 1.8 mM KH2PO4) for 15 min and fixed with 4% v/v formaldehyde/1X 

PBS for 2 min. Three 1X PBS washes of 5 min each were performed. Slides were treated 

with 1 mg/mL pepsin in 1X PBS + 0.08 % v/v HCl, washed 2 times with 1X PBS and fixed 

as described above. Slides were then dehydrated in 70% v/v, 90% v/v and 100 % v/v 
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ethanol (5 min each) followed by air drying. Hybridization to the telomeric probe was 

performed in the dark using 50 L per slide of the Cy3 TelC probe (PNAbio, distributed by 

Cedarlane, Burlington, ON, Canada, cat. # F1002) in an hybridization buffer (70% v/v ultra-

pure deionized formamide, 0.2% w/v BSA, 10 mM Tris-HCl pH 7.4, 0.5 μL/mL of 50 L 

PNA TelC-Cy3), incubated in a humidifier chamber at 80 °C for 3 min and cooled down 

overnight at room temperature. The slides were washed twice for 15 min each in wash 

solution I: 70% v/v pre-deionized formamide (Fisher Scientific, Saint-Laurent, QC, 

Canada, cat. # 46-505-00ML), 0.1% w/v BSA, 0.01 M Tris-HCl pH 7.4. Slides were washed 

3 times in a 0.075% v/v Tween20/Tris Buffered Saline 1x solution, 5 min per wash and 

dehydrated as described above.  Vectashield with DAPI (Vector Laboratories, distributed 

by MJS BioLynx, Brockville, ON, Canada, cat. # H-1200) was added to each slide and the 

coverslip was sealed with nail polish.  

 

Quantitative fluorescence in situ hybridization microscopy  

Standard calibration beads, TetraSpec microspheres 0.1 µM blue/green/orange (Life 

Technologies, cat. # T7279) were used to ensure that the laser fluctuation did not influence 

the quality of the analysis. Exposure times were kept constant throughout the image 

acquisition on the Microscope Zeiss Axio-Imager Z1 using DAPI (excitation, G365 nm; 

emission, BP 445/50 nm) and Rhodamine (excitation, BP 546/12 nm; emission, BP 575-

640 nm) filters. Pictures were then analyzed using the software TFL-telo 

(https://www.flintbox.com/public/project/502). A minimum of 1587 telomeres were 

quantified per sample. 

 

Flow cytometry and cell sorting  
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Murine ESCs expressing the Pou5f1-GFP transgene were sorted at specific times (Figure 

2-1A) during the differentiation analysis using the Canto II (Becton Dickinson) analyzer or 

the ARIA (Becton Dickinson) cell sorter. Cells were harvested using trypsin, washed in 

PBS and resuspended into 0.2 mL of FACS buffer (PBS 1X, 2% v/v FBS and 0.05 M 

EDTA).  Data were acquired with BD FACSDIVA software and results were analyzed using 

Flowjo v10. The percentage of GFP+ cells in the population was measured as described 

(Zheng and Hu, 2012). Cells were first gated for FSC/SSC to select the live population. 

Then doublets were excluded from gating and cells were plotted according to their PE 

(autofluorescence) and GFP expression. Cells which did not contain the Pou5f1-GFP 

construct were used to establish the gating conditions. No evidence of major cell death 

was observed during flow cytometry. At least 10 000 events within the GFP+ gate were 

recorded for each experiment and all the experiments were repeated a minimum of three 

times (biological replicates) with triplicate technical measurements in each experiment. 

 

Gamma-irradiation and cell viability analysis 

Murine ESCs were seeded for 2 days in LIF-containing media prior to exposure to gamma-

irradiation. The irradiation time was calculated to expose the cells to 2 or 5 Gray (Gy) Cells 

were propagated in LIF-containing media for 2 days and analyzed by propidium iodide 

staining as follows: after trypsinization, cell pellets were washed with cold PBS two times 

and stained with 0.5 µg/mL of propidium iodide in 1x binding (10 mM Hepes pH 7.4, 140 

mM NaCl and 2.5 mM CaCl2) buffer for 20 min at RT in dark and analyzed by flow 

cytometry (BD Fortessa).  

 

Differentiation assay following gamma-irradiation  
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Murine ESCs were seeded and exposed to gamma-irradiation as previously mentioned in 

the above paragraph. After 2 days of recovery in LIF-containing media, differentiation was 

induced. 

 

Protein extraction and western blot analysis 

mESC pellets were lysed in 1x Laemmli buffer (Bio-Rad, Saint-Laurent, QC, Canada, 161-

0747) supplemented with 2-mercaptoethanol (355 mM) according to the manufacturer’s 

instructions. Samples were boiled for 10 min at 95 °C and centrifuged at high speed 

(511258 x g) for 20 min (Beckman Coulter, Optima Max XP ultracentrifuge, rotor TLA 

120.1). The supernatant was collected and stored at -80 °C or used immediately. For 

detection of H3 (total H3 or H3K27me3), protein extracts were resolved on a 15% w/v 

Sodium Dodecyl Sulfate Polyacrylamide Gel Electrophoresis (SDS-PAGE) containing a 

6% w/v stacking gel and transferred to nitrocellulose membrane specific for small proteins 

(Bio-Rad, cat. # 1620112) using a wet transfer protocol with 20% v/v methanol Tris glycine-

based buffer (25 mM Tris-Cl, 192 mM glycine, pH 8.3). After the transfer, the membrane 

was incubated in blocking solution (5% w/v milk diluted in Tris-Buffered Saline containing 

0.1% v/v Tween 20 - TBST) for 1 hour at room temperature. Mouse anti-H3K27me3 

primary antibody (Active Motif, distributed by Cedarlane, Burlington, ON, Canada, cat. # 

39155) was added to the blocking solution at a dilution of 1:750, and incubated overnight 

at 4 °C. The membrane was then washed 3 times in TBST followed by incubation with the 

secondary antibody VeriBlot for IP Detection Reagent HRP (Abcam, Toronto, ON, 

Canada, cat. # ab131366) at a dilution of 1:2000 for 1 hour at room temperature. The 

signal was detected using the ECL SuperSignal West Femto maximum sensitivity 

substrate (Thermo-Fisher, cat. # 34095) according to manufacturer’s instructions, followed 

by exposure to film (GE Healthcare Life Sciences, distributed by Cedarlane, Burlington, 
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ON, Canada, cat. # 28906839). The membrane was stripped in a pre-warmed (50 °C) 

stripping buffer containing 10% w/v SDS, 0.5M Tris HCL pH 6.8 and 0.8% v/v 2-

mercaptoethanol for 15 min at 50 °C, washed 3 times for 5 min in TBST  

(http://www.abcam.com/protocols/western-blot-membrane-stripping-for-restaining-

protocol), blocked in the same blocking buffer as above, and re-probed with anti-H3 

antibody (Abcam, cat. # Ab1791) at a dilution of 1:10,000 for 1 hr at room temperature in 

the blocking buffer. The membrane was then incubated with secondary antibody and 

developed as above. For detection of Nanog and Hsp90ab1, the procedure used was as 

described above with the following changes: the protein extracts were resolved on a 10% 

w/v SDS-PAGE gel and 6% w/v stacking gel, and the primary antibodies were anti-Nanog 

(1:1000 dilution, Bethyl Labs, distributed by Cedarlane, Burlington, ON, Canada, cat. # 

A300-397A) and anti-Hsp90ab1 (1:2000 dilution, VWR, cat. # 10088-510). Figures contain 

representative western blots from independent experiments that were replicated at least 

three times. 

 

RNA isolation 

Total RNA was isolated from cell pellets using the miRNeasy Mini Kit (Qiagen, Toronto, 

ON, Canada, cat. # 217004) and the miRNeasy Micro Kit (Qiagen, cat. # 217084). 

 

Real-time qPCR array 

RNA integrity was assessed using the Bioanalyzer from Agilent according to the 

manufacturer’s instructions. RNA samples were excluded from the analysis if the RNA 

integrity number was less than 7. Reverse transcription of RNA was performed using the 

RT2 First Strand Synthesis Kit according to manufacturer’s instructions (Qiagen, cat. # 

330404). Gene expression analysis was conducted using the PAMM 508ZC RT2 Profiler 
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PCR Array for mouse cell lineage identification (Qiagen, cat. # 330231). This array 

contains 84 pathway-focused genes (5 of which are pluripotency markers) and 5 

housekeeping genes (Actb, B2m, Gapdh, Gusb and Hsp90ab1). Controls for mouse 

genomic DNA contamination, reverse transcription efficiency, and PCR amplification 

efficiency are included on each array (see Source data files for further information). 

Quantitative PCR amplification was carried out using the Applied Biosystem StepOnePlus 

and RT2 SYBR Green Mastermix (Qiagen, cat. # 330523) according to the manufacturer’s 

protocol. Fold-changes in gene expression (after normalization to the 5 housekeeping 

genes) were determined using the Qiagen data analysis center at: 

https://www.qiagen.com/ca/shop/genes-and-pathways/data-analysis-center-overview-

page/custom-rt2-pcr-arrays-data-analysis-center/. 

 

Real-time qPCR for single gene amplification 

Reverse transcription of RNA was performed using the RT2 First Strand Synthesis Kit 

according to manufacturer’s instructions (Qiagen, cat. # 330404). Quantitative PCR 

amplification was carried out using the Applied Biosystem StepOnePlus and the FastStart 

Universal SYBR Green Master (Roche, cat 04913850001), according to the 

manufacturer’s instructions. Please refer to Supplementary File 1 for the specific 

oligonucleotides used for the amplification of specific mRNA species. 

 

ATAC-seq 

The following ATAC-seq protocol was adapted as follows from (Buenrostro et al., 2015). 

As indicated in the source data file to accompany Figure 2-4, a total of 56 samples were 

analyzed over a total of 3 separate sequencing runs. The sample groups comprise two 

different genotypes (WT or Tert-/-) that were isolated by FACS after different steps in the 



 

 
 

 

94 

differentiation protocol (i.e. as in the schematic in Figure 2-1A), or after differentiation and 

LIF re-addition (6DA + 6DL) that were untreated or treated with compound, as indicated. 

A minimum of 2 biological replicates were analyzed for all samples, except 2 samples for 

which there were 3 biological replicates and 2 samples for which there were 3 biological 

replicates and two technical replicates. These additional replicates were included to 

ensure reproducibility between the 3 separate occasions on which samples were prepared 

for sequencing (experimental sets 1-3). Only 1 sample (a third replicate of 

KO.6DA_GFP_pos) failed the quality control (# peaks < 20 M), and was excluded from 

further ATAC-seq analysis. See Source Data files within Figure 2-4 for further information. 

 

Cell Thawing and Viability Measurements 

To maximize cell viability, frozen cell pellets were rapidly thawed and then diluted to help 

remove residual DMSO. Cryotubes were thawed with continuous agitation by hand in a 

37 °C water bath until only a small piece of ice roughly the size of a grain of rice remained. 

Cells were transferred by pipette to a 50 mL conical centrifuge tube and 10 mL of pre-

warmed 37 °C Dulbecco’s phosphate buffered saline (PBS; Sigma cat. # 14190-144) was 

added dropwise with constant gentle swirling of the sample. Samples were then placed 

on ice and maintained at 4 °C for the remainder of the processing time. Cells were pelleted 

at 500 x g for 10 min at 4 °C.  PBS was removed without disturbing cell pellets and 1 mL 

of 4 °C PBS was then added to resuspend the cells by pipetting. Cell viability was 

determined via Trypan Blue (Thermo Fisher, cat. # T8154) and counted on a 

haemocytometer. The equivalent of 50,000 live cells were transferred to a 1.5 mL 

Eppendorf tube and cells were pelleted by centrifugation at 600 x g for 10 min at 4 °C. 

 

Nuclei Preparation 
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ATAC-seq assays were performed essentially as previously described by Buenrostro et 

al. (Buenrostro et al., 2015). All nuclei preparation procedures were performed on ice. 

After pelleting, PBS was removed by pipette while being careful not to disrupt the cell 

pellet. Cells were lysed by the addition of 100 µL of cold lysis buffer (10 mM Tris-HCl pH 

7.4, 10 mM NaCl, 3 mM MgCl2, 0.1% v/v IGEPAL Ca630 (Sigma, cat. # I8896), and 0.1 % 

v/v Tween 20 (Thermo-Fisher, cat. # 28320) and then incubated on ice for 5 min. Nuclei 

were pelleted by centrifugation at 600 x g for 10 min.  The supernatant was removed 

carefully to avoid disturbing the nuclei pellet and pelleted nuclei were kept on ice 

proceeding directly to the transposase step.  

 

Transposase Treatment and DNA Purification 

Transposase treatment was carried out by the addition of 50 µL of Transposase Master 

Mix (25 µL Nextera TD Buffer (Illumina, San Diego, CA, USA, cat. # FC-121-1030), 2.5 µL 

Nextera TDE1 Tn5 Transposase (Illumina cat. # FC-121-1030), 0.5 µL 10% v/v Tween-20 

(Thermo-Fisher cat. # 28320), and 22 µL of molecular biology grade water (Sigma, cat. # 

W4502)) followed by incubation at 37 °C for 30 min in a hot block. Post-incubation samples 

were transferred onto ice, purified with Qiagen MinElute PCR Purification columns 

(Qiagen, cat. # 28004) and eluted in 15 µL of molecular biology grade water (Sigma, cat. 

# W4502).   

 

PCR Optimization and Amplification 

The number of cycles required to amplify the transposed products was optimized using 

qPCR. An aliquot of 1.2 µL of purified transposed DNA was removed and diluted 1:1 with 

molecular biology grade H2O (Sigma, cat. #  W4502). Duplicate PCR reactions were 

carried out (25 µL NEB Next HiFi 2x PCR mix, 6.25 µL of primer Ad1, 6.25 µL of primer 
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Ad2.X (see specific primer details in Supplementary File 1), 1 µL of 1:1 diluted transposed 

DNA and 11.5 µL molecular biology grade H2O (Sigma, cat. #  W4502). Samples were 

amplified on a Bio-Rad CFX96 qPCR thermal cycler with the following protocol: 72 °C for 

5 min, 98 °C for 30 seconds and then 20 cycles of 98 °C for 10 seconds, 63 °C for 30 

seconds and 72 °C for 1 min.  Post-cycling samples were held at 4 °C until proceeding 

with the next step. Amplification curves were consulted and a cycle number that occurs 

just prior to saturation was chosen for each sample (typically 10-12 cycles). Once the 

correct number of cycles for each sample was determined, amplification reactions were 

prepared (25 µL NEB Next HiFi 2x PCR mix, 6.25 µL of primer Ad1, 6.25 µL of primer 

Ad2.X, and 12.5 µL transposed DNA). Each sample was amplified using a different Ad2.X 

primer to allow for sample pooling.  PCR was carried out using the same temperature 

profile as during optimisation but with the determined number of cycles using a 

ThermoFisher Veriti thermal cycler. Post-amplification samples were purified with Qiagen 

MinElute PCR Purification columns (Qiagen, cat. #  28004) and eluted in 20 µL of 

molecular biology grade water (Sigma, cat. #  W4502).   

 

Size Selection and Quality Check of Libraries 

Post-purification, libraries were individually size-selected using a Pippin HT (Sage 

Science) and 2% w/v agarose gel cassettes (Sage Science). The Pippin HT was set to 

collect products in the range of 240 to 360 bp.  Proper size selection was validated by 

running a 1 µL aliquot on a BioAnalyzer (Agilent) using a High Sensitivity DNA kit (Agilent, 

cat. # 5067-4625) 

 

Assessment of Open Region Enrichment 

To determine if the ATAC reactions were successful, an assessment of the overall 
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enrichment of open chromatin regions was assayed by qPCR. Amplification of two 

canonically open (GAPDH, KAT6B) and one canonically closed region (QML7/8) was 

performed in duplicate by qPCR on a Bio-Rad CFX96 thermal cycler.  qPCR reactions 

were set up as follows: (5 µL 2x Kapa SYBER FAST Master Mix (Roche cat # 

07959389001), 0.5 µL Forward Primer (Supplementary File  1 for details), 0.5 µL Reverse 

Primer (Supplementary File  1 for details), 2 µL molecular biology grade water (Sigma, 

cat. #  W4502).  The following amplification protocol was utilized: 72 °C for 5 min, 98 °C 

for 30 seconds and then 40 cycles of 98 °C for 10 seconds, 63 °C for 30 seconds and 72 

°C for 1 min. Enrichment scores were calculated for each possible open vs closed region 

(2^(Ct_Open – Ct_Closed)). Scores over 10 were considered to be positively enriched.   

 

Sequencing 

Sequencing libraries were quantified with the Kapa Library Quantification Kit (Roche, 

distributed by Sigma-Aldrich, cat. # 07960140001). Libraries were normalized to 4 nM and 

then pooled and denatured with 0.2N NaOH.  Libraries were further diluted to a final 

concentration of 1.4 pM. The pooled libraries were loaded onto an Illumina NextSeq 500 

(1.3 mL total) for cluster generation and sequencing.  A single-end 75 bp protocol was 

used and ~60 million reads per sample were targeted. 

 

Read analysis after ATAC-seq 

Fifty-thousand cells were processed from each sample as described above. The resulting 

libraries were sequenced with 75 bp single-end reads (Buenrostro et al., 2013) which were 

trimmed to 36bps and mapped to mm9 using Bowtie2 (v2.0.5) (http://bowtie-

bio.sourceforge.net/bowtie2/index.shtml) with default parameters. Any sample with reads 

less than 10M and/or peaks less than 20K were excluded from further analysis (there was 
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only one such sample, as noted above). Alignment statistics of all samples and replicates 

have been listed in Source Data File 2 for Figure 2-4- figure supplement 1. Poor quality 

reads (MAPQ<=30, (Zhang et al., 2008), reads mapping to chrM, chrY and patch 

chromosomes were removed. Reads were further filtered to remove PCR duplicates using 

Picard Tool MarkDuplicates (v2.6.0, https://broadinstitute.github.io/picard/). Accessible 

chromatin regions (peaks) were called using MACS2 v2.0.10. Default parameters were 

used except for the following: --keep-dup all -B -- nomodel --SPMR -q 0.05. The signal 

intensity was calculated as the fold enrichment of the signal per million reads in a sample 

over a modelled local background using the bdgcmp function in MACS2. We then 

calculated the maximum signal intensity over every peak for conditions being compared 

using mapBed –o max and quantile normalized them across samples. The average 

normalized signal intensity across replicates for each condition was then plotted in PCA. 

All downstream analyses (e.g. Spearman correlation coefficient analysis) were carried out 

using Bedtools v2.26.0 (https://bedtools.readthedocs.io/en/latest/) and R 3.4.1 

(https://www.r-project.org/). Figures were plotted using ggplot2 

(https://ggplot2.tidyverse.org/). 

 

ChIP-seq  

Sample preparation 

Murine ESCs were harvested, washed with PBS and cross-linked with 1% v/v 

formaldehyde (methanol-free) for 7 min at room temperature (RT) with agitation. The 

reaction was quenched by adding 0.125 mM of glycine for 5 min RT. The fixed cells were 

centrifuged (3 min, 3000 rpm), resuspended in PBS and aliquoted (1 million cells per 

immunoprecipitation). Aliquots were centrifuged for 10 min 3000 rpm, and flash-frozen 

with liquid nitrogen. Aliquots were either used immediately or kept at -80 °C until 
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immunoprecipitation.  

 

Preparation of Beads 

30 µL of the protein A Dynabeads (Thermofisher, #10002D) were used per 

immunoprecipitation (IP). Using a magnetic rack, beads were washed 2 times with the 

ChIP dilution buffer (1% v/v Triton, 10mM Tris pH 8.0, 150mM NaCl, 2mM EDTA) and 

incubated overnight at 4 °C in a low-binding Eppendorf tube on a rotator in the presence 

of 5 µg of antibody (Active Motif, distributed by Cedarlane, Burlington, ON, Canada, cat. 

# 39155) in ChIP dilution buffer. Subsequently, beads were washed twice with ChIP 

dilution buffer and resuspend in 250 µL ChIP dilution buffer and 140 µL of TpS buffer 

(0.5% v/v Triton, 10 mM Tris pH 8.0, 140 mM NaCl, 1 mM EDTA, 0.5 mM EGTA and 

protease inhibitors) before immunoprecipitation.  

 

Chromatin preparation and sonication  

Crosslinked cells were thawed, resuspended in TpA buffer (0.25 % v/v Triton, 10 mM Tris 

pH 8.0, 10 mM EDTA, 0.5 mM EGTA) and incubated on ice for 5 min. Cell nuclei were 

pelleted by centrifuging for 5 min at 5,000 rcf (8,000 rpm) at 4 °C, resuspended in TpB 

buffer (200 mM NaCl, 10 mM Tris pH 8.0, 1 mM EDTA, 0.5 mM EGTA, protease inhibitors) 

and incubated on ice for 30 min and centrifuged for 5 min at 5,000 rcf (8,000 rpm) at 4 °C. 

Finally, the lysed nuclei were resuspended in 140 µL of TpS-SDS buffer (0.5% v/v SDS, 

0.5% v/v Triton, 10 mM TRIS pH 8.0, 140 mM NaCl, 1 mM EDTA, 0.5 mM EGTA and 

protease inhibitors).  

Samples were transferred into Covaris tube and sonicated on the Covaris E220 instrument 

(DC10%, 105W, 200CBP, 2 min) to generate DNA fragments. A small amount (10 µL) of 

DNA was kept as input.  
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Immunoprecipitation  

Chromatin preparations were added to the beads and incubated for 4h at 4°C on the 

rotator. Using a magnetic rack, samples were washed subsequently with ice cold low 

buffer W1 (0.5% v/v NP40, 150 mM KCl, 10 mM Tris pH 8.0, 1 mM EDTA), W2 (0.5 % v/v 

Triton, 0.1%  v/v  NaDOC, 100 mM NaCl, 10 mM Tris pH 8.0), W3A (0.5% v/v Triton, 0.1% 

v/v NaDOC,  400 mM NaCl, 10 mM Tris pH 8.0), W3B (0.5% v/v Triton, 0.1% v/v NaDOC,  

500 mM NaCl, 10 mM Tris pH 8.0, W4 (0.5% v/v NP40, 0.5% v/v NaDOC, 250 mM LiCl, 

10 mM Tris pH 8.0, 1 mM EDTA) before proceeding to elution. 

 

Elution and DNA extraction  

120 µL of TpE (0.3% w/v SDS, 50 mM Tris pH 8.0, 10 mM EDTA, 0.4 M NaCl) was added 

to the washed samples and incubated overnight at 65 °C with agitation at (200 x g) and 

DNA was purified by phenol/chloroform.  

 

Sample quantification and Library preparation 

DNA samples were quantified using Qubit dsDNA HS Assay kit (ThermoFisher cat # 

Q32851) to determine concentration of each DNA sample. Library preparations were 

performed starting with 1ng of DNA from input DNA or ChIP DNA in a final volume of 10 

µL following ThruPlex DNA-seq kit (Takara Bio USA cat # R400676), which consisted of 

the addition of 3 µL Template Preparation D Master Mix (2 µL Template Preparation D 

Buffer and 1 µL Template preparation D Enzyme) to each sample, mixed  thoroughly by 

pipetting, and incubated on an Eppendorf Master cycler at 22 °C for 25 min,  55 °C for 20 

min, 4 °C hold.  Once samples reached 4 °C, they were removed from thermal cycler for 
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the addition for 2 µL of Library Synthesis D Master Mix (1 µL Library Synthesis D Buffer, 

1 µL Library Synthesis D Enzyme), incubated on thermal cycler at 22 °C for 40 min, 4 °C 

hold.  30 µL of library amplification master mix (25 µL  Library Amplification D Buffer, 1 

µL Library Amplification Enzyme, 3.25 µL Nuclease free water, 0.75 µL 10X SyBr Green I 

dye 1:1000 dilution) were added to each sample, followed by 5ul of indexing reagent 

(SMARTer DNA Unique Dual Index) for a final volume of 50 µL, stored on ice, dark. Ten 

µL was removed and transferred to a different plate for PCR cycle optimization using. The 

number of cycles required to amplify the library was optimized using a Bio-Rad CFX96 

qPCR thermal cycler with the following program:  

Step 1 1 cycle 72°C 3 min 

Step 2 1 cycle 85°C 2 min 

Step 3 1 cycle 98°C 2 min 

Step 4 4 cycles 

98°C 20 secs 

67°C 20 secs 

72°C 40 secs 

Step 5 16 cycles 
98°C 20 sec 

72°C 50 sec 

Step 6 1 cycle 4°C Hold 

 

The optimal number of cycles at step 5 were determined from melt curve results (ranging 

from 8-12 cycles). An additional 10 µL of nuclease free water was added to each sample 

prior to final PCR amplification using Eppendorf Master cycler using sample program with 

adjusted cycles at step 5.  Post amplification samples were purified with 35 µL AmPure 

XP beads (Beckman Coulter cat # A63881), washed twice with 80% v/v ethanol and eluted 

in 15 µL of EB buffer (Qiagen cat # 19086), 1 µL was loaded on an Agilent BioAnalyzer 

(Agilent) using a High Sensitivity DNA kit (Agilent, cat. # 5067-4625) for library size 

determination. 
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Sequencing 

One µL of each library were pooled together, quantified by Kapa Library Quantification Kit 

(Roche cat. # 07960140001). Samples were diluted to 4 nM, denatured with 0.2 N NaOH, 

and the library pool was further diluted to 12.5 pM prior to loading on an Illumina Miseq 

Nano kit for cluster and sequencing to determine amount required for deep sequencing. 

Libraries were pool based on Miseq read counts, diluted to 1.25 nM, denatured with 0.2 N 

NaOH, neutralized with 400 mM Tris-HCL pH 8 and diluted to a final loading concentration 

of 250pM. Pooled libraries were loaded onto an Illumina Novaseq6000 sequencer for 

cluster generation and sequencing to achieve a minimum of 20 million reads per sample 

using 100 bp single read. 

 

Read Analysis After ChIP-seq 

Sequences obtained above were mapped to mm9 using Bowtie2 (v2.0.5) (http://bowtie-

bio.sourceforge.net/bowtie2/index.shtml) with default parameters. Alignment statistics of 

all samples and replicates are listed in Source Data File 3 for Figure 2-4. Poor quality 

reads (MAPQ<=30, (Zhang et al., 2008), reads mapping to chrM, chrY and patch 

chromosomes were removed. Reads were further filtered to remove PCR duplicates using 

Picard Tool MarkDuplicates (v2.6.0, https://broadinstitute.github.io/picard/). H3K27me3 

peaks were called using MACS2 v2.0.10 using the following parameters --keep-dup all -B 

--broad -q 0.05. The signal intensity was calculated as the fold enrichment of the signal 

per million reads in a sample over the input sample. We then calculated the maximum 

signal intensity over every peak for conditions being compared using mapBed –o max and 

quantile normalized them across samples. Spearman correlation was then calculated 

between the average normalized signal intensity across replicates for each condition 
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which was then plotted in heatmap. Analysis downstream of peak calling were carried out 

using Bedtools v2.26.0 (https://bedtools.readthedocs.io/en/latest/) and R 3.4.1 

(https://www.r-project.org/). Figures were plotted using ggplot2 

(https://ggplot2.tidyverse.org/). 

 

Single-guide RNA nucleofection  

Eight µg of a synthetic-guide RNA (sgRNA) (Synthego, customized) were mixed with 15 

µg of a purified recombinant Hifi Cas9 nuclease V3 (IDT, cat. #262104678), incubated 20 

min at RT, and added to 1 million cells in PBS. Nucleofection was performed using the 

Lonza 4D nucleofector machine, according to the manufacturer instructions.  

Following nucleofection, cells were seeded and kept in culture for 4 passages before indel 

quantification and differentiation induction.  

 

Quantification and statistical analysis 

Cytometry analysis, quantitative real time PCR and western blot quantification  

Flow cytometry experiments in Figures  2- (1, 2, 3) were repeated at least 3 times in 

triplicate, and values shown represent the mean +SD. Prism GraphPad was used to 

perform analysis and statistics. In Figures 2- (1, 2, 3) we performed two-way ANOVA using 

the standard confidence parameter from the software (alpha = 0.05 and CI 95%) and 

multiple comparisons. Quantitative real time PCR experiments were repeated in triplicate 

(except for one n=2 sample, as indicated in Figure 2-1 and Figure 2-1—figure supplement 

1)  and results were compared using ordinary one-way ANOVA (alpha = 0.05 and CI 95%) 

(Figure 2-1C, D, Figure 2-2—figure supplement 1B, and Figure 2-3—figure supplement 

1A, B). P-values and significance are shown using the GP method in Prism GraphPad, 

i.e. p>0.5 = ns (non-significant); * (p<0.0332), ** (p<0.0021), *** (p<0.0002), **** 
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(p<0.0001). Western blots were repeated 3 times (n=3) and quantification was performed 

using Image J (https://imagej.nih.gov/ij/). The ratio of the protein-of-interest to the control 

protein (as indicated in the figure legends) was analyzed using two-way ANOVA, as 

described above (see Source Data files for raw data values). 

 

Real-Time quantitative PCR analysis 

Analysis of the Qiagen mouse cell lineage identification qPCR array data was performed 

following the manufacturer’s guidelines. Briefly, following completion of the qPCR run 

using the Applied Biosystems StepOne Plus cycler, the baseline value was set with the 

automated baseline option. Using the log view of the amplification plot, the threshold value 

was chosen within the linear range of the curve. The threshold value was kept constant 

across all RT2 profiler runs in the same analysis. A dissociation curve analysis was also 

performed to ensure PCR specificity. CT values were exported to an Excel spreadsheet 

for use with the Qiagen Data Analysis Center Web-based software 

(https://www.qiagen.com/us/shop/genes-and-pathways/data-analysis-center-overview-

page/). The lower limit of detection was set to 35 CT. Normalization by average arithmetic 

mean was performed using CT values of 5 housekeeping genes (Actb, B2m, Gapdh, Gusb 

and Hsp90ab1). Fold change in gene expression relative to control sample (eg. WT 

undifferentiated or WT DMSO) was calculated using the delta delta CT method as 

described in the manufacturer protocol and using the Web-based software mentioned 

above (see Source Data files for raw data values). 

 

Fold change analysis  

Statistical analysis of fold change in gene expression (e.g. as in Figure 2-2 – figure 

supplement 1B) was calculated using GraphPad Prism 7. Ordinary two-way ANOVA was 
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performed to compare the mean of each sample with the mean of every other sample. 

Sidak’s multiple comparisons test was applied to correct for multiple comparisons using 

statistical hypothesis testing, with a single pooled variance. Each P value was adjusted to 

account for multiple comparisons and the confidence interval was set at 95%.  

 

Principal Component Analysis (PCA) plots and heatmaps 

Using the fold change values obtained as described above, PCA plots and heatmaps were 

generated using ClustVis (https://biit.cs.ut.ee/clustvis/) (Metsalu and Vilo, 2015). Row 

centering was performed and unit variance scaling for rows was applied. Principal 

components were calculated using SVD with imputation method. Principal components 

with the highest percentage of variance (PC1 and PC2) were used for the PCA plots. For 

the generation of heatmaps, Euclidean clustering distance was calculated for rows and 

columns and the linkage criterion (clustering method) was set as complete. Tree ordering 

for rows and column was set to have the tightest cluster first.  

 

Additional details about reagents, primers, kits used in this publication can be found in the 

Supplementary File 1: Key Resource Table 
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Figures supplémentaires du chapitre 2 

 

Figure 2-1—figure supplement 1 
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Relative telomere length measurement by Quantitative Fluorescence In-situ 

Hybridization (Q-FISH) analysis of WT and Tert-/- mESCs at passage 50.  

(A) Representative photo of metaphase preparations. DNA/chromosomes are stained with 

DAPI (blue) and telomeres can be visualized in red (Cy3). The scale is indicated with a 

microbar within each image. See Materials and Methods for further detail regarding 

sample preparation and image acquisition. (B) Histogram of relative telomere length 

measured as frequency of events vs. arbitrary telomere fluorescence intensity, extracted 

from data as in (A). The data represent at least 1587 telomeres analysed per sample. (C) 

Heatmap representation of pluripotency gene expression assessed by RT-qPCR (n=3 

biological replicates, except for one sample marked with an asterisk * Tert -/- GFP- SA, 

where n=2 biological replicates). Relative fold change in gene expression was calculated 

using WT pluripotent mESCs set as control (fold change = 1) and normalized to 5 

housekeeping genes: Actb, B2m, Gapdh, Gusb and Hsp90ab1. The color scale represents 

the row centered fold change values (blue = lower, white = intermediate, red = higher). 

Euclidean distance clustering and complete linkage was applied to visualize similarity 

between samples. Refer to A for sample labelling. (D) Principal component analysis (PCA) 

of RT-qPCR data, see also heatmap in Figure 2-1—figure supplement 1D. Percentage 

values indicate the principal components with the greatest variance, in the first and second 

dimensions, respectively. Circles indicate groups referred to in the text (1, 2, 3). Refer to 

Figure 2-1A for sample labeling. See also Source Data file 1 for Figure 2-1 and Figure 2-

1—figure supplement 1. (E) Survival fraction (logarithmic scale) of mESCs grown in LIF-

containing media, measured by propidium iodide staining, 2 days after gamma-irradiation 

at the indicated doses. Data are represented as mean + SD (n=3 biological replicates). 

Statistical analysis was performed using two-way ANOVA, (p<0.0332), ** (p<0.0021), *** 

(p<0.0002), **** (p<0.0001). (F, G, H) Differentiation analysis of irradiated mESCs. GFP+ 
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status was measured by flow cytometry (F) after 2 days in LIF-containing media 

(pluripotent) (G) followed by 6 days in ATRA (6DA, day 8) (H) after 6 days of LIF re-

addition (6DA + 6DL, day 14). Data are represented as mean + SD (n=3 biological 

replicates). Statistical analysis was performed using two-way ANOVA, (p<0.0332), ** 

(p<0.0021), *** (p<0.0002), **** (p<0.0001) 



 

 
 

 

111 

 

Figure 2-2—figure supplement 1 

 A) Western blot of H3K27me3 in pluripotent (maintained in LIF) or ATRA treated (6DA) 

WT and Tert-/- mESCs. H3 was probed as a loading control. Representative blot from n=3. 
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A western blot of the OCI-AML3 and EZH2R690H-mutant27 OCI-AML5 (showing a drastic 

decrease of PRC2 activity) lines was also performed as a control for the antibody 

(Lehnertz et al., 2017). A non-specific signal, which is also evident in the lane in which no 

sample was added (at right) is marked with an asterisk (*). (B) Assessment of relative fold 

change in Ezh2, Suz12 and Eed expression (relative to WT) by RT-qPCR, normalized to 

2 housekeeping genes: B2m and Gapdh, Data are represented as mean + SD (n=3 

biological replicates). Statistical analysis was performed using ordinary one-way ANOVA, 

* (p<0.0332), ** (p<0.0021), *** (p<0.0002), **** (p<0.0001). See figure 1A for color coding. 

(C) Schematic representation of the experimental design. PRC2 inhibitors were added to 

the mESC culture media prior to differentiation induction and maintained during 

differentiation (6DA) and after LIF re-addition (6DA + 6DL). See Materials and Methods 

for details. (D, F) Quantification of 3 biological replicates of the western blot data in Figure 

2-2 A, C using Image J. The y-axis indicates the relative level of the protein species of 

interest normalized to the level of the control protein, as indicated. Statistical analysis was 

performed using ordinary one-way ANOVA, * (p<0.0332), ** (p<0.0021), *** (p<0.0002), 

**** (p<0.0001). (E) FACS analysis of Pou5f1-GFP reporter expression in mESCs. Data 

are represented as mean + SD. Data represents n=3 biological replicates: for n=1 and 

n=2 biological replicates, there were 3 technical replicates; for the n=3 biological replicate, 

there were 2 technical replicates, for a total of 8 samples. Statistical analysis was 

performed using two-way ANOVA, * (p<0.0332), ** (p<0.0021), *** (p<0.0002), **** 

(p<0.0001). Graphs were generated using the online tool BoxPlotR 

(http://shiny.chemgrid.org/boxplotr/). The left graph represents pluripotent cells after 2 

days of treatment with the inhibitor. The right graph represents the cells treated with the 

inhibitors for 2 days in LIF followed by 6 days in ATRA (6DA) (G) Heatmap representation 

of 5 pluripotency gene expression assessed by RT-qPCR (n=3 biological replicates). 
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Relative fold change in gene expression was calculated using Tert-/- DMSO as the control 

(fold change = 1) and normalized to 5 housekeeping genes: Actb, B2m, Gapdh, Gusb and 

Hsp90ab1. The color scale represents the row centered fold change values (blue = lower, 

white = intermediate, red = higher). Sample clustering by Euclidean distance and complete 

linkage was applied to visualize similarity between samples. (H) Principal component 

analysis (PCA) of RT-qPCR data, also shown in the heatmap in Figure 2-2 D. WT mESCs, 

triangles; Tert-/- mESCs, circles. Color legend for the indicated treatment groups is shown 

on the right. Note that not all biological replicates treated with the Eed inhibitor A395 

exhibited an identical profile (lower panel; red circles at right).  
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Figure 2- 3—figure supplement 1 

(A, B) Assessment of relative fold change in Kdm6b and Kdm6a expression (relative to 

WT 2DL) by RT-qPCR, normalized to 2 housekeeping genes: B2m and Gapdh, Data are 

represented as mean + SD (n=3 biological replicates). Statistical analysis was performed 

using ordinary one-way ANOVA, * (p<0.0332), ** (p<0.0021), *** (p<0.0002), **** 

(p<0.0001). See figure 1A for the color coding. (C) Schematic representation of the 

experimental design. The Kdm6a/b histone demethyltransferase inhibitor GSKJ4, or its 

inactive analogue GSKJ5, was added to the cell culture media prior to differentiation 
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induction and maintained during differentiation (6DA) and after LIF re-addition (6DA + 

6DL). See Materials and Methods for details. (D, F) Quantification of western blot data in 

Figure 2-3 A, C using image J (n=3). The y-axis indicates the relative level of the protein 

species of interest normalized to the level of the control protein, as indicated. Statistical 

analysis was performed using ordinary one-way ANOVA, * (p<0.0332), ** (p<0.0021), *** 

(p<0.0002), **** (p<0.0001). (E) Heatmap representation of pluripotency gene expression 

assessed by RT-qPCR (n=3 biological replicates). Relative fold change in gene 

expression was calculated using Tert -/- DMSO as the control (fold change = 1) and 

normalized to 5 housekeeping genes: Actb, B2m, Gapdh, Gusb and Hsp90ab1. The color 

scale represents the row centered fold change values (blue = lower, white = intermediate, 

red = higher). Euclidean distance clustering and complete linkage was applied to visualize 

similarity between samples. (G) Principal component analysis (PCA) of RT-qPCR data, 

see also heatmap data in Figure 2-3 D. WT ESCs, triangles; Tert-/- ESCs, circles. Color 

legend for treatment group as at right. All samples were analysed after 6D ATRA + 6D 

LIF, as in (C). (H) Schematic representation of the experimental design. The synthetic 

guide RNA (sgRNA) and Cas9 were electroporated into cells and propagated for 4 

passages. At this time, Indel percentages within each population were quantified with the 

Synthego Ice Algorithm, and the differentiation analysis was commenced as described in 

Figure 2-1. (I) Indel percentages. Knockout scores represent the proportion of indels that 

indicate a frameshift or are greater than 21bp in length. R2 values indicate the confidence 

level of indel determination based on the sequencing quality. For more details, visit the 

Synthego website (https://ice.synthego.com/#/). See also Source Data file 1 for Figure 2-

3 and Figure 2-3—figure supplement 1. Three biological replicates were analysed for each 

sgRNA. (J) Western blot analysis of H3K27me3 levels in WT and Tert-/- mESCs after 

electroporation of single gRNA (Non-targeting, NT or as indicated). H3 was used as a 
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loading control. Representative blot from n=2 biological replicates. (K) Quantification of 

western blot data in Figure 2-3—figure supplement 1 (J), using image J (n=2). The y-axis 

indicates the relative level of the protein species of interest normalized to the level of the 

control protein, as indicated. Statistical analysis was performed using ordinary one-way 

ANOVA, * (p<0.0332), ** (p<0.0021), *** (p<0.0002), **** (p<0.0001). (L) FACS analysis 

of Pou5f1-GFP reporter expression in mESCs. Data are represented as mean + SD (n=3 

biological replicates) sgNT: non-targeting guide RNA. Statistical analysis was performed 

using two-way ANOVA, * (p<0.0332), ** (p<0.0021), *** (p<0.0002), **** (p<0.0001). 
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Figure 2-4. figure supplement 1. 
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IGV screenshot of the genomic region surrounding the Pou5f1 promoter, derived from 

either ATAC-seq data (A) or H3K27me3 ChIP-seq data (B) as shown in Figure 2-4. One 

representative replicate was arbitrarily chosen for each sample. Track Height was defined 

to fit to full screen mode on IGV and was scaled equivalently for all samples within the 

same panel, using the auto scale mode. (C) Principal component analysis of called peaks 

following ATAC-seq analysis, of the same samples as shown in (A). WT mESCs, triangles; 

Tert-/- mESCs, circles. The symbol color indicates the treatment stage, as indicated in the 

legend at right, and in Figure 2-1A schematic. Circle outline colors indicate samples sorted 

for GFP status after 6D ATRA (SA, red) or a further 6D ATRA + 6D LIF (SL, blue).  See 

also Source Data files 1 and 2 for Figure 2-4 and Figure 2-4—figure supplement 1. 
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Chapitre 3. Implication du facteur p53 dans l’échec 

de différenciation observé dans les cellules Tert -/- 

possédant des télomères courts.  

 

3.1. Auteurs et contributions 
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Lea Harrington 
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Pas de conflit d’intérêts déclaré. 

 

3.2. Références de publications 

Manuscrit en préparation, mais non soumis.  

 

3.3. Résumé traduit en français 

Le lien entre la déprotection des télomères et le destin cellulaire reste une question 

passionnante, en particulier dans les cellules souches pour lesquelles la stabilité 

génomique est essentielle pour assurer une régénération tissulaire adéquate. 

Précédemment, nous avons montré que les cellules souches embryonnaires murines 

avec des télomères courts (mESC, Tert -/-) présentent un défaut de différenciation 

accompagné d'altérations épigénétiques. Le raccourcissement des télomères est connu 
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pour activer la réponse aux dommages de l'ADN, ce qui entraîne l'activation de p53. p53 

joue un rôle clef dans les cellules puisqu’elle est capable d’influencer le destin cellulaire.  

Ainsi, nous avons testé si p53 est à l’origine de la différenciation instable des mESC Tert 

-/-. En utilisant une approche génétique (CRISPR-cas9), nous avons découvert que 

l’absence de la protéine p53 dans les cellules Tert -/- avec des télomères courts rétablit 

leur potentiel de différenciation. Nos résultats suggèrent un nouveau mécanisme 

d’assurance-qualité, dépendant de p53, qui précède l’achèvement de la différenciation.  
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3.4. Article 

 

The unstable differentiation observed in short telomeres murine 

embryonic stem cells is p53-dependent 

 

Authors and Affiliations 

Mélanie Criqui, Lea Harrington 

 

Abstract  

The link between telomere deprotection and cell fate remains an exciting question, 

especially in stem cells for which genomic stability is essential to ensure adequate tissue 

regeneration. Previously, we showed that murine embryonic stem cells with short 

telomeres (mESC, Tert -/-) exhibit a differentiation defect accompanied by epigenetic 

alterations. Telomere shortening is known to activate the DNA damage response (DDR), 

resulting in p53 activation. p53 is well known to modify cell fate; thus, we tested whether 

p53 is linked to the unstable differentiation of mESC Tert -/-. Using a CRISPR-cas9 

approach, we uncovered that the genetic disruption of Trp53 in Tert -/- cells with short 

telomeres rescues the differentiation potential. Our results suggest a new p53-dependent 

mechanism that ensures the quality of stem cells prior to differentiation completion. 

 

Introduction 

The well-known tumor suppressor p53, "the guardian of the genome," has an established 

role in protecting the genome when DNA integrity is compromised. Following stress 
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induced by DNA damage, p53 is stabilized by phosphorylation at multiple residues, such 

as the serine residue at amino acid 15, and upregulated through a positive feedback loop 

(Maclaine and Hupp, 2009). Once activated and stabilized via these post-translational 

mechanisms, p53 can act as a transcription factor to upregulate thousands of genes 

involved in cell cycle arrest, DNA repair, apoptosis, or senescence, which collectively 

bestow tumor-suppressive functions. However, the transcriptional program induced by 

p53 will depend on its activation level, which may be proportional to the stress signal. 

Thus, the stability of p53 and the cellular context in which it is activated, rather than a high 

level of expression, appears to be the primary determining factor in dictating cell fate (Wu 

and Prives, 2018).   

 

The integrity of the genome also depends on chromosome end stability. Telomeres are 

repetitive G-rich sequences associated with specific proteins, which protect the 

chromosome ends from being recognized as a double-strand break. However, telomeres 

are vulnerable to DNA replication stress and double-stranded breaks induced during 

replication (Sfeir et al., 2009b). When telomere integrity is compromised — such as 

replicative telomere shortening — the DNA damage response is activated (Cesare et al., 

2013). However, solving problems at chromosome ends can be even more harmful than 

the initial insult. As a consequence of the activation of the non-homologous end joining 

(NHEJ) pathway, deprotected telomeres are prone to undergo end-to-end fusions, which 

results in genomic instability (Van Steensel et al., 1998b). To mitigate these deleterious 

consequences, p53 is activated to drive apoptosis or senescence (Deng et al., 2008; 

Herbig et al., 2004). In the context of short telomeres, the removal of Trp53 rescues cell 

proliferation capacity, which reveals a p53 dependence for cell fate (Chin et al., 1999). 

However, this restoration of proliferation capacity can exert a deleterious effect, as 



 

 
 

 

123 

tumorigenesis is induced (Chin et al., 1999; Evans and Lozano, 1997; Jacks et al., 1994). 

In addition to these findings, p53 may prevent damage from occurring at telomeres and 

confer a protective role (Benslimane et al., 2021; Herbig et al., 2004; Matsumoto et al., 

2018; Schwartz et al., 2001; Tutton et al., 2015). For instance, emerging evidence of the 

presence of p53 near the replication fork suggest its implication in the recruitment of 

downstream proteins to avoid fork collapse (Roy et al., 2018).These findings have led to 

the idea that p53 has a dual role in cells. Its presence is necessary to avoid transformation, 

but too much activity is deleterious for cell fitness (Sharpless and DePinho, 2002). Since 

perturbations in cell fitness can impact the rate of tissue regeneration, these countervailing 

forces may therefore impinge on aging. 

 

In stem cells, the role of p53 goes well beyond its activity in the DNA damage response, 

as it is thought to influence cell fate in the absence of damage. However, the contribution 

of p53 to stemness is still controversial as it is still discussed whether p53 contributes to 

differentiation or the maintenance of quiescence, both of which can be context-dependent. 

For instance, and under normal conditions, p53 in hematopoietic stem cells favors 

quiescence (Asai et al., 2012), whereas its activity is also essential during pluripotency 

exit for mesodermal differentiation (Wang et al., 2017). In addition, deletion of Trp53 by 

siRNA expression can significantly increase iPS cell reprogramming efficiency (Lin and 

Lin, 2017; Zhao et al., 2008b). Relevant to this observation, the loss of p53 in cancer 

contributes to the development of cancer stem cells (Ghatak et al., 2021). 

Just like any other cell type, stem cells can undergo DNA damage and stress, which will 

activate the p53-dependent pathway. Following its stress-dependent activation, the 

activity of p53 will switch to activate new sets of genes (Wu and Prives, 2018). These 

transcriptional changes can directly influence cell fate (Ferro et al., 2009; Kannappan et 
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al., 2017; Matsumoto et al., 2018). However, the conclusions between studies diverge, 

indicating that the role of activated p53 in cell fate requires more investigation.  

 

Murine embryonic stem cells (mESC) KO for the telomerase reverse transcriptase (Tert-

/-), at advanced passages (passage 40), display short telomeres and are associated with 

a differentiation defect (Pucci et al., 2013). Previously, we showed that telomere integrity 

prevents the repression of the pluripotency genes during differentiation and perturbs the 

epigenetic landscape of the cells. Indeed, mESCs that undergo telomere shortening 

exhibit a global DNA demethylation, accompanied by an increase of the epigenetic mark 

H3K27me3. These epigenetic alterations are, in part, responsible for the differentiation 

defect (Criqui et al., 2020; Pucci et al., 2013). However, modulation of the epigenetic 

context rescues only partially the defect, meaning that other factors are involved. Given 

the role of p53 in DNA damage and cell fate, we tested whether p53 is involved in the 

differentiation defect observed in mESC with eroded telomeres (Tert-/-). We generated 

double KO mESC (Trp53-/- ; Tert -/-), and to our surprise, we observed that the disruption 

of Trp53 abolished the differentiation defect conferred by telomere erosion. mESC are 

early development stem cells that are capable of differentiation into any tissue. We discuss 

the potential implication of p53 in a checkpoint that may occur before differentiation to 

maintain genome integrity in daughter cells and the relevance of these findings to prior 

studies (Lin and Lin, 2017). 
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Results and discussion 

Trp53 expression is downregulated in both Tert WT and Tert -/- cells upon 

differentiation 

Embryonic stem cell pluripotency is regulated by different pathways that are essential to 

embryonic development. In addition to the core pluripotency factors, the Wnt signaling 

pathway stands out for its requirement during embryonic development (Anton et al., 2007; 

Ogawa et al., 2006). A genome-wide study identifies Trp53 as a primary activator of WNT 

signaling (Lee et al., 2010), and the WNT signaling pathway has been linked to 

antidifferentiation function (Sato et al., 2004). Pertinent to these findings, Trp53 is highly 

expressed in embryonic stem cells and is downregulated upon differentiation induction 

(Schmid et al., 1991). Thus, we wondered whether the differentiation defect might be due 

to a failure of the Tert -/- cells to repress Trp53. An analysis of Trp53 mRNA levels using 

qPCR exhibited no defect in Trp53 transcriptional suppression during differentiation for 

both Tert WT and Tert-/- mESC (Figure 3.1A). Thus, at the transcriptional level, we 

observed no detectable difference in Trp53 mRNA downregulation in response to 

differentiation. Relevant to this result, a previous study from our group found that the WNT 

signaling pathway is not altered in Tert -/-, compared to Tert WT cells (Gardano et al., 

2013).  

 

Generation of Trp53 depleted mESC by CRISPR 

It is well known that telomere erosion can impact the sensitivity to other types of cell 

damage. For example, in late generation (G5) mice lacking the telomerase RNA 

component, mTR, the mortality rate was higher than WT mice after exposure to multiple 

doses of -irradiation (Goytisolo et al., 2000). In addition, we uncovered that exposure to 
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2 Gy of -irradiation exacerbates the differentiation defect of Tert -/- mESC (Criqui et al., 

2020). In contrast, no effect on differentiation was reported when WT mESC were exposed 

to the same dose of  -irradiation (Criqui et al., 2020). The ability of low dosage -irradiation 

to exacerbate the differentiation ability of Tert -/- mESC with eroded telomeres led us to 

investigate whether the presence of p53, a key factor of the DNA damage response, 

influences Tert -/- cell fate.  

 

We used a genetic approach to disrupt the genomic sequence of Trp53. A single guide 

RNA (SgRNA) against Trp53 was designed and co-introduced with Cas9 in both WT and 

Tert-/- mESC by nucleofection (Figure 3.1B). The targetting sgRNA was designed to target 

a sequence located at the beginning of exon 4, corresponding to the proline-rich domain. 

Directed by the sgRNA at the targeted site, Cas9 induces a cut that will be repaired via 

the non-homologous end joining pathway, resulting in the introduction of an insertion or 

deletion, referred to as an indel. Indels that are longer than 21 base pairs, or that occur in 

multiples other than 3 (and thus would induce a frameshift), would disrupt the full-length 

protein (FLp53) and a variant of p53 termed p5340 (Ungewitter and Scrable, 2010). After 

two days, genotyping of the population was performed, and 59% and 57% indels were 

found in the WT and Tert -/- cells, respectively (Figure 3.1B). Clonal enrichment was 

performed to complement the analysis of the polyclonal population, and clones were 

validated by sequencing, qPCR, and western blot analysis (Figure 3.1C-E). The clones 

that were considered as potentially Trp53 -/- possessed a knock-out score of over 90% 

(Figure 3.1C). The R2 value indicates the confidence of indel determination based on the 

quality of the Sanger sequencing (Figure 3.1C). Clones that received the sgRNA and Cas9 

but that did not result in an indel were retained as a negative control, as they would retain 
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p53 function (e.g., see WT clone A, Tert-/- clone C) (Figure 3.1B). 

 

Two clones were validated as (Trp53 -/- ; Tert +/+), and one clone as (Trp53 -/- ; Tert -/-) 

(Figure 3.1D-E; Tert WT clone B and C; Tert -/- clone B). However, in clones lacking a 

detectable full-length p53 protein, we detected species that migrated at 38 kDa, 33 kDa, 

and less than 25 kDa. Importantly, the monoclonal antibody used in this study binds to the 

C-terminal domain, which allows recognition of a truncated form of p53 that may co-exist 

in cells. According to our results, the disruption of exon 4 should disrupt FLp53 and the 

p5340. However, the internal P2 promoter, located in the intron between exon 4 and 5, 

can induce the transcription of 6 variants: 133p53 (35KDa), 133p53 (29KDa), 

133p53 (29KDa), 160p53 (31KDa), 160p53 (26KDa), 160p53 (29KDa) (Marcel 

et al., 2011).  If we compare the size of those variants with the blot presented in (Figure 

3.1E), it does not correspond exactly to those predicted molecular masses. Still, we have 

not ruled out the possibility of transcription from the P2 internal promoter that may give 

rise to a p53 truncation product.  
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Figure 3-1. Generation of Trp53-disrupted Tert WT and Tert -/- murine embryonic 
stem cells 

(A) Histogram representing the Trp53 fold change in Tert WT or Tert-/- cells before, during 

differentiation (6 days ATRA), or after LIF re-addition (6 days ATRA + 6 days in LIF). (B) 

Schematic representation of the experimental design used to generate Trp53 -/- mESC 

and indicate the indel percentage. Both Tert WT and Tert -/- cells were nucleofected, 
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whether with Trp53 single guide (sg) RNA or non-targeting sgRNA. After 4 passages, cells 

were harvested to perform sequencing and indel quantification. Following the indel 

quantification, cells were sorted for single cells to select Trp53-/- clones. (C) Summary of 

the sequencing results obtained for each selected clone. R2 is a statistical measure 

calculated by the synthego ice algorithm, which indicates the fitness between indel 

distribution and the Sanger sequencing (see Methods for details). Values close to 1 refer 

to a high confidence in the sequencing result, and the knock-out score specifies the 

percentage of indels that induce a frameshift or a greater than 21bp length deletion or 

insertion. (D) Trp53 fold change in selected clones or controls by RT-qPCR. Data were 

analyzed relative to Tert WT (first column) and two housekeeping genes (B2m and 

Hsp90ab1). Data are represented as mean + SD (n=3, biological replicate). Statistical 

analysis was performed using ordinary one-way ANOVA. WT Tert samples were 

compared to the Tert WT sample as followed: * (p<0.0332), ** (p<0.0021), *** (p<0.0002), 

**** (p<0.0001). Tert -/- samples were compared to Tert -/- sample as followed: + 

(p<0.0332), ++ (p<0.0021), +++(p<0.0002), +++ (p<0.0001). (E) Western blot of p53 in 

the different clones or controls. Representative blot from n=3. Hsp90ab1 was used as a 

loading control.  

 

Trp53 depletion did not alter Nanog and Pou5f1/Oct4 expression in Tert WT or Tert-

/- mESC 

The notion that p53 dictates cell fate, i.e., whether it maintains pluripotency or supports 

differentiation, is not fully understood. In mESCs with eroded telomeres, we wished to 

examine if p53 affected the level of pluripotency factors such as Nanog and Pou5F1/Oct4. 

When the cells were sustained in Leukemia Inhibitory Factor (LIF), we observed that the 
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expression of the pluripotency gene Nanog was not altered in Tert -/- cells as a function 

of p53 status (Figure 2A-B). However, the levels of Trp53 transcript appeared variable in 

the WT cells, but this variability did not track precisely with genotype, and western blot 

data did not reveal a detectable change in Nanog levels in cells with or without p53 (Figure 

3.2A-B). To assess Pou5f1/Oct4 expression, we used FACS to monitor the percentage of 

GFP-positive cells in cells constitutively expressing the reporter gene GFP under the 

control of the Pou5f1/Oct4 promoter (Criqui et al., 2020). Similar to the results with Nanog, 

we did not observe any significant loss of the GFP reporter expression regardless of the 

status of p53 (Figure 3.2C). As a control, we included a clone that received by 

nucleofection the Trp53 sgRNA and Cas9 but did not result in any insertion/deletions at 

the sgRNA-directed cut site (indels) (see, Tert WT clone A and Tert-/- clone C, Figure 

3.1C). Thus, even though p53 is known to influence the transcriptional profile of mESC 

(Yan et al., 2015), we did not observe any impact of p53 on the expression of Nanog and 

Pou5f1/Oct4. This result is consistent with previous findings that p53 is unnecessary to 

maintain pluripotency (Shigeta et al., 2013).  

 

Trp53 depletion rescued the differentiation potential of Tert-/- mESC 

Differentiation induction results in the repression of the pluripotency transcriptional 

program favoring the specialization of the cells toward a specific lineage (Martello and 

Smith, 2014). This mechanism involves thousands of genes and is therefore sensitive to 

transcriptional alteration. Under stress, p53 can modify the transcriptional programs of 

cells to alter their fate (Deng et al., 2008; Herbig et al., 2004). Thus, we wondered if the 

activation of p53 in response to eroded telomeres could be responsible for the unstable 

differentiation observed in Tert -/- ESCs with short telomeres (Criqui et al., 2020; Pucci et 
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al., 2013). To address this question, we compared the differentiation potential of Tert -/- 

ESCs at late passages, with or without disrupted Trp53. Cells that retained wild-type Tert 

(WT) were assessed as a control, with or without Trp53. Differentiation was induced for 

six days with 5 μM all-trans retinoic acid (ATRA) (Figure 3.2D). The stability of the 

differentiation was assessed following a six-day period in which LIF was re-added to the 

media, as described in our previous studies (Criqui et al., 2020; Pucci et al., 2013) (Figure 

3.2E). As expected, during the first 6 days in ATRA, Tert WT cells differentiated 

appropriately and lost GFP-Oct4 expression, whereas a fraction of Tert -/- cells failed to 

differentiate and remained Oct4+, similar to previously published observations (Criqui et 

al., 2020; Pucci et al., 2013) (Figure 3.2D). The population of cells that retained GFP 

expression after 6 days in ATRA was unaffected by the status of Trp53, regardless of 

whether the cells were WT or Tert-/- (Figure 3.2D). 

 

Upon LIF re-addition, Tert WT cells remain differentiated irrespective of Trp53 status 

(Figure 3,2 E). These results suggest that p53 is dispensable for pluripotency and 

differentiation in mESCs under the growth conditions used in our study. These results also 

confirm the existing notion that p53 is dispensable for development as p53 -/- mice can 

reach adulthood. However,  these mice are more prone to develop cancer (Donehower, 

1996) and a defect in the neural tube close and in the brain has been reported (Armstrong 

et al., 1995; Sah et al., 1995). This implies a role of p53, in a subset of cells, later in 

development.  

To our surprise, depletion of p53 in Tert -/- mESCs restored the ability of the Oct4-GFP 

reporter to remain repressed upon re-addition of LIF, suggesting a rescue of the 

differentiation potential (Figure 3.2E). This rescue was specific to the 6DA + 6DL stage, 

since this observation was not observed in Tert -/- mESCs treated with ATRA alone. These 
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results may reflect a full restoration of differentiation potential, in which case other 

pluripotency factors such as Nanog would also be expected to be downregulated, or a 

change in differentation bias. Pertinent to this latter possibility, p53 is necessary to enable 

correct mesodermal differentiation (Wang et al., 2017). Future experiments would be 

needed to address the precise transcriptomic and epigenetic changes that are induced by 

disruption of 53 in the context of eroded telomeres, and whether this rescue is specific to 

neuronal precursor cells or other differentiated lineages.  
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Figure 3-2. The unstable differentiation commitment of Tert-/- mESCs is p53-
dependent 

(A) Fold change of Nanog in selected clones or controls by RT-qPCR. Data were analyzed 

relative to Tert WT (first column) and two housekeeping genes (B2m and Hsp90ab1). Data 
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are represented as mean + SD (n=3, biological replicates). Statistical analysis was 

performed using ordinary one-way ANOVA. * (p<0.0332), ** (p<0.0021), *** (p<0.0002), 

**** (p<0.0001). (B) Western blot of Nanog in the different clones or controls. 

Representative blot from n=3. Hsp90ab1 was used as a loading control. (C)-(E) GFP 

positives cells were measure by flow cytometry, either when they are maintained in LIF 

(C—Undifferentiated), after 6 days in ATRA (D), or after 6 days in ATRA + 6 days in LIF 

(E). Data are represented as mean + SD from 3 biological replicates. Statistical analysis 

was performed using two-way ANOVA, (p<0.0332), ** (p<0.0021), *** (p<0.0002), **** 

(p<0.0001).  

 

Conclusion 

Telomere integrity ensures the stability of the genome and contributes to the maintenance 

of cell homeostasis. A decrease in telomere length, leading to telomere deprotection, 

prompts the activation of the DNA damage response (DDR). Here, we investigated 

whether p53, a key factor of the DDR and cell fate, is involved in this unstable 

differentiation. Our results indicate that the removal of p53, by CRISPR, rescues the 

differentiation defect.  

 

To illuminate the possible mechanism, we propose a hypothetical model based on our 

findings (Figure 3.3A). In the absence of telomerase, dividing cells undergo telomere 

erosion. Uncapped telomeres are interpreted as a double-strand break by the DDR 

machinery. Consequently, p53, which is already present at a high level, might be activated 

and serve to prevent lineage commitment or differentiation. However, the mechanisms 

linking p53 to the differentiation defect remain to be understood, and several angles 
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remain to be explored to understand the role of p53 in Tert-/- mESCs. For instance, p21, 

a direct effector of p53 in the DNA damage cascade, could transmit the cell arrest signal 

that contributes to the differentiation defect. In addition, p53, alone or in cooperation with 

other effectors, might sustain the pluripotency potential by activating the WNT signaling 

pathway (Figure 3.3A). It was suggested that in the context of DNA damage, the p53 

antidifferentiation function is mediated throught the WNT signaling pathway (Abdelalim 

and Tooyama, 2012; Eldridge et al., 2020). The use of small molecules or other inhibitors 

of the WNT signaling pathway, or the removal of p21 by CRISPR could help to delineate 

these possibilities. From another perspective, it would also be interesting to examine 

whether p53 influences the epigenetic landscape of mESC with short telomeres.  

 

Previously, we showed that telomere deprotection in embryonic stem cells perturbs cell 

differentiation through epigenetic alterations (Criqui et al., 2020; Pucci et al., 2013). The 

chemical modulation of H3K27me3, that is overrepresented in Tert-/- mESCs, further 

perturbs the differentiation response, thus underlying the importance of epigenetic 

regulation in this process. However, little is known about how short telomeres elicit such 

epigenetic alterations. We propose that p53 might be the mediator between telomere 

shortening, epigenetic alterations, and the differentiation defect (Figure 3.3A); or that 

epigenetic alterations and p53 might exert a synergistic effect that results in differentiation 

perturbation (Figure 3.3A). 

 

Our results differ from other studies that support a pro-differentiation effect of p53. For 

example, (Lin et al., 2005) showed that p53 binds to the Nanog promoter to suppress its 

expression. Other studies supported this model with the idea that p53 pushes the cells 

toward differentiation to eliminate deficient cells from the pool of stem cells (de Pedro et 
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al., 2018). We postulate that culture conditions (for example, our mESCs are not cultured 

on feeder fibroblasts or maintained in a 2C state), cellular context, and other factors might 

explain the differences between these findings and would necessitate further 

investigation.  

 

In conclusion, our study has uncovered a novel role of p53 in the regulation of 

differentiation of mESCs with critically eroded telomeres that suggests a previously 

unknown linkage between p53 and eroded telomeres in the regulation of cell fate in murine 

embryonic stem cells. 
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Figure 3-3. Telomere shortening triggers activation of the DNA damage response 
and prevents mESC differentiation in a p53-dependent manner 

Schematic representation of a possible mechanism involving p53 in the differentiation 

defect observed in Tert-/- mESCs with eroded telomeres. Intact telomeres are protected 

from the DDR by associated proteins, i.e. the shelterin complex. Sufficient telomere 

attrition triggers a change in conformation of the telomere and the subsequent loss of the 

shelterin complex, leading to deprotected telomeres. Deprotected telomeres are known to 

activate the DDR, and consequently, p53. In this context and according to our results, p53 

appears to control cell fate and prevent differentiation. However, information regarding the 
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signals responsible for this transmission are as yet unknown. We hypothesize a potential 

role of WNT or p21 that remains to be tested. The link between p53 and the epigenetic 

perturbations induced by eroded telomeres (Criqui et al., 2020) also remain to be explored. 

 

Materials and Methods 

The lead contact, Lea Harrington, should be contacted regarding requests for detailed 

protocols, resources, or reagents.  

(lea.harrington@umontreal.ca). 

 

Cell lines 

Specifications regarding the cell lines used in this publication can be found in the material 

and methods, «cells line» section, of Criqui et al., 2020. Briefly, wild-type or Tert -/- cells 

were generated from E14 J129 and validated in  Liu et al. (2000). Both cell lines were 

used at late passages (p40-p60). Tert-/- displayed critically short telomeres at those 

advanced passages. The Pou5f1-GFP reporter gene was stably transfected into those 

cells, as mentioned in the section « Generation of Pou5f1-GFP mESCs » and was used 

as a quantitative tool to follow pluripotency by flow cytometry. 

 

Cell culture  

Culture conditions were identical to those described in Criqui et al., 2020; no deviation 

from this protocol is reported.  

 

Single-guide RNA nucleofection and sequencing 

Single-guides RNA was designed and provided by Synthego. The sequence of the gRNAs 

https://elifesciences.org/articles/47333#bib55
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used in this study are Trp53: ACAGCCAUCACCUCACUGCA ; non targeting: Negative 

Control sgRNA (modified) #1 designed by Synthego. 

 

Details about the nucleofection protocol are detailed in Criqui et al., 2020. As mentioned, 

cells were grown for 4-5 passages before indel quantifications of the heterogeneous 

population. The clonal selection was performed at that step using single-cell sorting (ARIA, 

Becton Dickinson). After 8 days, growth was sufficient to perform analysis and experiment 

on the survival clones.  

 

Several hypotheses can explain the deviation of the knock-out scores from 100%. First, 

the quality of the sequencing read can affect the score. It is also possible that the cells 

that have been kept for generation in culture have karyotype abnormalities. Finally, the 

clonality of cells might have been compromised during the sorting step. For the 

aforementioned reason, "clone" here will refer to a clonal enrichment for p53-/- disrupted 

cells 

 

Differentiation assay  

Differentiation was achieved exactly as in Criqui et al., 2020, using the same reagents and 

materials. Briefly, pluripotent cells were transferred in a gelatin-coated plate in a media 

containing 5 uM of All trans-retinoic acid (ATRA), instead of LIF, for 6 days. Following the 

ATRA treatment and to assess the stability of the differentiation, cells were transferred 

into a gelatin-coated plate and incubate for another 6 days in LIF media.  
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Flow cytometry 

When required, the percentage of GFP-positive cells, which mirror the pluripotency state, 

was assessed by flow cytometry. Cells were harvested with trypsin, washed in Dulbecco's 

phosphate-buffered saline (PBS; Thermofisher cat. # 14190144), and resuspended in 

FACS buffer (PBS 1X, 2% v/v FBS and 0.05 M EDTA) at an approximate concentration of 

5 millions cells per ml. GFP percentage within the population was analyzed using the 

Canto II (Becton Dickinson) analyzer. Data were acquired with BD FACS DIVA software, 

and results were analyzed with the compatible software Flowjo v10. Debris and doublets 

were excluded from the analysis through SSC/FSC gating. The remaining cells were 

plotted according to their GFP and PE expression. Further details are available in Criqui 

et al., 2020 regarding flow cytometry. 

 

RNA isolation 

Total RNAs were extracted from frozen cell pellets using the miRNeasy Mini Kit (Qiagen, 

Toronto, ON, Canada, cat. # 217004). 

 

Real-time qPCR  

cDNA synthesis was performed using the supercripIV first strand kit (Invitrogen, acquired 

by Thermo-Fisher, Nepean, ON, Canada, cat. # 18091050), according to the 

manufacturer's instructions. Quantitative PCR amplification was carried out using the 

Applied Biosystem Quant studio 7 flex (Life Technologies, acquired by Thermo-Fisher, 

Napean, ON, Canada and the FastStart Universal SYBR Green Master (Roche, Laval, 

QC, Canada, cat. # 04913850001), according to the manufacturer's instructions. The 

following primers were used for the amplifications:  



 

 
 

 

141 

p53 forward: GCG TAA ACG CTT CGA GAT GTT  

p53 reverse: TTT TTA TGG CGG GTA GAC TG  

B2m forward: TTCTGGTGCTTGTCTCACTGA  

B2M reverse: CAGTATGTTCGGCTTCCCATTC  

Hsp90ab1 forward:  GTC CGC CGT GTG TTC ATC AT  

Hsp90ab1 reverse: GCA CTT CTT GAC GAT GTT CTT GC 

 

Protein extraction  

Frozen cell pellets were resuspended in laemeli 1x + 2-mercaptoethanol (355 mM) (Bio-

Rad, Saint-Laurent, QC, Canada, cat. # 161–0747); and boiled 5 min at 95°C.  Afterward, 

samples were centrifuged at high speed (511258 x g) for 20 min (Beckman Coulter, 

Optima Max XP ultracentrifuge, rotor TLA 120.1). The supernatant was collected and used 

immediately or stored at −80°C for later use. Protein concentration was determined using 

the RC DC™ Protein Assay (Bio-Rad, cat. # 5000122). 

 

Western blot analysis 

To detect p53 and Nanog, the protein extracts were resolved on a 10% w/v SDS-PAGE 

gel and 6% w/v stacking gel. The primary antibodies were anti-Nanog (1:1000 dilution, 

Bethyl Labs, distributed by Cedarlane, Burlington, ON, Canada, cat. # A300-397A), and 

anti-p53 D3H90 rabbit rodent specific (Cell signaling, distributed by New England Biolabs, 

Whitby, ON, Canada, Cat. # 32 532, lot 2). Hsp90ab1 was used as a loading control and 

detected with an anti-Hsp90ab1 antibody (1:2000 dilution, VWR, cat. # 10088–510). The 

secondary antibody used in this publication was a Goat anti-Rabbit IgG (1:50000 dilution, 

Jackson ImmunoResearch, #cat: 111-035-003). Each western blot was repeated three 
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times from independent experiments.  
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Chapitre 4. Discussion  

 

4.1. Récapitulatif 

De nombreuses preuves, notamment apportées par le développement d’organismes 

modèles, ont mis en évidence une perte de fonction des cellules souches dans un 

contexte de vieillissement (Jones and Rando, 2011). Une diminution du nombre de 

cellules souches disponibles ou un biais de différenciation sont les éléments les plus 

rapportés (Kowalczyk et al., 2015; Maslov et al., 2004). Les maladies associées à un 

vieillissement prématuré sont généralement liées à un défaut de l’homéostasie des 

télomères qui coïncide avec des effets phénotypiques dans les tissus qui prolifèrent le 

plus (Armanios, 2013; Jaskelioff et al., 2011). Même si ces manifestations sont dues à 

plusieurs facteurs, l’épuisement du potentiel des cellules souches est responsable du 

manque de régénération des tissus, mettant les cellules souches au cœur des discussions 

qui s’attardent aux maladies du vieillissement (Armanios, 2013). Notre laboratoire a 

développé un modèle de cellules souches vieillissantes, en utilisant une lignée de cellules 

souches embryonnaires murine génétiquement modifiée pour ne plus exprimer la 

télomérase (Tert-/-) (Liu et al., 2000). À des passages tardifs (passage 40 et plus), les 

cellules ont des télomères très courts, ce qui imite la perte de télomères associée à l'âge 

observée chez l'homme. Ces cellules sont réfractaires à la différenciation in vitro. En effet, 

lorsqu’on provoque la différenciation en culture en utilisant l’agent de différenciation 

ATRA, on remarque qu’un fort pourcentage de cellules échoue à se différencier de façon 

stable (Pucci et al., 2013).  
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4.2. Discussion du chapitre 2, altérations épigénétiques 

Nous avons constaté que le raccourcissement des télomères, dû à l’absence de 

télomérase — provoque un bouleversement épigénétique des cellules souches.  

Parmi les modifications épigénétiques observées, il y a une diminution globale de la 

méthylation de l’ADN, qui s’accompagne de façon surprenante par une augmentation de 

la marque d’histone H3K27me3 (Criqui et al., 2020; Pucci et al., 2013). Ultimement, ces 

altérations épigénétiques mènent à des changements de transcriptomes dans les cellules 

Tert -/- qui provoquent un défaut de différenciation. Notamment, les cellules Tert -/- ne 

parviennent pas à réprimer correctement les gènes de pluripotence lors du processus de 

différenciation.  

Mes résultats ont démontré les éléments suivants :  

 

(1) L’érosion des télomères est responsable du défaut de différenciation. Lorsque les 

télomères sont longs mais qu’il y a absence de la télomérase, le potentiel de 

différenciation n’est pas altéré. De plus, rallonger les télomères, en exprimant Tert 

ectopiquement, élimine également le défaut de différenciation (Pucci et al., 2013).  

 

(2) Le défaut de différenciation observé est le résultat du raccourcissement des télomères, 

et non d’un signal non spécifique de dommage à l’ADN. En effet, l’exposition aux rayons 

 n’affecte pas le potentiel de différenciation des mESC Tert WT (Criqui et al., 2020).  

 

(3) Rétablir la méthylation de l’ADN, en forçant l’expression de la de novo ADN 

méthyltransférase Dnmt3b, rétablis une différenciation plus stable (Pucci et al., 2013). De 

même, moduler les niveaux de H3K27me3 se répercute directement sur le potentiel de 
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différenciation des cellules souches (Criqui et al., 2020). En effet, des inhibiteurs du 

complexe PRC2 exacerbent le défaut de différenciation ; alors que des inhibiteurs de la 

déméthylase JMJD3, rétablissent partiellement la différenciation. Les inhibiteurs exercent 

leur action en modifiant l’expression des gènes de pluripotence, ce qui vient directement 

affecter le potentiel de différenciation. En revanche, l’étude par ATAC-seq de l’utilisation 

de ces inhibiteurs montre qu’ils n’influencent pas l’accessibilité de la chromatine (Criqui et 

al., 2020). Au-delà d’une limitation de la technique, on peut penser que H3K27me3 a un 

rôle beaucoup plus discret quant à la formation de zone de chromatine dense et 

répressive. Cette supposition pourrait expliquer la redondance uniquement partielle entre 

les fonctions d’H3K27me3 et la méthylation de l’ADN.  

 

(4) Les altérations épigénétiques provoquent une modification du transcriptome, qui 

empêcherait la répression stable du programme transcriptomique de pluripotence, et donc 

la différenciation (Criqui et al., 2020).  

 

Ces résultats suggèrent une connexion directe entre raccourcissement des télomères et 

épigénétique, deux des caractéristiques principales du vieillissement. De plus, nous avons 

mis en évidence une situation contradictoire, ou on observe une diminution globale de la 

méthylation, mais une augmentation de la marque répressive H3K27me3. L’effet de la 

modulation d’H3K27me3 sur la différenciation nous suggère un effet redondant, voire 

compensatoire. Plus précisément, on peut penser qu’en absence de méthylation, la 

présence de H3K27me3 est augmentée afin de promouvoir une répression, même 

partielle, des gènes normalement réprimés par méthylation. En revanche, si la 

redondance des fonctions épigénétique est possible, elles ne semblent pas équivalentes.  

Cette étude soulève plusieurs questions, qui, au-delà de notre modèle cellulaire, relèvent 
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la complexité des interactions épigénétiques, et de leurs conséquences 

transcriptionnelles et phénotypiques.  

  

(A) Comment expliquer le mécanisme compensatoire, s’il a lieu, entre méthylation 

de l’ADN et H3K27me3 ?  

Le lien entre méthylation de l’ADN et modifications post-traductionnelles des histones est 

beaucoup étudié, mais de façon surprenante, la compréhension de ces mécanismes reste 

une énigme non résolue à ce jour (Rose and Klose, 2014).  

La méthylation de l’ADN a un rôle indéniable dans le développement, puisqu’elle est 

responsable de l’inactivation du chromosome X, de maintenir le statut des gènes à 

empreinte, de réprimer les transposons intergénique, mais aussi de réguler l’expression 

des gènes (Greenberg and Bourc’his, 2019). Notamment, la méthylation de l’ADN est en 

partie responsable de la répression des gènes de façon tissus spécifiques. Il existe une 

dynamique et une connexion entre la méthylation de l’ADN et d’autres modifications 

d’histones. Par exemple, dans les cellules souches embryonnaires, H3K27me3 se situe 

dans des régions qui coïncident, la plupart du temps, avec des régions riches en îlots 

CpG, mais dépourvues de méthylation de l’ADN (Rose and Klose, 2014). En revanche, il 

ne s’agit pas d’une généralité puisque dans d’autres modèles cellulaires, H3K27me3 et 

méthylation de l’ADN cohabitent dans les mêmes loci (Rose and Klose, 2014).  Les 

mécanismes gouvernant le placement de H3K27me3 dans le génome par le complexe 

Polycomb sont encore très mal compris, mais sembleraient être le fruit d’interaction entre 

plusieurs facteurs épigénétiques (Rose and Klose, 2014). Aux vues de nos observations, 

et de façon très hypothétique, on pourrait penser qu’un lecteur de l’ADN non méthylé 

recruterait le complexe PRC2 et stimulerait son activité afin de compenser le manque de 

méthylation de l’ADN par H3K27me3. Au contraire, la méthylation de l’ADN inhibe peut-
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être, via des intermédiaires, le complexe Polycomb de déposer la marque répressive 

H3K27me3. Dans notre modèle, il serait possible d’étudier la présence de protéines se 

liant à de l’ADN méthylé ou non méthylé, en combinant des techniques de protéomique 

et de séquençage au bisulfite.   

Une autre étude, publiée il y a quelques années, vient renforcer l’hypothèse d’une 

redondance dans les mécanismes épigénétiques (Dozmorov, 2015). L’expression de 

certains gènes, nommés « gène associé à l’âge » ou « aGEN », change avec l’âge, 

servant ainsi de prédicteur chronologique. De même, les régions dont la méthylation 

change avec l’âge sont nommées « aDMR ». Selon leurs résultats, ces régions sont 

également associées avec de nombreuses marques épigénétiques, suggérant ainsi qu’il 

s’agit de régions sujettes à la régulation. Étonnamment, la comparaison de plusieurs 

lignées suggère également une présence plus élevée de marque de chromatine autour 

des aGEN et des aDMR dans les cellules souches ou à haut potentiel prolifératif. Comme 

les auteurs le mentionnent, on peut penser que ces cellules sont davantage sensibles aux 

changements, et nécessitent donc une régulation accrue (Dozmorov, 2015).  

 

(B) Existe-t-il un lien entre l’horloge d’Horvath et la dégénérescence épigénétique 

observée dans les cellules Tert -/- 

La déméthylation de l’ADN au cours du vieillissement est maintenant un fait bien établi. 

Mais plus précisément, l’équipe du Pr Steve Horvath et des autres équipes ont découvert 

que le statut de méthylation d’un groupe très précis de loci, était un prédicteur de l’âge 

chronologique d’un individu (Hannum et al., 2013b; Horvath, 2013b; Wilkinson et al., 

2021). Ils ont d’ailleurs développé un essai universel et basé sur la méthylation de ces loci 

pour prédire l’âge chronologique de cellules de mammifère. Bien que la longueur des 

télomères diminue également au cours des divisions cellulaires, seule une faible 
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corrélation avec le prédicteur d’Horvath a été rapportée (Lu et al., 2019; Marioni et al., 

2016). Récemment, une étude a découvert que le statut de méthylation d’un groupe de 

140 îlots CpG corrélait avec la longueur des télomères (Lu et al., 2019). En revanche, 

cette même étude montre qu’in vitro, le statut de méthylation de ces îlots correspond 

davantage au doublement de population. En effet, les auteurs remarquent une corrélation 

nette entre leurs mesures de la méthylation des 140 îlots et le doublement de population. 

En revanche, la longueur des télomères varie très peu (Lu et al., 2019). En utilisant l’essai 

développé par l’équipe de Steve Horvath, il serait intéressant d’étudier si nos cellules Tert 

-/- passage 40 et plus, montrent un schéma de vieillissement au niveau de ces loci de 

méthylation, par rapport aux cellules Tert WT à des passages similaires. Ainsi, nous 

serions en mesure d’établir si une différence existe entre déméthylation globale de l’ADN 

dû à un raccourcissement des télomères et horloge épigénétique.  

 

(C) En dehors de la méthylation de l’ADN et de H3K27me3, d’autres marques 

chromatiniennes sont-elles altérées dans les mESC Tert -/- aux télomères courts ?  

L’interdépendance des marques chromatiniennes entre elles suggère fortement que le 

défaut épigénétique observé pour la méthylation de l’ADN et H3K27me3 pourrait s’étendre 

à d’autres marques d’histones (Jeltsch et al., 2018; Kasinath et al., 2021). Pour le savoir, 

il faudrait réaliser des expériences de ChIP avec plusieurs autres marques d’histones. 

Cela dit, si ces expériences apportaient des réponses concernant les interactions entre 

marques chromatiniennes, la question concernant le point de départ déclenchant toutes 

ses altérations reste en suspens. Je pense que pour le futur, nous devrions concentrer 

nos efforts pour découvrir le signal responsable de ce bouleversement épigénétique.   

 

Nos résultats suggèrent que les télomères sont à l’épicentre de la signalisation résultant 
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en ce défaut de différenciation. Pour une deuxième étude, nous avons donc cherché quels 

pourraient être les acteurs transmettant le signal depuis les télomères déprotégés. 

Naturellement, nous avons pensé à chercher du côté de la réponse aux dommages à 

l’ADN, puisque celle-ci n’est pas réprimée lorsque les télomères sont endommagés. Étant 

donné le rôle de p53 dans la réponse aux dommages à l’ADN suivant le raccourcissement 

des télomères, p53 s’est distingué comme une cible de choix. Nous avons utilisé une 

approche génétique, présentée dans le chapitre 3, afin de démontrer son rôle dans l’échec 

de différenciation des mESCs Tert-/-. 

 

4.3. Discussion du chapitre 3, p53 et destin cellulaire 

En plus de son activité connue au sein de la réponse aux dommages de l’ADN, p53 joue 

un rôle très important dans le destin cellulaire puisqu’il est capable de l’influencer 

(Kannappan et al., 2017) (Hong et al., 2009). En effet, il a été rapporté que p53 peut 

promouvoir la sénescence, l’apoptose, la quiescence, la différenciation et la pluripotence 

(Cicalese et al., 2009; Lin et al., 2005; Maimets et al., 2008). Face à ses rôles multiples, 

nous sommes interrogés quant au rôle de p53 dans les cellules Tert-/- et avons obtenus 

les résultats suivants :  

 

(1) Il n’y a pas de défaut d’expression de p53 dans les cellules Tert -/- comparé aux 

cellules WT.  

 

(2) L’expression de Trp53 est diminuée au cours de la différenciation dans les mESC Tert 

-/-  et Tert WT. Ces résultats suggèrent que l’impact de la perte de Tert sur la 

différenciation n'est pas dû à une expression aberrante de l'ARNm de Trp53 au cours de 
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la différenciation. 

 

(3) p53 est responsable du défaut de différenciation observé dans les mESC Tert-/- aux 

télomères courts. En effet, abolir l’expression de Trp53 par CRISPR Cas9 restaure le 

potentiel de différenciation des mESC Tert -/-. 

 

Si cette étude nous a apporté une réponse majeure, à savoir, p53 est impliqué dans le 

défaut de différenciation, de nombreux points, qui seront discutés ci-dessous restent à 

élucider. 

 

(A) Quelles sont les modifications post-traductionnelles de p53 dans les cellules 

Tert -/- vs Tert WT ? 

L’expression de p53 semble similaire dans les mESC Tert-/- et Tert WT. En revanche, et 

outre son expression, p53 peut-être régulée via des modifications post-traductionnelles 

(Gu and Zhu, 2012). Sachant cela, il serait intéressant de comparer, par protéomique, les 

différences de modifications de p53 dans les cellules Tert -/- et les cellules Tert WT.  

 

(B) Qui sont les interactants de p53 dans les mESC Tert -/- et Tert WT ?  

Les modifications post-traductionnelles de p53 permettent notamment à d’autres 

protéines d’interagir avec p53 et de modifier leurs activités. En plus d’être un facteur de 

transcription influençant une pléiotropie de gènes, p53 interagit avec de nombreuses 

protéines capables de moduler l’action de p53 selon le contexte cellulaire (Collavin et al., 

2010; Huang et al., 2012). Une étude de bio-ID ciblant les interactant de p53 dans les 

cellules Tert -/- et Tert WT participerait à élucider la voie de signalisation par laquelle p53 

participe au défaut de différenciation.  
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(C) Quel est le rôle des formes tronquées de p53 ? 

Outre la forme pleine longueur, de nombreuses isoformes et formes tronquées de p53 

cohabitent dans les cellules (Marcel et al., 2011). Dans les cellules souches 

embryonnaires murines 129/SvJ, la forme 40p53 est majoritaire et maintient l’état de 

pluripotence en contrôlant l’activité de la forme entière de p53 (Ungewitter and Scrable, 

2010). Notamment, les auteurs Erica Ungewitter et Heidi Scrable ont montré que cette 

forme 40p53 régulait l’expression de Nanog et de IGF-1R (Ungewitter and Scrable, 

2010). Les cellules que nous utilisons, mESC E14 Tert WT ou Tert -/-, ne semble pas 

exprimer cette forme tronquée 40p53 (voir figure 3.1). En revanche, il est possible que 

la résolution du western blot ne permettent pas un bon discernement de ces formes et 

d’autres analyses pourraient être nécessaire. De façon surprenante, on remarque que 

certains clones, ayant subi une coupure et une ablation de la forme canonique de p53, 

possèdent des formes secondaires, de petites tailles, reconnues par l’anticorps anti-p53. 

(Voir figure 3,1, 38, 33, et 25 kDa). Ces fragments pourraient correspondre à une 

transcription/traduction à partir du promoteur P2, se situant juste après l’exon 4. Pour 

rappel, nous avons ciblé le début de l’exon 4 par CRISPR Cas9. Si on exclut la possibilité 

que ces fragments soient des artéfacts, il serait important de comprendre leur structure 

afin de déterminer quel pourrait être leur rôle. Cependant, ces formes sont différentes 

selon les clones et ne semblent pas influencer le résultat de la différenciation des mESCs. 

Si on prend pour exemple les cellules Tert-/-, le résultat obtenu est similaire, c’est-à-dire 

une restauration complète de la différenciation— avec la population non triée et le clone 

B (Figure 3,2 E).  
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(D) La présence, ou l’absence de p53 influence-t-elle le profil transcriptomique des 

mESC pluripotentes ?  

En contrôlant l’expression de Nanog, p53 est pensée comme un candidat idéal permettant 

de réguler le commutateur entre pluripotence et différenciation (Lin et al., 2005; Maimets 

et al., 2008). Selon notre étude et d’autres, l’absence de p53 n’influence pas la capacité 

des cellules à exprimer Nanog et Pou5f1/Oct4 (Shigeta et al., 2013). En revanche, nous 

n’avons pas examiné l’effet de l’absence de p53 sur le transcriptome des mESC. En 

utilisant des cellules Tert WT, nous pourrions comparer l’expression des gènes dans les 

cellules p53 WT ou p53 -/-. De même, ils seraient intéressants de comparer les cellules 

Tert -/- p53 WT avec les Tert-/- p53-/-. D’éventuels candidats, cible de p53, et influençant 

le destin cellulaire, pourraient alors être mis en lumière.  

 

(E) L’absence de p53 restaure le potentiel prolifératif des mESCs Tert -/-. En 

revanche, une fois différenciées, les cellules Trp53 -/- Tert -/- sont-elles identiques 

aux cellules WT ?  

Notre conclusion quant à la restauration du potentiel de différenciation des mESC Tert -/- 

en absence de p53 se base sur l’expression du gène de pluripotence Pou5f1/Oct4. 

Pou5f1/Oct4 fait partie du trio des gènes régulateurs de la pluripotence, avec Nanog et 

Sox2. En revanche, et si la perte de l’expression de Pou5f1/Oct4 indique une sortie de la 

pluripotence, nous n’avons aucune réponse concernant la voie de différenciation 

empruntée par les cellules Trp53 -/-. En effet, il est possible que tout en restaurant le 

potentiel de différenciation, l’absence de p53 provoque un biais de différenciation. Par 

exemple, il a été montré que p53 favorise une différenciation mésodermique des tissus 

(Wang et al., 2017a). Ainsi, il est possible qu’un biais de différenciation existe dans les 

cellules mESCs Trp53 -/-. Une analyse transcriptomique, comparant les 4 échantillons 
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suivants : (Tert WT, Trp53 WT), (Tert WT, Trp53 -/-), (Tert -/-, Trp53 WT), (Tert -/-, Trp53-

/-), nous indiquerait si de tels changements existent.  

 

(F) Y a-t-il un lien entre épigénétique et p53 ? 

Une fois notre première étude terminée, l’idée était de comprendre comment les télomères 

pouvaient transmettre un signal menant une altération de l’épigénétique et donc de la 

différenciation. Nous avons par la suite montré que le facteur p53 jouait lui aussi un rôle 

puisque sa présence semble prévenir la différenciation dans les mESCs Tert -/-. En 

revanche, le lien entre p53 et épigénétique reste à investiguer et fera l’objet de prochaines 

recherches. Pour commencer, il faudra vérifier comment p53 influence H3K27me3 ainsi 

que la méthylation de l’ADN. 

 

4.4. Perspectives 

Grâce à mes deux études, nous comprenons un peu plus l’effet du raccourcissement des 

télomères sur le potentiel des cellules souches. Néanmoins, l’histoire est encore 

incomplète et de nombreux projets peuvent émaner afin de compléter nos connaissances. 

En plus d’étayer la dimension épigénétique et le rôle de p53, nous pourrions voir si 

d’autres facteurs sont impliqués.  

 

(A) Le Shelterin et la réponse aux dommages à l’ADN 

Lorsque les télomères atteignent une longueur critique, la structure des télomères est 

perturbée puisque les répétitions télomériques restantes ne suffisent plus à la formation 

de la boucle télomérique (boucle T). Cette structure étant le substrat de liaison des 

protéines du Shelterin, celles-ci ne sont plus capables de se lier correctement aux 
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télomères. 

Parmi les candidats intéressants, il a été rapporté que RAP1 pouvait se lier sur l’ADN à 

travers le génome pour réguler des fonctions télomérique et non télomérique (Martínez et 

al., 2016; Platt et al., 2013b). Par exemple, RAP1 est un régulateur de l’obésité et du 

métabolisme (Yeung et al., 2013). Ne pouvant plus se lier aux télomères dans les cellules 

Tert -/-, on pourrait alors se demander si (1) RAP1 subit une relocalisation à travers le 

génome et (2) si RAP1 influence le destin cellulaire. Des expériences de ChIP pourraient 

donner des indices concernant le rôle de RAP1.   

De plus, beaucoup des acteurs de la réponse aux dommages à l’ADN sont aussi impliqués 

dans la réponse aux dommages à l’ADN. L’implication de candidat tel que Mre11 pourrait 

être examinée. En effet, Mre11 est à la fois impliquée dans la réponse aux dommages à 

l’ADN et dans l’homéostasie des télomères (Stracker and Petrini, 2011).  

 

(B) Recherche de candidats par criblage haut débit 

Jusqu'à maintenant et grâce à l’étude de la littérature, nos travaux ciblaient des éléments 

très précis : l’épigénétique, p53 et nous avons investigué selon ces hypothèses. Malgré 

l’avancée de nos recherches, nous pensons que nous devons encore découvrir certains 

intermédiaires afin d’avoir une image plus globale de la signalisation partant du 

raccourcissement des télomères, jusqu’au défaut de différenciation. Nous pourrions faire 

un criblage haut débit, en utilisant la librairie GeKO v2 dessinée par le laboratoire de Feng 

Zang et ciblant pour CRISPR-cas9 plus de 20 000 gènes murins (Sanjana et al., 2014). 

Par exemple, nous pourrions réaliser cette expérience sur les lignées Tert -/- et Tert WT. 

Typiquement,  

nous conduirons une infection avec un vecteur lentivirus à grande échelle sur les cellules 

puis nous procéderons à l’expansion des populations. Ces populations seront ensuite 
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congelées et séquencées afin de s’assurer de la bonne intégration de la librairie dans les 

cellules.  

Une fois que la validation sera établie, les cellules pourront être décongelées et Cas9 

pourra être introduite sous forme protéique par nucléofection. Après environ 48h, la 

population sera séquencée et nous considérerons cette étape comme le jour zéro de 

l’expérience. Finalement, un essai de différenciation sera conduit : les cellules seront 

traitées avec de l’ATRA pendant 6 jours et séquencées. Ensuite du LIF sera rajouté dans 

le milieu pour remplacer l’ATRA et au bout de 6 autres jours, les cellules seront 

séquencées à nouveau. La distribution des sgRNA sera alors comparée par rapport au 

jour zéro et nous rechercherons les sgRNA qui seront enrichis ou au contraire, appauvris 

après différenciation. 

Des analyses bio-informatiques permettrait ensuite de découvrir d’éventuels candidats, 

jouant un rôle sur le potentiel de différenciation, spécifiquement dans les cellules Tert -/-. 

Ce projet serait un défi puisqu’il soulèverait de nombreuses difficultés techniques, mais 

après de multiples validations, nous pourrions découvrir d’autres intermédiaires affectant 

la différenciation des mESC Tert-/-. 

 

4.5. Remarques et conclusions 

Mon travail, réalisé au cours de mes cinq années de doctorat, a mis en évidence que l’une 

des caractéristiques majeures du vieillissement, le raccourcissement des télomères, 

influençait fortement les fonctions des cellules souches. Notamment, nous avons montré 

que la différenciation des cellules souches est compromise en cas de raccourcissement 

des télomères. Si nos résultats s’imbriquent dans la compréhension du vieillissement, et 

des maladies associées, je pense également qu’ils ouvrent à d’autres recherches dans 
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plusieurs autres domaines. Par exemple, dans les transplantations de cellules souches, il 

paraît évident que la longueur des télomères des cellules souches du donneur pourrait 

influencer le succès de la restauration des fonctions des organes. De plus, le 

raccourcissement des télomères est source d’instabilité génomique, ce qui participe à la 

progression tumorale. Ici, mes résultats suggèrent qu’en plus, il pourrait y avoir une 

influence sur le comportement de cellule souche tumorale puisque que plusieurs études 

ont montrés que les télomères des cellules souches cancéreuses avaient tendance à être 

plus court que ceux du reste de la tumeur (Shay and Wright, 2010). 
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