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				STRESZCZENIE

				Ograniczona przestrzeń jądra komórkowego wymusza wysoki stopień upakowania cząsteczki DNA. Organizmy eukariotyczne wykorzystują szereg mechanizmów wpły-wających na dostępność określonych sekwencji regulatorowych w DNA, co prowadzi do aktywacji bądź represji transkrypcji. Współcześnie można wyróżnić pięć elementów, któ-re są kluczowe dla przebudowy chromatyny: modyfikacje DNA, warianty i modyfikacje potranslacyjne histonów, długie niekodujące RNA, kompleksy przebudowujące chroma-tynę i przestrzenne ułożenie chromatyny w jądrze komórkowym. Wzajemne oddziaływa-nia między wymienionymi modułami pozwalają na wielopoziomową regulację równowagi pomiędzy aktywnie transkrypcyjną euchromatyną a nieaktywną heterochromatyną. Naj-nowsze badania opisują nowe elementy chromatyny: półnukleosomy, biwalentne markery histonowe oraz wskazują na istnienie stanów pośrednich pomiędzy euchromatyną i hete-rochromatyną. Zróżnicowanie i bogactwo modyfikacji chromatynowych wymaga obecności kompleksów białkowych – odczytujących, edytujących i integrujących informacje zapisane w chromatynie. Niektóre z nich są zdolne do aktywnego przemieszczania nukleosomów w celu zapewnienia kontroli dostępności sekwencji DNA. W związku ze złożonością regulacji struktury chromatyny badania opisujące te mechanizmy mają fundamentalne znaczenie dla zrozumienia funkcjonowania organizmów eukariotycznych.

				WPROWADZENIE

				W komórkach eukariotycznych informacja genetyczna, zakodowana w kwa-sie deoksyrybonukleinowym (DNA), jest przechowywana w jądrze komórko-wym w postaci chromatyny, czyli nukleoproteinowego kompleksu zapewnia-jącego właściwą organizację przestrzenną DNA [1,2]. Bardzo mała przestrzeń jądra komórkowego (średnica do kilkunastu μm) w odniesieniu do ok. 1 m dłu-gości cząsteczki DNA wymusza niezwykle wysoki stopień upakowania DNA w chromatynie, co powoduje konieczność przebudowy jej struktury i zachowania dynamicznej równowagi pomiędzy różnymi jej stanami – aktywną transkryp-cyjnie euchromatyną a nieaktywną heterochromatyną. Przebudowa struktury chromatyny, bezpośrednio wpływa na zmiany w ekspresji genów, warunkując prawidłowy rozwój organizmu i odpowiedź na zmieniające się warunki środo-wiskowe.

				ORGANIZACJA CHROMATYNY

				Podstawową jednostką strukturalną chromatyny jest nukleosom [3] utworzo-ny z fragmentu DNA o długości 146 par zasad owiniętych wokół zasadowego oktameru histonowego, złożonego z par histonów: H2A, H2B, H3 i H4. Do każ-dego nukleosomu przyłączony jest odcinek DNA niezwiązany z histonami rdze-niowymi, tzw. łącznikowy DNA o długości około 20 do 80 nukleotydów. Do łącznikowego DNA może przyłączać się histon – H1, który jest znacznie częściej spotykany w heterochromatynie niż aktywnej transkrypcyjnie euchromatynie, prowadząc do wyższego stopnia jej upakowania [4].

				Pomimo tego, że od opisania nukleosomu upłynęło ponad 40 lat, odkrycia prowadzące do poznania struktury i wyjaśnienia mechanizmów niezwykle wy-sokiego stopnia upakowania chromatyny w jądrze komórkowym powodują jeszcze więcej pytań niż przynoszą odpowiedzi. Nukleosomy, układając się w przestrzeni jądrowej jeden obok drugiego, są zdolne do samoorganizowania się w struktury wyższego rzędu wykorzystując ogony histonowe w warunkach in vitro [5]. Jeszcze kilka lat temu struktury wyższego rzędu określane jako włókno 30 nm zidentyfikowane in vitro, miały stanowić klucz do zrozumienia przebu-dowy chromatyny [6]. Obecne dane eksperymentalne wskazują jednak na to, że chromatynę in vivo tworzą włókna 10 nm, przypominające koraliki na sznurku. Chromatyna jest złożona z nukleosomów połączonych ze sobą łącznikowym DNA, do których przyłączają się białka zewnętrzne (Ryc. 1). Co więcej, nie udało się zidentyfikować in vivo włókien 30 nm [5].
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				Nasuwa się więc pytanie: czy istnieją, a jeśli tak, to jak wyglądają struktury chromatyny wyższego rzędu w ją-drze komórkowym? Okazuje się, że w warunkach fizjolo-gicznych chromatyna jest niezwykle dobrze zorganizowa-na i podzielona na zróżnicowane funkcjonalnie domeny (Ryc. 1). Identyfikacja i charakterystyka topologicznie związanych domen (TAD, ang. topologically associating do-mains) była możliwa dzięki połączeniu metody 3C (ang. chromosome conformation capture) i technologii sekwencjo-nowania nowej generacji [7-10]. Opisanie i charakterysty-ka tych domen pozwoliły na poznanie nie tylko mecha-nizmów odpowiedzialnych za kondensację chromatyny i jej upakowanie w jądrze, ale również wskazały ich istotną rolę w oddziaływaniach wzmacniacz-promotor podczas regulacji ekspresji genów. U ludzi zaburzenie takich od-działywań może prowadzić m.in. do nieprawidłowego rozwoju kończyn [11], występowania chorób wrodzo-nych [12] lub ostrej białaczki limfoblastycznej [13]. Warte odnotowania jest także zróżnicowanie w tworzeniu pętli genomowych pomiędzy królestwami zwierząt i roślin. U człowieka zidentyfikowano obecność pętli genomowych o długości nierzadko przekraczającej 100 tysięcy par zasad [14], natomiast u Arabidopsis w większości przypadków ograniczają się do one pojedynczego genu, obejmując kil-kudziesięciokrotnie krótsze odcinki DNA [15].

				Poza oddziaływaniami pomiędzy DNA a histonami, istotnym czynnikiem wpływającym na stopień upako-wania chromatyny jest stężenie kationów magnezowych, sodowych i potasowych. Do prawidłowego uformowa-

			

		

		
			
				nia chromatyny w jądrze konieczna jest równowaga po-między Mg2+, Na+ i K+. W warunkach in vitro dodanie do nukleosomów kationów Mg2+ prowadzi do ich kondensa-cji, natomiast jony K+ promują powstawanie rozluźnionej struktury [16]. Wyniki te zostały uzupełnione przez bada-nia Allahverdi i wsp., [17], którzy wykazali, że dodanie kationów Na+ i K+ do nukleosomów w obecności Mg2+ ma przeciwstawny efekt, K+ promuje rozluźnienie struktury nukleosomowej, podczas gdy Na+ wyższy stopień ich upa-kowania. Jednym z możliwych wyjaśnień jest zapropono-wany na podstawie badań krystalograficznych, model, w którym K+ wiąże się do regionu histonu H2B uniemożli-wiając jego oddziaływanie z ogonem histonu H4, co pro-wadzi do rozluźnienia struktury chromatyny [18]. Należy zwrócić uwagę na to, że w warunkach fizjologicznych ko-nieczne jest uwzględnienie obecności innych jonów, m.in. Ca2+, spermidyny3+ czy sperminy4+, a także całych kom-pleksów białkowych biorących udział w kontroli statusu chromatyny.

				Niezależnie od sposobu formowania pętli i organizacji struktur chromatynowych określone fragmenty DNA mu-szą być dostępne dla czynników transkrypcyjnych, białek zaangażowanych w replikację, rekombinację czy napra-wę. Tym samym na dostępność regulatorowych sekwencji DNA w jądrze komórkowym wpływa bezpośrednio pięć wzajemnie powiązanych elementów: ułożenie przestrzenne i modyfikacje DNA, warianty i modyfikacje potranslacyjne histonów, niekodujące RNA, a także kompleksy przebudo-wujące chromatynę.
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				Rycina 1. Płynna struktura chromatyny. Chromatynę tworzą włókna o długości 10 nm, które formują domeny chromatynowe (TAD, ang. topologically associating domains). Na rysunku zostały zaznaczone one czarną ramką. Aktywna chromatyna występująca na powierzchni domen, jest wykorzystywana przez czynniki transkrypcyjne i kom-pleksy jądrowe w celu zapewnienia precyzyjnej kontroli ekspresji genów.
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				MODYFIKACJE DNA

				Zmiany struktur chromatyny są ściśle związane z che-miczną modyfikacją zasad DNA, do których należą m. in.: metylacja cytozyny (5mC) czy N6-metylodeoksyadenozyna (6mA). Modyfikacja 5mC może pełnić bardzo zróżnicowa-ne funkcje w organizmach eukariotycznych uczestnicząc w formowaniu zarówno euchromatyny, jak i heterochromaty-ny.

				Modyfikacja 5mC występuje w regionie dinukleotydów i wysp CpG (cytozyna-wiązanie fosfodiestrowe-guanina). U ssaków około ~70-80% dinukleotydów CpG jest zmety-lowanych, co prowadzi do formowania heterochromatyny (upakowanej, nieaktywnej transkrypcyjnie chromatyny) i hamowaniem ekspresji genów [19]. Podczas gdy u ssaków cytozyny na obu niciach DNA ulegają symetrycznej metyla-cji, u roślin metylacja DNA występuje w trzech wariantach sekwencyjnych: symetrycznie w rejonach CG oraz CHG (H oznacza A, T lub C), a także asymetrycznie w przypadku CHH. U roślin metylacja CG nie jest tak powszechna i zo-stała zidentyfikowana dla ~24% ~dinukleotydów CG, ~7% CHG i ~2% CHH. Jest ona związana głównie z transpozo-nami i innymi sekwencjami repetytywnymi w DNA [19]. Z drugiej strony występowanie 5mC w regionie transkrypcyj-nym genu jest skorelowane z aktywacją jego ekspresji [21], wpływa na regulację pozycjonowania nukleosomów, elon-gację transkrypcji i proces splicingu [22-24].

				U Eukariontów zidentyfikowane zostały również pośred-nie pochodne oksydacyjne metylacji cytozyny, do których należą: 5-hydroksymetylocytozyna (5hmC), 5-formylcyto-zyna (5fC) i 5-karboksycytozyna (5caC) [25]. 5hmC bierze udział w formowaniu euchromatyny i globalnej demetylacji genomu, jak również występuje w regionach gdzie nukle-osomy są bardzo labilne i podlegają szybkiej wymianie [26]. 5fC i 5caC to oksydanty pośrednie, powstające po oksydacji 5hmC, które prowadzą do niemodyfikowanej cytozyny i ak-tywacji ekspresji [27].

				O ile metylacja cytozyny jest znana od wielu lat, to N6--metylodeoksyadenozyna, powszechnie występująca i do-brze scharakteryzowana u prokariontów, została odkryta u Eukariontów niedawno [28]. Podczas gdy 5mC występuje na wyspach CpG, N6-metylodeoksyadenozyna pojawia się na wyspach ApT (obszary genomu o podwyższonej zawar-tości adeniny i tyminy) w pobliżu startu transkrypcji i jest skorelowana z metylacją H3K4, przez co uczestniczy w ak-tywacji transkrypcji [28]. Modyfikacja 6mA występuje rów-nież na DNA łącznikowym pomiędzy nukleosomami, co wskazuje na powiązanie między 6mA a pozycjonowaniem nukleosomów, w konsekwencji wpływając na regulację eks-presji genów [28]. W tym roku opublikowano pracę opisu-jącą, że 6mA pełni kluczową rolę w wyłączaniu ekspresji transpozonów w ssaczych komórkach macierzystych [29].

				Za przenoszenie grup metylowych na pozycję 5 w cyto-zynie w regionach wysp CpG odpowiedzialne są metylo-transferazy DNA (DNMT) [25]. Przeciwstawną rolę pełnią dioksygenazy TET (ang. ten-eleven translocation), które kon-wertują 5mC do 5hmC inicjując proces demetylacji DNA [30]. Następnie enzymy TET mogą konwertować 5hmC do 

			

		

		
			
				5fC i 5caC [31], które z kolei są usuwane przez glikozyla-zę tyminy (TGD) w procesie naprawy DNA przez wycięcie pojedynczego nukleotydu. Demetylacja DNA może zostać wprowadzona pasywnie, np. poprzez deregulację DNMT1 podczas replikacji DNA, jak również poprzez wprowadze-nie całej metylowanej sekwencji przez deaminazy cytozy-ny [31]. Aktywność obu rodzajów enzymów wpływających na metylację/demetylację DNA jest kluczowa dla rozwoju, procesów różnicowania i starzenia organizmów [27].

				W związku z tym, że wiedza o występowaniu 6mA w ko-mórkach eukariotycznych należy do najnowszych odkryć w biologii molekularnej, dokładne mechanizmy regulujące tę modyfikację są bardzo słabo poznane, a obszar ten ma bar-dzo duży potencjał badawczy.

				WARIANTY HISTONÓW RDZENIOWYCH

				Podstawową funkcją kanonicznych histonów rdzenio-wych (H2A, H2B, H3 i H4) tworzących nukleosom jest or-ganizacja i upakowanie cząsteczki DNA o charakterze kwa-sowym. Z tego powodu histony są bogate w aminokwasy o odczynie zasadowym: H2A i H2B w reszty lizyny, natomiast H3 i H4 w reszty argininy. Ich synteza związana jest głów-nie z procesami replikacji i naprawy DNA [32]. Wymiana wariantów histonów rdzeniowych jest związana z innymi fazami cyklu komórkowego i etapu rozwoju organizmu, a nawet ściśle koreluje ze zmianami jakie zachodzą w odpo-wiedzi na warunki środowiskowe. Dotąd u eukariontów zidentyfikowano wiele wariantów histonów rdzeniowych (m.in. H2A.W, H2A.X, H2A.Z, H2B.W, H3.3, CENH3) co znacznie rozszerza możliwość regulacji statusu chromatyny [33]. Histony H2A.W i H2A.X biorą udział w represji trans-krypcji i formowaniu heterochromatyny [34,35]. Co więcej, wzbogacenie H2A.X w heterochromatynowych regionach genomu koreluje z obecnością modyfikacji 6mA [29].

				Z kolei u Tetrahymena thermophila 6mA występuje w re-gionach genomu, w których zidentyfikowano histon H2A.Z, biorący udział w aktywacji ekspresji genów. U Arabidopsis wariant ten jest niezbędny do prawidłowej percepcji tem-peratury otoczenia [36]. Co ciekawe, u drożdży ekspresja genów w mutancie pozbawionym H2A.Z koreluje ze zmia-nami transkryptomicznymi następującymi w odpowiedzi na zmiany temperatury, co może wskazywać na zachowaną w ewolucji funkcję H2A.Z [36]. Występowanie wariantu hi-stonu 3 – H3.3 jest związane z formowanie heterochromaty-ny i regulacją aktywności kompleksu PRC2 (ang. polycomb repressive complex 2) reprymującego ekspresję genów [37]. Natomiast CENH3, wariant centromerowego histonu H3, bierze udział w prawidłowej biogenezie kinetochoru i wła-ściwej segregacji chromosomów w komórkach eukariotycz-nych [38].

				Dodatkowo ostatnio opisano półnukleosomy, składające się z jednego wariantu każdego z histonów kanonicznych, które występują w regionach chromatyny charakteryzu-jących się dużą dynamiką. Ich obecność w rejonie 5’UTR może być niezwykle istotna np. w przypadku udostępnia-nia/blokowania sekwencji DNA regulujących alternatywny start transkrypcji w odpowiedzi na szybko zmieniające się warunki środowiskowe [39].
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				MODYFIKACJE HISTONÓW RDZENIOWYCH

				Na status chromatyny, warunkujący dostęp do informa-cji zapisanej w DNA wpływają nie tylko warianty histono-we, ale również modyfikacje jakim poddawane są te białka, a szczególnie końce histonów H3 i H4. Modyfikacje histo-nów, takie jak acetylacja czy fosforylacja, prowadzą do roz-luźnienia struktury chromatyny, np. acetylacja reszty lizyny 16 histonu H4 [H4K16Ac] drastycznie obniża zdolność do autokondensacji chromatyny, wywołanej podwyższonym stężeniem jonów Mg2+ i Na+ [18]. Inne modyfikacje mogą uniemożliwiać czynnikom transkrypcyjnym wiązanie do rozpoznawanych przez nie sekwencji regulatorowych zapi-sanych w DNA. Do najbardziej znanych i najczęściej bada-nych należą: ubikwitylacja histonu H2B (H2BUb), mono, di i tri-metylacja reszty lizyny 4 histonu H4 (H3K4me1/2/3), acetylacja reszty lizyny 9 histonu H3 (H3K9Ac), acetylacja reszty lizyny 14 histonu H3 (H3K14Ac), fosforylacja reszty seryny 10 histonu H3 (H3S10P), trimetylacja reszty lizyny 27 histonu H3 (H3K27me3), trimetylacja reszty lizyny 36 histonu H3 (H3K36me3), di i trimetylacja reszty lizyny 79 histonu H3 (H3K79me2/3 [40], Ryc. 2).

				Wyniki badań prowadzonych w ostatnich latach wska-zują na to, że jednoznaczny podział modyfikacji histonów rdzeniowych na aktywujące i hamujące ekspresję nie odda-je złożoności przemian chromatynowych jakie mają miejsce w komórce. W 2011 roku pojawiła się praca z laboratorium Bernsteina proponująca model 13 stanów chromatyny w oparciu o 8 modyfikacji potranslacyjnych histonów H3 i H4. Opierając się na analizie wysp GpC, 3 wariantów i 11 modyfikacji histonów Sequeira-Mendes i współpracowni-cy [41] zaproponowali rozszerzenie klasycznego podziału chromatyny na aktywną i nieaktywną transkrypcyjnie na 9 

			

		

		
			
				stanów chromatyny. Obecność H3K4me2/3, acetylacji H3, H3K36me3, H3.3, H2A.Z i H2Bub jest związana z aktywną transkrypcyjnie chromatyną w regionach: promotorowym i miejsca startu transkrypcji. Bardzo podobne modyfikacje są charakterystyczne dla obszarów, w których zachodzi elongacja transkrypcji – wysoki poziom H3K4me1, H2Bub, H3K36me3 i H3K4me2/3. Dalsze rejony promotorowe (powyżej 1000 par zasad od miejsca startu transkrypcji) oraz niekodujące rejony międzygenowe są wzbogacone w H3K27me3, H3.3, H2A.Z. Wysoki poziom H3K27me3, obec-ność H2A.Z oraz H3.1 są związane z represją transkrypcji oraz występują w regionach międzygenowych, co jest za-chowane w ewolucji zarówno u Arabidopsis, jak i Droso-phila [42]. H3K4me1, H2Bub oraz H3K36me3 są z kolei charakterystyczne dla egzonów i intronów, co również jest wspólne dla Drosophila i Arabidopsis. Co ciekawe, zarów-no Sequeira-Mendes i współpracownicy [41] oraz Roudier i wsp. [43] opisali dwa różne typy nieaktywnej transkryp-cyjnie heterochromatyny – klasycznej, bogatej w zasady GC oraz rzadziej występującej, wzbogaconej w zasady AT. Zi-dentyfikowano również wspólne występowanie na jednym locus markera aktywacji transkrypcji H3K4me3 razem z re-presorem transkrypcji H3K27me3 [41]. Może to być spowo-dowane koniecznością użycia loci, na których koegzystują H3K4me3 oraz H3K27me3, do bardzo szybkiej zmiany po-ziomu transkrypcji w odpowiedzi na zmieniające się wa-runki środowiskowe. U ssaków biwalentne markery chro-matynowe zidentyfikowano w komórkach macierzystych na kilku loci kluczowych genów rozwojowych [44].

				Oprócz najbardziej znanych modyfikacji histonowych, czyli acetylacji, metylacji i fosforylacji histony mogą ulegać również:
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				Rycina 2. Modyfikacje histonów. Na poglądowym modelu nukleosomu zilustrowano przykłady modyfikacji potranslacyjnych, jakim poddawane są histony. Poprzez wpływanie na oddziaływania DNA-nukleosom pełnią one kluczową rolę w regulacji statusu chromatyny.
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				1/ ubikwitylacji, m.in. H2AK119, wpływając na formo-wanie heterochromatyny [45];

				2/ formylacji, która została zidentyfikowana na resztach lizyn w regionach istotnych dla wiązania DNA [46];

				3/ propionylacji, biorącej udział w aktywacji ekspresji [47];

				4/ sukcynylacji i malonylacji [48], których funkcja biolo-giczna pozostaje wciąż nieodkryta;

				5/ krotonylacji reszty lizyny występującej w regionach wzmacniających i promujących ekspresję, wskazując na jego rolę w aktywacji ekspresji genów [49].

				Przedstawione modyfikacje chemiczne zasad DNA, jego architektury, wariantów i modyfikacji histonowych poka-zują niezwykłą, kombinatoryczną złożoność chromatyny, której wykorzystanie odgrywa kluczową rolę w regulacji ekspresji genów, a przez to adaptacji organizmu do warun-ków zewnętrznych.

				lncRNA i RNAi

				Na strukturę chromatyny wpływają również krótkie i długie cząsteczki niekodującego RNA (piRNA, siRNA i lncRNA). Cząsteczki siRNA są zaangażowane w aktywację jak i represję transkrypcji, a także proces alternatywnego splicingu [50]. Synteza lncRNA (ang. long non-coding RNA) wpływa na pozycjonowanie nukleosomów i tworzenie pętli chromatynowych [51]. Z kolei piRNA biorą udział w mety-lacji DNA de novo [52].

				Dość dobrze poznana jest funkcjonalna zależność mię-dzy ncRNA, a metylacją DNA i potranslacyjnymi modyfi-kacjami histonów w stabilizacji nukleosomów i formowaniu heterochromatyny [19,53]. Cząsteczki siRNA są konieczne do tego, aby rybonukleoproteinowy kompleks RITS (ang. RNA-induced Transcriptional Silencing) lokalizował się w określonych rejonach chromatyny, co prowadziło do formo-wania heterochromatyny przez metylację cytozyn i H3K9 [54]. Inaktywacja tej maszynerii prowadziła u drożdży roz-szczepkowych [S. pombe], u których pierwszy raz odkryto ten mechanizm, do globalnego zaburzenia ekspresji genów i utraty metylacji H3K9, czego efektem jest powstanie wielu nieprawidłowych transkryptów [55]. Oddziaływanie mię-dzy ścieżką RNAi i formowaniem heterochromatyny jest zachowane ewolucyjnie u niemal wszystkich eukariontów: od drożdży rozszczepkowych, po ssaki i rośliny [19,56].

				Zarówno u roślin, jak i zwierząt ncRNA odgrywają klu-czową rolę w metylacji DNA i dalszym formowaniu hetero-chromatyny na loci genów transpozonowych [19]. U zwie-rząt ncRNA są syntezowane przez polimerazę II (Pol II), natomiast u Arabidopsis oprócz Pol II, zidentyfikowano dwie dodatkowe polimerazy (Pol IV i Pol V), które synte-zują ncRNA. Regulacja ekspresji genów za pomocą ncRNA może odbywać się w sposób cis, wyciszając locus, z którego została zsyntezowana lub trans, wyciszając transkrypcję na innych loci. Oba mechanizmy zostały opisane u zwierząt [57,58], jak i roślin [53,59].

				U roślin polimeraza IV transkrybuje cząsteczki siRNA, które za pośrednictwem białka AGO4 wiążą się do długie-

			

		

		
			
				go niekodującego transkryptu (lncRNA), syntezowanego przez polimerazę V z locus, który ma ulec wyciszeniu [60]. Jednoczesna synteza siRNA i lncRNA wywołuje rekrutację kompleksów metylujących DNA i histony do wybranego lo-cus [61]. Finalnie rekrutowana jest metylotransferaza DNA de novo DRM2 (ang. DOMAINS REARRANGED METHYL-TRANSFERASE 2), prowadząc do uformowania hetero-chromatyny i represji transkrypcji [45,62].

				U ludzi akumulacja cząsteczki lncRNA – Xist na jednym z chromosomów X powoduje rekrutację kompleksu PRC2 [63] i metylotransferazy DNA Dnmt3a [64]. Kompleks PRC2 zawiera metylotransferazę i wprowadza marker hetero-chromatyny H3K27me3, zaś Dnmt3a modyfikację 5mC w rejonach CpG, co w konsekwencji prowadzi do wyciszenia genów zlokalizowanych na chromosomie X [58].

				Szczególnie interesujące mechanizmy łączące siRNA i formowanie heterochromatyny występują u roślin wyż-szych, które do syntezy ncRNA wykorzystują dwie dodat-kowe polimerazy (IV i V). Najprawdopodobniej pozwala to na zwielokrotnienie liczby mechanizmów obronnych w odpowiedzi na niekorzystne warunki środowiskowe. Jest to szczególnie ważne dla roślin, pozbawionych zdolności do przemieszczania się i czyni je ciekawym modelem badaw-czym w celu poznania mechanizmów interferencji między lncRNA a formowaniem heterochromatyny.

				KOMPLEKSY PRZEBUDOWUJĄCE CHROMATYNĘ

				Duża ilość modyfikacji jakim poddawane są DNA i ogo-ny histonowe oraz wiązanie ncRNA do chromatyny, wpły-wające na dalsze procesy molekularne wymagają obecności w jądrze maszynerii, która zintegruje te sygnały. Możemy je podzielić ze względu na pełnione przez nie funkcje (Ryc. 3) na:

				kompleksy rozpoznające modyfikacje DNA i histonów (ang. readers), m. in.: czynniki transkrypcyjne, TBP (ang. TATA-binding protein) czy AGL24 (ang. AGAMOUS-LIKE 24) wiążące się do określonych sekwencji DNA i rekrutu-jące polimerazy; białko MRG15 (ang. MORF-related gene 15) rozpoznające H3K36me3 i rekrutujące maszynerię splicingową [65], rozpoznające metylację DNA – MECP2, które oddziałują z deacetylazą histonową i pośredniczą w metylacji H3K9 [66];

				wprowadzające modyfikacje (ang. writers): metylotrans-ferazy DNA, np. DNMT i DRM2, kompleksy wprowa-dzające modyfikacje histonowe: metylotransferazy lizy-nowe (metylujące H3K4me3, H3K27, H3K36), ligazy ubi-kwityny (H2BK120, H2AK119);

				usuwające modyfikacje (ang. erasers), m.in. demetylazy DNA TET, deacetylazy i demetylazy histonowe;

				kompleksy przebudowujące strukturę chromatyny w sposób zależny od energii pochodzącej z hydrolizy ATP (ang. remodelers, CRCs – chromatin remodeling complexes).

				To właśnie zależne od ATP kompleksy remodelujące chromatynę pełnią kluczową rolę w przebudowie nukleoso-
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				mowej struktury chromatyny, wykorzystując występujące tam modyfikacje w kooperacji z innymi makromolekułami. Remodeling chromatyny nie może być rozpatrywany jako osobny proces, ponieważ jest on zintegrowany z inicjacją, elongacją i terminacją transkrypcji oraz represją lub replika-cją DNA, dlatego jednym z ważniejszych aspektów funkcjo-nowania CRCs są oddziaływania z czynnikami transkryp-cyjnymi, kompleksami modyfikującymi markery chromaty-nowe, kinazami sygnałowymi oraz jądrowymi receptorami hormonalnymi [67].

				Według obecnego stanu wiedzy można wyróżnić cztery klasy kompleksów przebudowujących chromatynę w spo-sób zależny od hydrolizy ATP: ISWI, CHD, INO80 i SWI/SNF. Wszystkie one zachowane są w ewolucji i występują u organizmów eukariotycznych. Ich aktywność remodelująca jest zależna od centralnej podjednostki katalitycznej, ATPa-zy należącej do rodziny helikaz SNF2 [59,60]. Kompleksy przebudowujące chromatynę mogą powodować przesu-nięcia nukleosomów wzdłuż tej samej nici DNA (cis), jak również między różnymi nićmi (trans) [68]. Ich aktywność może być związana z usunięciem oktameru histonowego z regionów regulatorowych na DNA [70], zmianą struktury nukleosomu bez zmiany jego pozycji na nici DNA [71] czy rozluźnieniem struktury nukleosomu [72], co prowadzi do powstania pętli DNA [20], jak również z indukcją struktury Z-DNA obecnego w euchromatynie [73].

				Najprawdopodobniej istnieją również inne klasy kom-pleksów przebudowujących chromatynę, np. ATRX. Co więcej, niektóre publikacje sygnalizują, że w niedalekiej przyszłości zostanie zaktualizowany i rozszerzony klasycz-ny podział kompleksów przebudowujących chromatynę [74]. Kompleksy ATRX są zaangażowane w regulację eks-

			

		

		
			
				presji genów, rekombinację, naprawę DNA i replikację [74]. Ich główna podjednostka, ATPaza ATRX, oddziałuje z Daxx i tworzy kompleks będący białkiem opiekuńczym dla H3.3 [75], z którym oddziałuje poprzez jednoczesne wiązanie do K4me i K9me3 [76]. Podczas hipometylacji DNA (która ma miejsce np. na etapie preimplantacyjnym formowania za-rodka) kompleks ATRX-Daxx blokuje dostęp do tandemo-wych sekwencji repetytywnych czynnikom rekombinacyj-nym i transkrypcyjnym, uniemożliwiając ich nieodpowied-nie wykorzystanie [77], a także uczestniczy w formowaniu heterochromatyny w regionach genomu wzbogaconych w elementy transpozonowe [78]. Co ciekawe, ATRX pośred-niczy także w wiązaniu kompleksu PRC2 (represora trans-krypcji) do lncRNA (Xist) i rozpowszechnianiu potrójnej metylacji reszty lizyny 27, H3K27me3, globalnego represora transkrypcji [79].

				Kompleksy typu ISWI

				Kompleks typu ISWI (ang. Imitation Switch) po raz pierw-szy został scharakteryzowany u Drosophila [80]. Jego na-zwa pochodzi od nazwy centralnej ATPazy – ISWI. Oprócz ATPazy kompleks ten formują podjednostki NURF, ACF i CHRAC. Domeny znajdujące się na C-końcu ATPazy ISWI posiadają zdolność bezpośredniego oddziaływania z DNA (SLIDE) i niemodyfikowanymi histonami rdzeniowymi (SANT) lub obiema molekułami jednocześnie (HAND) [81]. Kompleksy typu ISWI regulują transkrypcję RNA (zarów-no mRNA, jak i ncRNA) przez przesuwanie nukleosomów i kontrolę długości łącznikowego DNA oddzielającego nu-kleosomy [82]. Są zaangażowane w regulację transkrypcji polimeraz I, II i III, jak również w replikację DNA i jego na-prawę [83]. U drożdży ISWI wiąże się w miejscach promoto-rowych, kluczowych dla wiązania czynników transkrypcyj-

			

		

		
			
				Rycina 3. Maszynerie odpowiedzialne za kontrolę struktur chromatyny (A) Przedstawione zostały kompleksy białkowe, które są zdolne do odczytywania (ang. readers) modyfikacji chromatynowych i rekrutacji innych białek regulujących m.in. transkrypcję, replikację czy architekturę chromatyny, wprowadzania (ang. writers) i usuwania (ang. erasers) modyfikacji chromatynowych (B) Kompleksy remodelujące chromatynę w sposób zależny od ATP wpływają na nukleosomową strukturę chromatyny.
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				nych i przesuwa tam nukleosomy w celu represji transkryp-cji. Kompleks ISWI jest obecny w obszarze genu kodującym białko, gdzie wpływa na pozycjonowanie nukleosomów, a przez to elongację transkrypcji [84]. Ponadto kompleks typu ISWI może wiązać jednocześnie dwa sąsiadujące ze sobą nukleosomy i regulować długość łącznikowego DNA [81].

				Kompleksy typu CHD

				Kompleksy typu CHD (ang. chromodomain helicase DNA--binding, inne nazwy tego kompleksu to NuRD, Mi2), których nazwa pochodzi od nazwy głównego białka wchodzącego w ich skład CHD, zostały po raz pierwszy opisane i scharak-teryzowane u Mus musculus. Białko CHD jest białkiem, w skład którego wchodzą dwie funkcjonalne domeny, tande-mowe powtórzenia chromodomeny na N-końcu i domena ATPazowa typu SWI2/SNF2 [85]. ATPaza CHD wykazuje znaczne podobieństwo strukturalne do wykrystalizowane-go ISWI [86] co może wskazywać na podobny model prze-budowy chromatyny dokonywany przez oba kompleksy. Obecność dodatkowych domen w ATPazie CHD wymusza dalszy podział tej klasy kompleksu na 3 podklasy. Pierwszą podklasę wyróżnia dodatkowa domena znajdująca się na C--końcu ATPazy, która wiąże DNA w regionach bogatych w AT w warunkach in vitro (85). ATPazy tworzące drugą pod-klasę nie zawierają domeny wiążącej DNA, ale zamiast tego posiadają parę domen PHD na N-końcu, co umożliwia im wiązanie z histonami i np. H3K4me1/2/3 [87]. U człowieka ATPazy tej podklasy: CHD3 i CHD4 są składnikami kom-pleksu NuRD, dzięki czemu oprócz przebudowy chromaty-ny biorą udział również w deacetylacji histonów i wiążą się do wysp CpG [85]. Trzecia rodzina kompleksów CHD jest najbardziej zróżnicowana. ATPazy wchodzące w jej skład zawierają domeny SANT, umożliwiającej wiązanie z histo-nami lub domeny BRK o nieznanej funkcji. Różne podklasy CHD biorą udział zarówno w represji transkrypcji [88], jej aktywacji, elongacji i terminacji [89]. Dodatkowo, dzięki od-działywaniu z SF3A, podjednostką kompleksu splicomowe-go U2, CHD reguluje splicing transkrybowanego RNA [90].

				Kompleksy typu INO80

				Trzecia klasa kompleksów, INO80, po raz pierwszy zosta-ła zidentyfikowana u Saccharomyces cerevisiae. Swoją nazwę zawdzięczają największej podjednostce tego kompleksu, ATPazie INO80. Istnieją dwie podklasy tych kompleksów: INO80 i SWR. Każda z rodzin zawiera kilka podjednostek wspólnych dla nich obu (aktyna, helikazy Rvb1/2, białka z rodziny ARP: ARP4, ARP5, ARP8) oraz podjednostki cha-rakterystyczne dla poszczególnych podklas [91]. Central-ne podjednostki kompleksu INO80 zawierają zachowaną w ewolucji domenę ATPazową/helikazową z motywami TELY umiejscowionymi na N-końcu oraz motywami GTIE znajdującymi się na C-końcu. Co niezwykle interesujące, pomimo podobieństwa domen obu ATPaz i składu podjed-nostkowego, topologia INO80 i SWR-C jest zupełnie inna. Kompleks SWR-C ma strukturę bardzo kompaktową [92], podczas gdy INO80 kształtem przypomina wydłużony em-brion [93]. Wpływa to oczywiście na sposób w jaki oba kom-pleksy wiążą nukleosomy i odróżnia je od pozostałych klas kompleksów przebudowujących chromatynę.

			

		

		
			
				Kompleks INO80 tworzy dimer oplatający pojedynczy nukleosom i jest zdolny przesuwać go w dowolną stronę wzdłuż nici DNA [93]. Natomiast SWR-C wiąże się do jed-nej z powierzchni nukleosomu przez ATPazę SWR1, rów-nolegle druga część przebudowywanego nukleosomu po-zostaje otwarta [92]. Aby skutecznie remodelować określo-ny nukleosom SWR1 musi łączyć się z łącznikowym DNA w pobliżu tego nukleosomu [94]. Poprzez oddziaływanie z histonem H2A.Z kompleksy INO80 biorą udział w glo-balnej regulacji transkrypcji genów [71]. Są one również re-krutowane do miejsc podwójnych pęknięć nici DNA, gdzie biorą udział w homologicznej i niehomologicznej naprawie tych struktur [95].

				Kompleksy typu SWI/SNF

				Czwartą klasę tworzą zależne od energii pochodzącej z hydrolizy ATP kompleksy przebudowujące chromaty-nę typu SWI/SNF, które po raz pierwszy zostały opisane i scharakteryzowane u Saccharomyces cerevisiae [96]. Ich na-zwa wywodzi się od zmian fenotypowych drożdży z mu-tacjami w genach odpowiedzialnych za zmianę typu płcio-wego SWI [ang. switch], a także w genach związanych z fer-mentacją sacharozy, SNF [ang. sucrose non-fermenting] [97].

				Spośród wszystkich rodzin kompleksów przebudowują-cych chromatynę kompleks SWI/SNF składa się z najwięk-szej liczby podjednostek spełniających różnorodne funkcje. Centralną podjednostką jest ATPaza typu SWI2/SNF2, za-wierająca bromodomenę, która oddziałuje z acetylowany-mi ogonami histonów rdzeniowych [98]. Wykorzystuje ona energię z hydrolizy ATP do pozycjonowania nukleosomów [99]. Kompleksy typu SWI/SNF wiążą się do nukleosomu poprzez uformowane, strukturalne wgłębienie [99]. Oprócz ATPazy rdzeń kompleksu tworzą: białko typu SNF5 oraz dwa białka typu SWI3 występujące w formie dimeru. Co niezwykle interesujące, już sama ATPaza ma zdolność prze-budowy nukleosomu in vitro, a dodanie podjednostek SWI3 oraz SNF5 zwiększa jej aktywność remodelującą [100]. Nie-rdzeniowe białka zewnętrzne nadają całym kompleksom SWI/SNF określoną specyficzność [101].

				Choć kompleksy SWI/SNF są zdolne do usunięcia nukle-osomu ich aktywność nie ogranicza się tylko do tego typu zmian w strukturze chromatyny. Realizują one swoje za-dania również przez lokalne rozluźnienie chromatyny bez wymiany nukleosomu [102]. Istotną rolę w procesie prze-budowy chromatyny przez SWI/SNF odgrywają topoizo-merazy, których inaktywacja uniemożliwia zajście remode-lingu [103]. Z drugiej strony kompleks SWI/SNF umożliwia topoizomerazom I i IIα wiązanie do określonych miejsc w chromatynie [104,105].

				W zależności od składu podjednostkowego, kompleksy typu SWI/SNF mogą funkcjonować jako aktywatory lub re-presory procesu transkrypcji usuwając, zmieniając lub stabi-lizując pozycję nukleosomów [105-109]. Ponadto kompleksy tego typu odgrywają kluczową rolę w procesach elongacji transkrypcji i splicingu [110]. Oprócz kontroli mRNA kom-pleksy SWI/SNF są zaangażowane w regulację transkrypcji ncRNA [111], biorą udział w represji ncRNA przez stabiliza-
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				cję nukleosomów w rejonach promotorowych ncRNA [112]. Dodatkowo SWI/SNF uczestniczy także w formowaniu heterochromatyny blokując dostęp czynników transkryp-cyjnych do tandemowych sekwencji repetytywnych [113]. Kompleksy typu SWI/SNF, mogą działać antagonistycznie w odniesieniu do grupy białek Polycomb, które są odpowie-dzialne za wyciszenie transkrypcji genów [109,114], jednak-że istnieją dane wskazujące na to, że w przypadku kontroli ekspresji niektórych genów kompleksy SWI/SNF i PRC2 współdziałają [115]. U drożdży i ssaków kompleksy typu SWI/SNF pełnią kluczową rolę w regulacji cyklu komórko-wego [116], ustalaniu wzoru ekspresji genów sterujących rozwojem, różnicowaniem i proliferacją komórek [67,117]. SWI/SNF pełni niezwykle istotną rolę w rozwoju różnych układów: nerwowego [118], odpornościowego [119] czy też mięśniowego [120]. Ponadto kompleksy SWI/SNF są zaangażowane w kontrolę i regulację szlaków hormonal-nych poprzez bezpośrednie oddziaływania z określonymi receptorami hormonalnymi: u ludzi z estrogenowymi [121], glukokortykoidowymi [122], androgenowymi [123] czy też insulinowymi [67]. Natomiast u Arabidopsis podjednostki kompleksów SWI/SNF oddziałują z białkami DELLA, które są generalnymi represorami wzrostu, odpowiedzialnymi za regulację giberelinowego szlaku hormonalnego [124], czyn-nikami transkrypcyjnymi [125] oraz elementami szlaków przekazywania sygnału za pomocą hormonów [126,127].

				ORGANIZACJA PRZESTRZENNA STRUKTURY CHROMATYNY

				Rozpatrując wymienione powyżej modyfikacje chroma-tyny warto pamiętać, że nie ograniczają się one do pojedyn-czego genu, przy którym zostały scharakteryzowane, ale mogą również wpływać na procesy transkrypcji, replikacji i naprawy DNA w obrębie loci genów zlokalizowanych na innych chromosomach. Dlatego rozwój nowoczesnych me-tod badawczych pozwolił na identyfikację zupełnie nowych aspektów przestrzennej organizacji DNA w jądrze komór-kowym.

				U człowieka chromatyna jest wyraźnie podzielona na topologiczne domeny, przypominające gąbki, poprzedzie-lane interchromatyną, czyli regionem chromatyny bogatym w kompleksy polimeraz, czynników transkrypcyjnych i replikacyjnych. Intechromatyna rozciąga się od porów ją-drowych i pełni istotną rolę w procesie eksportu mRNA z jądra komórkowego. Charakterystyczna dla interchromaty-ny jest mała gęstość nukleosomów i znaczne wzbogacenie w H3K4me3 [128]. Kluczową rolę w wyznaczaniu granic domen topologicznych i formowaniu dużych pętli chroma-tynowych pełni białko CTCF (ang. CCCTC-binding factor), działające jako aktywator, represor czy izolator transkrypcji [129]. Właśnie CTCF moduluje oddziaływania dalekiego za-sięgu miedzy różnymi sekwencjami DNA, współdziałając zarówno z podjednostką kompleksu polimerazy II [129], jak również kompleksem przebudowującym chromatynę typu CHD [130]. Wykazano, że CTCF aktywuje wbudowanie wa-riantu histonu H3.3 i usunięcie trimetylacji H3K27 [131], a jego inaktywacja prowadzi do rozprzęgnięcia transkrypcji i zaburzenia organizacji przestrzennej genomu [132]. Zabu-rzenie oddziaływań DNA dalekiego zasięgu, może mieć u zwierząt bardzo istotne znaczenie biologiczne, prowadząc 

			

		

		
			
				do formowania super wzmacniaczy (ang. super-enhancer), czyli regionów o wzmożonej aktywności polimerazy II i kompleksu inicjującego transkrypcję MEDIATOR, co obser-wowane jest w nowotworach [133].

				Co ciekawe, u roślin nie zidentyfikowano homologa CTCF. Warto w tym miejscu przypomnieć, że organizacja pętli chromatynowych również zdecydowanie różni się mię-dzy roślinami a zwierzętami. U Arabidopsis rejony aktywne transkrypcyjnie nie wykazują tendencji do organizowania się w domeny aktywnie topologicznie, są znacznie bardziej rozproszone [15] i charakterystyczne jest dla nich formowa-nie pętli między końcami genu 5’UTR i 3’UTR. Co ciekawe, u Arabidopsis modyfikacja H3.3 jest również istotna w for-mowaniu struktur chromatynowych, choć wydaje się pełnić przeciwstawną funkcję niż u zwierząt. Jej wzbogacenie jest charakterystyczne dla części nieaktywnych transkrypcyjnie genów, występuje na końcach 5’UTR i 3’UTR i nie koreluje z obecnością metylacji DNA czy modyfikacji histonowych charakterystycznych dla heterochromatyny [15]. Niemniej jednak, wiele pętli chromatynowych zidentyfikowanych u Arabidopsis jest wzbogaconych w modyfikacje histonów: dimetylację H3K9 i trimetylację H3K27 [15,134].

				PODSUMOWANIE

				Połączenie rozwoju technik sekwencjonowania nowej generacji i obrazowania fluorescencyjnego w coraz wyższej rozdzielczości doprowadziło do pionierskich odkryć doty-czących organizacji przestrzennej chromatyny. Jednakże, pomimo intensywnych prac wielu laboratoriów potencjał tego kierunku badań wydaje się nadal ogromny.

				Porównując obecny stan wiedzy dotyczącej mecha-nizmów kontrolujących strukturę chromatyny [53,105, 119,135,136] z informacjami pochodzącymi sprzed kilku-nastu lat można dostrzec zmieniający się w tej dziedzinie trend. Niezależnie od organizmu, który jest badany, wspól-ne jest ujęcie zmian chromatyny w kontekście wzajemnej zależności między modyfikacjami DNA, histonów, ncRNA i kompleksami bezpośrednio wpływającymi na chromaty-nę. Obecnie próbuje się powiązać wieloaspektową regulację zmian transkrypcji z rozwojem organizmów, ich gospodar-ką hormonalną czy zdolnością do odpowiedzi na czynniki zewnętrzne.

				Podsumowując, odkrycia ostatnich lat, a w szczególno-ści identyfikacja półnukleosomów, biwalentnych marke-rów chromatynowych, nowych modyfikacji histonowych, oddziaływań dalekiego zasięgu między wzmacniaczami transkrypcji a rejonami promotorowymi w znaczącym stop-niu zmieniły model regulacji genomu, jednocześnie inspi-rując do dalszych badań. Tak jak rozwój technik sekwen-cjonowania wysokoprzepustowego był przełomowy dla wielu odkryć opisujących regulację statusu chromatyny, tak kolejnym kamieniem milowym w tej dziedzinie będą badania koncentrujące się już nawet nie na pojedynczych komórkach, ale skoncentrowane na pojedynczych biał-kach i pojedynczych locus wewnątrz jądra komórkowego. Kolejną istotną kwestią jest poznanie mechanizmów, które odpowiadają za organizację domen chromatynowych, po-zwalając na ich przestrzenne oddzielenie, bądź umożliwia-
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				jąc płynne przejście między aktywną a nieaktywną formą chromatyny.
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				ABSTRACT

				Genomic DNA is highly packaged in eukaryotic cells and occurs in the form of nucleoprotein complex called chromatin. Although high DNA compaction allows to store large amount of genomic information in the cell nuclei, it also restricts the access to DNA regulatory sequences. Therefore, to overcome this issue, chromatin must be subjected to various alterations which are dependent on few interrelated factors: DNA modification, histones variants and modifications, ncRNA, chromatin remodeling complexes and chromatin architecture in nuclei. They allow to multilayer regulation of fragile balance between transcriptionally active euchromatin and inactive heterochromatin. The newest research describe new chromatin elements, e.g. half nucleosomes, bivalent chromatin marker and pointed to few intermediate states between euchro-matin and heterochromatin. Variety and remarkable amount of chromatin modifications require existence of multiprotein complexes reading, editing and integrating genomic information. Some of them are able to remodel nucleosomes in order to control access to particular DNA sequence. Due to the complexity of chromatin structure regulation studies describing these mechanisms are fundamental to understanding the eukaryotes life.
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STRESZCZENIE

graniczona przestized jadra komérkowego wymusza wysoki stopieri upakowania

czgsteczki DNA. Organizmy eukariotyczne wykorzystuja szereg mechanizméw wply-
wajacych na dostepnosé okreélonych sekwencji regulatorowych w DNA, co prowadzi do
aktywacji badz represji transkrypcji. Wspdlczesnie mozna wyréznié piec elementéw, kt6-
re sq kluczowe dla przebudowy chromatyny: modyfikacje DNA, warianty i modyfikacje
potranslacyjne histonéw, dlugie niekodujace RNA, kompleksy przebudowujace chroma-
tyne i przestrzenne ulozenie chromatyny w jadrze komérkowym. Wzajemne oddzialywa-
nia miedzy wymienionymi modulami pozwalaja na wielopoziomowa regulacje rownowagi
pomiedzy aktywnie transkrypcyjna euchromatyna a nieaktywna heterochromatyna. Naj-
nowsze badania opisuja nowe elementy chromatyny: pélnukleosomy, biwalentne markery
‘histonowe oraz wskazuja na istnienie stanéw posrednich pomiedzy euchromatyna i hete-
rochromatyna. Zréznicowanie i bogactwo modyfikacji chromatynowych wymaga obecnosci
komplekséw bialkowych - odezytujacych, edytujacych i integrujacych informacje zapisane
w chromatynie. Niektére z nich 53 zdolne do aktywnego przemieszczania nukleosoméw w
celu zapewnienia kontroli dostepnoéci sekwencji DNA. W zwiazku ze zlozonoécia regulacji
struktury chromatyny badania opisujace te mechanizmy maja fundamentalne znaczenie dla
zrozumienia funkejonowania organizméw eukariotycznych.

WPROWADZENIE

W komérkach eukariotycznych informacja genetyczna, zakodowana w kwa-
sie deoksyrybonukleinowym (DNA), jest przechowywana w jadrze komérko-
wym w postaci chromatyny, czyli nukleoproteinowego kompleksu zapewnia-
jacego wlasciwa organizacje przestrzenna DNA [1,2]. Bardzo mala przestizen
jadra komérkowego (srednica do kilkunastu jim) w odniesieniu do ok. 1 m dhu-
gosci czasteczki DNA wymusza niezwykle wysoki stopieri upakowania DNA w
chromatynie, co powoduje koniecznosc przebudowy jej struktury i zachowania
dynamicznej réwnowagi pomiedzy réznymi jej stanami - aktywna transkryp-
yinie euchromatyna a nieaktywna heterochromatyna. Przebudowa struktury
chromatyny, bezposrednio wplywa na zmiany w ekspresji genow, warunkujac
prawidlowy rozwdj organizmu i odpowiedz na zmieniajace sie warunki srodo-
wiskowe.

ORGANIZACJA CHROMATYNY

Podstawowa jednostka strukturalng chromatyny jest nukleosom [3] utworzo-
ny z fragmentu DNA o dlugosci 146 par zasad owinietych woksl zasadowego
oktamert histonowego, zlozonego z par histonow: H2A, H2B, H3 i H4. Do kaz-
dego nukleosomu przylaczony jest odcinek DNA niezwiazany z histonami rdze-
niowymi, tzw. lacznikowy DNA o diugosci okolo 20 do 80 nukleotydéw. Do
tacznikowego DNA moze przylaczaé sie histon - H1, ktéry jest znacznie czesciej
spotykany w heterochromatynie niz aktywnej transkrypeyjnie euchromatynie,
prowadzac do wyzszego stopnia jej upakowania [4].

Pomimo tego, ze od opisania nukleosomu uplynelo ponad 40 lat, odkrycia
prowadzace do poznania struktury i wyjasnienia mechanizméw niezwykle wy-
sokiego stopnia upakowania chromatyny w jadize komérkowym powoduja
jeszcze wigcej pyta niz przynosza odpowiedzi. Nukleosomy, ukladaja
przestrzeni jadrowej jeden obok drugiego, sa zdolne do samoorganizowania sie
w struktury wyzszego rzedu wykorzystujac ogony histonowe w warunkach in
vitro [5]. Jeszcze kilka lat temu struktury wyzszego rzedu okreslane jako wiskno
30 nm zidentyfikowane in vitro, mialy stanowi¢ klucz do zrozumienia przebu-
dowy chromatyny [6]. Obecne dane eksperymentalne wskazuja jednak na to, ze
chromatyne in vivo tworza wlékna 10 nm, przypominajace koraliki na sznurku.
Chromatyna jest zlozona z nukleosoméw polaczonych ze soba lacznikowym
DNA, do ktérych przylaczaja sie bialka zewnetrzne (Ryc. 1). Co wigcej, nie udalo
sie zidentyfikowac in vivo wlokien 30 nm [5].
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Wykaz skrotéw: ATRX - zalezny od ATP kom-
pleks przebudowwjacy chromatyne ATRX:
CTCF - tepresor transkrypeji; ISWI - zalezny
od ATP kompleks przebudowujacy chroma-
tyne ISWL; HDAC - deacetylaza histonowa;
IcRNA - diugie czasteczki niekodujacego
RNA; PRC - kompleks bialkowy grupy Poly-
comb wyciszajacy ekspresje genow; SWI/SNF
- zalezny od ATP kompleks przebudowtjacy
chromatyne typu SWI/SNF

Podzigkowania: Badania prowadzone przez
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