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ABSTRACT OF THE DISSERTATION 

 

Investigating the Function of the Preinitiation Complex and the Consequences of Chromatin 

Modifications 

 

By 

 

Lynn Wayne Lehmann 

Doctor of Philosophy in Molecular Biology 

University of California, Los Angeles, 2012 

Professor Michael F. Carey, Chair 

 

 

Eukaryotic  transcription  requires  the  concerted  action  of  numerous  proteins  including 

activators, co‐activators, the general transcription factors (GTFs), RNA polymerase II (RNA Pol II), 

chromatin remodelers and modifiers, and chromatin‐ binding effector proteins.  Although many 

of  the  components  of  the  preinitiation  complex  (PIC)  have  been  described,  a  comprehensive 

understanding  of  all  preinitiation  components  and what  affects  chromatin modifications  have 

on PIC formation remains vague.  This doctoral thesis investigates the composition and function 

of  eukaryotic  PICs  in HeLa  and mouse  embryonic  stem  cells. Using Multi  Dimensional  Protein 

Identification  Technology  (MuDPIT),  others  in  the  lab  showed  that  most  transcription 

components  necessary  for  initiation  were  present  in  in  vitro  formed  PICs  in  both  cell  types. 

Additionally,  numerous  chromatin  remodeling  proteins,  elongation  factors,  and  chromatin 

modifying  enzymes  were  also  identified  proteomically.    Intriguingly,  two  major  co‐activator 
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complexes  SAGA  and  Mediator,  ranked  among  the  highest  activator‐inducible  proteins  as 

detected by MuDPIT analysis.  I generated HeLa nuclear extracts immuno‐depleted of Mediator 

and SAGA and performed mechanism‐based immobilized template experiments on chromatin to 

show  both  complexes  interact  with  GAL4‐VP16  directly,  and  do  not  compete  for  promoter 

access. I also used the immobilized template to show that Mediator, but not SAGA, serves as the 

main  scaffold  to  recruit  the  PIC machinery.    Genome‐wide,  enrichment  patterns  of Mediator, 

RNA  Pol  II,  TATA‐binding  protein,  and mRNA  levels  strongly  correlate  suggesting  a  prominent 

role for Mediator in PIC assembly. Lastly, I used in vitro transcription assays to show that SAGA is 

required for activated transcription on chromatin. Overall, these data support a working model 

where  Mediator  serves  as  the  main  co‐activator  complex,  contributing  to  PIC  formation, 

stability,  and  function,  while  SAGA  acts  after  PIC  formation,  conferring  activity  to  PICs  on 

chromatin. 

 

Although  the  role of histone  tail modifications and  subsequent effector binding proteins  is  an 

area of considerable study, the role that histone modifications play in PIC formation and activity 

is poorly understood. This thesis examines the role of the Chromodomain Helicase DNA‐binding 

protein  1  (CHD1),  known  to  bind  histone  H3  trimethylated  at  Lysine  4,  in  PIC  assembly  and 

function.    I  purified  murine  CHD1  to  near  homogeneity  using  a  baculovirus‐based  insect  cell 

system,  and  prepared  the  samples  used  for  identification  of  CHD1‐interacting  proteins  by 

MuDPIT  of  associated  proteins  from  HeLa  nuclear  extracts.  My  collaborator  on  this  project, 

Justin  Lin, used purified CHD1  to  show  that  the protein  stimulates  transcription on  chromatin 

and  further  activates  transcription  on  H3K4me3  chromatin.  Further, mechanistic  experiments 

performed  by  others  in  the  lab  revealed  that  CHD1  recruitment  to  immobilized  templates  is 

dependent  on  Mediator  and  enhanced  by  H3K4me3.  Our  in  vitro  and  in  vivo  experiments 
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suggested that Mediator and CHD1 interact to enhance transcription. The summation of these 

data  support  a model where Mediator  acts  to  support  both  PIC  assembly  and  the  binding  of 

CHD1  to  PICs,  with  H3K4me3  providing  a  second  interaction  platform  responsible  for  the 

recruitment of CHD1 to active genes.  

 

In an opposing role, chromatin modifications also play a role  in establishing and maintaining a 

silent  transcriptional  state.  In  the  final  chapter  of  this  thesis,  I  investigate  the  affects  of 

Polycomb  Repressive  Complex  1  (PRC1)  on  PIC  formation  and  activity.    I  purified  PRC1  and 

investigated  the role of  the complex  in PIC assembly and  function on H3K27me3 templates.    I 

show  that  PRC1  can  both  block  and  dissociate  the  majority  of  PIC  components  including 

Mediator,  SAGA,  elongation  factors  and  the  general  transcription  factors  to  silence 

transcription.  Notably,  the  ability  of  GAL4‐VP16  and  TATA‐binding  protein  (TBP)  to  bind 

promoters  was  retained  in  the  presence  of  PRC1.    I  again  used  immobilized  template 

experiments  with  purified  Mediator,  TFIID,  and  PRC1  to  show  that  PRC1  specifically  blocks 

Mediator but not TFIID.  Utilizing previously reported genome‐wide binding in mouse embryonic 

stem  cells,  we  showed  that  Ring1b  and  TBP  displayed  enriched  binding  profiles  at 

developmental  genes,  and  this  enrichment  significantly  correlated with  reduced expression as 

compared  to  genes  enriched  for Mediator,  TBP,  and Ring1b.      In  summary,  the  results  of  this 

study  highlight  a  possible  role  for  TFIID  and  PRC1  in  co‐regulating  the  expression  of 

developmental genes. 
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Chapter 1 

Introduction to Gene Regulation in Eukaryotes 
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This thesis defines the key components and related mechanism(s) that drive the formation of the Pre‐

Initiation Complex (PIC) on eukaryotic chromatin. Furthermore, this thesis also probes the mechanisms 

of transcriptional activation by CHD1, and repression by PRC1.  The work described herein addresses a 

number  of  questions,  including:    Are  there  yet  undiscovered  components  of mammalian  PICs?    If  so, 

what  are  the mechanisms  for  recruitment  of  these  complexes  and  how  do  they  affect  PIC  function?  

What are the major bridging factors responsible for PIC formation and function?  What is the role of the 

chromatin remodeler and H3K4me3‐binding protein CHD1 in PIC formation?   Is the recruitment of this 

protein a consequence or  integral part of PIC formation?   Lastly, how does PRC1, a complex known to 

bind to H3K27me3 and silence gene expression, act on the PIC to silence transcription, and what steps in 

PIC formation are influenced by this complex? In this dissertation, I will introduce transcription and the 

general  characteristics  and  components  of  the  transcriptional  preinitiation  complex.  Further,  I  will 

discuss  chromatin  structure  and  function.    I  will  then  explain  what  is  known  about  each  of  the  PIC 

components  that  are  relevant  to  my  studies.  Lastly,  I  will  introduce  the  role  of  transcription  in 

development, and what is known about the role the polycomb complex plays in transcriptional silencing.  

The following body of work introduces the current knowledge in the field and advances this knowledge 

by providing detailed answers to the questions posed above.    

 

Transcription in Eukaryotes 

Development of a eukaryotic organism relies on numerous transcriptional regulatory events in order to 

achieve the precise temporal and spatial regulation of gene expression. The process of transcription  is 

carried out by RNA Polymerase  (RNA Pol)  I,  II, and  III  [1].    In plants, RNA Pol  IV and V exist, and have 

specialized roles [2, 3].   The activity of RNA Polymerase II, which was first discovered in rat liver nuclei 

preparations, functions to transcribe DNA, resulting in RNAs that mature into mRNAs, which encode for 
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the cellular proteins [4].  Roeder and colleagues were the first to isolate the active RNA polymerases and 

used α‐amanatin to show that RNA Pol II transcription results in mRNA synthesis[1, 5].  To gain further 

knowledge  about  transcription, Matsui  and  colleagues  used  fractionated  nuclear  extract  preparations 

and purified RNA Pol  II  to show that other proteins and complexes, denoted the general  transcription 

factors (GTFs), were required for robust transcription [6].  In subsequent studies, numerous groups have 

isolated  distinct  co‐activator  complexes  involved  in  the  formation  of  an  activator‐induced  RNA  Pol  II 

Preinitiation  Complex  (PIC)  [7‐11].  These  complexes  include  transcription  factor  IID  (TFIID)  and  the 

Mediator.  The  recruitment  of  these  and  other  regulatory  complexes  to  a  gene  promoter  is  likely  an 

ordered process that is critical for proper expression of genes [12].  My dissertation studies expand on 

these important findings, suggesting a much more complex mechanism that involves the recruitment of 

co‐activator, chromatin‐remodeling and ‐modifying complexes that facilitate both stability and function 

of  PICs.  Further,  these  complexes  include  the  machineries  necessary  not  only  for  initiation  of 

transcription,  but  also  for  productive  elongation  and  chromatin  modification  associated  with  gene 

activation. 

 

The General Transcription Factors 

The  initial  biochemical  evidence  describing  how  the  initiation  of  RNA  Pol  II‐mediated  transcription 

required numerous co‐factors came from an in vitro experiment. Four fractions of nuclear extracts (A, B, 

C, and D) from a P11 phosphocellulose ion exchange column were incubated with DNA templates in the 

presence of purified RNA Pol II; subsequent transcription of the adenovirus DNA template was observed 

in  vitro  [6,  13].  Further  studies  showed  that  three  of  these  fractions  were  necessary  for  accurate 

initiation  of  transcription  (fractions  A,  C,  and  D)  [6,  14].    The  proteins  required  for  transcription  in 
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fractions A and D were named Transcription Factor  for Pol  II A  (TFIIA) and D  (TFIID),  respectively  [15].  

The activity in fraction C was fractionated into TFIIB, ‐E, ‐F, and –H [16‐20].  

 

Following  the  isolation  of  the  General  Transcription  Factors  (GTFs),  a  large  number  of  in  vitro 

biochemical studies were performed to determine the role of each complex in transcription [15]. From 

these studies,  it was determined that the GTFs all serve as critical  factors  in recruiting and positioning 

RNA Pol II for accurate transcription.  As part of a general theme of strong interactions mediated by the 

summation  of  individual weaker  interactions,  all  of  the GTFs  have  been  shown  to  bind  to  RNA  Pol  II 

directly [15, 21].     Within the TFIID complex, TATA‐binding protein (TBP) has high affinity to the TATA‐

box and bends DNA at  a  sharp angle  [22].    In  addition,  TBP  interacts with TFIIA and TFIIB, which acts 

stabilize TBP binding and to position TFIID and TFIIB correctly on the promoter for interaction with RNA 

Pol II [23‐25].  TFIIF is closely associated with RNA Pol II as it often co‐purifies with the polymerase [26‐

28].  The region of interaction between RNA Pol II and TFIIF is thought to be close to the TFIIB interface, 

as biochemical evidence suggests that both GTFs aid in start site selection and interact with one another 

once  associated with RNA Pol  II  [24].  Biochemical  experiments  on  TFIIF  have  also  suggested  a  role  in 

elongation,  with  supporting  evidence  from  Chromatin  Immunoprecipitation  (ChIP)  studies  showing 

enrichment of TFIIF in the coding regions of genes [29, 30].  The binding of TFIIF aids in the recruitment 

of TFIIE, a hetero‐tetramer that affects the later stages of PIC assembly, specifically the recruitment and 

activity of TFIIH [21]. Hahn’s group has recently shown in yeast that the TFIIEα subunit contacts the RNA 

Pol  II  clamp,  and  that  the  TFIIEβ encircles  promoter  DNA  [31].  Further,  the  XPB  subunit  of  TFIIH  is 

adjacent  to  TFIIE  in  the PIC,  binding  to DNA downstream  from  the  transcription  start  site  [31].    TFIIH 

binding to the PIC is critical, as it plays a role in the melting of the DNA strands via the XPB subunit, and 

phosphorylating the C‐terminal domain (CTD) of RNA Pol II via the CDK7 subunit [29, 32, 33].  
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In a  foundational  study, Buratowski used native gel electrophoresis assays  to study  the binding of  the 

GTFs  and  RNA  Pol  II  to  the  adenovirus major  late  promoter.  The  results  showed  that  five  complexes 

containing distinct components bound, and were the result of the sequential binding of the GTF’s and 

RNA Pol II [7].  From this study an ordered model of PIC assembly was proposed (Figure 1). In contrast, 

experiments performed by Young’s  lab suggested that RNA Pol  II  co‐purified with numerous GTFs and 

chromatin  remodelers  [10].    This  complex,  lacking  only  TFIIA  and  TFIID,  was  designated  as  the 

holoenzyme.    The  subsequent mechanism proposed by  Koleske  and  Young was  that  the DNA‐binding 

activity  of  TBP  resulted  in  TFIIA‐TFIID  complex,  a  bridging  factor  responsible  for  recruiting  an  intact 

holoenzyme  to  promoters  containing  TATA‐boxes  (Figure  1)  [10,  11].    It  is  interesting  to  note  that 

combination RNA Pol II and the GTFs in vitro results in basal transcriptional activity, yet fails to support 

activator‐mediated  transcription  that  is  critical  for  the  tight  regulation  of  developmental  genes.  The 

integral question of how activator proteins specifically stimulated transcription remained an important 

outlying question.  It is of no surprise that a number of coactivator complexes, namely Mediator, TFIID, 

and SAGA were identified and found to act as bridging factors between transcription activator proteins 

with specific DNA binding affinity and the general  transcription machinery [34, 35].   These coactivator 

complexes will be described in depth below.  
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Chromatin Structure and Function 

Eukaryotes  compact,  protect,  and maintain  their  genomic  DNA  in  a  structure  called  chromatin.    The 

most basic unit of chromatin is a nucleosome, comprised of approximately 147 bp of DNA wrapped 1.7 

times around an octamer of histones  (two pairs each of histone H2A, H2B, H3, and H4)  [36, 37].   This 

basic nucleosome crystal structure has been solved, and can also be observed by electron microscopy 

where  it  appears  as  “beads  on  a  string”  [36,  38].    Within  the  cell,  chromatin  exists  in  two  broad 

categories known as euchromatin and heterochromatin  [39].   Euchromatin  represents a more  relaxed 

structure, is thought to be more accessible to DNA binding proteins and is associated with active genes.  

On  the  other  hand,  heterochromatin  has  a more  dense  structure,  is  relatively  less  accessible  to DNA 

binding proteins,  and  is  refractory  to gene activation  [40].    Importantly,  the presence of  chromatin  in 
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general  creates  an  environment  that  is  refractory  to  gene  expression  and  must  be  overcome  for 

effective transcription initiation [41, 42]. 

 

Chromatin  provides  a  level  of  transcriptional  regulation  above  the  DNA  sequence  contained  within.   

Nucleosomes can block the accessibility to the underlying DNA sequence, which can affect the binding 

of transcriptional regulators.  Further, the numerous isoforms of histones encoded in humans results in 

numerous distinct octamers that can be incorporated into nucleosomes [43]. 

 

One of the most intensely studied properties of chromatin is the ability of the unstructured histone tails 

to be post‐translationally modified. The tails of all histones in the octamer can be modified by numerous 

covalent modifications  including methylation of arginines, phosphorylation of serines, and acetylation, 

sumoylation, ubiquitination, and methylation of lysines with over 100 modifications of the histone tails 

described  to date  [42,  44,  45].    The Allis  group made  the original  hypothesis  that  the  combination of 

these modifications  could be a  “histone  code” where  the various marks are  read by effector proteins 

and result  in distinct, context‐dependent downstream consequences on transcription  [46]. Although  it 

appears  that  gene  regulation  may  be  more  complex  than  originally  thought,  there  are  a  number  of 

histone  modifications  that  broadly  correlate  with  euchromatin  and  gene  activation,  as  well  as 

heterochromatin and transcriptionally silent genomic areas  [45, 47].   For example, heterochromatin  is 

generally characterized as having trimethylated H3K27 or H3K9 and hypo‐acetylated histone tails  [47]. 

Euchromatin  has  a  larger  set  of  associated marks,  with  H3K4  and  H3K36  trimethylation,  and  H3K14, 

H3K18 and H4 acetylation being  the most prominent  [48, 49]. A  large number of biological processes 

including  DNA  repair,  X‐chromosome  inactivation,  heterochromatin  formation,  and  transcriptional 

regulation have been shown to be affected by the modification state of the H3 and H4 histone tails [50‐
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52].  Accordingly,  aberrant  regulation  of  these  modifications  has  been  implicated  in  contributing  to 

developmental defects and cancer [53‐55]. 

 

 An area of particular interest is developmental gene promoters that appear to be demarcated for both 

activation and  repression.    Such a  chromatin  state exists  in mouse and human pluripotent  stem cells, 

where  the positive H3K4me3 and  repressive H3K27me3 histone modifications mark  the promoters  of 

numerous developmental genes [56].  Genomic regions bearing theses marks are termed “bivalent” and 

are  thought  to  represent  a  poised  state  capable  of  switching  to  an  active  state  based  when  the 

developmental  queue  is  received.    Indeed,  recent  reports  have  shown  that  the  maintenance  of 

H3K4me3  at  developmental  promoters  is  critical  for  full  differentiation  potential  [57].    This  thesis 

focuses on the underlying mechanisms of how the local chromatin environment and presence of either 

activating  or  silencing  effector  proteins  effects  the  formation  and  resulting  function  of  PICs.   

Understanding how transcription is regulated at the level of chromatin modification effector proteins is 

crucial to further our knowledge of complicated developmental programs. 

 

Histone Methyltransferases and Acetyltransferases 

Histone methyltransferases (HMTs) are specific enzymes that possess methyltransferase activity on the 

histone tails. Methyl groups are transferred from S‐Adenosyl Methionine to amino acid residues.  HMT 

activity  was  first  isolated  in Drosophila  proteins,  and  named  for  the  conserved  SET  domain  found  in 

Su(var)3‐9, Enhancer of Zeste, and Trithorax  which has also been identified in all known HMTs with the 

exception  of  Dot1  [50,  58‐60].  In  particular,  lysines  can  be  mono‐  di‐  or  tri‐methylated  with  various 

downstream  outcomes  based  on  the  degree  of modification, which  residue  is modified,  and  location 
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relative to the transcriptional start site of a gene [61]. At least five lysines, namely K4, K9, K27, K36, and 

K79,  within  the  H3  tail,  and  one  lysine  on  H4,  K20,  have  been  shown  to  be  methylated  by  histone 

methyltransferases (HMTs).  These modifications can be separated into two broad categories based on 

transcriptional consequence: H3K4, K36 and K79 are associated with active chromatin, and H3K9, K27, 

and H4K20 are associated with silent chromatin [44]. 

 

Allfrey and Mirsky  first  reported a description of  the enzyme activity  that  catalyzes  the  transfer of an 

acetyl group from acetyl‐Coenzyme‐A to lysine residues in histones [62, 63].  Thrity years later, the Allis 

group  was  the  first  to  describe  the  isolation  of  an  active  histone  acetyltransferase  (HAT),  p55,  from 

Tetrahymena  [64]. Further analysis of  the p55 protein suggested that  it was the homolog of  the yeast 

transcriptional activator General Control Non‐repressible 5 (GCN5) [65, 66].  This discovery was the first 

indication that HAT activity may have a direct consequence on transcriptional activity.   Based on both 

biochemical and genome‐wide studies,  increasing  levels of histone acetylation directly correlated with 

increased gene expression [67, 68].  This activation of transcription observed in vivo is most likely due to 

the recruitment of chromatin modifying enzymes and histone chaperones (see below). 

 

Active Histone Modifications 

H3K4me3, a classic example of a transcription‐associated histone tail modification, is broadly conserved 

from planarians to humans and  is mediated by the SET domain‐containing COMPASS complex  in yeast 

and the Set1 protein  in mammals  [42, 69‐71]. Genome‐wide, H3K4me3 strongly correlates with active 

genes and peaks at the transcription start site, spreading into the coding regions of active genes [42, 72, 

73].    Interestingly,  in  yeast,  a  genetic  knock  out  of  the  SET1  protein  specifically  abolishes  global 
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H3K4me3 and  shows  that  the  lack of  this modification  results  in a  slow growth phenotype,  indicating 

that this mark is non‐essential and most likely functions to enhance transcription [74]. 

The enrichment of H3K4me3 at gene promoters suggests a possible role for a chromatin effector protein 

that  binds  to  the  modification.  One  such  protein,  Chromodomain  Helicase  DNA  binding  protein  1 

(CHD1),  is an ATP dependent chromatin remodeler that contains a N‐terminal tandem chromodomain, 

shown  to  specifically  recognize H3K4me3,  an ATP dependent helicase domain most  closely  related  to 

SWI/SNF, and a C‐terminal A/T hook domain responsible for DNA binding [75‐79].  Intriguingly, CHD1 has 

been shown to interact with SAGA in yeast [80]. Since the original discovery by Delmas and colleagues in 

1993,  numerous  reports  have  implicated  CHD1  as  a  factor  critical  in  development  [76].  Plath  and 

colleagues  reported  the CHD1  is  essential  in  the maintenance of  open  chromatin  and pluripotency  in 

mouse embryonic stem cells  [81].   The authors use siRNA‐mediated knockdown of CHD1 to show that 

lack of the protein results in aberrant differentiation and transcriptional profiles. In Drosophila, genetic 

knockouts of CHD1 are viable with only a mild notched wing phenotype.  However, adults null for CHD1 

are sterile underscoring a role for the chromatin remodeler in reproduction [82].  

 

Repressive Histone Modifications 

Transcriptional  repression  via  methylation  of  the  N‐terminal  histone  tails  is  a  well‐studied  process, 

generally  centered  on  the H3K27  and H3K9  residues  [50,  59,  72].   Once methylated  by  Ezh2  and  the 

Suv39 family of HMTs (Suv39H1, G9a, and GLP),  respectively,  these residues serve as docking sites  for 

effector  proteins,  which  blocks  accessibility  to  the  underlying  DNA  [50,  59,  83‐85].    The  H3K27me3 

modification is bound by the CBX subunit of Polycomb Repressive Complex 1 (PRC1) and the H3K9me3 

modification  is  bound  by  the  heterochromatin  1  (HP1)  family  of  proteins  using  a  conserved 
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chromodomain [86, 87]. Both the modifications and binding proteins are critical for the formation and 

spreading of heterochromatin and proper regulation of developmental genes [52, 58, 88‐90].  

 

The classical mark of heterochromatin, H3K9 methylation,  is enriched and  involved  in  the  forming the 

silenced  state  of  telomeres,  pericentric  regions,  and  X‐chromosomes.  As  mentioned  previously,  the 

human pre‐SET domain‐containing Suv39  family of proteins methylates  the H3K9  tail  to  the mono, di, 

and  trimethylated  state.  The  original  discovery  of  the  H3K9me3  HMTs  came  in  Drosophila,  where 

screens  for  suppressors  of  position  effect  variegation  (PEV)  resulted  in  the  isolation of  the  Su(var)3‐9 

HMT  [84,  91].      This  finding  indicated  that  histone  methylation  plays  a  direct  role  in  transcriptional 

silencing,  as  PEV  is  an  indication  of  abnormal  spreading  of  heterochromatin  into  actively  expressed 

regions of  the genome.  In more  recent  studies, mice null  for  Suv39H1  lacked H3K9me3 at pericentric 

heterochromatin and had abnormal  centromere  function  [92‐94]. These  results highlight  the essential 

role of the Suv39 HMT in heterochromatin establishment and function. 

 

Recognition of Modified Histone Tails 

The  activity  of  methyl‐  and  acetyltransferases  on  histone  tails  creates  a  binding  site  for  chromatin 

effector proteins.  The recognition and specificity of interaction with a methylated lysine residue can be 

mediated  by  the  interaction  of  a  chromodomain  present  in  some  binding  proteins with  the modified 

lysine  residue  and  neighboring  amino  acids. Numerous  genetic  studies  and  chromodomain  structures 

have revealed that effector proteins dock to specific methylated lysines. For example, once methylated, 

H3K9me3  serves  as  the  recruitment  platform  for  the  HP1  family  of  proteins  (HP1alpha,  beta,  and 

gamma).  Chromatin  compaction  is  thought  to  occur  through  HP1‐HP1  interactions  and  through  HP1‐
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nucleosome interactions. Trimethylated H3K27 is recognized by the chromodomain‐containing PC (CBX 

in humans) subunit of PRC1. Once docked to the modification, PRC1 may be able to compact chromatin, 

as  suggested by both  in vitro and  in vivo  studies  [95, 96].   However,  the precise mechanism of PRC1‐

mediated  transcriptional  silencing  remains  elusive.    This mechanism will  be  discussed  in  detail  below 

and in chapter four. 

 

The acetylation of histone tails can affect the local chromatin environment by serving to recruit factors 

that harbor a bromodomain (BRD) [97]. Significantly, the bromodomain‐containing proteins have been 

shown  to  either  have  ATP‐dependent  chromatin  remodeling  or  histone  chaperone  activity.    For 

example,  the  BRD2  and  BRD3  associate  with  chromatin  significantly  enriched  in  H4K5,  H4K12,  and 

H3K14 acetylation [98]. Once recruited to promoters, BRD2 acts as a histone chaperone, and is required 

for  cyclin  D1  expression  in  vivo  [99].    BRD‐containing  proteins  are  conserved  from  yeast  to  humans, 

critical  for  adipogenesis,  gametogenesis,  suppression  of  oncogenesis,  and  cell  specification,  and  the 

target of emerging drug candidates to treat disease [99‐101].   

 

Mediator 

A key co‐activator complex for PIC formation, Mediator, was classified as a limiting component of yeast 

nuclear  extract  that  could  counteract  activator  interference  of  transcription  in  vitro  [8].  Initial 

biochemical  studies  led  to  the  discovery  that  the  Mediator  complex  augmented  activator‐induced 

transcription  despite  a  lack  of  any  DNA  binding  affinity  [8,  9].    While  using  genetic  techniques  to 

investigate  complexes  involved  in  transcription  in  S.  cerevesiae,  similar  proteins  were 

contemporaneously  identified  by  the  Young  group while  screening  for  suppressors  of  RNA  Pol  II  CTD 
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deletion mutants, (known as RNA Pol B, and hence named suppressors of RNA Pol B (SRB)) [10, 11, 102].  

Other studies consequently showed that Mediator was indeed a multi‐subunit complex highly conserved 

across numerous species and critical for transcription in vivo [103, 104].  Mediator has since been shown 

to be critical for linking the binding of transcription factor(s) to a promoter with the recruitment of the 

PIC  [105,  106].    Years  of  challenging  biochemical  studies  by  numerous  groups  have  shed  light  on  the 

structure and function of the Mediator complex. 

 

The Mediator  is comprised of multiple modules  termed the head, middle,  tail and kinase  in yeast and 

humans [107‐109].  A list of the modular assignments for each protein in the complex is shown in TABLE 

1.   Numerous  interactions made by  the Mediator  further  support a  role played by  the complex  in PIC 

formation. First, the tail module has been shown to interact with RNA Pol II, TFIIB, and TBP, as well as 

affecting basal  transcription  levels  [108,  110].    Second,  the middle module  is  implicated  in binding  to 

TBP,  TFIIE,  and  the  RNA  Pol  II  CTD  [111].  Lastly,  the  head module  is  linked  to  PIC  formation  and  re‐

initiation of transcription with additional evidence suggesting this module interacts with TFIIE and TFIIH 

[110, 112, 113].   

 

Meyers  and  Kornberg  stated  in  2000  that  the  convergence  of  activities  and  shared  subunits  of  the 

various Mediator preparation was  remarkable and placed  the Mediator  in a  central  role as a bridging 

factor between activators and the transcriptional machinery, an idea first postulated by Young.  
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Human  orthologs  of  the  yeast  Mediator  have  since  been  identified  using  biochemical  and  genetic 

techniques and is further described below [114‐117]. Data from multiple laboratories supports that the 

human Mediator contains up to thirty subunits. The number and stoichiometry of subunits may vary to 

some degree.  To  investigate  this  idea,  the Conaway  group used MuDPIT  analysis  of  various Mediator 

preparations isolated from five HeLa cell lines bearing different stably integrated FLAG tagged Mediator 

subunits and purified by anti‐FLAG immuno‐affinity [117].   They found a consensus of 30 subunits in all 

preparations, with varying amounts of individual subunits detected, which were dependent upon which 

subunit was  tagged  for purification,  supporting  the  idea  that  functionally distinct Mediator complexes 

do not exist. 

 

The first evidence of a mammalian homolog to yeast Mediator, provided by the Roeder group, was the 

purification  of  polymerase  cofactor  2  (PC2), which  fostered  activator‐stimulated  transcription  in  vitro 

[118, 119].  Subsequently, the same group, using ligand‐activated Thyroid Receptor as bait, reported the  

first  biochemical  isolation  of mammalian Mediator  to  homogeneity  [120,  121].  The  resulting  complex  

was named Thyroid Receptor Associated Proteins (TRAP).  Shortly after, numerous groups used various 

activators  as  bait  with  different  strategies  to  isolate  the  factors  necessary  for  activator‐induced 

transcription.  The  complexes  isolated  were  named  vitamin‐D  receptor  interacting  proteins  (DRIP), 

activator recruited cofactor (ARC), rat Med, mouse Med, and E1A associated complex (human Mediator) 

[122‐128].  Importantly, the purified PC2, TRAP, DRIP, ARC, and human Mediator complexes stimulated 

transcription in the presence of activator on templates in vitro.   

 

Depending on purification strategy and stringency of purification, Mediator can generally be isolated in 

two  major  assemblies.  The  difference  between  the  two  complexes  is  the  presence  of  a  dissociable 
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module  with  kinase  activity,  comprised  of  MED12,  MED13,  CDK8  and  Cyclin  C,  or  the  presence  of 

MED26.  The  binding  of  each  sub‐module  appears  to  be  mutually  exclusive  [117].    Of  interest,  the 

association with MED26 is thought to correlate with activated transcription, while the association with 

the  MED12‐conatining  module  is  thought  to  decrease  the  activating  function  of  Mediator  in  some 

contexts [129‐131].  

 

Numerous activators have been shown to make direct  interactions with Mediator subunits resulting in 

the  recruitment of  the massive complex  to promoters. VP16  interacts with MED25  [132].   MED1, and 

specifically  the  LXXLL motif  contained within,  has  been  found  to  serve  as  docking  site  for  numerous 

ligand‐activated nuclear hormone  receptors  [122,  133,  134].    E1A  recruits  the Mediator  to promoters 

through the MED23 subunit [124].  Lastly, STAT2 and SMADS have been shown to interact with MED14 

and MED15, respectively [135, 136].   The wide variety of phenotypes observed  in Mediator knockouts 

can be explained at least partially by the large number of surfaces contacted by various activators. 

 

Numerous lines of biochemical evidence have converged to support a role for Mediator as a central cog 

of PIC formation.  In yeast, ChIP for GTFs  in Mediator mutant strains underscored that the co‐activator 

complex was critical for the recruitment of TFIIB, TFIIH and TBP to promoters [137, 138].  Further, yeast 

nuclear extracts depleted of Mediator subunits  failed to support activator‐dependent PIC formation  in 

vitro [139].  The mammalian Mediator has also been shown to aid in the recruitment of TFIID, RNA Pol II, 

and  the  GTFs  to  activator  bound  promoters  [106,  124,  140,  141].  Mediator  and  TFIID  can  bind  to 

promoters cooperatively and the   TFIID‐TFIIA‐Mediator  (DAMed) complex acts as a platform to recruit 

the  remaining  GTFs  and  RNA  Pol  II  [106].    The  results  of  a  study  from  the  Carey  lab  underscore  the 

strength of DAMed to recruit PIC components; pre‐binding of the complex can negate the need for an 
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activator protein for PIC function [141].   Importantly, the DAMed complex is somewhat homologous to 

the  “reinititaion  scaffold” described  in  yeast  [142].    This  similarity  further  reinforces  the  idea  that  co‐

activators play a critical role in gene regulation on chromatin. 

 

In  more  recent  studies,  Mediator  has  been  shown  to  also  function  to  promote  transcriptional 

elongation.  The Conaway group has provided evidence that MED26 interacts with CDK9 and members 

of the Super Elongation Complex (SEC) at a site that overlaps with the region responsible for interaction 

with  TFIID  [131].    The  consequence  of  this  shared  interaction  surface  is  that  the  recruitment  of 

elongation  factors  to  the  RNA  Pol  II  bound  Mediator  depends  on  the  abrogation  of  the  interaction 

between  MED26  and  TFIID.    This  finding  further  supports  the  idea  that  the  PIC  components  are 

regulated temporally  in  regards  to  the  transcriptional  status of RNA Pol  II.    In another example of  the 

step‐wise nature of PIC assembly,  the Carey  lab has shown that the  initial  recruitment of Mediator by 

the  activator  is  required  for  the  concomitant  recruitment  of  the  p300  histone  acetyltransferase  [12].  

Once present  in the PIC, a catalytic switch in p300 is triggered resulting  in the acetylation of  itself and 

chromatin.    This  modification  stimulates  the  release  of  p300  from  the  PIC  and  stimulates  the 

recruitment of TFIID and subsequent PIC transcriptional activity on chromatin.   These studies highlight 

that Mediator is not merely a central bridging factor in PIC assembly, but also functions to orchestrate 

the correct ordered recruitment of factors necessary for transcriptional initiation and elongation. 

 

TFIID  

A second co‐activator complex, identified in early studies of PIC formation, is the TFIID complex. TFIID, 

consisting of fourteen TBP Associated Factors (TAFs) and TBP, acts in both basal and activator stimulated 
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transcription  [143]. Analysis by electron microscopy  revealed  that TFIID has  three major  lobes,  two of 

which contact TFIIA and TFIIB  [144].    This  structural  study also  revealed  that TFIID has a  central  cleft, 

filled  by  TBP,  that  separates  the  two  lobes  [144].    The  TBP  subunit  binds  to  the  TATA  box  and  this 

binding has  long been  thought  to be an early event  in  the  sequential PIC assembly pathway  [7].    In a 

pioneering study, Tijan lab discovered that both TAFs and TBP were required to activate transcription via 

the NTF‐1  activator  protein  in  a  purified  system  [145].    This  led  to  the  hypothesis  that  TFIID was  the 

scaffold complex recruited by activators to drive PIC formation and thus activated transcription.  Further 

support  for this  idea came with the findings that numerous activators required TFIID for transcription, 

and that activators recruit and stabilize the binding of TFIID to a promoter in vitro [145‐148]. In addition 

to  the  previously  mentioned  recognition  of  the  TATA  box  by  TBP,  TAFs  bind  to  the  initiator  (Inr), 

downstream promoter element (DPE), and downstream core element (DCE). Drosophila TAF1 and TAF2 

have been implicated in Inr recognition [149]. The human TAF6/TAF9 dimeric complex binds to the DPE 

in electro‐mobility shift assays and TAF1 contacts the DCE as shown in a crosslinking study  [150, 151].   

The large size and lobular structure of TFIID creates a large surface area to the complex that allows for 

multiple interactions with activators to occur concomitantly. Thus activators and TFIID can cooperatively 

bind to promoters to synergies transcriptional activation [152].  

 

An  interesting  puzzle  arose when  a  study  reported  the  ability  of  the  GAL4‐VP16  activator  protein  to 

stimulate  transcription  in  HeLa  nuclear  extracts  that  were  depleted  of  the  TAFs  [153].  This  finding 

contradicted  the  evidence  that  TFIID  could  support  activator‐stimulated  transcription.    However, 

subsequent studies resolved this  issue.   When the Mediator complex was  isolated and subjected to  in 

vitro  transcription  experiments,  it  revealed  that  the  complex  could  functionally  substitute  for  TFIID.  
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Currently, the consensus in the field is that the Mediator and TFIID bind to promoters in a cooperative 

manner to enhance transcription [12, 141]. 

 

The SAGA Complex 

GCN5 was  the  first  transcription‐associated HAT  identified  [64‐66].    Previous  biochemical  and  genetic 

studies implicated GCN5 in associating with ADA2 and ADA3 in yeast [154, 155].  Ensuing purifications of 

GCN5  complexes  resulted  in  the  identification  of  the  first  HAT  complex,  SPT‐ADA‐GCN5‐

Acetyltransferase  (SAGA)  [156].  Interestingly,  SAGA  components  SPT3,  7,  and 20 have been  shown  to 

interact with TBP  [157].    Further, TAF  subunits are also members of  the SAGA complex,  implying  that 

TFIID and SAGA may have somewhat redundant functional roles.  Genome‐wide binding studies of both 

SAGA  and  TFIID  in  yeast  show  that  although  each  complex  appears  to  regulate  a  subset  of  genes 

individually, both complexes bind to and regulate the majority of genes [158].  GAL4‐VP16 transcription 

can be stimulated by SAGA and requires the HAT activity of the GCN5 subunit [159].  The recruitment of 

SAGA by activators such as GCN4 to promoters has been show to occur  through  interactions with  the 

Tra1 subunit of yeast SAGA [160, 161].  Several studies have shown that SAGA is recruited to promoters 

early in PIC assembly, suggesting a possible role for SAGA in PIC formation [160, 162‐164].  Once bound 

to promoters, SAGA can exert its HAT activity minimally on H3K9, K14, and K18 [156, 165, 166].  Other 

H3  tail modifications  remain  possible  targets  of  SAGA;  however,  convincing  reports  of  in  vivo  activity 

towards other residues still remains to be shown.   

 

More recent studies in mammalian cells have provided evidence of GCN5 homologs in humans including 

GCN5L  and  P300/CBP  associated  factor  (PCAF),  the  latter  only  being  identified  in  vertebrates  to  date 
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[167‐169].    These  homologs  have  been  shown  to  be  present  in  four  SAGA‐like  complexes:  the  PCAF 

complex,  the  TBP‐Free  TAFII‐containing  Complex  (TFTC),  the  Ada2a‐containing  (ATAC)  and  the  SPT3‐

TAFII31‐GCN5L‐acetyltransferase  (STAGA) complex  [167, 170‐172].    It  is  important  to note  that  two of 

these  homologs,  STAGA  and  TFTC,  are  capable  of  recruiting  TBP  to  promoters  in  higher  organisms, 

buttressing a model where SAGA and TFIID act redundantly in PIC formation [172‐174]. 

 

These mammalian  complexes,  homologous  to  SAGA,  have  similar  activity  and  specificity  to  the  yeast 

SAGA complex in vitro and may be recruited to promoters via interactions with the yeast Tra1 homolog, 

TRRAP  [175,  176].  Interestingly,  an  outlier  is  the  ATAC  complex,  which  appears  to  have  preferential 

activity  toward the histone H4 tail both  in vitro and  in vivo, suggesting a distinct  functional difference 

compared to other GCN5‐containing complexes [171, 177‐179].  Further, genome‐wide analysis of both 

STAGA  and  ATAC  in  human  cells  shows  an  overall  lack  of  overlapping  enrichment  [180].    ATAC  is 

enriched  at  both  promoters  and  enhancers  while  SAGA  is  enriched  at  promoters  only.    Intriguingly, 

these  two  complexes  show enrichment  at  a  specific  subset of  active promoters,  and ATAC binds  to  a 

significant  portion of  promoters  that  are P300  independent  [180].    The  various  functional  differences 

conferred  by  the  accessory  proteins  of  GCN5/PCAF  present  in  each  distinct  complex  suggest  myriad 

roles for these HATs in transcriptional control. 

 

Transcription in Development 

The orchestration of  specific profiles  in gene expression of  various  cell  types and  tissues  is  critical  for 

development of all but  the simplest of multicellular organisms.   During embryonic development, gene 

expression profiles change as cells differentiate  into more specialized  types.   This can also be  true  for 
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cells of a specific type as development progresses through time.  These complex gene regulatory events 

are initiated through the action of transcription activators and repressors [181].  Once the cells within an 

organism  have  executed  their  development  programs,  the  maintenance  of  core  gene  expression 

programs  in  the  differentiated  cells  is  also  critical  for  the  survival  of  the  organism.    An  example  of  a 

developmental program is body segmentation and identification, which is regulated by the expression of 

the homeotic (Hox) genes [182].   The original and most extensive studies of Hox gene regulation have 

been performed in Drosophila.   Shortly after fertilization, the Drosophila embryo develops into distinct 

body segments, which will continue to differentiate along specific paths to form the various tissues and 

body parts of the fly.  During early embryonic development in Drosophila, a set of transcription factors 

including engrailed and other segment polarity genes stimulates the expression of specific Hox genes in 

each  segment  [183].    Although  the  transcription  factors  controlling  this  initial  expression  rapidly 

degrade, the segment‐specific expression of the Hox genes is maintained to adulthood.  Hox genes are 

transcription  factors  that  act  as  upstream  regulators  of  differentiation  pathways,  acting  on  various 

signaling networks to define a specific developmental fate. 

 

Early  studies  in  Drosophila  used  forward  genetic  screens  to  identify  the  regulators  of  Hox  gene 

expression, which include the Polycomb (PC) group proteins [184]. The general trend observed in the PC 

group mutants was  the  shift of body  segments  toward  the posterior of  the developing embryo  [185]. 

The first evidence that the PC group proteins acted as repressors came from the observation that the PC 

group  mutants  ectopically  expressed  the  Hox  genes.    Further,  combinations  of  PC  group  mutations 

displayed more severe phenotypes  than each mutant  individually,  indicating  that  the genes may work 

cooperatively  [186,  187].      In  further  studies,  the  trithorax  (Trx)  group,  antagonists  of  the  PC  group 

proteins were identified in screens for suppressors of the PC phenotypes [188, 189].  It is not surprising 
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to  find  that  the  Trx  mutants  displayed  a  similar,  yet  opposing  developmental  phenotypes  as  the  PC 

group  mutants,  but  with  a  shift  in  body  segments  toward  the  anterior  of  the  embryo.    Based  on 

evidence  of  homology  to  heterochromatin  protein  1  (HP1),  Paro  was  the  first  to  hypothesize  that 

Polycomb acted at  the chromatin  level  to  regulate and maintain  the expression of key developmental 

regulators  [190].    Studies  using Chromatin  Immunoprecipitation  (ChIP)  in  support  of  this  theory were 

published  shortly  after  the  hypothesis was  proposed  [191,  192]. Orthologs  to  both  PC  and  Trx  group 

proteins  have  been  identified  in  numerous  organisms,  including  plants, C.  elegans, mice  and  humans 

[181,  193‐195].  Mouse  PC  group  mutants  display  a  broad  range  of  phenotypes  including  defects  in 

hematopoiesis,  gastrulation,  and  neurological  development,  as  well  as  misplacement  of  axio‐skeletal 

segments supporting previous findings that PC is essential for proper development of an organism [196‐

199].   

 

Polycomb Repressive Complex 1 

A number of studies elucidated the composition of the PC group of proteins, which can be subdivided 

into  two main complexes, Polycomb Repressive Complex 1 and 2  (PRC1 and 2)  [200, 201].    The  initial 

isolation  of  PRC1  from  Drosophila  revealed  that  four  subunits,  polycomb  (Pc),  polyhomeotic  (Ph), 

posterior sex combs (PSC), and dRING (also known as sex combs extra) comprise PRC1 [200].      In mice 

and humans, numerous homologs  for  each  subunit  exist,  resulting  in  a  variety of  complex  formations 

[202,  203].  The  human  chromobox  (CBX)  proteins  2,  4,  6,  7  and  8  are  the major  Pc  homologs,  each 

containing a chromodomain capable of binding H3K27me3 [204].  Further, the Ph homologs in humans 

include PH1, PH2, and PH3, and the dRING homologs are RING1a and RING1b. Finally, six different PSC 

homologs  are  present  in  humans,  the  most  prominent  being  BMI‐1  and  Mel‐18  [203].      The  large 

number of homologs in humans favors the hypothesis that diverse PRC1 complexes exist. A recent study 
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confirms this hypothesis: using MuDPIT of PRC1 complexes isolated from cell lines tagged with differing 

subunits, the Reinberg group confirmed that distinct PRC1 complexes with specific subunits exist (Figure 

2)  [203].  Indeed,  the  authors  observed  mutual  exclusion  of  RYBP‐  and  CBX‐containing  complexes, 

supporting the existence of diverse complexes.  Importantly, since RYBP‐containing complexes lack a Pc 

homolog, these complexes are not traditional PRC1 complexes.  As a hallmark of playing a critical role in 

development, genetic knockout models in mice reveal that PRC1 knockouts have various developmental 

phenotypes [205‐208].  An exception is Ring1b null mice, which have an early lethal phenotype [199].  

 

Once  docked  to  chromatin,  either  by  recognizing  H3K27me3  or  by  an  unknown  mechanism,  PRC1 

complexes containing RING1b can monoubiquitinate histone H2A at lysine 119 (H2AK119Ub) [209]. The 

E3 ligase activity of RING1b has been mapped to the N‐terminal Ring finger domain, which interacts with 

the  UbcH5c  E2  enzyme  [210].      This  ubiquitin  mark  is  associated  with  repression  and  may  lead  to 

compaction  of  chromatin,  although  previous  studies  have  suggested  the  binding  of  RING1b  and 

subsequent  compaction  of  chromatin  is  independent  of  H2AK119Ub  in  mice  [95].  This  result  was 

recently refined to a model where although dispensable for compaction, the E3 ligase activity is required 

for repression of transcription [211]. Although the data is rather ambiguous in this area, point mutations 

in Ring1b that abrogate E3 ligase activity may affect chromatin compaction, or the stalling of RNA Pol II 

[95, 211, 212]. 
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Polycomb Complexes 

    

 Figure 2. Diagram of  the major polycomb complexes and  subunits within each  complex.   Numbers  in 

parentheses  following  subunit  names  indicates number of homologs  in humans. Note,  although PRC1 

components can  interact with RYBP  in a mutually exclusive manner with Cbx,  these complexes do not 

belong to the polycomb family.  

Polycomb Repressive Complex 2 

Originally isolated in Drosophila, the PRC2 complex is comprised of Enhancer of Zeste (Ez), Suppressor of 

Zeste  12  (Su(z)12),  Nurf  55  and  Extra  Sec  Combs  (Esc)  [213].  Ezh1  and  Ezh2  encode  the mammalian 

homologs of Ez, the SET‐domain containing subunit responsible for H3K27me3 [214‐217]. Despite a high 

degree of homology, Ezh1 and Ezh2 are expressed at different  stages of  the cell  cycle,  suggesting  the 
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presence  of  two  distinct  complexes  [218].    The  mammalian  homolog  of  Esc,  embryonic  ectoderm 

development (EED) is alternatively spliced into 4 different isoforms, supporting the existence of diverse 

PRC2  complexes  [219].  The  outstanding  PRC2  homologs  of  Su(z)12  and  Nurf  55  are  SUZ12  and 

retinoblastoma‐associated protein 46 and 48 (RbAp46/48). Interestingly, the activity of the SET domain 

containing  Ezh  subunit  is  stimulated  when  in  complex  with  the  other  PRC2  members  [219].  Genetic 

knockouts of PRC2 components  in mice have embryonic  lethal phenotypes consistent with  the critical 

role  of  PRC2  activity  for  proper  development  [198,  220].  PRC2  has  been  shown  to  play  a  role  in 

maintaining stem cell  identity and proliferation, development, and stem cell plasticity, highlighting the 

critical role of PC in development [213]. 

 

Mechanism of Polycomb silencing 

Since  the  discovery  of  the  PC  mutant  in  1979,  many  groups  have  studied  the  mechanisms  of  PC‐

mediated gene silencing.  Overall, a model where the HMT activity of PRC2 results in a docking site for 

the  PRC1  complex  has  been  accepted,  although  recent  reports  have  started  to  call  into  question  the 

need  of  H3K27me3  for  silencing  [215,  216,  221].  The  original  mutation  described  in  PC  was  later 

determined to be the H3K27me3 binding member of PRC1, suggesting that the methylation mark itself 

was  insufficient  to  convey  silencing,  and  that  PRC1 must  have  a  role  in  silencing  transcription  in  vivo 

[222].    An  early  in  vitro  study  highlighted  the  possible  role  of  PRC1  in  gene  silencing;  cryo‐electron 

microscopy studies by Woodcock and Kingston showed that a single PRC1 molecule could bind to and 

compact approximately three nucleosomes  in vitro [96].   This raises the possibility that compaction of 

chromatin by PRC1, which in turn blocks the accessibility of activators and other PIC components, is at 

least partially responsible for gene silencing (Figure 3). Work from the Kingston group further supported 

this  hypothesis  with  the  finding  that  SWI/SNF  remodeling  activity  was  inhibited  by  PRC1  [223].    The 
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authors also provided evidence that native Drosophila and recombinant mouse PRC1 was able to silence 

the activator‐induced transcription of an in vitro chromatin template, similar to that used in the Carey 

laboratory [223].  Intriguingly, in this study PRC1 was only able to silence transcription when pre‐bound 

to the promoter.  The role of ubiquitination in PRC1 silencing is yet to be fully understood.  The majority 

of  information about  the  role of  PRC1  in  gene  silencing has  come  from biochemical  assays  that were 

either performed in the absence of ubiquitin or used subunits  lacking E3  ligase activity.   The Bickmore 

lab was  the  first  to  address  the  role  of  the  Ring1b  E3  ligase  activity  in  the  chromatin  compaction  in 

mouse embryonic stem cells  [95].   Fluorescence  in situ hybridization  (FISH) was used on adjacent Hox 

loci to show that Ring1b was necessary for transcriptional silencing and normal spatial regulation of the 

loci.  In agreement with earlier studies, the results revealed that juxtaposition and silencing of the Hox 

loci was independent of the E3 ubiquitin ligase activity of Ring1b [96]. 

   

In  flies,  at  least  three  studies  have  utilized  ChIP  to  investigate  how  PC  affects  the  ability  of  the 

transcriptional  machinery  to  bind  gene  promoters.    Elgin  and  Pirrotta  studied  the  effect  of  PRC1 

silencing  on  the Hsp26  heat  shock  promoter  [224].  ChIP  assays  revealed  that  PRC1  recruitment  via  a 

polycomb response element (PRE) did not prevent the recruitment of TBP, RNA Pol II and the heat shock 

factor to the promoter, but did silence transcription.    Interestingly,  this result suggests that PRC1 may 

function to alter the function or inhibit the recruitment of PIC factors critical for activated transcription.  

Work by  the Orlando group  focused on the Hox gene promoters and  investigated whether TBP, TFIIB, 

TFIIF, and HDAC1 could be detected at natural PRC1 target genes using ChIP [225].                                             
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Figure 3. A model for the mechanism for transcriptional silencing by PRC1 via chromatin compaction is 
shown. 
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Their  studies  indicated  that  PRC1  binding  to  Drosophila  gene  promoters  did  not  greatly  affect  the 

recruitment of the GTFs or HDAC [225]. Again, this indicated that PRC1 might be functioning to silence 

transcription by affecting the function of any PICs present at the promoters.  The Fuller lab investigated 

this in Drosophila testes, where Polycomb silencing is reversed. Here, PC promotes tissue specific gene 

expression of the testes‐specific TAF (tTAF) proteins, which are required for terminal differentiation of 

cells  [226].    ChIP  experiments  of  tTAF  and PRC1 member Pc  displayed  that  tTAFs bind  to  their  target 

promoters,  reduce  the  enrichment  of  PRC1,  and  promote  the  local  accumulation  of  active  H3K4me3 

histone mark  [226].  Interestingly,  TFIID  components were  found  to  co‐purify with  PRC1  in Drosophila 

suggesting a direct connection between the two complexes [227].  The results of these studies revealed 

that PICs may  form on PRC1‐regulated promoters,  that TAFs may be able  to counteract PRC1 binding, 

and  that PRC1 can  interact with TFIID  in  flies. However, population effects,  resulting  from  lower  than 

optimal enrichments levels may make it challenging to gain mechanistic insight from ChIP studies.  Prior 

to my studies investigating the mechanism of PRC1 silencing in mammals, there was a lack of insight as 

to how PRC1 precisely acted on PIC formation to silence transcription.     My work  in this area, using  in 

vitro transcription and immobilized template experiments, revealed that PRC1 can functionally block PIC 

formation by inhibiting the recruitment of a number of PIC components and may allow TFIID binding to 

promoters (see chapter 4). 
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Addendum to Chapter 4 

My work investigating the mechanism of PRC1‐mediated gene repression left open two major questions: 

Does  PRC1  silencing  also  affect  the  recruitment  of  SAGA  and  elongation  factors  that we  found  to  be 

components of PICs?  Is the binding of PRC1 and TFIID to gene promoters a cooperative event? 

 

I  addressed  these  questions  by  performing  immobilized  template  experiments  using  H3K27me3 

chromatin  templates  and  purified  PRC1  in  vitro.    My  published  results  showed  that  most  PIC 

components  assayed  were  inhibited  from  binding  to  promoters  in  the  presence  of  PRC1.    The 

experiment  in  Figure 4‐1  is  a dissociation experiment,  in which purified PRC1 was  incubated with  the 

immobilized  template  after  PIC  assembly.    The  assay  demonstrated  that  the  binding  of  the  SAGA 

complex (GCN5 and TAF5L) and elongation factors (CDK9, PAF1) to PICs is dissolved by PRC1 while TBP 

remains refractory to this action.  This result supports my hypothesis that PRC1 inhibits PIC formation by 

blocking the binding of Mediator resulting in a lack of PIC assembly with the exception of TFIID.  

 

While  investigating  the  recruitment of purified TFIID and PRC1 to  immobilized  templates,  I  found that 

the complexes could co‐occupy promoters, suggesting that the two complexes may bind cooperatively 

to  promoters.    To  test  this  possibility,  I  performed  an  H3K27me3‐based  immobilized  template 

experiment, whereby increasing amounts of purified TFIID were pre‐bound to the promoter, followed by 

incubation with PRC1  (Figure 4‐2).  This  experiment  showed  that  the  level  of  PRC1  recruitment  to  the 

template does not  change  in  the presence of  TFIID.    This  result  suggests  that PRC1 and TFIID binding 

events are independent, but not mutually exclusive.  It is also possible that the order of addition plays a 

role; perhaps PRC1 presence on a promoter allows for increased levels of TFIID binding. 
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The results of presented  in  this chapter and addendum of my thesis suggest  that PRC1 acts  to silence 

transcription by inhibiting the recruitment of the Mediator, GTFs, SAGA, transcription elongation factors, 

and RNA Pol II, but not activator or TFIID, the latter being an independent binding event. 
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Conclusions 

The  conclusions  of  this  dissertation  are  described  below,  with  the major  findings  from  each  chapter 

highlighted with  italic  text.  I  present  data  supporting  the  hypothesis  that  the Mediator  is  the  central 

scaffold  protein  that  orchestrates  PIC  assembly.    In  addition,  Mediator  serves  to  recruit  many  more 

proteins  to  the PIC  than originally postulated,  including  transcription elongation  factors  (SEC, pTEF‐b), 

and chromatin remodelers (CHD1, Ino80).  Finally, PRC1 functions to silence PIC formation by blocking or 

dissociating  Mediator  interactions  with  the  activator  protein.    Surprisingly,  TFIID  recruitment  is 

unaffected by PRC1, suggesting a role for the complex in defining a poised state capable of responding 

to differentiation cues. 

 

Chapter two of  this  thesis  is a reprint of work recently published  in Cell Reports, “Mediator and SAGA 

Have  Distinct  Roles  in  Pol  II  Preinitiation  Complex  Assembly  and  Function.”   MuDPIT  of  immobilized 

template experiments consistently identified Mediator and SAGA as the most activator‐induced enriched 

complexes in PICs.  I optimized in vitro immobilized chromatin capture assays to accurately measure PIC 

formation.  By immuno‐depleting Mediator and SAGA, I was able to delineate the role each played in PIC 

assembly and function.   Nuclear extracts depleted of Mediator failed to support PIC formation on both 

naked and chromatin templates, supporting the hypothesis that Mediator  is the central bridging factor 

critical for functional PIC formation.  In contrast, extracts depleted of SAGA supported PIC formation and 

transcription on naked DNA templates. Moreover, extracts lacking SAGA failed to stimulate transcription 

on chromatin  in  response  to activator,  indicating  that SAGA does not act as a  traditional  co‐activator, 

but is essential for PIC function on chromatin. 
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Chapter  three  is  a  reprint  of  a  study  published  in Genes  and  Development  describing  how Mediator 

coordinates  PIC  assembly  with  the  recruitment  of  CHD1.    Importantly,  the  H3K4me3  modification 

stimulated  transcription  approximately  three  fold  compared  to  unmodified  chromatin  templates  in 

vitro.    In  this  work,  we  performed MuDPIT  of  activator‐bound  chromatinized  immobilized  templates 

bearing unmodified H3K4 or H3K4me3.  Our results revealed that H3K4me3‐bearing templates enriched 

CHD1 binding three fold.  I performed the cloning, expression in baculovirus, and purification of CHD1.  I 

also performed the preparation of the MuDPIT samples used to determine the  interaction partners by 

incubating the bead‐bound purified CHD1 protein with HeLa nuclear extracts.  Using the purified protein 

to study both the recruitment mechanisms to PICs and the effect of CHD1 on PIC  function was a vital 

part of the study.  Immobilized template experiments showed that CHD1 recruitment and stimulation of 

transcription was enhanced by activator and further by Mediator.  Functional studies using purified CHD1 

and  Mediator  revealed  that  CHD1  stimulated  transcription  in  the  presence  of  ATP  and  Mediator.  

Accordingly,  genome‐wide  binding  profiles  of Mediator  subunits  and  CHD1  in mouse  ES  cells  show  a 

significant overlap.  This chapter culminates with a model where CHD1 recruitment to promoters occurs 

through interactions with Mediator and H3K4me3.  

 

Chapter four is a reprint or a report published in the Journal of Biological Chemistry, which investigated 

the mechanism of PRC1 transcriptional silencing.  In this study, I successfully recapitulated PRC1‐based 

silencing of genes in vitro using the immobilized template approach.  I purified the three‐member “mini” 

PRC1 complex  shown  to have  indistinguishable  function  from the  four‐member complex  that  includes 

the  Ph  subunit  (See  chapter  for  further  elaboration).    Using  this  complex  and  crude  HeLa  nuclear 

extracts,  I  showed  that  PRC1  could  both  block  and  dissociate  PIC  formation  functionally  using  in  vitro 
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transcription  assays  on  immobilized  chromatin  templates  bearing  H3K27me3.    Using  immobilized 

template assays on HeK27me3 templates,  I established that TFIID can be recruited to promoters and is 

resistant to the dissociation action of PRC1.  Finally, I showed that the ability of TFIID to cooperate with 

Mediator  is  blocked  by  the  binding  of  PRC1. We  used  previously  published  genome‐wide  datasets  of 

Mediator,  TBP,  Cbx7,  and  Ring1b  in  mouse  ES  cells  to  show  that  the  in  vitro  findings  were  further 

supported  by  in  vivo  studies.  Overall,  my  thesis  work  defines  the  composition  of  the  PIC,  and  the 

molecular  basis  of  how H3K4me3  and H3K27me3  chromatin modifications  recruit  effector  proteins  to 

subsequently alter gene expression. 
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