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Résumé 

 La réponse cellulaire aux ultra-violets (UV), ou réponse UV, est une réponse complexe 

et spécialisée dans l’adaptation et la tolérance des dommages aux UV. Celle-ci est initiée par 

un grand nombre d’évènements moléculaires et de signalisation nucléaire mais aussi au niveau 

de la membrane plasmique ou du cytoplasme. L’importance et l’influence exactes de ces 

évènements sur la réparation par excision de nucléotides (NER) des dommages UV à l’ADN 

sont encore mal comprises et doivent encore être méthodiquement démontrées. Dans cette 

thèse, grâce à l’utilisation d’une méthode sensible d’analyse de la réparation NER basée sur la 

cytométrie en flux, il est montré, dans un premier temps, que l’activité des voies MAPK 

(Mitogen-Activated Protein Kinases), qui sont des voies de signalisation de stress UV 

d’origine cytoplsamique, ne participent pas à l’efficacité de réparation NER des dommages 

UV dans les cellules humaines. En effet, l’abrogation de la signalisation MAPK, par inhibition 

pharmacologique, par utilisation de mutants dominant-négatifs ou par inhibition de leur 

expression endogène, ne révèlent aucun changement de la cinétique de réparation des 

dommages UV par excision de nucléotides. Cependant, l’utilisation de cette même méthode de 

réparation, mais cette fois, appliquée pour l’étude de réparation NER en fonction du cycle 

cellulaire, a permis de mettre en évidence la nécessité fonctionnelle de l’ADN polymérase 

translésionnelle eta (Pol η) dans la réparation NER des dommages UV, uniquement en phase 

S. Cette observation fut initialement caractérisée dans les cellules de patients affectés du 

syndrome variant de xérodermie pigmentaire (XP-V) puis, confirmée ensuite par l’inhibition 

de l’expression de Pol η endogène ou par la complémentation avec des mutants non-

fonctionnels dans les cellules XP-V. Ces résultats indiquent que, contrairement à la réponse 

UV MAPK cytoplasmique, les évènements nucléaires comme la synthèse translésionnelle, 

peuvent influencer l’efficacité de réparation NER en phase S. Plus particulièrement, ces 

données établissent un lien possible entre la réparation NER en phase S et les niveaux de stress 

réplicatifs, révélé ici par la déficience fonctionnelle Pol η ou ATR. Les observations, 

présentées dans cette thèse, renforcent un rôle du point de contrôle S aux UV sur l’efficacité 

de la  réparation NER et suggèrent que l’inhibition NER, observée en phase S dans les cellules 

XP-V, est modulée par le stress réplicatif. Un tel moyen de contrôle pourrait avoir une action 

plutôt protectrice pendant cette phase critique du cycle cellulaire.  

Mots clés: UV, translésionnelle, eta, MAPK, NER, CPD, cytométrie, phase-S, tolérance.  
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Abstract 

The UV-response is a complex cellular response to UV irradiation, which allows 

cellular adaptation and protection against deleterious effects of UV. This specialized response 

involves numerous molecular and signaling events from plasma membrane and from the 

nucleus represented, among others, by Mitogen-Activated Protein Kinase (MAPK) pathway 

activation and translesion synthesis respectively. More particularly, the exact role of these 

events on the removal UV-induced DNA damage by nucleotide excision repair (NER) in 

human cells is poorly understood and documented. By using a sensitive flow cytometry based-

NER assay, presented and validated in this thesis, to quantify the removal of UV-DNA 

damage, it was unexpectedly found that Mitogen-Activated Protein Kinase (MAPK) 

signalling, originating from the the plasma membrane, does not regulate the efficiency of UV-

induced DNA damage repair in human cells. Indeed, MAPK inhibition with pharmacological 

inhibitors, expression of short-hairpin RNA or dominant negative mutant, all together, 

substantiate fully the lack of effect of this signalling pathway on UV-damage removal by NER 

in human primaries and tumorous cells. Surprisingly, the same NER assay, applied to quantify 

the removal of UV-induced DNA damages as a function of the cell cycle, has shown a 

requirement of functional translesion synthesis polymerase eta (Pol  η) for efficient UV-DNA 

damage repair in human cells uniquely during S-phase, where its function is required for the 

bypass of UV DNA damage. This observation, originally made in fibroblasts from xeroderma 

pigmentosum variant syndrome (XP-V) afflicted patients, was further confirmed in normal 

human cells, by abrogation of endogenous Pol η expression or by complementation with Pol η 

in XP-V cells. All together, the data presented here, indicate that MAPK signaling play no role 

in NER-mediated UV-damage removal, but highlight a role for UV-DNA damage tolerance 

response, as translesion synthesis, in regulation of NER efficiency. More particularly, these 

observations establish a potential link between the S-Phase Repair (SPR) of UV-DNA 

damages and replicative stress, revealed by a deficiency of Pol η or ATR. This SPR defects 

seen under acute replicative stress conditions could impact tumorogenesis or chemotherapy 

outcomes. Moreover, SPR defects, seen in XP-V cells could be controlled by replicative 

stress, and also reflect a protective coordination to reduce high risks of genetic or 

chromosomal aberrations that may occur during DNA replication upon UV exposure. 

Key Words: Translesion, UV, TLS, eta, MAPK, NER, S-phase, flow-cytometry, CPD. 
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INTRODUCTION 

 

 

1 Les dommages à l’ADN 

  

 

 La molécule d’ADN (Acide Désoxyribonucléique) est formée de 3 types de 

composantes moléculaires: les bases azotées (l'adénine, la cytosine, la thymine et la guanine), 

le groupement ribose et le groupement phosphate. Ici le terme lésion ou dommage à l’ADN est 

un terme générique employé pour décrire toutes altérations de la structure chimique de l’ADN. 

Les dommages à l’ADN peuvent se produire dans ces 3 types de composantes moléculaires, 

qui, en raison de la multitude de cibles potentielles sur celles-ci,  conduiront par leur réactivité, 

à la génération d’au moins 10
4
 lésions à l’ADN d’une cellule de mammifère sur une journée 

de vie (Lindahl, 1993). En effet, la structure de l’ADN est constamment sujette à des 

altérations d’origines exogènes mais aussi endogènes. Ces « attaques » à l’ADN endogènes, 

souvent inhérentes à la réactivité chimique propre de l’ADN, proviennent fréquemment du 

métabolisme cellulaire et de l’instabilité biochimique des métabolites et composés endogènes. 

Ces altérations endogènes surviennent de façon non négligeable et ont des conséquences 

directes ou indirectes sur la vie cellulaire des mammifères. En revanche, les attaques 

d’origines exogènes produites par l’environnement cellulaire ou l’organisme, sont la 

principale source génératrice de lésions à l’ADN. Les sources exogènes de dommages 

présentent une grande hétérogénéité. Elles peuvent être aussi biend’origine physique que 

d’origine chimique.  

  

Globalement, il y a schématiquement, 4 grandes catégories de dommages à l’ADN. Il y a (i), 

les modifications covalentes de bases ; (ii), les cassures de l’ADN simple-brin ou double-

brins ; (iii), les mésappariements de bases ; (iv), et les liaisons covalentes ou pontages intra- et 

inter-caténaires.  
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1.1 Les dommages spontanés de l’ADN 

 

 Même si l’ADN est une molécule relativement stable, durant la respiration cellulaire 

normale mais aussi au cours d’autres réactions biochimiques, des espèces réactives de 

l’oxygène sont produites et l’endommagent, tels que les radicaux libre par exemple. 

Cependant, il arrive que des réactions spontanées d’hydrolyse de la molécule d’ADN se 

produisent et conduisent à des déaminations et/ou des éliminations complètes de bases azotées 

dénommées dépurinations ou dépyrimidinations (Gates, 2009). Par exemple les sites sans 

bases (désignés abasiques) peuvent être générés par hydrolyse spontanée de la liaison 

covalente reliant la base au squelette ribose-phosphate de l’ADN, la liaison N-glycosidique. 

En effet, la liaison N-glycosidique est une liaison très labile et instable qui par action de la 

chaleur ou d’agents alkylants conduit à son hydrolyse, puis à la création d’un site abasique ou 

AP. Ces derniers représentent les lésions spontanées les plus fréquentes alors que les bases 

déaminées sont beaucoup moins représentées. La déamination concerne principalement la 

cytosine ou la méthyl-cytosine. On compte toutefois quelques centaines de déamination de 

cytosine en uracile à l’échelle de la cellule (Lindahl, 1993). La déamination des purines est un 

évènement spontané beaucoup plus rare. 

 

 

1.2 Les dommages oxydatifs 

 

 Les dommages oxydatifs sont principalement causés par les espèces réactives de 

l’oxygène (ROS) et radicaux libres. Toutes les cellules aérobies, utilisant l’oxygène pour ses 

processus biochimiques essentiels à la vie cellulaire, sont exposées à de nombreux stress 

oxydatifs. Dans des conditions normales (sans stress d’origine exogène), le métabolisme 

cellulaire est une source majeure de ROS. Par exemple, les chaines de transport des électrons 

peuvent générer des espèces superoxydes et toute une panoplie de ROS, qui peuvent réagir 

avec les lipides cellulaires, les protéines et bien entendu avec l’ADN. Dans la cellule, la source 

majeure du stress oxydatif endogène provient de la modification des bases azotées provoquée 

par ces ROS. Les protéines et lipides oxydés sont rapidement remplacés par dégradation et 

synthèse cellulaire de novo. En fait, plus d’une centaine de modifications oxydatives des bases 
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azotées ont été recensées (Dizdaroglu, 1991; Dizdaroglu, 2012). Les bases oxydées les plus 

connues et les plus représentées sont peut-être les 8-hydroxyguanines (8oxoG) et les glycols 

de thymine (TG) (Schéma 1). 

 Les ROS peuvent être aussi d’origine exogène, et peuvent être générés aisément par les 

radiations ionisantes (comme les rayons X et les rayons γ). En effet, la radio-hydrolyse des 

molécules d’eau produisent des radicaux hydroxyles hautement réactifs, qui réagissent avec 

les doubles liaisons des bases azotées (Yokoya et al., 2008). Nous verrons aussi que les UV 

sont également une source exogène de dommages à l’ADN oxydatifs. Les radiations UV 

peuvent générer des ROS par des mécanismes au cours desquels l’énergie UV est absorbée par 

des sensibilisateurs endogènes ou exogènes (chromophores), qui une fois excités 

moléculairement, peuvent conduire à la formation de ROS (Kvam and Tyrrell, 1997; Kvam 

and Tyrrell, 1999). La production de ROS par les UV concerne surtout les UVA et les UVB, 

en raison de leur énergie (Aroun et al., 2012; Hideg et al., 2013). Ces sensibilisateurs 

endogènes sont représentés entre autre par les dérivés de pyrimidine comme le pyridoxal-5’-

phosphate pyridoxine et l’acide aminolevulinique (de Gruijl, 2000).  

 

  

1.3 L’alkylation des bases azotées 

 

En biologie, l’alkylation des bases azotées est génériquement employée pour désigner 

le transfert d’un groupement alkyl (méthyl, éthyle par exemple) sur les bases de l’ADN. La 

méthylation et l’éthylation sont les alkylations de bases les plus communes retrouvées sur 

l’ADN. L’alkylation réfère aussi souvent au transfert ou l’ajout de chaines aliphatiques. Ces 

groupement de chaine de carbone plus longue, sont transférés de façon covalente aux bases 

azotées et forment des adduits à l’ADN. L’alkylation peut se produire sur l’ensemble des 

composantes moléculaires de l’ADN comme le ribose ou sur les liaisons phosphodiesters. Ces 

alkylations de l’ADN peuvent provenir de sources endogènes comme exogènes. Les sources 

endogènes sont essentiellement la S-adenoylmethionine (SAM) et les produits de 

peroxydations des lipides. En plus des ROS, un nombre important d’autres molécules peuvent 

causer des dommages à l’ADN, dont les agents alkylants, qui sont des composés chimiques 

capables de transférer des groupements alkyls sur l’ADN. Ces sources exogènes d’alkylations 
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sont diverses et comprennent un grand nombre d’agents toxiques environnementaux tels que le 

N-ethyl-Nitroso-Urée (ENU), l’Ethyl-Methyl-Sulfonate (EMS) et les composés aromatiques 

polycycliques (comme la dioxine, le 3-methylcholanthrene, le benzo(a)pyrene) et certains 

agents chimiothérapeutique comme le malphalan ou la cisplatine. Ces derniers ont la 

particularité de former des pontages intracaténaires. Théoriquement, tout les sites nucléophiles 

de l’ADN sont des sites potentiels d’alkylations et peuvent donc supporter l’ajout d’adduits. 

 

Les adduits de l’ADN (bulky DNA adducts): De nombreux produits chimiques peuvent alkyler 

l’ADN et ainsi former des adduits. Ces derniers résultent souvent d’une attaque de molécules 

électrophiles qui réagissent avec les centres nucléophiles des guanines en position N7, ou des 

adénines en position N3. Les composés polycycliques aromatiques par exemple vont devenir 

vraiment réactifs après activation métabolique par les cytochromes P450 hépatiques. Ces 

dernières vont souvent former, au cours de la métabolisation de ces composés, des 

groupements époxydes, hautement réactifs, qui pourront s’intercaler dans l’ADN et réagir 

avec celui-ci. Par exemple, la cisplatine (di-amino-chloro-platinium), qui est complexe 

métallique formé par coordination avec le platine, une fois activé par hydratation, va conduire 

à la génération de différents types de dommages comme des mono-adduits, des pontages 

intracaténaires et/ou intercaténaires. Cependant, il semble induire majoritairement des 

pontages intracaténaires N7-N7 (ICL) (Harrington et al., 2010). De plus certains métabolites 

comme le BPDE, résultant de la métabolisation de benzo(a)pyrene, réagiront plus facilement 

avec les purines (Schéma 1) pour former des adduits à l’ADN. En général, les adduits 

occupent stériquement une espace non négligeable qui conduit à une déformation importante 

de la double hélice d’ADN. Ces adduits «bulky» peuvent aussi générer des sites abasiques 

dans certains cas, simplement par hydrolyse de la base ayant l’adduit qui peut être parfois une 

structure chimiquement instable (Henkler et al., 2012). Ces derniers seront d’ailleurs la source 

de l’induction de mutations ponctuelles à l’ADN (Peterson, 2010). 
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1.4 Les cassures monocaténaires et bicaténaires de l’ADN  

  

Les cassures à l’ADN ont une grande importance en biologie car celles-ci entrainent 

souvent un blocage de la transcription et de la réplication cellulaire, qui sont des processus 

moléculaires essentiels à la viabilité cellulaires des eucaryotes. De plus, ces cassures 

représentent la plus grande menace pour la stabilité génomique des cellules. Les cassures de 

l’ADN peuvent se produire sur un seul brin, formant des cassures monocaténaires (ou SSB) ou 

sur les deux brins de la molécule d’ADN, formant des cassures double brin (DSB) ou 

Schéma 1: Illustration de différents types et agents de dommages à l’ADN. 

 

A. Réaction de déamination lente endogène hydrolytique de la cytosine résultant en un uracile. B. les différentes 

espèces réactives de l’oxygène (ROS) représentées entre autre par les radicaux hydroxyles (OH·), superoxydes 

(O2
·_

) et les singlets oxygènes 
1
O2). C. Exemples de bases azotées oxydées. D. Génération d’un adduit du 

benzo(a)pyrene à l’ADN par metabolisation du benzo(a)pyrene par les Cytochromes P450. Inspiré de (Takemura 

et al., 2010).  
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bicaténaires.  Ces deux types de cassures résultent souvent de processus moléculaires 

endogènes comme la transcription, la réplication et la recombinaison homologue. Ils peuvent 

aussi être causés de façon exogène et proviennent surtout de l’exposition à des sources de 

dommages environnementales telles que les radiations ionisantes, les UV et les toxines 

environnementales. 

 

 

  1.4.1 Les cassures d’ADN monocaténaires (SSB) 

 

Les cassures de l’ADN monocaténaires ou SSB sont formées par cassure ou hydrolyse 

de la liaison ribose-phosphate sur un seul brin seulement. Ce type de cassure se produit 

souvent par la présence d’un dommage sur le groupement ribose ou sur les bases azotées. 

Cette hydrolyse est donc liée à l’instabilité intrinsèque de la molécule d’ADN et pourra se 

produire de façon directe ou indirecte. Les cassures monocaténaires de l’ADN générée de 

façon directe, sont principalement induites par les ROS ou les radiations ionisantes et se 

produisent souvent par désintégration de la structure du ribose, ou lorsque celui-ci le est 

endommagée, entre autre, par les ROS (Collins et al., 2005; Dedon, 2008; Ward, 1988). En 

revanche, les cassures monocaténaires générées, de façon indirecte, pourront se produire suite 

à une excision de la base endommagée par les systèmes de réparation de l’ADN, comme la 

réparation par excision de bases (BER), qui génèrera un site abasique instable et sera 

rapidement converti en SSB (Caldecott, 2008). De plus, l’oxydation des riboses en 5’ par un 

radical alkyl, conduira aussi à la génération de SSB produits entre autre par l’action de certains 

antibiotiques ayant des propriétés anti-tumorales et radiomimétiques comme la bléomycine 

(Chen et al., 2008). Il y a également des cassures monocaténaires physiologiquement 

nécessaires, d’origines enzymatiques, comme les cassures SSB induites par les topo-

isomérases, qui contrôlent la torsion et le déroulement de la molécule d’ADN pour permettre 

la transcription, la réplication et la réparation. En général, les cassures monocaténaires de 

l’ADN sont plus fréquentes que les cassures bicaténaires et sont moins toxiques pour la 

cellule. Cependant, lorsqu’une cassure monocaténaire persiste trop longtemps, elle conduira 

invariablement à une cassure bicaténaire et plus particulièrement lors de la réplication 

(Caldecott, 2001; Ho and Satoh, 2003; Kuzminov, 2001; Vilenchik and Knudson, 2000). A 
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titre d’exemple, les cassures spontanées SSB endogènes de l’ADN ont été estimées de 10 à 50 

SSB générées par minute et par cellule (Vilenchik and Knudson, 2000). 

 

 

1.4.2 Les cassures d’ADN bicaténaires 

 

Tel que précisé précédemment, les coupures d’ADN bicaténaires, DSB, peuvent être 

générées de façon spontanées, notamment au cours du métabolisme cellulaire, mais sont aussi 

induites par des agents exogènes comme les radiations ionisantes, UV et les agents chimiques 

carcinogènes. Ces cassures DSB exogènes peuvent donc être générées par une multitude de 

mécanismes qui dépendront essentiellement du type de dommage induit sur l’ADN. Par 

contre, les DSB d’origine endogène peuvent être générées à partir de dommages oxydatifs 

émanant de processus moléculaires et cellulaires comme les chaines respiratoires, mais 

peuvent aussi être produites par des processus essentiels à la fonction spécifique de certaines 

cellules spécialisées, comme la recombinaison des immunoglobulines (la recombinaison 

V(D)J) pour les lymphocytes B et aussi lors de la recombinaison méiotique (Hochwagen and 

Amon, 2006).  

 

Les dommages induits par les radiations ionisantes : Les radiations ionisantes (IR), tels que 

les rayons X ou gamma, peuvent produire une grande variété de dommages à l’ADN par des 

mécanismes différents comme l’ionisation directe de l’ADN ou par excitation moléculaire. 

Autrement dit, les IR induiront directement des dommages par ionisation de l’ADN. De plus, 

l’action des IR peut produire des radicaux libres hautement réactifs (et ainsi modifier les 

bases), des DSB et aussi des pontages intra- et intercaténaires de l’ADN. Les dommages 

oxydatifs induits par les IR seront principalement représentés par les 8oxoG, mais pas 

seulement, et n’auront pas les mêmes distributions que celles obtenues par les agents purement 

oxydatifs comme le peroxyde d’hydrogène (H2O2). D’ailleurs, il a été estimé que 2\3 des 

dommages induits par les radiations ionisantes sont produits par les radicaux libres et les ROS. 

Les lésions générées par ces derniers peuvent être converties en DSB par l’action des enzymes 

de réparation du BER ou par interaction avec les fourches de réplication (Sutherland et al., 

2000).  
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Il semble que chaque chromosome puisse accumuler 5-10 coupures DSB en raison du 

stress oxydatif endogène (Costanzo et al., 2001) et qu’ils peuvent accumuler jusqu'à 50 DSB 

en phase S du cycle cellulaire par cellule et par génération (Vilenchik and Knudson, 2003). De 

plus, le nombre de coupures monocaténaires ou bicaténaires induites par les IR serait estimé à 

35 DSB contre 1000 SSB par Gray pour une cellule en phase G1 (Ruiz de Almodovar et al., 

1994). La létalité des radiations ionisantes réside essentiellement dans l’induction du nombre 

de coupures DSB alors que les coupures SSB sont moins toxiques que les DSB. Cette 

différence de toxicité reflète certainement la capacité des cellules à réparer rapidement ces 

SSB, ce qui minimisera leur conversion en DSB, qui sont des dommages hautement plus 

génotoxiques (Caldecott, 2001; Caldecott, 2008). D’ailleurs, une incapacité cellulaire à réparer 

les DSB sera létale ou entrainera des défauts génétiques et chromosomiques importants qui 

contribueront au développement du cancer (Kasparek and Humphrey, 2011; Khanna and 

Jackson, 2001; van Gent et al., 2001) (Schéma 2). 

 

 
Schéma 2: Origine des cassures bicaténaires de l’ADN et leur conséquence biologique. 
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1.5 Les mésappariements de bases de l’ADN et les pontages de l’ADN 

 

Les mésappariements de bases ont des origines très diverses. L’ADN peut être soumis 

à des réarrangements spontanés transitoires du groupement cétone, aussi communément 

dénommé transition tautomériques des bases (Strazewski, 1988). La source principale des 

mésappariements est, bien entendue, la réplication de l’ADN dans laquelle les ADN 

polymérases sont susceptibles d’incorporer une mauvaise base par rapport au brin matriciel. 

Ces mésappariements reflètent surtout la fidélité de l’ADN polymérase (Lee et al., 2012a). Les 

mésappariements introduits pendant la réplication seront donc la principale source de 

mutations ponctuelles spontanées (Arnheim and Calabrese, 2009).  

Les pontages inter-caténaires (interstrand crosslink, ICL) représentent une catégorie 

importante des dommages à l’ADN, car ils peuvent empêcher la séparation, des brins d’ADN 

notamment lors de leur réplication (Vare et al., 2012). Les pontages inter- et intra-caténaires 

peuvent aussi être induites par de nombreux agents de dommages endogènes et exogènes 

(Deans and West, 2011). Parmi ces agents endogènes, il y a les lipides peroxydés, comme les 

malonyl-dialdehydes et parmi les agents exogènes, on retrouve, entre autre, un certain nombre 

d’agents chimiotherapeutiques comme la cisplatine.  

 

 

1.6 Les dommages induits par les Ultra-Violets (UV) 

 

   Les ultra-violets sont certainement la source de dommages exogènes, d’origine 

environnementale, à laquelle nous sommes naturellement et continuellement exposés, 

simplement en raison de leur origine solaire. Le soleil émet des énergies de longueur d’ondes 

différentes, de 10
-4

 m à 10
-12

 m, dont l’ensemble forme le spectre électromagnétique solaire, 

qui peut être divisé en deux grands groupes selon leur longueur d’onde. Il y a d’une part les 

radiations ionisantes (rayons X (Rx) et rayons gamma (Rγ)) et d’autre par les radiations non-

ionisantes (radiations UV, visibles, et infrarouges). Fort heureusement, les radiations en 

dessous de 295 nm n’atteignent pas la surface de la terre (de Gruijl and van der Leun, 2000) 

(Schéma 3). En effet, les radiations de hautes énergies (comme les radiations ionisantes) sont 
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majoritairement déviées par la magnétosphère terrestre ou arrêtées par collisions atomiques 

dans les couches troposphériques et stratosphériques de l’atmosphère. 

Par rapport au spectre électromagnétique solaire, le spectre magnétique de la lumière 

solaire terrestre est un spectre continu, divisé en trois catégories, (i) les ultra-violets (200-400 

nm), la lumière visible (400-780 nm) et enfin les infrarouges. Les radiations UV peuvent être, 

elles-mêmes, divisées en trois catégories selon leur longueur d’onde, (i) les UVC (200-290 

nm), les UVB (290-340 nm) et les UVA (340-400 nm) (Schéma 3). Plus exactement, les UV 

constituent 6% des radiations lumineuses émises à la surface terrestre, et sont représentés par 

les UVA et les UVB. En effet, les radiations UV en dessous de 290 nm n’atteignent pas la 

surface de la terre (de Gruijl and van der Leun, 2000), les UVC étant absorbés fortement par la 

couche d’ozone stratosphérique (voir graphique Schéma 3). Globalement, les radiations UV 

terrestres sont composées de 95 % UVA et 5 % UVB. De plus, étant donné que les radiations 

UV ont des longueurs d’ondes différentes et donc des niveaux d’énergie différents, la 

composition des dommages à l’ADN seront, eux aussi, différents. Dans les cellules, l’ADN est 

considéré comme l’un des  chromophores principaux des radiations UV, à cause de sa 

longueur d’onde maximale d’absorption à 260 nm (Pattison and Davies, 2006). 

 

Mécanismes généraux d’induction des dommages à l’ADN par les UV : Les UV peuvent 

induire des dommages à l’ADN via différents mécanismes moléculaires. Les mécanismes 

généraux de réaction des UV sur les molécules biologiques sont (i) les mécanismes directs de 

photoréaction, et ce en raison de leur action directe sur l’ADN et (ii), les mécanismes indirects 

de photo-sensibilisation, à cause de l’action indirecte de photo-sensibilisateurs endogènes 

et/ou exogènes sur la génération de dommages à l’ADN (Heil et al., 2011). Les mécanismes de 

photoréaction avec l’ADN s’effectuent par absorption directe de l’énergie photonique UV sur 

les bases azotées de l’ADN. Ces dernières, une fois excitées retrouveront leur stabilité 

électronique par réaction chimique. Les mécanismes indirects s’effectueront, en revanche, par 

des mécanismes de type I et de type II dans lesquels les photo-sensibilisateurs sont excités à 

leur état de triplet par les UV (Cadet et al., 2012). Les mécanismes de type I consistent en un 

transfert d’électrons d’un photo-sensibilisateur, préalablement excité par les UV, à d’autres 

molécules conduisant à la formation de radicaux libres. Tel que précisé avant, les mécanismes 

de type II se caractérisent par un transfert d’énergie du photo-sensibilisateur à la molécule de 
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dioxygène, qui conduira à la génération de ROS, principalement des singlets oxygène, mais 

aussi des anions superoxydes. Ces derniers, par réaction de dismutation, formeront du 

peroxyde d’hydrogène qui génèrera à son tour des radicaux libres hydroxyles, par réaction de 

fenton (voir Schéma 1) (Redmond and Gamlin, 1999). Toutes ces ROS représentent de 

puissants agents oxydants qui endommageront les molécules biologiques telles que les 

protéines et l’ADN. 

 

 

 

 

 

Schéma 3: Spectre électromagnétique des rayonnements solaires.  

 

(Infra-R), infra-rouges; (μ-ondes), micro-ondes; (UV), ultra-violets; (Rx), Rayons X; (Rγ), Rayons gamma ; (λ), 

longeur d’onde. Le graphique représente les énergies des radiations électromagnétiques solaires reçues à la surface 

terrestre au niveau de la mer après avoir traversées l’atmosphère (courbe rouge). Adapté de (Abbatt, 2003). 
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1.7 Formation des photo-produits dimériques de l’ADN induits par les UV 

 

 

L’une des caractéristiques principales de l’action des UV sur l’ADN est la formation 

de photoproduits dimériques entre deux bases azotées adjacentes, sur le même brin d’ADN par 

absorption directe de l’énergie photonique (Cadet et al., 2012; Schreier et al., 2007). Cette 

photoréaction, s’effectue principalement entre les bases pyrimidiques adjacentes, les thymines, 

les cytosines et les 5-methylcytosines (Beukers and Berends, 1960; Lemaire and Ruzsicska, 

1993). En d’autres termes, les photoproduits induits par les UV se forment très rapidement et 

préférentiellement entre les séquences dipyrimidiques (Schreier et al., 2007). Néanmoins, les 

bases puriques peuvent aussi former des photoproduits de purines. Par exemple, deux adénines 

adjacentes peuvent former des photoproduits par dimérization (Cadet et al., 2012; Ravanat et 

al., 2001). En règle générale, les photoproduits pyrimidiques obtenus par dimérization se 

forment sur le même brin, mais il peut exister aussi des pyrimidines intercaténaires obtenues 

par dimérization des pyrimidines mais cette fois entre les 2 brins. Ces photoproduits 

particuliers intercaténaires ne semblent exister que sur l’ADN de forme anhydre (ADN-A) 

(Beukers and Berends, 1960). Il est important de noter que l’occurrence des photoproduits 

puriques ou de photoproduits intercaténaires est très minoritaire (Rastogi et al., 2010).  

 

 Les UV génèreront essentiellement des photoproduits pyrimidiques qui seront 

majoritairement de trois types, (i), les dimères cyclobutyliques de pyrimidines (CPD, 

Cyclobutane Pyrimidine Dimer), (ii) les photoproduits pyrimidiques 6-4 Pyrimidone (6-4PP, 

6-4 pyrimidine Pyrimidone Photoproduct) et enfin, (iii) les isomères de valence de Dewar des 

6-4PP (Dew-PP). La formation relative de chacun de ces photoproduits pyrimidiques sur 

l’ADN dépendra de la longueur d’onde UV incidente, de la séquence de l’ADN ainsi que, plus 

généralement, du contexte réactionnel. 

 

 



14 

 

 

1.7.1 Formation des dimères cyclobutyliques de pyrimidines (CPD) 

 

 Les dimères cyclobutyliques de pyrimidines sont générés par un mécanisme de cyclo-

addition double C5-C6 entre 2 bases pyrimidiques adjacentes. Plus précisément, suite à 

l’absorption photonique UV, la base se retrouve dans un état électronique excité instable. Ce 

gain d’énergie, ou cette instabilité, doit être dissipée afin de retrouver un état électronique plus 

stable (Durbeej and Eriksson, 2003). Cette dissipation d’énergie à partir de l’état de triplet 

s’effectue principalement par une réaction de cycloaddition avec la base pyrimidique qui lui 

est adjacente (Wang and Varghese, 1967 ; Yang et al., 2011). Cette réaction de cycloaddition 

[2+2] peut possiblement produire théoriquement 4 diastéréoisomères différents en fonction de 

l’orientation des deux cycles de pyrimidine par rapport au cycle cyclobutane, (Schéma 4), 

(Rastogi et al, 2010 ; Heil et al., 2011). Les diastéréoisomères, les plus fréquents, sont les 

stéréoisomères cis-syn. Il est intéressant de constater que l’on peut toutefois retrouver des 

isomères CPD trans-syn sur l’ADN simple brin, en raison de sa plus grande flexibilité. De 

plus, les CPD peuvent aussi faire l’objet de réversion, cependant, cette photoréversion 

nécessitera de plus hauts niveaux d’énergie photonique. De plus certains organismes, 

inferieurs aux mammifères, peuvent reverser enzymatiquement les CPD grâce aux photolyases 

(Sinha and Hader, 2002). 

 

 

1.7.2 Formation des dimères pyrimidiques (6-4) Pyrimidones (6-4PP) 

 

De la même façon que les CPD, les 6-4PP se produisent aussi par réaction de 

cycloaddition [2+2] mais avec toutefois quelques différences électrochimiques. En effet, de la 

même façon que les CPD, les 6-4PP sont formés grâce à la génération d’un état excité de 

triplet, mais sont aussi générés par la génération d’un état excité de singlet (Cadet et al., 2012; 

Zhang and Eriksson, 2006). Toutefois, la réaction de cyclo-addition se fera aussi à partir de la 

liaison double C5-C6 de la pyrimidine avec le C4 du groupement carbonyl ou imino de la 

pyrimidine adjacente en 3’. Les produits réactionnels ainsi formés par ce type de cycloaddition 

sont relativement instables et peuvent se réarranger spontanément pour former le 6-4PP, dans 
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lequel le groupement carbonyle ou imino est transféré au C5 de la pyrimidine en 5’. En 

d’autres termes, la cycloaddition TT forme l’oxétane par cycloaddition de la double liaison 

C5-C6 de la thymine en 5’ et C4 de la thymine en 3’, alors que la cycloaddition TC forme 

l’azetidine par cycloaddition de la double liaison C5-C6 de la thymine en 5’ et C4 du 

groupement imino de la cytosine en 3’ (Cadet et al., 2012; Rastogi et al., 2010). 

 

 

 

 

 

 

 

 

1.7.3 Formation des isomères de valence Dewar des 6-4PP (Dew-PP) 

 

 Les 6-4PP ont la particularité d’être convertis en isomères de valence de Dewar, 

communément appelé, les photoproduits de Dewar (Haiser et al., 2012). Cette conversion des 

Schéma 4: Formation des photoproduits dimériques CPD et 6-4PP à l’ADN induite par les UV. 

 

A. Génération de photoproduits dimériques fréquents et génotoxiques induits par les UV. L’absorption de 

l’énergie photonique par 2 pyrimidines adjacentes conduit majoritairement à la formation de dimères 

cyclobutyliques de pyrimidines (CPD) et plus minoritairement aux 6-4 photoproduits (6-4PP). B. Les 4 

conformères des CPD. cis-syn, indique le CPD en conformation cis-syn. trans-syn, indique le CPD en 

conformation tran-syn. C. Représentation schématique illustrant la déformation de la double hélice d’ADN 

induite par la présence d’un CPD. Adapté de (Rastogi et al., 2010). 
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6-4PP en Dew-PP se produit principalement suite à une exposition des 6-4PP aux UVB ou aux 

UVA (Taylor et al., 1990). Tout comme les CPD les Dew-PP sont modérément photoréactifs 

est peuvent être sujet à une réaction de réversion par les UVC en 6-4PP (Cadet et al., 2001; 

Haiser et al., 2012). 

 

  1.7.4 Déamination des CPD et des 6-4PP 

 

Les CPD et les 6-4PP contenant une cytosine peuvent faire l’objet de déamination 

hydrolytique. En effet, les CPD une fois formés peuvent être déaminés par hydrolyse de la 

liaison C4 du groupement amine pour générer un groupement carbonyle qui convertira une 

thymine en uracile (conversion TT à TU ou CC à CT) (Lee and Pfeifer, 2003; Peng and Shaw, 

1996). D’ailleurs, l’une des mutations les plus communes, induites par les UV, sont les 

transitions C à T pour les CPD de cytosines, qui seraient fortement stimulées par la 

déamination hydrolytique de la cytosine du CPD (Lee and Pfeifer, 2003). La présence et la 

persistance des CPD de cytosines et thymines peuvent donc avoir des effets hautement 

génotoxique et délétère pour l’information génétique. De la même façon, les 6-4PP ainsi que 

leurs isomères de Dewar peuvent être convertis en uracile, bien que la déamination ne puisse 

se produire seulement sur la cytosine est en position 5’ du dimer. De plus, il semble que la 

déamination des 6-4PP soit beaucoup plus lente que celle des CPD (Lemaire and Ruzsicska, 

1993). 

 La formation des photoproduits dimériques des bases puriques ainsi que la formation 

des photoproduits monomériques de pyrimidine ne seront pas abordés ici, par simple soucis de 

concision. 

 

 

1.8 Changements structuraux de la double hélice d’ADN induits par la présence de 

photodommages induits par les UV 

 

 Il est connu que l’induction ou la présence des photodommages induits par les UV 

conduit à la création de mésappariements de bases par interaction non-canonique entre les 

bases des deux brins d’ADN. Ces interactions vont entrainer des contraintes structurales à la 
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double hélice d’ADN et entrainer une déformation qui sera plus ou moins importantes en 

fonction du dommage. Par exemple, les CPD, les 6-4PP ainsi que les 8oxoG induiront des 

déformations non négligeables et parfois marquées qui sont, à elles seules, importantes pour la 

reconnaissance du dommage par les systèmes de réparation de l’ADN. 

Les CPD induisent des déformations locales de l’hélice d’ADN, causées par la 

dimérization des pyrimidines adjacentes. Plus précisément, la longueur des liaisons covalentes 

entre les deux pyrimidines adjacente du CPD est plus courte que la distance entre les ceux 

bases adjacentes non liées entre elles, ce qui résultera en une déformation locale de l’hélice 

d’ADN sous forme d’une inflexion de l’axe de la double hélice. Néanmoins, il faut souligner 

que le degré de la déformation de la double hélice d’ADN, induite par le CPD, n’est pas 

encore clairement établie et parfois contradictoire selon les études. La plupart des études 

théoriques et expérimentales, basées sur la Résonnance Magnétique Nucléaire (RMN), 

rapportent une courbure induite variant de 6° à 28° par rapport à l’axe principal de rotation 

(Husain et al., 1988; Liu et al., 2000a). Mais il semble que la structure de la double hélice avec 

un CPD soit une structure flexible. Un CPD de conformation cis-syn induirait plutôt une 

courbure de 30° par rapport à l’axe de rotation accompagnée d’un déroulement de 9° (Park et 

al., 2002a). Quoiqu’il en soit, ces anomalies structurales induites par le CPD sur la double 

hélice viendraient affaiblir les liaisons hydrogènes Watson-Crick déjà établies en 5’ de ce 

dernier et créeraient ainsi une augmentation de la flexibilité de la double hélice participant à la 

reconnaissance du dommage par les systèmes de réparation (Schéma 4). 

Les 6-4PP, tout comme les CPD, induisent une déformation structurale de la double 

hélice, mais de manière plus marquée. En effet, les 6-4PP induisent une courbure plus 

importante de la double hélice (44°) que celle observée par les CPD (30°), avec notamment 

une incapacité de la base adjacente en 3’ de former des liaisons hydrogènes (Kim and Choi, 

1995; Mitchell and Nairn, 1989). Globalement, la présence d’un CPD résulte en une 

déstabilisation de 1,5 kcal/mol alors que les 6-4PP induisent une déstabilisation de -6 

kcal/mol, reflétant l’importance de la déformation.  
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1.9 Les dommages oxydatifs induits par les UV 

 

Comme déjà mentionné, les UV peuvent aussi induire indirectement des modifications 

des bases de l’ADN par des mécanismes oxydatifs de type I et de type II. Ces mécanismes 

concerneront principalement les UVA et plus minoritairement les UVB. En effet, la guanine et 

l’adénine, de fait de leur faible potentiel d’ionisation, sont le plus susceptibles à l’oxydation 

par des mécanismes de type I et de type II (Cadet et al., 2010). Les mécanismes de type I 

conduiront à la formation d’un radical cation de la guanine, qui par hydratation formera un 

radical instable qui sera, par la suite, oxydé par le dioxygène pour former le dommage 8oxoG 

(8-oxo-7-8-dihydroguanine), (Schéma 1), (Rosen et al., 1996). Dans les mécanismes de type 

II, la guanine réagira avec un singlet oxygène, provenant de la décomposition des 

endopéroxides, induite par les UV, pour former des 8oxoG. L’oxydation des adénines et des 

thymines conduira à la formation de thymine glycol (TG) par des mécanismes de type I (Cadet 

et al., 2010). Cependant, contrairement aux bases puriques, les bases pyrimidiques restent 

beaucoup moins susceptibles à l’oxydation par les UV (Ravanat et al., 2004; Rosen et al., 

1996). 

 

 

1.10 Les cassures de l’ADN induites par les UV 

 

Tout comme les IR, les UV peuvent aussi induire des cassures monocaténaires (SSB) 

ou bicaténaires (DSB) de l’ADN. Cependant ces cassures ne sont pas la conséquence directe 

de l’absorption des UV par l’ADN mais sont plutôt la conséquence indirecte de la formation 

de dommages oxydatifs et/ou des processus de réparation de l’ADN (Yajima et al., 2009). Tel 

que précisé, ces cassures sont souvent le résultat final de l’absorption de l’énergie photonique 

UV par les chromophores endogènes qui pourront générer des ROS comme les cofacteurs 

enzymatiques (Dunkern and Kaina, 2002; Ravanat et al., 2000). De plus les 8oxoG, générées 

par des mécanismes de type I ou II, engendreront des sites AP au cours de leur réparation qui 

pourront entrainer la formation de SSB. De plus, les lésions non réparés au moment de la 

réplication de l’ADN seront des inducteurs potentiels importants de cassures DSB (Dunkern 

and Kaina, 2002; Kuzminov, 2001). D’une manière plus générale, la fréquence des cassures 
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induites par les UV dépendra essentiellement de la longueur d’onde UV incidente ainsi que de 

la prolifération cellulaire (Yajima et al., 2009). 

 

 

1.11 Abondance des dommages à l’ADN induits par les différentes longueurs d’onde 

UV 

 

Les dommages induits à l’ADN par les UV ne se produisent pas avec la même 

occurrence et la même fréquence et sont essentiellement dépendent de la longueur d’onde UV. 

Apres une exposition aux UVB, les CPD (TT) représentent les dommages les plus abondants, 

suivis de CPD (CT), des 6-4PP et des Dew-PP et enfin les CPD (CC) (Cadet et al., 2005; 

Cadet et al., 2012). En effet, les 6-4PP sont moins abondants que les CPD, et montrent une 

occurrence de 3 à 10 fois inférieure à celle des CPD. Le ratio CPD/6-4PP ne semble pas être 

influencé par le contenu cellulaire, mais plutôt par la longueur d’onde UV (Cadet et al., 2001; 

Cadet et al., 2005; Douki and Cadet, 2001). Contrairement aux UVC et UVB, la lumière 

solaire simulée (SSL) génère des niveaux très faibles de 6-4PP (ratio CPD/6-4PP est de 20 à 

40). Les spectres des dommages induits par l’exposition SSL ou UVB sont relativement 

similaires, mais non identiques en terme de nombres et de proportions. Les dommages 

oxydatifs 8oxoG, également retrouvés avec les UVB, sont beaucoup plus rares et restent 

minoritaires par rapport aux CPD. Les UVC et UVB sont principalement absorbés par l’ADN 

alors que les UVA, en raison de leur longueur d’onde plus élevée sont plus faiblement 

absorbés par l’ADN mais, en revanche, le sont beaucoup plus par les photosensibilisateurs 

endogènes. On pourrait s’attendre alors, qu’en raison de leur énergie, les dommages oxydatifs 

soient le type principal de dommages induits par les UVA. Etonnamment, il semble que les 

8oxoG ne soient pas le type de lésions majoritairement produites mais que ce soit plutôt les 

CPD, avec toutefois une plus faible fréquence d’occurrence que les autres longueurs d’onde 

UV (Cadet et al., 2003; Douki et al., 1999; Douki et al., 2003; Jiang et al., 2009). D’ailleurs, 

les CPD induits par les UVA sont l’une des causes principales de la mutagenese induite par les 

UVA (Drobetsky et al., 1995; Mouret et al., 2006).  

 Les cellules doivent faire face à une multitude de dommages à l’ADN endogènes et 

exogènes, et ont pour cela, développées un certain nombre de systèmes de réparation de leur 
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ADN afin de retirer les lésions présentes (ou induites) et ainsi éviter, au mieux, les 

conséquences désastreuses de leur présence sur l’intégrité de l’information génétique.  

 

2. Les systèmes cellulaires de réparation des dommages à l’ADN 

 

Les dommages à l’ADN perturbent l’homéostasie cellulaire et par conséquent, être la 

cause de changements complexes et délétères s’ils venaient à persister trop longtemps sur le 

génome. Pour éviter ces scenarii catastrophes, les cellules eucaryotes et procaryotes ont 

acquises la capacité de tolérer et de réparer les dommages à l’ADN en développant des 

mécanismes ingénieux, leur permettant de lutter efficacement contre leur présence. En effet, il 

n’y pas un seul système de réparation pour réparer l’ensemble des dommages à l’ADN, car si 

celui-ci devenait défaillant, à l’echelle cellulaire ou de l’organisme, les conséquences seraient 

désastreuses et pourraient ainsi restreindre fortement les possibilités d’adaptation cellulaire 

aux stress environnementaux.   

  

La réparation de l’ADN est un processus cellulaire ubiquitaire, composée d’un arsenal 

de mécanismes distincts et/ou concertés permettant de contrecarrer tous les effets 

potentiellement génotoxiques et mutagéniques de la présence de dommages. D’ailleurs, toutes 

altérations ou incapacités de ces mécanismes de réparation de l’ADN conduisent souvent à des 

maladies, ou syndromes sporadiques, ou héreditaires, rares et sont souvent associés aux 

syndromes de vieillissement. A présent, depuis le séquençage du génome humain, au moins 

130 gènes furent identifiés et impliqués dans la réparation de l’ADN où ils exercent une 

fonction précise (Ronen and Glickman, 2001; Wood et al., 2005; Wood et al., 2001). Selon le 

type de lésions et en fonction de la phase du cycle cellulaire, un système de réparation 

spécifique est enclenché pour assurer l’élimination du dommage du génome. De plus, un 

même type de lésion peut être ciblé par différents systèmes de réparation. Dans les cellules de 

mammifères, on compte approximativement 7 systèmes de réparation principaux de l’ADN, 

faisant intervenir séquentiellement différents complexes protéiques ou facteurs de réparation 

(Schéma 5). Ces systèmes de réparation sont des parties intégrantes de la réponse cellulaire 

aux dommages à l’ADN et sont représentés par: 
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(i)    le système de réparation par excision de nucléotides (NER). 

(ii)   le système de réparation par excision de bases (BER). 

(iii)  le système de réparation des mésappariements (MMR). 

(iv)  la réparation par recombinaison homologue (HRR). 

(v)   le système de réparation par jointure non homologue (NHEJ). 

   (vi)  le système de réparation des pontages inter- et intracaténaires. 

   (vii) le système de réparation par hybridation simple brin (SSA). 

 

La réparation par excision de nucléotides est décrite en détails dans la section suivante, et ne 

sera donc pas abordée dans cette section.   

 

 

 

  

 

Schéma 5: Les systèmes cellulaires principaux de réparation des dommages à l’ADN. 

 

 (HRR), Réparation par Recombinaison Homologue ; (NHEJ), réparation par Jointure Non Homologue ; 

(MMR), réparation des mésappariements ; (NER), Réparation par Excision de Nucléotides ; (BER), Réparation 

par Excision de Bases. 
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2.1 La réparation par excision de bases (BER) 

 

La réparation par excision de bases élimine principalement les lésions faibles entre les 

bases, ainsi que les distorsions faibles de la molécule d’ADN, résultantes de modifications à 

l’ADN telles que l’addition de groupement alkyl, l’oxydation et la déamination de bases. 

Succinctement, le BER est initié par le clivage de la liaison N-glycosidique, ce qui entrainera 

le retrait de la base azotée, formant ainsi un site abasique ou AP. La formation de ces derniers 

est assurée par les ADN glycosylases. Plus précisément, la réparation des bases modifiées par 

le BER peut s’effectuer par deux mécanismes dépendants de l’activité lyase de l’ADN 

glycosylase impliquée. Le mécanisme de la lyase consiste simplement au retrait de la base par 

clivage de la liaison phospho-ester en 3’ du site AP. Après la réaction lyase, le groupement 

phospho-rybosyl est ensuite retiré par l’action des AP endonucléases qui inciseront en 5’ du 

site abasique (Robertson et al., 2009). En effet, si l’activité lyase de l’ADN glycosylase est 

présente, l’incision 5’ du ribose est effectuée par APE1 (ref1) puis la base est ensuite retirée 

par activité phosphodiesterase de l’ADN polymérase β (Pol β). Ce remplacement du dommage 

par un nucléotide est la réparation dite de patch court (short patch). Alternativement, les ADN 

glycosylases qui n’ont pas d’activité lyase intrinsèque, la coupure en 5’, également assurée par 

APE1, entrainera un déplacement du brin en 3’ de la coupure de 2 à 10 nucléotides, suivie 

ensuite par une excision assurée par l’endonucléase FEN1. Cette lacune de 10 nucléotides sera 

comblée et religuée également par Pol β. Ce dernier mode de réparation BER est souvent 

désigné comme patch long (long patch) (Robertson et al., 2009). La voie BER est la plus 

couramment utilisée et semble être majoritairement une réparation BER de type short patch 

(Dianov et al., 2003; Memisoglu and Samson, 2000). 

 

Les ADN glycosylases peuvent reconnaitre spécifiquement les bases méthylées, les 

bases oxydées et les bases déaminées. Ces enzymes doivent établirent des interactions 

spécifiques avec le brin complémentaire, qui sont accompagnées d’une reconnaissance 

efficace des bases altérées ou modifiées. Une des stratégies de reconnaissance des 

glycosylases serait de diffuser le long du sillon mineur de l’ADN jusqu’à que celle-ci 

rencontre une lésion spécifique à réparer. Il y a 11 DNA glycosylases, chacune pouvant 
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reconnaitre un spectre de lesion relativement restreint, avec certains chevauchements (Krokan 

and Bjoras, 2013). 

 Il n’y a pas de maladies génétiques héréditaires connues comme étant causées 

directement par un défaut de réparation BER. Cependant, des altérations ou des variations de 

l’activité BER peuvent être associées à divers pathologies comme le cancer colorectal par 

exemple (Al-Tassan et al., 2002). Le système BER est un systéme protecteur important et 

incontournable. D’autres associations pourront certainement voir le jour avec d’autres cancers 

(Krokan and Bjoras, 2013). 

 

 

2.2 La réparation par recombinaison homologue (HRR) et par jointure non-homologue 

 (NHEJ) 

 

La réparation de l’ADN par recombinaison homologue (HRR) est principalement 

utilisée pour réparer les cassures bicaténaires de la double hélice d’ADN. Plus exactement, les 

DSB peuvent être réparés par deux systèmes de réparation différents, la recombinaison 

homologue ou la réparation par jointure non-homologue (NHEJ). Plus particulièrement, le 

système HRR utilise un ADN matrice homologue et fait partie des systèmes de réparation 

fidèles (error-free). Ce processus de réparation comprends 3 étapes : (i) l’invasion du brin à 

réparer suivie de, (ii) la migration de la « bulle » de réparation ou migration des branches, puis 

(iii) la formation et la résolution des jonctions de Holliday, connues aussi sous le nom de 

jonction de recombinaison homologue (Hartlerode and Scully, 2009; Jackson, 2002; Khanna 

and Jackson, 2001). Chez les eucaryotes, l’invasion des brins et la migration des branches sont 

déclenchées par RAD51. Cependant, le complexe MRN (MRE11-RAD51-NBS1) pourrait être 

aussi nécessaire pour préparer les extrémités d’ADN avant l’invasion par l’ADN simple brin. 

L’activation de RAD51 débutera ainsi le processus de réparation par recombinaison 

homologue. La résolution des jonctions de Holliday s’effectuera à l’aide d’endonucléases 

spécifiques, les résolvases qui ont été identifiée seulement en 2008 (Ip et al., 2008; Jackson, 

2002; Rass et al., 2010).  

La réparation alternative au HRR, la recombinaison par jointure non-homologue 

(NHEJ) s’accompagne souvent d’une perte d’un ou plusieurs nucléotides, contrairement au 

HRR. Dans ce système, l’hétérodimère Ku70-Ku80 va se lier aux extrémités de la cassure 
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DSB et permettre le recrutement de DNA-PK. La ligation des extrémités sera effectuée par le 

complexe de réparation XRCC4-ligaseIV (Khanna and Jackson, 2001; Mahaney et al., 2009). 

Le complexe MRN peut également participer au NHEJ, et plus particulièrement pendant la 

recombinaison V(D)J des immunoglobulines. Contrairement au HRR, la réparation NHEJ ne 

nécessite pas d’ADN matrice non-endommagé, les extrémités d’ADN sont simplement liguées 

entre elles. 

La contribution relative de ces deux voies de réparation des DSB dépendra 

essentiellement de la phase du cycle cellulaire où la cellule est engagée au moment de réparer 

ses DSB (Kass et al., 2013; Yun and Hiom, 2009). Par exemple, le NHEJ semble plus actif en 

G1 alors que le HRR est le système majoritaire de réparation des DSB en phase S et en phase 

G2 (Escribano-Diaz et al., 2013). Mais évidemment, ces contributions pourront parfois varier 

selon le type cellulaire et le contexte moléculaire. Il est important de noter que la conversion 

génique se produira lorsque les deux duplex d’ADN ne sont pas exactement homologues. Le 

système HRR est, enfin de compte, le système de réparation principal pour résoudre les DSB 

induits par effondrement des fourches de réplication, alors que le NHEJ est absolument 

nécessaire pour permettre la recombinaison V(D)J (Lieber et al., 2004) et semble aussi être le 

système principal de réparation induit par les IR (Escribano-Diaz et al., 2013).  

 

 

2.3 La réparation des mesappariements et des pontages intercaténaires   

 

Le système de réparation des mésappariements de bases (Mismatch Repair) a évolué 

pour permettre de corriger les mésappariements de bases, les boucles de délétion ou 

d’insertion, introduites durant la réplication. Le MMR peut augmenter la fidélité apparente de 

la réplication simplement en corrigeant les erreurs des ADN polymérases, induites par 

exemple par une activité de relecture (ou proofreading) défectueuse de ces dernières (Iyer et 

al., 2006). Ces erreurs ou ces mésappariements peuvent être identifiés par ce système grâce à 

la déformation de la structure locale de la double hélice d’ADN. (Crouse, 2012; Hsieh, 2001; 

Kunkel and Erie, 2005). Des défauts dans le système MMR sont l’une des causes, entre autre, 

du cancer colorectal héréditaire non-polypeux et peuvent également participer à la formation 

sporadique de tumeurs (Harfe and Jinks-Robertson, 2000). 
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Enfin, les pontages intercaténaires (ICL) font parties de lésions le plus toxiques et 

dangereuses, simplement en raison du blocage des processus de transcription ou de réplication, 

qui nécessitent une ouverture de la double hélice de l’ADN. En raison de la complexité de ce 

type de dommages, plusieurs facteurs et systèmes de réparation, dont le NER, pourraient 

prendre en charge la réparation de ce type de lésions, mais de façon concertée (Muniandy et 

al., 2010; Wood, 2011). 

 

 

3. La réparation de l’ADN par excision de nucléotides (NER) des photodommages 

dimériques CPD et 6-4PP  

 

3.1 Les sous voies de réparation par excision de nucléotides : La réparation NER 

globale (GGNER) et la réparation NER couplée à la transcription (TCNER) 

 

L’élimination des lésions à l’ADN entrainant une distorsion de la double hélice d’ADN 

est assurée par le système de réparation NER. Le NER est le système principal et exclusif de 

réparation des photodommages dimériques, les CPD et les 6-4PP. Ce mécanisme de réparation 

est fortement conservé au cours de l’évolution des procaryotes jusqu’aux cellules de 

mammifères et ce même si les enzymes, ou facteurs impliqués, diffèrent entre les procaryotes 

et les eucaryotes (Hoeijmakers, 1993a; Hoeijmakers, 1993b; Pakotiprapha et al., 2012). 

L’existence de l’excision des CPD fut co-découverte grâce aux travaux des équipes de R. 

Stelow, P. Howard-Flanders et P. Hanawalt (Boyce and Howard-Flanders, 1964; Howard-

Flanders et al., 1964; Pettijohn and Hanawalt, 1964; Setlow and Carrier, 1964). En effet, ce 

mode de réparation ubiquitaire fut découvert en premier lieu chez les procaryotes, dont E.coli 

(Howard-Flanders et al., 1964; Pettijohn and Hanawalt, 1964; Setlow and Carrier, 1964), puis 

fut identifié par la suite dans les cellules humaines (Cleaver, 1968; Setlow et al., 1969), grâce 

à l’existence des maladies ou syndromes comme la Xérodermie Pigmentaire XP (Xerderma 

Pigmentosum), qui seront abordés dans les sections suivantes. En effet, les participations et les 

identifications des facteurs NER ont pu être validées par complémentations biochimiques à 

partir d’extraits protéiques des patients affectés de Xérodermie Pigmentaire, menant au 

rétablissement de l’activité de réparation NER (Wood et al., 1988). La réparation de l’ADN 

par le NER est un mode de réparation multi-protéique, inductible et faisant intervenir aux 
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moins 30 protéines différentes. Globalement, cette réparation s’effectue par le déroulement 

d’étapes moléculaires consécutives et séquentielles suivantes : 

(i) Reconnaissance du dommage et courbure de l’ADN. 

(ii) Etape d’incision de l’ADN. 

(iii) Etape de resynthèse et de ligation.  

 

Ces étapes moléculaires peuvent être reconstituées in vitro, sur un fragment d’ADN 

endommagé, à partir des facteurs NER purifiés (Aboussekhra et al., 1995; Sancar, 1996). La 

réparation NER est une réaction asymétrique, car l’incision de l’ADN et l’excision ne 

s’effectuent que sur le brin d’ADN endommagé. En plus d’être asymétrique, la réparation 

NER n’est pas uniforme sur l’ADN génomique. En effet, l’efficacité de réparation par le NER 

varie sur l’ensemble du génome et selon le type de lésions à éliminer. L’efficacité de 

réparation des CPD n’est pas la même selon leur localisation, à savoir s’ils se trouvent dans 

des régions transcriptionnellement actives ou sur des régions non actives. Ces différences de 

réparation ont permises de mettre en lumière l’existence de deux sous voies de réparation 

NER, la sous voie NER de réparation globale, qui désigne la réparation NER sur l’ensemble 

du génome (GGNER) et la sous voie NER qui désigne la réparation NER couplée à la 

transcription (TCNER). Ces deux sous voies, comme nous le verrons, diffèrent seulement au 

niveau de l’étape de reconnaissance du dommage, et convergent vers la voie commune NER, 

Schéma 6, (Hanawalt, 2002). 
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  3.1.1 La voie de réparation NER globale (GGNER)  

 

La voie de réparation NER globale ou GGNER, assure la réparation des dommages sur 

l’ensemble du génome, dans les régions transcriptionnellement inactives. Cependant, la 

réparation GGNER montre des différences d’efficacité de réparation, qui pourraient être 

influencées par la structure chromatinienne et par l’environnement chromatinien (Feng et al., 

2003). D’une espèce à l’autre, l’efficacité du GGNER peut également différer. Par exemple, 

les cellules humaines sont normales pour l’élimination des CPD parle GGNER alors que cette 

élimination est déficiente chez les rongeurs, induite par leur incapacité à induire le gène 

GGNER DDB2. Ce phénomène est parfois dénommé le «rodent repairadox» (Hanawalt, 

2001). Contrairement aux cellules humaines, cette déficience ne se traduit pas chez les 

Schéma 6: Les sous voies et le mécanisme de la réparation par excision de nucléotides dans les cellules 

humaines. Adapté de (Auclair et al., 2009).  
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rongeurs par une altération sévère de la survie cellulaire après une exposition aux UV. De 

plus, l’étape de reconnaissance dans les cellules humaines est plus complexe que chez les 

procaryotes. Même si le mécanisme de reconnaissance du dommage par NER est encore 

matière à discussion, les sous voies NER n’impliquent pas les mêmes facteurs pour cette 

reconnaissance et sont spécifiques pour chaque sous voie (Nouspikel, 2009).  

 

  3.1.2 La sous voie de réparation NER couplée à la transcription (TCNER) 

 

La sous voie de réparation couplée à la transcription TCNER est, tout comme la sous 

voie GGNER, bien conservée dans l’évolution. Lors de la découverte de l’existence de cette 

voie, il fut montré que les CPD dans les régions transcriptionnellement actives sont éliminés 

beaucoup plus rapidement, jusqu’à 4 à 5 fois plus vite que dans les régions 

transcriptionnellement inactives. Il est logique de penser qu’un dommage présent sur l’ADN 

en cours de transcription puisse être délétère pour la réponse cellulaire aux dommages, par 

exemple, et ceux-ci doivent être donc éliminés plus efficacement dans les régions actives au 

niveau de l’expression. D’ailleurs, la caractéristique moléculaire essentielle du TCNER, est 

l’arrêt de l’ARN polymérase II, au niveau du dommage, sur le brin en cours de transcription 

(Mellon et al., 1987). Les autres ARN polymérases ne semblent toutefois pas médier une 

réponse TCNER (Bohr et al., 1985; Christians and Hanawalt, 1993; Dammann and Pfeifer, 

1997). Chez l’homme, une déficience en réparation TCNER va conduire aux syndromes de 

Cockayne CS-A et CS-B, qui étonnamment, n’entrainent pas la formation de cancer. 

Cependant, les syndromes CS ne révèlent pas seulement une incapacité TCNER, qui consiste 

finalement à restaurer la transcription génique après l’induction de dommages mais ils 

pourraient plutôt révéler une défaillance plus large de la réponse transcriptionnelle après une 

exposition aux UV (Fousteri and Mullenders, 2008; Lagerwerf et al., 2011). Cette défaillance 

plus étendue pourrait être associée à la neurodégénérescence observée, et révéler, aussi, un 

défaut de réparation des dommages oxydatifs endogènes (Cleaver and Revet, 2008). La sous 

voie TCNER est souvent perçue comme un mécanisme protecteur contre les agents 

génotoxiques qui permet aux cellules de contrecarrer les effets fortement létaux de l’inhibition 

prolongée de la transcription. 
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 3.2 Les Modèles d’assemblage des facteurs NER 

 

Comme précisé dans la section précédente, l’arrêt du complexe transcriptionnel de 

l’ARN polymérase II, au niveau de la lésion, est suffisant pour déclencher le recrutement des 

facteurs du TCNER aux sites de dommages, alors que les signaux nécessaires au recrutement 

des facteurs GGNER sont plus complexes et leur exactitude est encore mal définie. Ce dernier 

ne nécessite pas de facteur métabolique pour son activation mais nécessite des facteurs NER 

spécifiques. En fait, la simplicité des étapes de reconnaissance TCNER et GGNER, même si 

celles-ci sont connues depuis longtemps, n’est qu’apparente. En effet, l’idée que la réaction 

NER consiste seulement en l’enchainement séquentiel d’étapes enzymatiques successives 

semble aujourd’hui un peu trop simpliste et ne permet pas d’expliquer certaines observations 

expérimentales et, plus particulièrement, dans le contexte chromatinien. L’ordre exact des 

étapes pourrait être plus flexible. Ces dernières années, plusieurs études ont évaluées et 

conceptualisées les mécanismes de l’assemblage du NER. Schématiquement, la lésion est 

premièrement reconnue par le complexe de reconnaissance, puis l’ADN est ensuite déroulé 

pour former un complexe ouvert permettant l’excision de la région contenant la lésion. Puis, 

cette lacune ainsi formée sera comblée par le complexe de resynthèse et de ligation. Jusqu’à 

aujourd’hui, le comportement ou l’action dynamique des facteurs NER reste mal défini. Il 

existe toutefois 3 modèles d’assemblages en vigueur du NER sur l’ADN endommagé. 

 

Le modèle de liaison concerté : L’existence potentielle d’un modèle concerté de 

reconnaissance suggère que les protéines sont modérément spécifiques pour l’ADN 

endommagé. Dans ce modèle, les facteurs du NER stimulent, par leur liaison, l’assemblage 

des autres facteurs NER (Wakasugi and Sancar, 1999). L’existence d’un tel modèle nécessite 

plus de validations expérimentales. 

 

Le modèle du réparosome : Dans ce modèle, les facteurs du NER sont assemblés en un gros 

complexe pouvant contenir plus de 6 facteurs NER (Friedberg, 1996; Svejstrup et al., 1995). 

Ce complexe, dénommée réparosome, pourrait scanner continuellement l’ADN génomique à 

la recherche de dommages distordant la double hélice d’ADN. Néanmoins, ce modèle, semble 
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incompatible avec la vitesse de dissociation et de diffusion des facteurs du NER aux sites de 

dommages. Son existence n’a jamais pu être mise en évidence (Araujo et al., 2001; Guzder et 

al., 1996).  

 

Le modèle de liaison séquentielle : Enfin, dans ce modèle, les facteurs du NER se lient 

séquentiellement au site de réparation NER. Ce dernier semble le plus vraisemblable et 

compatible avec les observations dynamiques de la réaction NER. En effet, plusieurs études 

ont rapportées et validées l’existence de ce modèle, par utilisation de fusions fluorescentes 

(GFP) avec les facteurs du NER, qui permirent des observations in vivo. Ces études ont 

montrées notamment que les facteurs du NER diffusent librement dans le noyau et deviennent 

immobilisés transitoirement au site de dommage CPD (Essers et al., 2006; Hoogstraten et al., 

2008; Houtsmuller et al., 1999; Politi et al., 2005; Volker et al., 2001). L’existence d’un tel 

modèle séquentiel d’associations et dissociations dynamiques des facteurs NER permet une 

plus grande flexibilité et rapidité d’exécution (Guzder et al., 1996). Globalement, dans ce 

modèle, en absence de photodommages, les protéines du NER exhibent des vitesses de 

diffusion rapides dans le noyau. En présence du CPD, ces protéines auraient une plus grande 

efficacité de liaison pour cette structure, intermédiaire de réparation. Cette dynamique de 

liaison ne s’applique cependant pas pour tous les facteurs NER (Dinant et al., 2009; 

Solimando et al., 2009). 

 

 

3.3 Les syndromes et maladies associées à des défauts de réparation NER 

 

Depuis longtemps, et bien avant la découverte et l’identification du système de 

réparation NER, les maladies liées à des défauts NER ont été décrites pour la première fois dès 

1874 par F. Hebra et M. Kaposi. Ils ont décrit l’existence d’une maladie pigmentaire avec des 

atteintes cutanées et révélèrent un lien entre la progression de la maladie et l’exposition à la 

lumière solaire. Ce n’est que plus tard, en 1883, que furent rapportées des atteintes 

neurologiques par A. Neisser. Ce sera seulement presqu’un siècle plus tard, seulement, que 

cette maladie fut attribuée à des défauts de réparation de l’ADN notamment grâce aux travaux 

de J. Cleaver et R. Setlow (Cleaver, 1968; Setlow et al., 1969). Ces travaux ont notamment 
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permis de montrer des liens existants entre l’exposition aux UV et la progression de cancers 

chez les individus affectés du syndrome de xérodermie pigmentaire. Bien que cette dernière 

soit la première maladie associée à une déficience du NER à être identifiées, d’autres 

syndromes furent par la suite reliés à une défaillance NER. Toutes ces maladies ont des profils 

cliniques hétérogènes et chevauchants, associés avec le cancer, la neurodégénérescence, le 

vieillissement précoce et le retard du développement. A ce jour, on compte finalement 6 

maladies humaines liées à des anomalies de la réparation par excision de nucléotides, tels que 

le syndrome XP, le syndrome variant de xérodermie pigmentaire (XP-V), le syndrome de 

Cockayne (CS), syndrome squelettique cérébro-oculo-facial (CoFS), TTD et le syndrome de 

sensibilité aux UV (UVSS). Cependant, les syndromes XP, CS et la trichothiodystrophie 

(TTD) sont liés directement à une défaillance du NER, les autres maladies ou syndromes sont 

des maladies plus complexes et encore mal caractérisées (Cleaver, 2005; Cleaver, 2012; 

Cleaver et al., 2009; de Boer and Hoeijmakers, 2000; Nakazawa et al., 2012; Schwertman et 

al., 2012). L’importance clinique de la réparation est largement représentée et démontrée par 

les syndromes XP, CS et TTD, qui sont principalement caractérisés par une extrême sensibilité 

au soleil et l’apparition de taches de rousseur sur les zones cutanées exposées (Cleaver et al., 

2009). 

 

 

3.3.1 Les syndromes de xérodermie pigmentaire (XP) 

 

La maladie de xérodermie pigmentaire (Xeroderma Pigmentosum), parfois dénommée 

maladie des «enfants de la lune», est une maladie génétique autosomique récessive, rare, 

caractérisée par une incidence élevée de cancers cutanés (200 fois plus que le moyenne), de 

cancers des membranes muqueuses (épithéliomes). A titre d’exemple, cette maladie à une 

occurrence de 1/250 000 en Europe de l’ouest et Amérique du nord et aussi 1/20 000 au Japon 

(Lehmann et al., 2011). Les individus porteurs de l’allèle récessif ne présentent pas de 

symptômes cliniques de XP. Souvent, les syndromes XP s’observent dès les premières 

expositions aux rayons UV environnentaux dans les deux premières années de vie. Des 

liaisons de consanguinité familiales ou parentales sont souvent observées chez les individus 

XP. Le mort survient généralement dans la vingtaine et il n’a pas de traitements curatifs de ces 
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maladies (Kraemer et al., 1987). L’analyse des individus affectés par le XP ont, entre autre, 

permis de comprendre et de mieux caractériser le système de réparation NER au niveau 

moléculaire. Il existe 7 formes ou groupes distinctes de syndromes XP, dénommés aussi 

groupe de complémentation, qui sont classifiés de A à G tels que XP-A, XP-B, XP-C, XP-D, 

XP-E, XP-F et XP-G. Un 8
e
 groupe viendra plus tard s’ajouter comme nous le verrons en 

deuxième partie de cette thèse, le groupe XP-V (Lehmann et al., 2011). 

 Chaque groupe de complémentation correspond à une perte de fonction protéique 

essentielle au mécanisme moléculaire de la réparation NER et présente des différences de 

distribution dans la population mondiale. En Amérique du nord, les groupe XP-C représentent 

1/3 des patients XP, alors qu’en Europe les groupes XP-A et XP-C sont les plus représentés. 

Les maladies XP, CS et TTD ont des manifestations cliniques très différentes, notamment au 

niveau de la prédisposition aux cancers cutanés. La caractéristique principale des individus 

atteints de XP, est qu’ils sont très prédisposés au développement de cancer alors que les 

individus atteints de CS ou TTD ne présentent pas de prédispositions pour ces cancers. 

Cependant, il est possible d’observer chez les individus XP une neurodégénérescence 

progressive notamment pour les groupes A, B, D et G. 

 

 

3.3.2 Le syndrome de Cockayne (CS) 

 

Tout comme la maladie XP, le syndrome de Cockayne est une maladie autosomique 

récessive, rare, définie également par une sensibilité importante au soleil (Andrews et al., 

1978). Contrairement aux maladies XP, ce syndrome est caractérisé par un retard de 

croissance et du développement, conduisant à une forme de nanisme associée à un retard 

mental et une microcéphalie, accompagnée aussi d’une surdité partielle ou complète. Les 

individus affectés du syndrome CS ont un faciès relativement typique tel que des yeux creux 

et des pommettes saillantes. Ces individus présentent des mutations sur les deux gènes CSA et 

CSB dont les produits sont impliqués dans la réparation NER couplée à la transcription 

(TCNER). De plus, les phénotypes CS-A et CS-B ne sont pas distinguables l’un de l’autre et 

peuvent présenter aussi des phénotypes cliniques XP combinés avec celui du syndrome de 

Cockayne (XP/CS) (Natale, 2011). Les individus atteints du syndrome de Cockayne peuvent 
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donc être classés en deux groupes, le groupe CS-A et le groupe CS-B, avec une incidence 

commune de 1/200 000 en Amérique du nord (Kleijer et al., 2008). 

 

3.3.3 La maladie de trichothiodystrophie (TTD) 

 

Tout comme pour les maladies XP et CS, le syndrome TTD est une maladie héréditaire 

aussi autosomique récessive et rare. Les patients atteints de TTD ne montrent pas toujours une 

photosensibilité cutanée importante aux UV mais présentent un retard de croissance 

accompagné de troubles neurologiques comme la surdité et un retard mental plus ou moins 

sévère. Ces individus ont la caractéristique de présenter des oreilles assez protubérantes et 

certaines anomalies dans la structure capillaire et cutanée (ichtyose). Moins de la moitié des 

individus affectés montrent des défauts de réparation de l’ADN (Faghri et al., 2008) et 

globalement le syndrome TTD ne se caractérise pas par une incidence élevée des cancers 

cutanés (Stary and Sarasin, 1996). Le TTD est souvent causé par la présence de mutations 

dans les gènes du NER XPD et XPB (Hashimoto and Egly, 2009). Les phénotypes cliniques 

XP, CS et TTD et même les phénotypes combinés dépendent du type et de la localisation de la 

mutation sur les gènes XPD et XPB. En effet, le phénotype XP semble plus lier aux mutations 

dans le site de liaison à l’ATP du facteur XPD alors que les mutations modifiant la 

conformation de cette protéine entrainent plutôt l’acquisition des phénotypes XP/CS combiné 

ou le TTD (Egly and Coin, 2011). 

 

Tableau 1 : Traits phénotypiques des syndromes d’un défaut de la réparation NER. 

 

Traits Cliniques Syndromes du NER 
 XP CS TTD 

    
Photosensibilité cutannée +++ ++ +/- 
Ichtyose - - ++ 
Cancers cutannés ++ - - 
Retard de croissance +/- ++ + 
Retard mental +/- ++ + 
Hypermutabilité + + +/- 
Défauts réparation GGNER ++ - +/- 
Défauts réparation TCNER ++ ++ +/- 

    

(NER), Nucleotide Excision Repair ;(XP), syndrome de xérodermie Pigmentaire; (CS), syndrome de Cockayne; 

(TTD), syndrome de trichothiodystrophie. Adapté de (Cleaver, 2005; Cleaver et al., 2009) 
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3.4 Les étapes moléculaires du NER 

 

  3.4.1 La reconnaissance des dommages photodimériques CPD et 6-4PP 

 

   3.4.1.1 L’étape de reconnaissance du GGNER 

 

Le modèle d’assemblage séquentiel des facteurs du NER, aujourd’hui admis pour le 

GGNER et le TCNER, suggère que des facteurs du NER doivent reconnaitre le dommage 

initialement et être capable en plus, de l’identifier sur un grand nombre de bases. De 

nombreux facteurs du NER peuvent interagir avec le dommage XPE, XPC-HR23B, XPA et 

RPA. Le dimer XPC-HR23B semble être le premier facteur à se lier au site du dommage 

(Sugasawa et al., 1998). Le dimer DDB1 et DDB2 (complexe DDB, DNA Damage Binding), 

joue aussi un rôle dans cette reconnaissance du photoproduit. Ce rôle d’assistance du 

complexe DDB est surtout assuré par DDB2 (p48, XPE) car des mutations dans ce dernier 

entrainent le syndrome XP de groupe E (XP-E). Les individus atteints montrent une réduction 

de 50 % de l’activité GGNER (Hwang et al., 1999). Le phénotype XP-E est le phénotype le 

moins sévère de tous les groupes XP à l’exception du groupe XP-V. La fonction précise de 

DDB1 et DDB2 reste aujourd’hui encore mal definie bien qu’il est établit que DDB2 stimule 

le reconnaissance du dommage et qu’il soit nécessaire pour la decondensation de la 

chromatine au site de dommage (Jones et al., 2010; Luijsterburg et al., 2012). Le complexe 

DDB pourrait être associé également au remodelage de la chromatine après l’induction de 

dommages à l’ADN (Wittschieben et al., 2005). Vraisemblablement, le complexe DDB 

pourrait induire des changements de conformations de la chromatine, en induisant des 

modifications des protéines histones de part et d’autre du dommage rendant ainsi ce dernier 

plus accessible au complexe de reconnaissance XPC-HR23B (Luijsterburg et al., 2012). Les 

mutations dans le gène DDB1 ne semblent pas participer au phénotype XP-E (Tang and Chu, 

2002) et son produit présente une localisation plutôt cytoplasmique alors que DDB2 est plutôt 

nucléaire (Volker et al., 2001). Le rôle exact de DDB1 reste à déterminer. En terme de 

mécanisme, il fut montré que DDB1 se trouve au sein du complexe Cul4A-Rbx1 pour former 

une ubiquitine ligase, qui associée à DDB2, se localise au site du dommage pour ubiquitiner 

XPC et DDB2 par polyubiquitination. Contrairement à XPC, où son ubiquitination réversible 
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augmente son affinité de liaison à l’ADN (El-Mahdy et al., 2006; Sugasawa et al., 2005), 

l’ubiquitination de DDB2 conduit plutôt à sa dégradation par le protéasome. Cette dégradation 

pourrait d’ailleurs permettre le recrutement des facteurs NER à XPC et ainsi déclencher les 

étapes subséquentes du NER. De plus, le complexe DDB1-DDB2-Cul4A-Rbx1, est aussi 

capable de modifier les histones H2A, H3 et H4 autour du site de dommage, ce qui faciliterait 

l’accès au facteur du NER dont HR23B dans les régions inaccessibles de la chromatine, et 

permettre ainsi une réparation efficace.  

Le facteur NER XPC est un facteur critique et essentiel à la reconnaissance du 

dommage et à son élimination, puisque des mutations dans le gène XPC conduisent au 

syndrome XP du groupe C. Les individus de ce groupe, contrairement au groupe XP-E, 

présentent une profonde incapacité à réparer les dommages induits par les UV (Sugasawa, 

2006; Sugasawa et al., 1998), indiquant une déficience presque complète du GGNER dans les 

cellules des patients XP-C. Remarquablement, ces derniers sont capables de réparer les CPD 

sur les régions d’ADN en cours de transcription indiquant que l’activité TCNER reste normale 

chez ces individus. Comme il fut précisé précédemment, XPC semble être le premier facteur 

du NER à reconnaitre le dommage. In vivo, XPC forme, en effet, un complexe 

hétérotrimèrique stable avec HR23B et centrin 2 (CEN2). Ces deux derniers acteurs sont 

incapables de se lier à l’ADN endommagé avec une haute affinité, et ce, même en l’absence de 

photodommages (Sugasawa et al., 2002) alors que XPC peut se lier avec une haute affinité 

l’ADN endommagé mais aussi l’ADN non-endommagé. Cette capacité à lier l’ADN non-

endommagé avec une bonne spécificité fut assez intrigante pour un facteur protéique essentiel 

à l’étape de reconnaissance du dommage. Aujourd’hui, il semble que XPC reconnaitrait plutôt 

les changements de structure de l’ADN induits par le dommage que le dommage lui-même. Ce 

type de reconnaissance indirecte expliquerait le spectre de dommages à l’ADN réparés par le 

GGNER. Le facteur HR23B, lié à XPC contribuerait à la stabilisation de XPC, dont les 

niveaux endogènes corrèlent avec l’activité GGNER observée (Okuda et al., 2004). CEN2 est 

une protéine impliquée au niveau du centrosome, et ne semble pas essentielle pour l’activité 

GGNER in vitro, mais stimulerait cette activité en augmentant l’affinité du complexe XPC-

HR23B pour le dommage (Nishi et al., 2005). Globalement, XPC-HR23B-centrin 2 agirait 

comme un senseur des mésappariements au site de dommage. Un modèle de reconnaissance 

des dommages à l’ADN par le GGNER en deux étapes a été proposé par le groupe japonais de 
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F. Hanaoka (Sugasawa et al., 2009). Dans ce modèle, le complexe NER XPC-THIIH-XPA 

semble capable de scanner ou rechercher les lésions à l’ADN sur une distance de 150 

nucléotides du site de liaison de XPC. La liaison de XPC sur un mésappariement, générer par 

un CPD par exemple, pourrait stimuler la réparation des CPD distants de ce mésappariement. 

Ce modèle de reconnaissance en 2 étapes du NER renforce l’efficacité et la spécificité de 

l’activité NER et permettrait ainsi une vérification du dommage pour éviter les incisions 

incongrues ou erronées. Selon ce modèle, le GGNER pourrait détecter les lésions au sein de 

l’ADN génomique en scannant les brins d’ADN, et ce, même sans induction de dommages. Ce 

modèle, élégant et sophistiqué, nécessite encore d’autres validations expérimentales in vivo. 

En conclusion, la liaison de l’hétérotrimère XPC-HR23B-Centrin 2 au site de dommage 

entraine une courbure de l’ADN, favorisant le signal de recrutement des autres facteurs de 

réparation comme TFIIH, XPA et RPA afin d’assurer les étapes subséquentes de la réparation 

NER (Fuss and Tainer, 2011; Sugasawa et al., 2009). P. Hanawalt et R. Haynes ont été 

toutefois les premiers à proposer que la reconnaissance du dommage pourrait être déterminée 

par la conformation du dommage au sein de l’ADN ou dépendrait de sa capacité à déformer la 

double hélice de l’ADN (Hanawalt and Haynes, 1965). Par la suite R. Isaacs and H. 

Spielmann ont proposé que la flexibilité de l’ADN pourrait participer à la reconnaissance des 

dommages (Isaacs and Spielmann, 2004). En effet, les oscillations physiques de la molécule 

pourraient aussi être impliquées. En effet, la présence d’un dommage sur l’ADN peut entrainer 

un changement dans l’amplitude de ces oscillations et ainsi faciliter la reconnaissance par 

XPC. Cette observation suggère que XPC serait un senseur des oscillations anormales de la 

molécule d’ADN et qu’il ne serait donc pas uniquement impliqué dans la reconnaissance du 

GGNER mais aussi dans celle du BER et celle du NHEJ (Sugasawa et al., 2009). 

En conclusion, il semble aujourd’hui que la reconnaissance de la lésion par le NER 

implique et nécessite l’action de XPC, le complexe UV-DDB et TFIIH (Coin et al., 2007; Fuss 

and Tainer, 2011; Jones et al., 2010; Sugasawa et al., 2009). Le complexe UV-DDB pourrait 

meme favoriser la réparation au niveau de l’ADN entre les nucleéosomes, en stimulant la 

présence et persistence de XPC sur ces sites (Fei et al., 2011). 
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   3.4.1.2 L’étape de reconnaissance du dommage par le TCNER 

 

L’arrêt de l’ARN polymérase II (Pol II), induit par la présence du dommage sur le brin 

en cours de transcription, est le signal principal de déclanchement du TCNER. Une fois arrêtée 

au niveau de la lésion, l’ARN Pol II est phosphorylée à l’extrémité C-terminale et aussi 

polyubiquitinée grâce à l’intervention des facteurs du TCNER, CSB et CSA. En effet, des 

mutations dans les gènes TCNER CSA et CSB conduisent chez l’humain au syndrome de 

Cockayne (CS). Le facteur CSB appartient à la famille des protéines de remodelage de la 

chromatine SW1/SNF, et possède une activité d’ATPase et de liaison à l’ADN. CSB, une fois 

intégré au complexe d’élongation de la transcription, stimule l’élongation transcriptionnelle et 

participe à la stabilisation de l’ARN Pol II arrêtée. CSB pourrait pourrait jouer deux rôles 

distincts, jouer un rôle de facteur de reparation pour le reconnaissance et aussi un rôle de 

facteur de transciption (Anindya et al., 2010; Proietti-De-Santis et al., 2006). Il peut aussi 

avoir une fonction en dehors de la réparation TCNER et jouer un rôle plus générale dans le 

remodelage et la maintenance de la chromatine (Newman et al., 2006). Le facteur TCNER, 

CSA, forme un complexe ubiquitine ligase avec DDB1-Cul4A-Rbx1, et s’associe de façon 

CSB dépendante à l’ARN Pol II arrêtée. Cette association entrainera des modifications, 

comme la phosphorylation et l’ubiquitination et conduira à la dégradation ou au déplacement 

de l’ARN Pol II, pour permettre le recrutement du facteur CSA (Scrima et al., 2008).  

 Globalement, CSA et DDB2 forment des complexe ubiquitine ligase similaire, créant 

ainsi un lien entre le GGNER et le TCNER. Cependant, suite à l’induction de dommage, ces 

complexes ubiquitine ligase possèdent des activités très différentes et seraient régulés par le 

méga-complexe CSN (COP9 signalosome) via Nedd8. Alors que l’activité de complexe CSA 

ligase (DDB1-Cul4A-Rbx1-COP9) est inhibée précocement, pour ensuite redevenir active en 

fin de réparation. L’activité du complexe DDB2 est en revanche activée immédiatement 

(Groisman et al., 2003). Il s’avère que CSB se lie à CSA en début de réparation et qu’en fin de 

processus, le complexe CSA ligase sera capable de polyubiquitiner CSB, conduisant cette 

dernière vers la voie de dégradation. Cette dernière serait d’une grande importance pour la 

récupération la transcription, essentielle à la survie cellulaire (Groisman et al., 2006).  

 Néanmoins, de nouveaux joueurs sont venus s’ajouter à cette étape de reconnaissance, 

la protéine UVSSA (UV-Sensitive Syndrome protein A) et la déubiquitinase HAUSP/USP7 
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(Cleaver, 2012; Sarasin, 2012; Schwertman et al., 2012). Ces nouveaux acteurs semblent 

nécessaires à la régulation de l’activité du TCNER en agissant sur CSB (Schwertman et al., 

2012). Plus exactement, CSB est recrutée au niveau de l’ARN Pol II arrêtée au site du 

dommage puis les complexe CSA et UVSSA sont ensuite recrutés et vont fonctionner comme 

ubiquitine ligase ou déubiquitinase respectivement (Anindya et al., 2010; Nakazawa et al., 

2012; Saijo, 2013). 

 En ce qui concerne le phénotype du syndrome de Cockayne (groupe A et groupe B), 

une déficience profonde dans l’élimination des lésions sur le brin transcrit par le TCNER fut 

longtemps la raison principale de la maladie et explique la sensibilité aux UV, certainement 

causée par une incapacité à restaurer la transcription. Comme déjà mentionné, il s’avère que 

CSB pourrait ne pas être spécifique au TCNER mais pourrait jouer un rôle dans d’autres 

systèmes de réparation de l’ADN, car les patients CS-B démontrent également une sensibilité 

importante aux dommages oxydatifs et les radiations ionisantes. Actuellement, il est admis que 

CSB pourrait affecter la structure de la chromatine de l’ADN et donc moduler par ce moyen la 

réparation et d’autres types de lésions. Une fois la lésion reconnue par les facteurs de 

reconnaissance du TCNER, l’étape suivant consistera au recrutement des facteurs du NER et 

la formation d’un complexe ADN ouvert ou complexe de pré-incision, pour permettre 

l’élimination de la lésion. 

 

 

3.4.2 Le recrutement des facteurs NER et formation du complexe de pré-

incision 

 

Après l’étape de reconnaissance par XPC-HR23B-CEN2 ou par CSA et CSB, le mode 

de recrutement des facteurs NER est un mécanisme commun aux deux sous voies du GGNER 

et TCNER, qui est initié par l’arrivée du facteur TFIIH au site de dommage. TFIIH est un 

facteur basal du complexe d’initiation transcriptionnelle de Pol II. Plus précisément, la sous 

unité TFIIH est formée de 9 protéines (Cdk7, cycline H, MAT1, p89, p80, p34, p44, p52 et 

p62) associé à CAK (CDK-Activating Kinase) (Zhu et al., 2012). Les protéines TFIIH p89 et 

p80 sont désignées respectivement XPB et XPD, et comme leur nom l’indique, leur déficience 

conduit au syndrome de xérodermie pigmentaire du groupe B et du groupe D et sont des 
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facteurs essentiels à l’activité NER. Les facteurs XPB et XPD possèdent des activités 

hélicases, 3’-5’ et 5’-3’ respectivement, qui leur permettront de dérouler la double hélice 

d’ADN. Leurs activités hélicases sont ATP dépendantes. Au niveau pathologique, les 

individus atteints du syndrome XP-B et XP-D présentent une très faible activité NER ainsi 

qu’une forte instabilité chromosomique aux UV. Les activités hélicases de XPB et XPD sont 

en effet essentielles à la fonction du NER pour la reconnaissance et la vérification du 

dommage (Fuss and Tainer, 2011; Sugasawa et al., 2009), mais aussi dans l’initiation de la 

transcription. Il n’est donc pas étonnant que les syndromes XP-B et XP-D soient des formes 

XP rares, en raison de la non-viabilité cellulaire des défauts sévères de la transcription (Compe 

and Egly, 2012). Les patients XP-B et XP-D présentent plutôt des phénotypes combinés XP ou 

CS et plus rarement TTD (Botta et al., 2002; Egly and Coin, 2011). L’implication de ces 

hélicases dans la transcription et la réparation fait de celles-ci un centre critique de contrôle de 

la reconnaissance du dommage et de sa vérification (Mathieu et al., 2010; Zhu et al., 2012). En 

effet, les interactions XPB, XPD et CAK pourraient permettre la coordination de la réparation, 

du cycle cellulaire avec la transcription (Egly and Coin, 2011; Fuss and Tainer, 2011).  

 

 XPA, ainsi que RPA, sont des facteurs d’une importance capitale pour le GGNER et 

TCNER. En effet, RPA est une petite protéine en doigt de Zinc, et fut initialement proposée 

comme le senseur principal des dommages à l’ADN, simplement en raison de sa capacité à 

reconnaitre le dommage sur l’ADN endommagé mais aussi du fait qu’en son absence, le 

complexe de pré-incision ne peut pas se former. A présent, XPA est plutôt vu comme un 

facteur secondaire de reconnaissance du dommage ou comme un facteur de vérification du 

dommage (Saijo et al., 2011; Sugasawa et al., 1998; Missura et al., 2001). RPA, en revanche 

est un hétérotrimère, composé de RPA1 (70 kDa), RPA2 (32 kDa) et RPA3 (14 kDa), ayant 

une grande affinité de liaison pour l’ADN simple brin dont la liaison sur ce dernier à une 

fonction stabilisatrice de cette structure. Sa capacité stabilisatrice de l’ADN simple brin lui 

confère un rôle majeur dans le métabolisme de l’ADN puisqu’il intervient dans la réplication, 

la recombinaison et la réparation. La liaison de RPA au complexe ouvert de l’ADN consiste 

surtout à le protéger de l’attaque des endonucléases lors de l’étape d’incision par les autres 

facteurs du NER. RPA semble avoir également un role primordial dans l’activité du NER mais 

aussi dans la coordination avec la réplication (Hass et al., 2012; Oakley and Patrick, 2010). De 
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plus, RPA peut réguler ;le nombre d’incision NER dans les cellules quiescentes (Overmeer et 

al., 2011).  

  Comme nous le verrons, l’absence du facteur XPA, conduisant au syndrome XP-A, est 

une forme très sévère de xérodermie pigmentaire puisque les individus XP-A sont incapables 

d’éliminer les photodommages sur l’ADN transcriptionnellement actif et inactif. Leur 

déficience GGNER et TCNER profonde confirme le rôle central de XPA dans la voie 

commune du NER. Il faut toutefois noter qu’il existe deux classes cliniques au syndrome XP-

A, pouvant être différenciées par la présence d’atteintes neurologiques sévères. Les cas XP-A 

les plus sévères présentent des mutations sur les deux allèles du gène XPA alors que les 

individus les moins affectés cliniquement présentent une mutation dans un seul allèle 

seulement. 

 

 

3.4.3 Etape de recrutement des endonucléases et incision de  l’ADN 

endommagé 

 

Apres l’assemblage du complexe de pré-incision, l’incision peut être maintenant 

effectuée grâce aux endonucléases spécifiques XPG, ERCC1-XPF. Cette étape est d’ailleurs 

dénommée étape d’incision double (dual incision), car les endonucléases incisent en 3’ et 

aussi en 5’ de part et d’autre du dommage. Le complexe hétérodimèrique ERCC1-XPF est un 

complexe stable formé de deux endonucléases ERCC1 (35 kDa) et XPF (103 kDa), qui incise 

en 5’ de la lésion, approximativement de 15 à 25 nucléotides en amont de la lésion. Le facteur 

XPG est une endonucléase, effectuant la coupure simple brin en 3’ du dommage. Cette 

endonucléase, tout comme le complexe ERCC1-XPF est essentielle à l’étape d’incision. Il 

existe des évidences que XPG serait également nécessaire à la formation du complexe de pré-

incision même en absence de XPA (Evans et al., 1997). En fait, ces deux endonucléases ne 

semblent pas s’associer de façon concomitante mais dépendent plutôt l’une de l’autre. Le 

recrutement de XPG ne semble toutefois pas suffisant à son activité endonucléase puisqu’en 

absence de XPA, aucune activité d’incision n’est détectée. XPG pourrait même être déjà 

présent dans le complexe de pré-incision avant l’arrivée de XPA et que ce sont les interactions 

XPA-RPA-XPG qui stabiliseraient la structure de pré-incision (Araujo et al., 2001). XPG 



41 

 

serait donc la première endonucléase à arriver au site du dommage probablement dans le 

complexe de pré-incision. Une fois XPG positionné, l’hétérodimère ERCC1-XPF viendrait se 

joindre au complexe de pré-incision. A ce jour, l’ordre séquentiel du clivage en 5’ et/ou 

3’n’est pas encore clairement défini même si XPG clivera en premier en 3’ suivi du clivage en 

5’ par ERCC1-XPF (Fagbemi et al., 2011; Graf et al., 2011). De plus, ERCC1/XPF intervient 

aussi dans la réparation des cassures DSB, la recombinaison et la réparation des ponrtages 

intercaténaires et aussi dans la maintenance des télomères (Kirschner and Melton, 2010).  

L’étape d’excision aboutit invariablement à l’excision du brin endommagé sous forme 

d’un oligonucléotide de 24 à 30 nucléotides, cependant, le devenir de cette molécule reste 

encore obscure. Différentes destinées furent toutefois proposées, comme sa dégradation dans 

le cytoplasme ou sa participation comme signal déclencheur de la mellanogenèse, mécanisme 

protecteur contre les UV. 

Les syndromes XP-G et XP-F sont également des maladies rares. Le syndrome XP-F, 

dont la grande majorité des cas fut rapporté au Japon (Moriwaki and Kraemer, 2001) où les 

individus présentent une activité NER réduite, de la même façon que pour le syndrome XP-C. 

Néanmoins, contrairement à XPG et XPF, un défaut fonctionnelle ERCC1 ne conduit pas au 

syndrome XP mais semble plutôt conduire au syndrome Squelettique Cérébro-oculo-Facial de 

type 4 (CoFS4), qui est un syndrome récessif autosomique qui affecte le système nerveux 

central avec des atteintes de la moelle épinière, centrales et oculaires. Les individus CoFS 

semble avoir une activité NER modérément réduite avec des mutations additionnelles dans les 

gènes CSB, XPD et XPG (Jaspers et al., 2007). Jusqu’à l’identification récente de la cause du 

syndrome CoFS, aucune maladie n’avait été associée avec un défaut ERCC1. Il est toutefois 

encore trop tôt pour affirmer que ces patients forment un nouveau groupe de complémentation 

NER (Gregg et al., 2011). Une deficience fonctionnelle du complexe ERCC1/XPF dans la 

réparation des pontages intercaténaires pourrait aussi contribuer au phénotype clinique observé 

chez les individus CoFS4. (Bhagwat et al., 2009; Shivji et al., 1992).  
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3.4.4 L’étape de resynthèse et de ligation (gap-filling) 

 

Suivant l’étape d’excision, la lacune de 24 à 30 nucléotides sur l’ADN a besoin d’être 

comblé. Cette activité de resynthèse sera assurée par une ADN polymérase et une ligase. Les 

extrémités 3’-OH, générées par l’excision en 5’ sont suffisantes et nécessaires pour le 

comblement de la lacune par l’ADN polymérase. Plus exactement, cette resynthèse est assurée 

par les ADN polymérases réplicatives Pol δ, ε et par l’ADN polymérase translésionnelle Pol κ, 

le tout en présence de RPA, RFC et PCNA (voir deuxième partie de cette thèse), (Hochwagen 

and Amon, 2006; Shivji et al., 1992; Ogi et al., 2010).  

Plus particulièrement, PCNA viendrait former un clamp moléculaire autour de l’hélice 

d’ADN et recruterait lui-même RFC (Replication Factor C) et les ADN polymérases citées 

précédemment (Aboussekhra et al., 1995; Overmeer et al., 2010; Shivji et al., 1992). Une fois 

l’ADN resynthétisé, les extrémités d’ADN vont pouvoir être jointes ou liguées entre elles. 

Pendant longtemps, il fut envisagé que seule l’ADN ligase I pouvait effectuer cette étape de 

ligation (Aboussekhra et al., 1995), mais il a été rapporté que en plus de la ligase I, l’ADN 

ligase III et son partenaire XRCC3, feraient partie intégrante de la voie NER. En effet, le 

complexe XRCC3-Ligase IIIa pourrait être aussi recruté au niveau du site de dommage. De 

plus, un défaut de la ligase IIIa entrainerait une inhibition de l’élimination des 6-4PP et de la 

resynthèse d’ADN. Cependant, la ligase IIIa est activée tout au long de la progression 

cellulaire alors que la ligase I serait plus impliquée en phase S ou en phase G1 tardive du cycle 

cellulaire (Moser et al., 2007).  

 

 

3.5 L’efficacité de réparation des photodommages CPD et 6-4PP 

 

Les deux types de photodommages principaux induits par les UV étant les CPD et les 

6-4PP, leur formation dépendra essentiellement de la séquence d’ADN et de l’environnement 

chromatinien. Les 6-4PP ont la particularité d’être de 5 à 10 fois moins fréquents que les CPD 

et contrairement à ces derniers, ils n’induisent pas les mêmes altérations ou déformations de la 

structure de la double hélice d’ADN. Comme il fut précisé avant, les 6-4PP ont la particularité 

d’induire une déformation de l’ADN beaucoup plus importante de la double hélice, ce qui leur 
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confèrera globalement une réparation plus rapide. En effet, 50-80% des 6-4PP sont réparés 

dans les 5 premières heures suivantes l’exposition UV, alors que seulement 50-60 % des CPD 

sont réparés en 24-48 h seulement après l’induction de dommages dans les cellules humaines 

(Mitchell et al., 1985; Mitchell and Nairn, 1989). Cette rapidité de réparation des 6-4PP par le 

GGNER suggère qu’ils sont mieux reconnus par le NER. Cette différence d’efficacité indique 

aussi que les CPD semblent plus tolérés par la cellule et, que la réparation précoce du 

GGNER, au moins dans les premières heures suivantes l’exposition aux UV, reflète plutôt la 

réparation des 6-4PP que celle des CPD.  

Ces deux types de photoproduits semblent être des lésions pro-mutagènes, c’est à dire qu’ils 

pourront contribuer à la carcinogenèse s’ils ne sont pas éliminés de l’ADN. Les 6-4PP sont des 

déterminants importants des effets toxiques et mutagènes induits par les UV. De plus la 

persistance des 6-4PP, entrainera des effets délétères et toxiques plus sévères que les CPD 

(Brash, 1988; Mitchell, 1988) et ainsi jouer un rôle important dans la formation de cancers de 

la peau, en particulier chez les patients affectés de XP (Otoshi et al., 2000). Les mécanismes 

ou les raisons pouvant expliquer cette meilleure reconnaissance des 6-4PP par rapport aux 

CPD peuvent être multiples et peuvent aussi s’effectuer à plusieurs niveaux et sont encore 

matière à débat. Cependant, la déstabilisation de la double hélice induite par les 6-4PP et la 

fonction connue de DDB2 et XPC pourraient toutefois apporter quelques explications sur les 

causes probables de cette meilleure reconnaissance par le GGNER. Le complexe DDB1-

DDB2 pourrait, en fait, faciliter la reconnaissance des 6-4PP. Le complexe UV-DDB possède 

une forte affinité pour les CPD et les 6-4PP sur l’ADN endommagé, contrairement à XP-C et 

ce comportement pourrait expliquer cette différence d’efficacité de réparation. Les cellules 

provenant de patients XP-E présentant des mutations DDB2, exhibent une déficience 

importante d’élimination des CPD et seulement une différence légère de la réparation des 6-

4PP. Cette observation indique que DDB2 n’est peut-être pas si nécessaire à la réparation de 

6-4PP par le GGNER mais plutôt nécessaire à la réparation des CPD, même s’il fut toutefois 

démontré, in vitro, que DDB2 n’est pas essentiel à la réparation de ces derniers, contrairement 

aux observations in vivo (Hwang et al., 1998; Reardon and Sancar, 2003). Cette contradiction 

renforce un rôle probable du complexe DDB dans la relaxation locale de la chromatine via 

DDB2, et favorisera ainsi la reconnaissance du dommage par XPC. En conclusion, il semble 

DDB2 n’est pas essentiel au recrutement rapide des facteurs du NER aux sites 6-4PP mais 
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essentiel pour la persistence des facteurs NER au site de réparation CPD (Fei et al., 2011; Oh 

et al., 2011). La réparation très efficace des 6-4PP, par rapport aux CPD, peut être expliquée 

localement, d’une part par les déformations de la double hélice et aussi en raison de l’effet 

négligeable de cette relaxation de la chromatine sur la réparation des 6-4PP. 

En effet, la distribution des photodommages va dépendre de l’état de relaxation de la 

chromatine. Les CPD présentent une distribution périodique de 10,3 nucléotides dans le 

nucléosome avec une préférence marquée pour le petit sillon de l’ADN, à l’écart de la surface 

des histones, alors qu’au centre du nucléosome, la formation des CPD est très réduite. Les 6-

4PP montrent, quand à eux, une distribution plus uniforme dans le nucléosome (Ura and 

Hayes, 2002; Zhao et al., 2009) et qui semble la même que sur l’ADN nu et l’ADN linker (Ura 

et al., 2001). 

 

4 La réponse cellulaire aux ultra-violets : La réponse UV 

 

Les cellules de mammifères, en plus de leur systèmes cellulaire de réparation de 

l’ADN, ont aussi développées toute une variété de réponses face aux nombreux stress 

environnementaux dans le but d’assurer simplement leur survie, de veiller à l’intégrité de leur 

information génétique et éviter ainsi la propagation de mutations. La présence des dommages 

sur l’ADN peut compromettre des processus cellulaire importants comme la régulation du 

cycle cellulaire, la transcription, la mort cellulaire et aussi la réparation de l’ADN, et donc 

mener à une instabilité chromosomique. Ces instabilités pourraient conférer des avantages 

prolifératifs et participer à l’apparition de cancers. L’existence des systèmes de réparation 

montrent que les cellules ont une certaine capacité adaptative face au stress et radiations 

environnementales. Les cellules sont, en effet, capables de déclencher une réponse cellulaire 

protectrice et adéquate, qui sera essentielle pour leur survie. Cette réponse aux agents 

génotoxiques se traduira généralement par un arrêt de la croissance et de la prolifération 

cellulaire dans le but d’éliminer les dommages à l’ADN et aussi les protéines endommagées. 

Cependant, si les niveaux de dommages sont trop importants, cette réponse cellulaire 

favorisera leur engagement vers des programmes de mort cellulaire comme l’apoptose et 

l’autophagie pour ne pas perpétuer les mutations. 
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Les réponses cellulaires aux stress génotoxiques sont principalement constituées de 

voies de signalisation et de senseurs de dommages conduisant à l’exécution d’évènements 

d’expression géniques spécifiques et adaptatifs. La réponse cellulaire à ces stress toxiques est 

à la fois une réponse générale et ubiquitaire mais aussi une réponse spécialisée puisqu’elle 

dépend de l’origine du stress (comme les radiations environnementales) et aussi du type de 

dommages à l’ADN.  

 

Suite à une exposition aux UV, les cellules développent rapidement une réponse 

spécifique et adaptative qualifiée de réponse UV. Cette réponse, aux effets pléiotropiques, 

peut être caractérisée comme une réponse complexe aux UV, définie par le déclanchement de 

l’induction d’une multitudes d’évènements d’expression génique et de signalisation cellulaire, 

conduisant la cellule à choisir entre divers destins cellulaires comme la survie, la croissance ou 

l’apoptose. Les UV entrainent une grande variété d’effets biologiques qui peuvent être 

bénéfiques mais aussi délétères pour les cellules ou organismes. Chez l’homme, la réponse 

cellulaire UV se compose de deux types de réponses principales. L’une de ces réponse est 

initiée au niveau noyau grâce à l’induction de dommages à l’ADN (CPD et 6-4PP) et est 

souvent désignée comme une réponse UV nucléaire dépendante de la présence des dommages 

à l’ADN, alors que la deuxième réponse est initiée au niveau de la membrane plasmique (ou 

du cytoplasme) et peut être qualifiée de réponse cytoplasmique ou membranaire, indépendante 

des dommages à l’ADN. Le compartiment cellulaire responsable de l’induction de la réponse 

UV a été l’objet d’une grande controverse, à savoir, si la réponse est initiée au niveau 

membranaire ou plutôt au niveau nucléaire. Pendant longtemps, il était envisagé que la 

réponse nucléaire aux dommages à l’ADN était l’initiatrice de la réponse UV (Schwarz, 

1998). En effet, l’ADN en plus d’être le chromophore principal de l’absorption de l’énergie 

UV, il fut montré que la réduction des dommages à l’ADN est capable de supprimer cette 

réponse, ce qui indique que les dommages à l’ADN sont importants pour l’initiation de cette 

réponse. Les cellules sont toutefois capables d’induire une réponse UV en l’absence de 

signaux d’origine nucléaires (Devary et al., 1993). Il semble, en fait, que la réponse UV 

nucléaire et la réponse UV extranucléaire, ou cytoplasmique, soient générées indépendamment 

et ne sont pas mutuellement exclusives. Bien au contraire, il semble que ces 2 réponses 

participent à la réponse globale de manières additives mais aussi indépendantes. Les effets de 
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la réponse UV dépendent fortement de longueur d’onde UV incidente, de la prolifération mais 

aussi du type cellulaire (Schéma 7). 

 

 

 

 

 

 

Schéma 7: Représentation schématique et simplifiée de la réponse cellulaire après une exposition aux 

UV: La réponse UV  

 

Les flèches noires indiquent la réponse UV d’origine membranaire alors que les flèches bleues indiquent la 

réponse UV d’origine nucléaire et dépendante des dommages à l’ADN.  
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4.1 La réponse UV dépendante des dommages CPD et 6-4PP 

 

L’induction de CPD ou de 6-4PP sur l’ADN est capable d’induire une réponse 

nucléaire, en plus d’induire leur réparation (Vrouwe et al., 2011). La réponse UV nucléaire 

permet d’activer des voies de signalisation qui exerceront principalement un contrôle de la 

progression du cycle cellulaire et sur les mécanismes d’apoptose. L’absence d’un contrôle de 

la prolifération cellulaire après l’induction de dommage peut conduire à la fixation de 

mutations ou à des cassures chromosomiques, comme nous le verrons plus en détails en 

deuxième partie de cette thèse. 

Les mécanismes de contrôle de la prolifération cellulaire sont, génériquement 

dénommés, les points de contrôle du cycle cellulaire (ou checkpoints). En raison de 

l’irréversibilité des transitions du cycle cellulaire entre les différentes phases du cycle (phase 

G1, S et G2), il est primordial pour la cellule de pouvoir empêcher la réplication de son ADN 

si celui-ci est endommagé, pour éviter la transmission de mutations ou d’aberrations 

chromosomiques. De plus, certains acteurs de ces points de contrôle viennent agir 

spécifiquement suite à l’induction de dommages ou lorsque la réplication cellulaire est arrêtée 

par la présence du dommage (point de contrôle en phase S : le point de contrôle S), (Kastan 

and Bartek, 2004; Zhou and Elledge, 2000). En effet, il est connu depuis longtemps que 

l’exposition des cellules aux UV entraine un retard ou un délai de la progression cellulaire à 

travers les différentes phases du cycle cellulaire. Par exemple, après une exposition UV aigüe, 

les cellules de mammifères sont bloquées en phase G1 et G2. Seule une petite partie de ces 

cellules sont capables progresser alors que la fraction la plus importante entrera en mort 

cellulaire programmée (Bootsma and Humphrey, 1968). Ces retards de prolifération et la 

capacité à reproliférer de nouveau indiquent que ces points de contrôle du cycle cellulaire 

fournissent aux cellules le temps nécessaire à l’élimination des dommages causés par les UV 

sur l’ADN. Schématiquement, l’évènement précoce de la réponse UV nucléaire semble être un 

évènement de remodelage de la chromatine comme la décondensation afin de rendre le 

dommage plus accessible et permettre la réparation de l’ADN par le NER (Murga et al., 2007). 

Presque de façon concomitante, il se produit un ralentissement ou un arrêt de la progression 

cellulaire induit par les points de contrôle de l’intégrité du génome. Ces derniers permettront 

entre autre d’exercer un contrôle sur la transition G1/S, et la transition G2/M, mais aussi au 
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sein de la phase S. L’ensemble de ces mécanismes de la réponse UV nucléaire sera décrit plus 

en détails en deuxième partie de cette thèse. 

 

Les effecteurs du point de contrôle du cycle cellulaire, p53 et la phosphatase CDC25 : 

Le suppresseur de tumeur p53, comme nous le verrons est un effecteur central dans la réponse 

UV. Suite à l’induction de dommages, p53 est rapidement stabilisé par phosphorylation grâce 

à ATR et ATM. Plus précisément, ses niveaux protéiques et de transcrits sont régulés, par 

modifications post-traductionnelles comme la phosphorylation, la sumoylation, l’acétylation et 

la neddylation. p53 est essentiel à l’arrêt en phase G1 en réponse aux dommages à l’ADN. Il 

exerce ses fonctions à plusieurs niveaux puisqu’il est capable d’inhiber la transition G1/S via 

l’induction transcriptionnelle de p21waf1(Cdk1), inhibant l’activité cycline E/Cdk2 et 

l’activité Rb/E2F. p53 possède plusieurs fonctions et par conséquent ses actions sur le cycle 

cellulaire sont multiples et manquent encore d’exactitudes. De plus, les Cdk peuvent 

phosphoryler aussi p53 et ainsi réguler son action sur le cycle cellulaire. La famille de 

phosphatases CDC25, qui est représentée chez l’homme par CDC25A, CDC25B et CDC25C. 

va contribuer à déphosphoryler les Cdk et ainsi moduler les transitions du cycle cellulaire suite 

à l’induction de dommage à l’ADN dans plusieurs phases du cycle cellulaire comme la phase 

S et la transition G2/M. Les effets précis de p53 sur le cycle cellulaire et la mort cellulaire 

restent cependant complexes et dépendent de l’intégration d’un grand nombre de signaux 

émanant de la réponse UV nucléaire mais aussi de la réponse UV cytoplasmique (ou 

extranucléaire). Il n’existe pas encore de mécanisme consensuel pour l’activation de ces points 

de contrôle de la progression induite par les UV (Herrlich et al., 2008). 

 

 

 4.2 La réponse UV extranucléaire indépendante des dommages à l’ADN 

 

Dans la réponse UV extranucléaire, qui a aussi pour but de déclencher des programmes 

d’expression géniques pour permettre une réponse rapide et adaptative, les signaux 

extranucléaires émanent de la surface cellulaire au niveau de la membrane plasmique pour être 

ensuite relayés par les voies de signalisation cytoplasmiques afin d’activer un certain nombre 

de facteurs de transcription dans le noyau de la cellule. Ces signaux membranaires convergent 
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donc vers le noyau et assistent la réponse UV nucléaire dans le contrôle de la réplication, la 

transcription, la traduction et évidemment la mort cellulaire. 

 

4.2.1 Les signaux d’origine membranaire 

 

Les signaux de cette réponse extranucléaire, émanant de la membrane plasmique 

seraient émis par les récepteurs tyrosine kinase membranaires (RTK) comme EGFR (Xu et al., 

2009) et par les tyrosines phosphatases (PTK) comme SRC (Devary et al., 1992). En effet les 

récepteurs RTK comme EGFR, FGFR, InR et PDGFR peuvent être activés par les UV et ce, 

indépendamment de la présence des dommages. Ce mécanisme sera abordé plus longuement 

en fin de cette introduction mais serait causé, entre autre, par la génération d’espèces réactives 

le l’oxygène (ROS) (Gross et al., 1999; Knebel et al., 1996). En plus de l’activation RTK, il se 

produira également une activation des différentes voies de signalisation cytoplasmiques 

comme les MAPK, la voie Akt/PI3K et la voie NFκB. 

 

 

4.2.2 Activation de voies de signalisation cytoplasmiques 

 

 

4.2.2.1 Activation des voies MAPK 

 

L’activation des voies de signalisation cytoplasmiques, tout comme l’activation des 

RTK membranaires, est un évènement précoce de la réponse cellulaire aux UV. Le rôle, 

l’implication et l’activation des voies MAPK en réponse aux UV fera l’objet d’une section 

entière en fin de cette introduction de thèse. Succinctement, les voies MAPK, jouent un rôle 

primordial et critique dans la transmission des signaux de la membrane vers le noyau, dans le 

but d’induire des programmes transcriptionnels spécifiques de la réponse UV. 

 

4.2.2.2 Activation de la voie Akt/PI3K 

 

Comme il fut déjà précisé, les UV sont capables d’activer les voies de contrôle de la 

croissance cellulaire via les voies MAPK mais aussi via la voie de signalisation Akt/PI3K 
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(Gonzales and Bowden, 2002; Nomura et al., 2001). La voie Akt est une voie de signalisation 

importante pour la survie cellulaire et protège de l’apoptose induite par les UV. L’activation 

d’Akt par les UV semble être également dépendante de EGFR (Wan et al., 2001; Wang et al., 

2003a). La voie Akt est capable d’induire les voies de signalisation contrôlant la synthèse 

protéique, par phosphorylation du facteur d’initiation de la traduction 4EBP1, et exercer ainsi 

des effets positifs sur la traduction de messagers ARN. Akt peut aussi phosphoryler des 

protéines de
 
la sous unité ribosomique, p70

RSK
 et p90

RSK
, impliquées dans la contrôle de la 

prolifération, la différenciation et l’apoptose (Bode and Dong, 2003). L’activité Akt est 

dépendante de la prolifération cellulaire. Dans les cellules quiescentes, Akt est localisée dans 

le cytosol sous forme inactive alors qu’après une exposition aux UV, Akt est rapidement 

activée par PDK1 grâce à l’activation EGFR et des récepteurs à protéine G (GPCR). Cette 

activation Akt par les UV montre que ces derniers sont capables d’induire des signaux de 

survie, tout comme des signaux de mort cellulaire (Wan et al., 2001). 

 

4.2.2.3 Activation de la voie NFκB 

 

Tout comme les voies MAPK, il est bien établit que NFκB est activée par les UV, via 

un mécanisme toutefois différent de celui utilisé par les cytokines (Li and Karin, 1998). NFκB 

est un facteur de transcription dimérique formé des protéines Rel (c-rel ou RelA ou RelB) et 

des sous unités p50 ou p52. Sa localisation nucléaire est régulée par les protéines IκB, qui ont 

une action inhibitrice sur l’activation NFκB. L’association IκB avec NFκB est régulée par la 

phosphorylation d’IκB par le complexe IKK. D’ailleurs, lorsqu’IκB n’est pas phosphorylé, 

celui-ci est constitutivement lié à NFκB et permet ainsi sa rétention cytoplasmique. En réponse 

aux UV, NFκB peut être activé de façon indépendante à l’induction de dommage puisqu’il 

peut être activé par les UV dans des cellules énuclées (Devary et al., 1993; Kato et al., 2003). 

Cette activation NFκB par les UV semble s’effectuer en deux phases, une phase précoce (dans 

les deux heures post-UV) et une phase plus tardive (12 h post-UV). La phosphorylation 

précoce de IκB semble assurée par la caséine kinase II (CK2) et la voie MAPK-p38 et non par 

la kinase IKK (Devary et al., 1993). Ce mécanisme reste encore obscure et semble être 

considèré comme un mécanisme d’activation non canonique de NFκB (Laszlo and Wu, 2008; 

Wu et al., 2004). Néanmoins, il semble que NFκB puisse être aussi activée tardivement par la 
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présence de dommages à l’ADN et que cette activation soit impliquée dans le choix cellulaire 

de survie ou d’apoptose (Bender et al., 1998; Karin, 2006; Wu et al., 2004). 

 

 

4.2.3 Activation des programmes transcriptionnels de la réponse UV 

 

L’ensemble des voies de signalisation nucléaires et extranucléaires de la réponse 

cellulaire UV converge vers l’induction de programmes complexes de transcription génique 

afin d’assurer une réponse rapide et adaptative. Les voies de signalisation de la réponse UV 

entrainent des activations transcriptionnels d’une multitude de gènes grâce aux facteurs de 

transcription AP1, NFκB et p53, cités précédemment (Sachsenmaier et al., 1994a). Le facteur 

de transcription AP-1 est un facteur de transcription dimérique formé de la famille jun (c-jun, 

junD, junB), Fos (c-Fos, FosB, Fra-1 et Fra-2) et aussi ATF2 (Hess et al., 2004). Les dimères 

AP-1 peuvent réguler l’activation transcriptionnelle d’un grand nombre de gènes impliqués 

dans l’apoptose, la survie cellulaire et la prolifération cellulaire. Les gènes cibles des 

programme transcriptionnels de AP-1 concernent notamment les gènes des cytokines, des 

facteurs de croissance, d’enzymes de maturation des ARN, d’apoptose dans l’unique but de 

permettre à la cellule de changer sa physiologie et s’adapter au mieux aux UV (Hayakawa and 

Okabayashi, 2004). Par exemple, le dimère ATF2/c-jun peut réguler plus de 269 gènes en 

réponse au traitement par le Cisplatin (Hayakawa and Okabayashi, 2004; Karin, 1995). AP-1 

peut aussi moduler l’expression de nombreux régulateurs du cycle cellulaire comme la cycline 

E, p53, p21waf1, p19
ARF

 mais aussi des gènes impliqués directement dans l’apoptose (Bode 

and Dong, 2003; Shaulian and Karin, 2002). Les sous unités du facteur AP-1 sont hautement 

régulées par phosphorylation grâce à la signalisation des voies MAPK, qui favorisent 

l’activation de AP-1 et aussi l’association de AP-1 sur le site de liaison à l’ADN dans les 

régions promotrices, entre autre sur les éléments de réponse TPA-RE (5’TGAGCTCA3’).  

 

Tout comme AP-1, NFκB peut réguler l’expression inductible de nombreux gènes, 

seuls ou en combinaison avec d’autres facteurs de transcription. NFκB si liera sur les éléments 

de réponse NF-B (5’GGGRNNYYCC, R représente une purine et Y représente une 

pyrimidine) retrouvés sur les promoteurs (Zabel et al., 1991) L’action de NFκB semble être 
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plutôt anti-apoptotique suite à l’induction de dommage à l’ADN induits par les UV (Chen and 

Greene, 2004). 

 Bien entendu, comme toute réponse biologique complexe, la voie de 

signalisation nucléaire et les voies de signalisation d’origine membranaire n’agissent pas de 

façon complètement indépendante l’une de l’autre. Par exemple, les voies MAPK et NFκB 

peuvent aussi être activées par des signaux d’origine nucléaire comme les kinases nucléaires 

ATM et ATR. Ces dernières pourraient aussi participer à l’activation des MAPK par les UV 

(Zhang et al., 2002). 

 

 

5. Rôle de p53 dans la réponse UV et dans la régulation de la réparation par excision de 

nucléotides. 

 

Le gène TP53 est un gène suppresseur de tumeur dont la découverte remonte 

approximativement à 30 ans. En 1989, l’équipe de B. Vogelstein découvrit que des mutations 

dans le gène p53 étaient présentent dans un grand nombre de cancers et fut par la suite 

considéré comme un gène suppresseur de tumeurs. Les mutations de p53, conduisant à une 

parte de sa fonction, furent retrouvées dans approximativement 50 % des cancers humains 

(Hainaut et al., 1997; Hollstein et al., 1991). Ce gène semble capable d’inhiber, lorsqu’il est 

fonctionnel, la transformation cellulaire et la prolifération tumorales (Baker et al., 1990; 

Finlay et al., 1989). Il existe chez l’humain des pathologies et maladies héréditaires associées 

à une déficience de p53 comme le syndrome de Li-Fraumeni, qui est un syndrome rare 

héréditaire avec une très forte prédisposition au cancer (Olivier et al., 2003). En fait, p53 joue 

une un rôle central dans la réponse adaptative et protectrice face aux dommages génotoxiques, 

aussi bien endogènes qu’exogènes. p53 est notamment induit par les stress oxydatifs et 

l’hypoxie (Levine, 1997; Sengupta and Harris, 2005). Ce suppresseur de tumeurs possède 

plusieurs modes d’action dans la réponse cellulaire aux UV. En effet, p53 peut agir 

essentiellement comme un facteur de transcription en agissant positivement ou négativement 

sur l’expression génique mais il pourrait agir aussi comme un facteur d’accessibilité à la 

chromatine pour favoriser la réparation de l’ADN. Plus précisément, p53 est une 

phosphoprotéine nucléaire dont l’affinité de liaison à l’ADN peut être régulée. D’ailleurs, cette 
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affinité augmente suite à une exposition aux UV ou aux IR (Lu and Lane, 1993; Rubbi and 

Milner, 2003). p53 semble exister majoritairement sous forme de tétramère en solution et en 

absence de stress génotoxique. La protéine p53 est en fait hautement stabilisée après UV, 

vraisemblablement par déstabilisation de son interaction avec Mdm2/Hdm2 (Murine/Human 

double minute protein). En effet, les niveaux protéiques de p53 dépendraient d’un équilibre 

entre la synthèse et la dégradation, placé sous le contrôle de Hdm2 (Melo and Eischen, 2012). 

De plus l’activité p53 peut aussi être contrôlée par un certains nombres de modifications post-

traductionnelles de p53 comme la phosphorylation, la sumoylation, l’acétylation et la 

glycosylation (Xu, 2003). p53 serait, en fait, un nœud de communication et d’intégration des 

signaux de la réponse aux dommages à l’ADN (Sengupta and Harris, 2005; Smith and Kumar, 

2010). 

 

 

5.1 Régulation de la stabilité de p53 par Hdm2 

 

  En réponse aux UV, la dégradation de p53 par Hdm2 est inhibée, ce qui conduira à sa 

stabilisation rapide et à l’augmentation de ces niveaux protéiques endogènes. Hdm2 est un 

ubiquitine ligase qui maintient les niveaux cellulaires de p53 relativement bas. Cette 

déstabilisation est médiée par des modifications post-traductionnelles sur p53 mais aussi sur 

Hdm2. En effet, il a été montré qu’après une exposition aux UV, p53 peut être phosphorylée 

par les voies de signalisation de stress MAPK et les voies (ATM/ATR) (Bulavin et al., 1999; 

Buschmann et al., 2001; Huang et al., 1999; Kubbutat et al., 1997; She et al., 2000). Ces 

évènements de phosphorylation, notamment ceux médiés par la voie MAPK JNK1/2 

favoriseraient la stabilisation et la multimérization de p53 de la même façon que les 

phosphorylations de Hdm2 (Topisirovic et al., 2009). Ces évènements de phosphorylation, 

empêcheront Hdm2 de polyubiquitiner p53 et l’entrainer ainsi sa dégradation par le 

protéasome 26S (Yang et al., 2004). En plus de ces mécanismes de stabilisation, il existe aussi 

un mécanisme, de rétrocontrôle (ou feedback) puisque p53 est lui-même capable d’induire 

l’expression de Hdm2 et ainsi limiter sa propre action dans le temps (Lahav et al., 2004). Un 

autre homologue à Hdm2, Hdmx, peut aussi venir réguler l’activité de p53 en inhibant 
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l’activité transcriptionnelle de ce dernier (Jackson and Berberich, 2000; Little and Jochemsen, 

2001; Wade et al., 2006). 

 

 

5.2 Rôle de p53 dans l’arrêt du cycle cellulaire induits par les UV 

 

 Comme il fut mentionné avant, p53 participe activement au contrôle de la progression 

cellulaire dans la réponse UV. p53 est en effet capable d’entrainer un arrêt du cycle cellulaire 

en phase G1 et en phase G2 par différents mécanismes. L’arrêt en phase G1 implique comme 

déjà précisé, p21waf1, qui jouera un rôle central dans l’inhibition de l’activité des complexes 

cycline/CDK (Cycline D/Cdk4,6; Cycline E/Cdk2 et Cycline/Cdk2). Cette régulation via 

p21waf1 permettra de ralentir ou d’arrêter transitoirement le cycle cellulaire en agissant sur la 

transition G1/S (el-Deiry et al., 1993). p21waf1 pourrait également inhiber la réplication de 

l’ADN en phase S par interaction avec PCNA. Cependant cette interaction est encore sujette à 

controverses. En conclusion, la transition G1/S est contrôlée par la coopération entre les voies 

Rb-E2F, c-myc et l’axe p53-p21waf1 (Bartek and Lukas, 2001). p53 peut aussi réguler la 

transition G2/M, et donc être aussi essentiel pour la stabilité chromosomique, par inhibition de 

l’expression d’un certain nombre de gènes nécessaires à la transition G2/M (Stark and Taylor, 

2006). 

 

 

 5.3 Rôle de p53 dans l’apoptose induite par les UV 

 

p53 est un régulateur important de l’apoptose induite par les UV, et c’est probablement 

sa plus importante fonction dans son rôle de suppresseur de tumeur (Benchimol, 2001). p53 

semble agir à la fois sur les voies apoptotiques d’origine mitochondriales (Puma, Bax, Apaf-1) 

mais aussi sur les voies de mort cellulaire (Jeffers et al., 2003; Vaseva and Moll, 2009). Son 

rôle de régulateur de l’apoptose s’effectue grâce à des mécanismes dépendants et indépendants 

de la transcription génique impliquée dans l’apoptose. Au niveau mitochondrial, p53 est 

rapidement transloqué dans la mitochondrie et entraine une perméabilisation de la membrane 

externe de mitochondrie conduisant au relargage des enzymes de la machinerie apoptotique 
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des caspases et de dégradation de la chromatine. De plus, p53 induit l’expression de Puma, qui 

contrôlera la séquestration cytoplasmique de p53 par Bcl-xL, ce qui entrainera l’activation du 

facteur pro-apoptotique Bax. Il n’est pas encore bien établi si ce mécanisme de translocation 

mitochondrial de p53 peut se produire après une exposition aux UV. Il s’avère que les effets 

de p53 sur la réponse apoptotique pourraient combiner les activités de p53 cytoplasmiques 

avec celles de ses fonctions nucléaires. Le mécanisme exact de p53 sur l’apoptose et encore un 

mécanisme complexe dont la conséquence dépendra finalement de l’intégration d’un grand 

nombre de signaux cellulaires où Bcl-2 joue un rôle central dans cette réponse pro-apoptotique 

p53 dépendante (Knezevic et al., 2007). 

 

 

5.4 Rôle de p53 dans la régulation de la réparation GGNER des CPD et des 6-4PP 

 

Etant donné la fonction suppresseur de tumeur, les cellules p53 déficientes pourraient 

présenter une inhabilité à être éliminées par apoptose, par exemple, et ainsi accumuler des 

mutations à l’ADN et des instabilités chromosomiques menant vers le développement du 

cancer comme cela est observé chez les patients affectés du syndrome Li-Fraumeni (LFS). En 

plus d’être un acteur important dans la réponse UV, p53 est peut également stimuler la 

réparation de l’ADN. Dans les années 1990, il a été montré que p53 était impliqué dans les 

mécanismes de recombinaison homologue et de réparation de l’ADN, entre autre par sa liaison 

à l’ADN simple brin (Bakalkin et al., 1995), au mésappariements de base (Lee et al., 1995) ou 

par interaction avec les facteurs de réparation (Wang et al., 1995). Ces observations 

démontrent d’une part que le rôle de p53 dans la réponse aux dommages à l’ADN ne se limite 

pas à son rôle de facteur de transcription, et d’autre part qu’il peut se recruter au site du 

dommage à l’ADN.  

Il a été montré par l’équipe de P. Hanawalt que p53 est aussi nécessaire à l’élimination 

des CPD par le GGNER mais dispensable pour l’activité TCNER (Ford and Hanawalt, 1995; 

Smith et al., 1995). En plus de ces observations obtenues avec les cellules Li-Fraumeni, il a été 

montré qu’une déficience p53 induite par l’expression de l’oncoprotéine HPV-E6 (conduisant 

p53 vers la dégradation), mène à un défaut clair de réparation GGNER (Ford et al., 1998; 

Mathonnet et al., 2003). L’ensemble de ces observations indique de façon clair que la 
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déficience p53 entraine un défaut de réparation de 25 à 50% des CPD par le GGNER, ce qui 

suggère que p53 est important pour l’activité GGNER, mais pas indispensable à cette 

réparation. Les effets de la déficience de p53 sur l’activité GGNER ne se limite pas seulement 

à l’élimination des CPD mais concerne aussi l’élimination des adduits comme ceux de 

benzo(a)pyrene (Lloyd and Hanawalt, 2002). Les mécanismes par lesquels p53 peut réguler le 

GGNER ont été en partie élucidés et suggèrent que p53 pourrait participer ou faciliter l’étape 

GGNER de reconnaissance du dommage. Il a été, en effet, rapporté que p53 peut réguler 

l’expression des gènes GGNER, DDB2 et XPC (Adimoolam and Ford, 2003; Hwang et al., 

1999). Il semble donc que l’action de p53 sur l’activité GGNER réside essentiellement dans sa 

fonction de facteur de transcription en réponse aux UV. Néanmoins, l’induction 

transcriptionnelle de ces gènes est plus tardive que le recrutement de ces protéines aux CPD, 

ce qui suggère que d’autres fonctions sont impliquées. Il a été montré, d’une part, que p53 

peut interagir avec les facteurs du NER, XPB et XPD et que cette interaction entrainera une 

inhibition de leur activité hélicase (Wang et al., 1995), et d’autre part que p53 pourrait faciliter 

le recrutement de XPC et de TFIIH au dommage (Wang et al., 2003b). Cette participation p53 

dans cette reconnaissance directe du dommage reste encore à éclaircir. De plus, il est 

nécessaire de souligner aussi que la déficience de p53 ne semble pas avoir d’effets sur 

l’élimination des 6-4PP, cette caractéristique fait toutefois encore l’objet de discussions, même 

si de nombreuses études confirment cet effet (Adimoolam et al., 2001; Auclair et al., 2008; 

Ferguson and Oh, 2005). L’absence d’un rôle de p53 sur l’activité TCNER mérite cependant 

d’être revisitée en raison de résultats contradictoires dans la littérature. Cependant, il semble 

que la longueur d’onde UV incidente pourrait être la source de ces résultats parfois contraires 

(Mathonnet et al., 2003). L’altération de l’efficacité de réparation des CPD par le GGNER 

n’est peut-être pas un phénomène universel et pourrait dépendre du type cellulaire. Il fut 

montré que les kératinocytes, p53 déficients, présentent une réparation normale des CPD 

contrairement aux lignées fibroblastiques p53 déficiente (Oh and Yeh, 2005). 

 

En conclusion, depuis qu’il est établit que p53 puisse participer à l’activité GGNER, il 

semble plausible que des mutations dans le gène TP53, inactivant la fonction p53, pourraient 

conduire à une augmentation des instabilités chromosomiques et de la mutagenèse simplement 

par une diminution de l’activité NER globale. Ces mécanismes restent cependant complexes 
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ou pourraient agirent à plusieurs niveaux. La possibilité que p53 pourrait être un facteur 

d’accessibilité des facteurs GGNER à la chromatine et ainsi faciliter l’élimination des CPD 

doit être prise aussi en compte (Rubbi and Milner, 2003; Wang et al., 2003b) comme un 

mécanisme possible additionnel de modulation de cette efficacité. Il n’y a cependant aucune 

preuve directe que p53 se localise au dommage pour faciliter l’accessibilité des facteurs du 

NER, même si ce dernier serait nécessaire à la localisation de p300 au site de dommage 

(Rubbi and Milner, 2003). 

 

 

 5.5 Rôle des autres membres de la famille p53 dans la réponse UV : p63 et p73 

 

Apres l’identification de p53, d’autres protéines homologues à cette dernière furent 

découvertes, les protéines p63 et p73 (Kaghad et al., 1997; Yang et al., 1998a). Ces deux 

homologues peuvent se lier sur les sites de liaisons à l’ADN au niveau de régions régulatrices 

de la transcription et sont capables d’activer certains gènes cibles de p53 et d’induire des 

réponses cellulaires aux dommages p53-dependantes comme l’apoptose et l’arrêt du cycle 

cellulaire. Ces protéines entrent ainsi en compétition avec p53 sur certains sites de liaisons à 

l’ADN (Yang et al., 2002). Mais, ces deux homologues semblent aussi avoir des fonctions 

biologiques différentes de p53. En effet, p63 et p73 auraient des fonctions spécifiques plus 

éloignées de la réponse au stress génotoxique. Par exemple, p73 serait principalement 

impliqué dans le développement du système nerveux alors que p63 contrôlerait la 

différenciation de certains tissus. p73 peut aussi être stabilisée par la présence de dommages et 

déclencher une réponse apoptotique (Blandino and Dobbelstein, 2004). Il a été aussi rapporté 

que p63 et p73 pourraient réguler la transcription de gènes participant aux mécanismes de 

réparation des cassures DSB de l’ADN comme Mre11-RAD51 et BRCA2 (Lin et al., 2009). Il 

fut tout de même démontré que p63 seulement, et non p73 et p53, est nécessaire à l’activité 

GGNER dans des kératinocytes et régule l’expression des gènes DDB2 et XPC (Blandino and 

Dobbelstein, 2004; Lin et al., 2009). 
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6 Les voies de signalisation MAPK 

 

6.1 L’Organisation des voies MAPK : signalisation relais entre la membrane plasmique 

et le noyau 

 

Les voies MAPK sont activées en réponse à un grand nombre de stimulus et 

consistent-en des cascades de phosphorylation successives qui permettent le relais des signaux 

émanant de la membrane vers le noyau. Elles font partie des voies principales de transmission 

des signaux d’origine cellulaire et extracellulaire, dont l’activation permettra la régulation 

coordonnée de la survie, l’apoptose, la différentiation et la migration cellulaire. Les voies de 

signalisation MAPK sont très conservées et se retrouve chez tous les eucaryotes, de la levure à 

des organismes multicellulaires plus complexes tel que l’humain (Widmann et al., 1999). 

Plusieurs cascades MAPK furent identifiées dans les cellules de mammifères et leur grande 

conservation indique que ces voies ont été adaptées pour répondre à un grand nombre de 

signaux extracellulaire au cours de l’évolution. Dans tous les cas, les voies MAPK intègrent 

les signaux cellulaires et extracellulaires par des évènements de phosphorylations séquentiels 

et centraux nécessaires à cette transmission. La phosphorylation et l’activation des protéines 

ciblées par les MAPK leur permettent de réguler des processus nucléaires et aussi 

extranucléaires. Les kinases MAPK appartiennent à la famille des Ser/Thr kinases dans 

laquelle chaque voie MAPK se compose de 3 kinases principales, chacune représentée par 

plusieurs isoformes. La famille ERK (Extracellular-signal Regulated Kinase) comprend les 

isoformes ERK1/ERK2, ERK3/ERK4, ERK5 et ERK7/8, la famille JNK (c-Jun N-terminal 

kinase) se compose des isoformes JNK1/2 et JNK3 alors que la famille p38 consiste en 4 

isoformes p38α, p38β, p38γ et p38δ. La superfamille MAPK peut être organisée en 6 sous 

voies ou cascades principales ERK1/2, JNK1/2/3, p38α/β/γ/δ, ERK5(BMK), ERK3/4 et 

ERK7/8 (Cargnello and Roux, 2011). 

La caractéristique commune à chacune de ces sous voies MAPK, est leur structure 

modulaire organisée en 3 modules, incluant la MAPK elle-même. En fait chaque sous voie 

peut être composée de 3 à 5 modules, mais seulement les 3 modules MAPKKK, MAPKK et 

MAPK sont communs à toutes les sous voies MAPK. Les voies JNK1/2/3. ERK1/2 et 

p38α/β/γ/δ sont considérées comme les voies MAPK canoniques, alors que les voies ERK3/4, 

ERK5(BMK) et ERK7/8 sont considérées comme des MAPK atypiques (MAPK-like), 
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simplement, en raison de leur mécanisme d’activation qui diffère substentiellement de celui 

des MAPK canoniques (Cargnello and Roux, 2011). 

 

6.1.1 Une organisation modulaire à 3 niveaux 

 

Les modules MAPKKK, MAPKK et MAPK constituent la partie essentielle et centrale 

de la sous voie MAPK à laquelle ils appartiennent. Globalement, les voies MAPK (Mitogen-

activated Protein Kinase) sont phosphorylées sur leur thréonine et tyrosine par les MAPKK 

(dual specificity kinase MAPK Kinase) qui sont-elles mêmes phosphorylées par les MAPKKK 

(serine/thréonine MAPK Kinase Kinase) formant ainsi une cascade d’activation par 

phosphorylation ou cascade de signalisation (Schéma 8). Des kinases en amont (les kinases 

MAPKKK) et en aval des MAPK (comme les kinases MAPKAPK) existent dans certaines 

voies MAPK mais ne sont toutefois pas considérées comme parties intégrantes de la voie 

MAPK et ne sont pas toujours nécessaires à la signalisation de ces voies. Cependant, chaque 

module central peut se composer de différentes kinases résultantes souvent d’un épissage 

alternatif de certaines composantes. A ce jour, 12 MAPK, 7 MAPKK et 20 MAPKKK ont été 

identifiées dans les cellules de mammifères. Evidemment, le module MAPKKK est le module 

le plus diversifié et contrôle la spécificité d’activation à différents stimuli. Autrement dit, un 

grand nombre de MAPKKK active un nombre plus limité de MAPKK, qui conduit à 

l’activation spécifique de certaines voies MAPK. Les MAPKKK possèdent différents 

domaines régulateurs qui ne sont pas retrouvés chez les MAPKK et les MAPK, comme les 

domaines SH3 (prolin rich sequence for binding SH), PH (Pleckstrin homology) et de liaison à 

l’ATP. Ces 3 domaines peuvent être très diversifiés, ce qui permettra finalement une plus 

grande flexibilité et une plus grande adaptation dans la réponse à un grand nombre de stimulus 

d’origine extracellulaire. De plus, les trois modules MAPK peuvent être de plus 

differentiellement exprimés selon le type cellulaire ou l’origine du tissu (Raman et al., 2007). 

Il est important de souligner qu’un même module MAPKKK peut être impliqué dans plusieurs 

voies MAPK tels que les modules MEKK et MLK par exemple. 

Il existe un certain nombre de mécanismes permettant d’assurer l’efficacité et la 

spécificité de la réponse UV évoquée par les MAPK. Ces mécanismes sont multiples et 

concernent les protéines d’échafaudage des cascades MAPK, les interactions avec le domaine 
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catalytique de la kinase ainsi que les interactions d’arrimage (docking interaction) entre les 

partenaires des voies MAPK. Ces interactions sont essentielles pour la spécificité et 

l’efficacité du signal relayé par les MAPK (Takekawa et al., 2005). Les domaines d’arrimage 

entre les MAPKKK et les MAPKK sont particulièrement importants pour la spécificité. Chez 

les mammifères, il existe différents domaines d’arrimage tels que les domaines variables DVD 

des MAPKK (permettant l’interaction avec les voies MAPKKK) et les domaines conservés 

CD (Biondi and Nebreda, 2003; Tanoue and Nishida, 2003). Les interactions d’arrimage 

forment ainsi un des mécanismes principaux de la reconnaissance du substrat par les membres 

des voies MAPK, mais il n’est pas le seul. L’intervention des protéines d’échafaudage 

(scaffold protein) ou adaptatrices permettra aussi d’augmenter la spécificité de la réponse 

MAPK. 

 

 

 

 

 

 

 

Schéma 8: Les voies MAPK, une organisation modulaire à trois niveaux.  

 

Chaque voie MAPK est constituée d’une cascade de phosphorylation successive conduisant à la modification de la 

signalisation cellulaire et des programmes transcriptionnels. 
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6.1.2 Les protéines d’échafaudage des voies MAPK 

 

 

L’intensité, la spécificité et la durée de la signalisation MAPK sont entièrement 

contrôlées. Il semble que l’activation enzymatique d’une cascade MAPK ne soit pas suffisante 

pour une propagation efficace de la réponse évoquée en amont. Il se trouve que les cellules ont 

développées des protéines d’échafaudages qui permettront une régulation spatiale et 

temporelle de l’activité de ces cascades. Ces échafaudages moléculaires ou cargos 

moléculaires peuvent lier plusieurs membres d’une même cascade MAPK comme les 

MAPKKK, les MAPKK et les MAPK. Ces protéines d’échafaudages sont en générales 

dépourvues d’activité enzymatique et leur rôle consiste simplement à mettre les modules 

MAPK d’une cascade donnée en proximité spatiale dans le but d’augmenter et de favoriser 

l’efficacité et la spécificité de la cascade de phosphorylation MAPK. Ces cargos peuvent aussi 

réguler la localisation cellulaire ou le compartiment cellulaire d’origine du signal 

(Bandyopadhyay et al., 2010; Biondi and Nebreda, 2003). Ces protéines d’échafaudage furent 

en premier lieu identifiées dans la cascade ERK chez la levure (Elion, 2001) puis plus tard 

chez les mammifères (Roy et al., 2002; Roy and Therrien, 2002), et furent ensuite observées 

aussi pour les autres voies MAPK. Certaines de ces protéines sont spécifiques exclusivement à 

certaines voies MAPK alors que d’autres peuvent servir de module d’échafaudage dans 

plusieurs voies. Les représentants les plus connus de ces modules particuliers sont, chez les 

mammifères, le cargo JIP1 (Whitmarsh et al., 1998), KSR (Roy et al., 2002), β-arrestin 

(McDonald et al., 2000) et JLP (Lee et al., 2002). Par exemple, JLP peut former un complexe 

avec MKK4 et JNK1 (Lee et al., 2002) alors que JIP1 peut former un complexe avec MLK, 

MKK7 et JNK1 (Morrison and Davis, 2003). Ainsi la diversité, la compartimentation et la 

flexibilité de certaines protéines d’échafaudage participent à l’activation spécifique des MAPK 

ainsi qu’à la limitation temporelle de leur activité enzymatique (Dhanasekaran et al., 2007). 

Leur rôle rend l’intégration et la conséquence du signal évoqué plus complexe, et ceci dans le 

but de réguler finement leurs actions pléiotropiques.  

 



62 

 

Bien que les MAPK canoniques possèdent un identité de séquence de 40 % entre elles 

(Wilson et al., 1996), toutes ces kinases présentent une structure commune, similaire et sont 

schématiquement constituées de deux lobes globulaires, dont un petit lobe N-terminale 

(constitué de feuillets β) et un lobe C-terminal (constitué d’hélices α)(Wang et al., 1997; 

Wilson et al., 1996). Le site catalytique se retrouve à l’interface entre ces deux lobes. 

L’activation des MAPK est enclenchée par la phosphorylation double sur les résidus thréonine 

et tyrosine hautement conservés et localisés dans le sous domaine VIII de la boucle 

d’activation (activation loop ou T-loop). Cette phosphorylation augmente la capacité d’induire 

des changements structuraux suffisants pour induire de 1000 fois l’activité kinase de ces 

dernières (Robbins et al., 1993). Cette boucle d’activation est, en fait, une extension flexible 

de lobe C-terminal, localisée à proximité du site actif dont le consensus est T-X-Y pour toutes 

les MAPK canoniques où T représente invariablement une thréonine et Y une tyrosine. Le 

résidu X peut varier selon les MAPK, et être représenté par un acide glutamique (E) pour 

ERK1/2, par une proline (P) pour JNK1/2 et une glycine (G) pour p38α/β (Chen et al., 2001).  

 

Les mécanismes moléculaires responsables de l’augmentation d’activité des voies 

MAPK sont communs à toutes les voies MAPK canoniques. Succinctement, la 

phosphorylation des motifs T-X-Y dans la boucle d’activation entraine un remodelage de cette 

dernière ayant pour conséquence de moduler la conformation du site actif dans une 

conformation favorable à son activité enzymatique (Cobb and Goldsmith, 2000). Néanmoins, 

il existe certaines évidences indiquant que les voies MAPK peuvent être activées par réaction 

d’autophosphorylation et que ces dernières sont capables de former des homo-dimères. Ce 

type de mécanisme a été observé pour les trois voies MAPK canoniques ERK1/2, JNK1/2 et 

p38α/β. Cependant ce type d’activation serait très minoritaire par rapport au mécanisme de 

phosphorylation double (Nitta et al., 2008). 

 

Une fois la MAPK activée, celle-ci peut aller directement phosphoryler les motifs 

Ser/Thr-Pro [(S/T)P] de leurs cibles qui peuvent être présentes dans le noyau ou le 

cytoplasme. Parmi ces cibles, on retrouve également des kinases telles que RSK, MNK 

(MAPK-interacting Kinase), MAPKAPK (MAPK-activated Protein Kinase) et les kinases 

MSK (Mitogen and Stress activated protein Kinase). 



63 

 

6.1.3 Le contrôle de l’activité des voies MAPK 

 

L’activité des voies MAPK est, bien entendu, transitoire et possède une limitation dans 

le temps. La durée, l’amplitude de l’activation de ces voies MAPK sont cruciales pour 

déterminer la réponse cellulaire. Globalement, les cascades MAPK sont dynamiquement 

régulées par phosphorylations et interactions protéine-protéine avec un haut degré de 

flexibilité. Toujours du point de vue dynamique, les cascades MAPK pourraient être vues 

comme un complexe multiprotéique soumis à son cycle d’association et dissociation qui 

pourrait être fortement stabilisé par de faibles modifications telles que la phosphorylation mais 

aussi par d’autres mécanismes. L’un des mécanismes principaux permettant le contrôle de 

l’activité des modules MAPK est la déphosphorylation. En effet, le retrait du groupement 

phosphate des résidus thréonines et tyrosines, assuré par les tyrosine-phosphatases et les 

Serine/Thréonine phosphatases, les phosphatases MKP et les Ser/Thr/Tyr phosphatases ou 

DUSP (Dual Specificity Phosphatase). Cette dernière sous classe de phosphatases regroupe un 

nombre important de protéines phosphatases dont l’implication dans la régulation des voies 

MAPK reste à démontrer pour un grand nombre d’entre elles. On retrouve ainsi des 

phosphatases MKP tyrosine spécifiques telles que HePtP, PTP-SL, et des MKP Ser/Thr 

spécifiques comme PP2A, PP2C (Kondoh and Nishida, 2007). L’inactivation des MAPK par 

les MKP consiste en une réaction catalytique en 2 étapes. Les MKP ont des profils 

d’expression et de spécificité différents selon les cascades MAPK. En effet, la liaison directe 

d’une MKP sur une MAPK entraine une activation de l’activité phosphatase par un 

mécanisme où l’activation enzymatique est induite par le substrat, grâce à un réarrangement 

allostérique. Certaines MKP ont une expression induite et contrôlée par la cascade MAPK 

dans laquelle elles interviennent, ce qui permet une sorte de mécanisme de rétrocontrôle 

négatif. En raison du rôle fondamental des MAPK dans la régulation de processus biologiques 

majeurs, leur activité doit être finement régulée. Par exemple, la durée de l’activité ERK est 

déterminante pour la survie cellulaire (Marshall, 1995). La régulation spatiotemporelle de 

l’activité des cascades MAPK est donc très complexe, en raison de la multiplicité des 

mécanismes possibles et du nombre important d’intervenants, ayant une action non-exclusive 

et concomitante. De plus, les MKP peuvent être localisées spécifiquement dans certains 
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compartiments cellulaires comme MKP-1 qui démontre une expression presqu’exclusivement 

nucléaire alors que MKP-3 possède une localisation plutôt cytoplasmique. 

Il existe un certain nombre de points de communication (crosstalk) entre les cascades 

MAPK, ce qui rajoute un niveau supplémentaire de complexité en réponse aux signaux de 

stress. Ces points de communications peuvent se situer à différents niveaux bien que les 

MAPKKK présentent le nombre le plus élevés de points de communication entre les cascades 

(Junttila et al., 2008). Les voies MAPK peuvent aussi phosphoryler les mêmes cibles en aval, 

tel que p53 et c-fos, pour moduler l’activité transcriptionnelle de ces facteurs. Quoiqu’il en 

soit, tous ces niveaux de régulation de leur activation rendent difficile toutes déductions sur la 

réponse exacte cellulaire qui pourrait être observée. Cependant, elles ne doivent pas être 

continuellement activées, et par conséquent, l’induction d’un mécanisme de rétrocontrôle est 

déterminant pour la rapidité et la durée de l’activation d’une voie MAPK donnée. Les 

mécanismes développés par les cellules pour contrôler étroitement ces activités MAPK 

forment finalement un ensemble coordonné agissant de façon spécifique ou non spécifique à 

une ou plusieurs voies MAPK pour réguler avec précision la réponse aux stress génotoxiques. 

 

 

 6.2 La cascade ERK1/2 

 

La cascade ERK1/2 fut la première cascade MAPK identifiée et l’une des mieux 

caractérisées et comprises à ce jour (Ray and Sturgill, 1988; Sturgill et al., 1988). Au début, la 

transmission des signaux par la cascade ERK furent associés à la prolifération et la croissance 

cellulaire alors qu’aujourd’hui, il a été démontré que la voie ERK régule un très grand nombre 

de processus cellulaires. En effet, la cascade ERK1/2 est reconnue comme la voie de 

signalisation des signaux mitogènes et des agents de dommages à l’ADN. Les MAPK ERK1 

et ERK2 présentent 80 % d’homologie de séquence entre elles et possèdent une expression 

ubiquitaire avec des niveaux plus élevés dans le tissu cardiaque, cérébral et dans le muscle 

squelettique (Boulton et al., 1991). Les kinases MEK1 et MEK2 (MAPK/ERK kinase), qui 

sont les MAPKK de la cascade ERK1/2, activent ERK1 et ERK2 par phosphorylation sur leur 

boucle d’activation au site T-E-Y. MEK1 et MEK2 et sont préalablement activées par c-Raf. 

Suite à cette activation, ERK1 et ERK2 vont se dissocier de leur protéine d’échafaudage pour 
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se transloquer transitoirement du cytoplasme vers le noyau pour activer les facteurs de 

transcription nécessaires aux programmes d’expressions géniques en réponse à un stimulus 

donné (Roux and Blenis, 2004). D’ailleurs, il semble que dans des cellules non stimulées, 

ERK1 et ERK2 sont retenues dans le cytoplasme par association avec des protéines d’ancrages 

comme les protéines du cytosquelette et les phosphatases. ERK1 et ERK2 se transloquent 

vraisemblablement dans le noyau par simple diffusion ou par transport actif (Adachi et al., 

1999). Ces mécanismes restent toutefois encore mal caractérisés (Casar et al., 2008). En plus 

des MKP, RKIP (Raf Kinase Inhibitory Protein) est un régulateur important de cette voie et 

possède, en plus, la particularité de pouvoir se lier à chaque module de la cascade MAPK et 

ainsi empêcher certaines interactions entre les modules. RKIP pourrait aussi interagir avec 

d’autres kinases.  

 Pour résumer, la voie ERK1/2 est principalement activée par les récepteurs 

membranaires RTK, qui sont des récepteurs aux facteurs de croissance, et peut aussi être 

activée par les récepteurs couplés à la protéine G (GPCR). En fait, ERK1/2 peut être activée 

en amont par un grand nombre d’effecteurs et entrainer une grande variété de réponses, qui 

seront permises par le nombre important de gènes régulés par cette voie MAPK. D’ailleurs, 

ces gènes ont été dénombrés à plus de 150 (Yoon and Seger, 2006). ERK1/2 joue donc un rôle 

primordial dans les signaux des facteurs de croissance, et pourrait donc promouvoir la survie 

et la croissance sous les conditions basales mais aussi de stress cellulaire. Ces réponses de la 

voie ERK pour un même stimulus semblent toutefois dépendre de l’origine du tissu et des 

conditions imposées par l’environnement cellulaire. 

 

 

6.3 La cascade JNK1/2 

 

La cascade JNK1/2 fut originellement découverte en au début des années 1990 et fut 

identifiée comme la cascade SAPK (Stress Activated protein Kinase) simplement en raison de 

sa réponse à un grand nombre de stress environnementaux. JNK a été découverte par sa 

capacité à augmenter exclusivement l’activité transcriptionnelle du facteur de transcription c-

jun par phosphorylation (Derijard et al., 1994; Hibi et al., 1993). Les cascades JNK1 et JNK2 

sont activées en réponse à une variété de stress cellulaires (comme le stress osmotique, 
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l’inhibition de la synthèse protéique, le choc thermique, les dommages à l’ADN, l’ischémie et 

enfin les UV) et se trouvent impliquées dans la régulation de l’apoptose, l’inflammation, la 

production de cytokines et aussi dans la neurodégénèrescence. En comparaison avec la voie 

ERK1/2, la cascade JNK1/2 est plus complexe. Il existe à ce jour, au moins 10 isoformes JNK, 

résultantes d’épissages alternatifs à partir des gènes JNK1, JNK2 et JNK3. Ces isoformes sont 

variablement activées et exprimées dans les cellules. Ces gènes, aussi dénommés SAPKα, 

SAPKβ et SAPKγ respectivement, sont aussi exprimés de façon ubiquitaire mais avec 

toutefois une exception. JNK3 est uniquement exprimée dans le cerveau. La cascade JNK1/2 

est déclenchée par une variété d’activateurs extracellulaires, dont un grand nombre sont des 

agents de stress. Il semble que là aussi, les récepteurs aux cytokines et aux facteurs de 

croissances jouent un rôle important. Ces récepteurs membranaires situés à la surface 

cellulaire pourraient être activés de façon indépendante du ligand (voir section 7.1). 

L’activation de la cascade JNK1/2 est plus complexe que la cascade ERK1/2, d’une part en 

raison du plus grand nombre de MAPKKK (au moins 13) pouvant être activées par les RTK 

et/ou par les GTPases de la famille rho (ρ). Ces MAPKKK sont représentées, entre autre, par 

ASK, MLK1-3, MEKK1 et MEKK4, qui peuvent elles-mêmes être activées par les 

MAPKKKK, représentées par PAK, GCK, TRAF et Shc (Kyriakis, 1999). Toujours de façon 

similaire à ERK1/2, l’activation des MAPK JNK1 et JNK2 est assurée par MKK4 et MKK7 

(Davis, 2000) où MKK7 favorise plutôt la phosphorylation des thréonines alors que MKK4 

favorise plutôt l’activation des tyrosines (Fleming et al., 2000). Une fois activées, elles aussi 

se transloqueront dans le noyau pour phosphoryler un certain nombre de facteurs de 

transcription dont c-jun, ATF-2, NFAT, HSF-1, Elk1. c-jun est peut être l’un des plus 

importants facteurs de transcription activés par la cascade JNK1/2. Cette exclusivité pour la 

voie JNK est en partie causée par ses spécificités structurales des sites de phosphorylation de 

ce dernier et résulte en une augmentation de l’activité transcriptionnelle d’AP-1, comme 

mentionné avant. Ce facteur AP-1, une fois activé, régulera un nombre important de gènes 

impliqués dans la survie, l’apoptose et la réponse aux stress cellulaires (Davis, 2000). 

Cependant, là aussi, cette exclusivité de c-jun pour la voie JNK n’est plus tellement vraie car, 

dans certaines conditions, celui-ci peut aussi être phosphorylé par les MAPK ERK1 et ERK2 

(Morton et al., 2003), de la même façon que c-Fos et Elk-1. 
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La cascade JNK possède aussi sa protéine cargo qui lui est spécifique comme JIP1, qui 

de plus possède une certaines affinités avec les facteurs de transcription c-jun et ATF rendant 

ainsi la cascade JNK1/2 beaucoup plus efficace. Plus exactement, on distingue aujourd’hui, 5 

protéines d’assemblage ou cargos des cascades JNK1 et JNK2, nommées JIP1, JIP2, JIP3, JLP 

et POSH (Engstrom et al., 2010). Les protéines JIP peuvent être à la fois des activeurs et des 

inhibiteurs de la cascade JNK1/2. Cette multiplicité des protéines d’assemblages ne fait 

qu’augmenter encore la complexité de la régulation. Finalement, la fonction probable de ces 

protéines d’échafaudages est de concentrer les modules MAPK dans un espace restreint 

permettant une signalisation beaucoup plus efficace. De plus JIP2 et JIP3 pourraient aussi 

intervenir dans les cascades p38α/β et ERK1/2. Les protéines JIP sont essentielles à la 

régulation spatio-temporelle de la cascade JNK1/2 notamment au cours du développement 

puisque leur ablation chez la souris entraine une mortalité embryonnaire sévère (Yang et al., 

1998b). Bien entendu, il existe aussi un certain nombre de points de communication de la voie 

JNK1/2 avec les voies ERK1/2 et p38α/β ainsi que Akt (Dickens et al., 1997). 

 

6.4 La cascade p38α/β/γ/δ 

 

De la même façon que les autres voies MAPK, la cascade p38-MAPK est aussi une 

voie de signalisation de stress, elle aussi activée par un grand nombre de stimulus. 

Globalement, la cascade p38-MAPK est activée par les cytokines et leurs récepteurs. La voie 

p38 est notamment impliquée dans la différentiation cellulaire, l’inflammation et dans la 

réponse aux stress environnementaux. Brièvement, la cascade p38-MAPK est représentée par 

4 MAPK p38 nommées, p38α (MAPK14), p38β (MAPK11), p38γ (MAPK12, ERK6), p38δ 

(MAPK13, ERK4), qui ont également des variants. En fait la voie p38-MAPK peut être 

divisée en deux sous-groupes, l’un comprenant p38α et p38β et l’autre comprenant p38γ et 

p38δ selon leur identité de séquence.  

 Les cascades p38-MAPK peuvent être activées tout comme les cascades JNK1/2 par 

un certain nombre de MAPKKK comprenant entre autre ASK1, MLK, TAK1 et aussi 

certaines kinases MEKK. La plupart de ces MAPKKK sont aussi capables d’activer la cascade 

JNK1/2. L’implication de ces MAPKKK dépend essentiellement du stimulus et du type 

cellulaire étudié (Cuevas et al., 2007). Une fois activées, par le stress ou les cytokines, les 
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MAPKKK vont aller activer à leur tour les MAPKK. Tout comme les autres voies MAPK, 

p38α et p38β sont activées in vitro comme in vivo par un certain nombre de MAPKK dont 

trois principales, MEKK3/MEKK6 et MEKK4/MEKK3 et MKK6 sont hautement spécifiques 

de la cascade p38-MAPK et n’exercent aucun effet sur les cascades ERK1/2 et JNK1/2 

(Raingeaud et al., 1996). De plus, MKK6 peut phosphoryler toutes les isoformes de la cascade 

p38-MAPK alors que MKK3 agit seulement sur p38α, p38γ et p38δ. Ces dernières, tout 

comme les autres MAPK seront activées par phosphorylation sur leur motif T-G-Y, pour 

ensuite aller phosphoryler un certain nombre de cibles, en aval, après leur translocation au 

noyau. Cependant p38-MAPK pourrait aussi s’activer par autophosphorylation de façon MKK 

indépendante (Diskin et al., 2007). 

 La voie p38α/β possède contrairement à JNK1/2 un petit nombre de protéines 

d’échafaudage telles que JIP1 et JIP4, seulement. Les MAPK p38 ont des cibles nucléaires 

mais aussi cytoplasmiques. La MAPK p38 activée peut s’accumuler dans le noyau et aussi 

dans le cytoplasme. Cette localisation dépendrait du stimulus ou de l’origine du stress (Roux 

and Blenis, 2004). Les voies p38α/β/γ/δ phosphorylent un ensemble de cibles comprenant des 

protéines kinases, des facteurs métaboliques, de facteurs de la traduction et des protéines du 

cytosquelette.  

Les voie p38-MAPK ont la particularité de phosphoryler une classe particulière de kinases en 

aval du module MAPK, qui leur sont spécifiques, les protéines kinases MK (MAPKAPK). Les 

substrats de cette famille comprennent en autre, des régulateurs du cycle cellulaire, de 

l’apoptose et des facteurs de transcription. Les fonctions des kinases MK sont multiples et 

concernent la migration cellulaire, le réarrangement du cytosquelette, le remodelage de la 

chromatine, la régulation du cycle cellulaire et l’apoptose. Il y a 3 MK impliquées dans la 

cascade p38-MAPK, dont MK2 (MAPKAPK2), MK3 (MAPKAPK3) et MK5 (MAPKAPK5). 

Ces kinases se localisent dans le cytoplasme et aussi dans le noyau, dont l’activation modifiera 

leur localisation subcellulaire. En effet, leur activation semble couplée à leur exportation 

nucléaire. Par exemple, MK2 et MK3 semblent activées que par la voie p38α/β et non par les 

voies p38γ et p38δ bien qu’il ait été aussi rapporté que ces kinases MK peuvent être activée 

ERK1/2 et JNK1/2 (Gaestel, 2006). Ces évènements semblent toutefois très rares. MK5, en 

revanche, ne semble activé uniquement que par la cascade ERK3. Dans le noyau, les kinases 

p38α et p38β vont phosphoryler un certain nombre de facteurs de transcription représentés 
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notamment par p53, ATF2, CHOP, STAT1 et MEF2 (Roux and Blenis, 2004), qui peuvent 

eux aussi être phosphorylés par les autres voies MAPK. La durée d’activation des voies 

p38α/β/γ/δ sont régulées par des phosphatases non exclusives à cette voie comme MKP7, 

PP2C, PTP.  

 

 Toutes les cascades MAPK ont leur importance et forment une signalisation centrale 

pour l’adaptation cellulaire aux changements environnementaux. Leur régulation doit être 

intimement contrôlée pour éviter tous dérèglements qui pourraient conduire à des situations 

pathologiques comme l’apparition du cancer, des malformations développementales et des 

maladies cardiovasculaires. Regardons plus en détails les rôles spécifiques de ces voies 

MAPK dans une situation beaucoup plus banale et fréquente telle qu’une exposition au soleil.  

 

 

7 Activation et rôles des voies de signalisation MAPK dans la réponse aux UV 

 

 

7.1 Activation des cascades MAPK par les UV dans les cellules de mammifères 

 

Très tôt, les cascades MAPK ont montré leur capacité à être activée par les UV, 

puisque cette propriété fut à l’origine même de leur identification (Hibi et al., 1993; Minden et 

al., 1994). En raison des différences de longueur d’ondes UV utilisées (UVA, UVB ou UVC), 

les voies MAPK peuvent présentées différents mécanismes et origines d’activation. Par 

exemple les UVA vont induire un plus grand nombre de ROS et de dommages oxydatifs que 

les UVC. En effet, il s’avère que les MAPK peuvent être activées différemment en fonction de 

l’énergie UV incidente (Kabuyama et al., 2001), et selon le type cellulaire étudié (Bode and 

Dong, 2003; Bomser, 2002). Bien qu’il existe beaucoup de résultats contradictoires dans la 

littérature, un grand nombre d’études rapportent toutefois une activation concomitante des 

trois voies MAPK JNK1/2, ERK1/2, p38α/β par exposition aux UV, qu’il s’agisse d’UVA, 

d’UVB ou bien d’UVC. Cependant l’origine de leur activation reste encore mal comprise et ne 

résulterait pas d’un mécanisme unique mais de la convergence de plusieurs mécanismes ou 

évènements moléculaires. De plus, l’induction des voies MAPK pourrait dépendre aussi de 

l’activation des voies de signalisation nucléaires. Même si la réponse cellulaire aux UV est 
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induite par la convergence de signaux cytoplasmiques est nucléaires, dépendants ou non de la 

présence de dommages, il semble toutefois que les MAPK soient aussi activées par des 

mécanismes indépendants de la présence du dommage. Il reste difficile d’exclure toutes 

participations de la présence du dommage à l’ADN dans cette réponse, qui resterait cependant 

très minoritaire (Adler et al., 1995). De plus, il a déjà été rapporté que la cascade JNK peut 

être activée en absence de dommages à l’ADN  dans des cellules HeLa énuclées et dans 

d’autres types cellulaires (Roduit and Schorderet, 2008; Song and Lee, 2007). Il a aussi été 

montré, très tôt, que l’activation des kinases Ras et src par les UV, qui sont localisées à 

proximité de la membrane plasmique, sont capables d’activer la cascade ERK1/2 et c-jun 

(Devary et al., 1993; Devary et al., 1992) et que cette activation est un évènement précoce 

(Devary et al., 1993; Sachsenmaier et al., 1994b). Les MAPK seraient donc plutôt activées par 

des mécanismes émanant de la membrane plasmiques et par certains récepteurs membranaires 

(Rosette and Karin, 1996), ce qui renforce le rôle de relais, des voies MAPK, des signaux de la 

membrane vers le noyau. 

 

Modèle d’activation des MAPK par les UV : P. Rosette et M. Karin ont proposé, très tôt, que 

l’activation des récepteurs des facteurs de croissances par les UV pouvait être l’étape initiale 

de la réponse UV indépendant du noyau ou de l’induction de dommages à l’ADN (Devary et 

al., 1993; Rosette and Karin, 1996). Dans ce modèle, l’activation des récepteurs à tyrosine 

kinase (RTK) semble se produire indépendamment de la fixation de ligand (Derheimer et al., 

2007; Knebel et al., 1996). Une augmentation de l’activité EGFR de façon indépendante de la 

présence du ligand fut, en effet, rapportée dans plusieurs systèmes cellulaires après une 

exposition aux UV et que cette activation corrèle l’activité de la cascade ERK1/2 induite (El-

Abaseri et al., 2005; Huang et al., 1996; Sachsenmaier et al., 1994b). L’un des mécanismes 

retenus dans ce phénomène se caractérise par une autophosphorylation des RTK accompagnée 

par une inhibition des protéines phosphatases, qui régulent l’activité RTK, et aussi des 

phosphatases MAPK (MKP) (Knebel et al., 1996). L’activation des RTK serait générée par 

perturbation de la structure physique de la membrane, provoquée par l’absorption de l’énergie 

UV par les lipides membranaires. Cet effet inhibiteur des UV serait entre autre généré par des 

dommages oxydatifs cytoplasmiques et par les ROS générées au niveau de la membrane 

(Knebel et al., 1996). Ici, aussi, il peut exister des contradictions. Il a aussi été rapporté que 



71 

 

dans les mêmes lignées cellulaires, aucune activation EGFR n’a pu être détectée alors que les 

kinases MEK1/2 et ERK1/2 sont activées (Oksvold et al., 2002). Même si les mécanismes 

d’activation RTK sont encore mal compris, le modèle précèdent reste d’actualité, et à tout de 

même été confirmé depuis (Iordanov et al., 2002). Même si aucun récepteur n’a été encore 

formellement identifié comme l’initiateur principal de la signalisation MAPK induite par les 

UV, d’autres classes de récepteurs autres que les RTK peuvent participer à cette activation. En 

effet, les récepteurs aux hydrocarbures polycycliques (AhR) semblent participer à l’activation 

de la voie ERK1/2 (Fritsche et al., 2007). Plus précisément, les photoproduits du tryptophane 

seraient de bons ligands pour ce récepteur nucléaire, qui une fois transloqué dans le noyau, 

provoque l’internalisation de EGFR et l’activation subséquente de la voie ERK1/2 (Fritsche et 

al., 2007). De plus, il a été rapporté que EGFR semble capable de se transloquer au noyau 

après une exposition aux UV pour moduler l’expression de certains gènes (Xu et al., 2009). Ce 

phénomène de translocation d’un récepteurs membranaire vers le noyau est relativement 

nouveau et de fonction physiologique encore inconnue. De plus, cet évènement a aussi été 

observé pour FGFR (Reilly and Maher, 2001). Bien évidemment, EGFR n’est pas non plus le 

seul récepteur RTK auto-activé par les UV, il y a aussi le récepteur FGFR (Fibroblast Growth 

Factor Receptor), le récepteur InR (Insulin Receptor) et le récepteur PDGFR (Platelet-

Derived Growth Factor Receptor). Les mécanismes d’activation pour les autres voies MAPK 

JNK1/2 et p38α/β sont bien moins connus probablement en raison de la plus grande 

complexité MAPKKK et des origines plus nombreuses de leur activation. Néanmoins, pour 

ces 2 voies MAPK, en aval des RTK, certaines MAPKKK, intervenant dans ces deux voies, 

furent activées par les UV. Tel est le cas pour MKK3, MKK6 et MKK1 qui seraient, de plus, 

essentielles à l’activation in vivo de p38-MAPK par les UV (Reilly and Maher, 2001). Plus en 

amont des MAPKKK, il y a aussi Rac et CDC42 qui sont également activées par les UV (Xia 

et al., 2000). Il y a aussi la voie EGFR/Grb2/MEKK1/SEK1/JNK1 (Xia et al., 2000), qui 

indique que JNK1 peut être aussi induite par les RTK et que ce mécansime n’est finalement 

pas exclusif à la voie ERK1/2 car il y aurait possiblement la voie c-Met/Gab1/JNK1 ou c-

Met/Gab1/ ERK1/2. 

En conclusion, l’activation des MAPK par les UV reste encore aujourd’hui un 

phénomène complexe. La multiplicité des modes possibles d’activation, l’absence d’un 

senseur UV unique ainsi que l’absence d’expression de programmes transcriptionnels définis 
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et spécifiques aux UV, font que les phénotypes cellulaires résultant de cette réponse UV, 

médiés par les MAPK, sont hétérogènes, difficiles à prévoir et probablement dépendants de 

d’autres voies de signalisation cellulaires. En raison des données divergentes dans la 

littérature, les modes d’activation MAPK ainsi que leur activation elle-même dépendront 

essentiellement du type cellulaire étudié et de la longueur d’onde UV incidente.  

 

 

7.2 Rôles et fonctions apoptotiques des cascades MAPK activées par les UV 

 

 

L’activation normale des voies MAPK par les UV semble avoir un rôle plutôt 

protecteur à l’échelle de l’organisme face à l’induction de dommages protéiques, lipidiques et 

à l’ADN provoquée par les UV. Par exemple, lorsque les dommages de tous genres sont trop 

élevés pour la vie cellulaire post UV, les voies MAPK avec d’autres voies coopéreront pour 

promouvoir plutôt l’apoptose que la survie cellulaire, dans ce contexte précis. L’apoptose est 

un processus cellulaire primordial pour le développement d’organismes multicellulaire pour 

éliminer les cellules endommagées suite à une exposition à des génotoxiques endogènes 

comme exogènes. Ce processus, quand il est induit par les UV, fait intervenir les récepteurs de 

surface cellulaire, les ROS et les dommages à l’ADN (Vetta et al., 2009). Ceux-ci conduiront 

ensembles à l’activation des caspases et protéases exécutrices de l’apoptose. La contribution 

des ROS dans l’apoptose induite par les UV est toutefois encore sujette à débat même s’il 

semble que les CPD soient les principaux déclencheurs de l’apoptose dans les cellules 

normales et que ce soit les 6-4PP, les déclencheurs dans les cellules NER-déficientes (Lo et 

al., 2005). Plus exactement, il y a deux voies de signalisation pour activer les caspases post-

UV. Il y a la voie extrinsèque qui est initiée par les récepteurs de mort cellulaire à la surface et 

implique la caspase 8, et il y a la voie intrinsèque, ou mitochondriale, qui se composent de 

facteurs régulant les activités anti- ou pro-apoptotiques et qui nécessite la caspase 9. La voie 

intrinsèque semble la plus sensible pour la détection des signaux pro-apoptotiques (Kulms et 

al., 1999). Le rôle exact de chacune de ces voies, intrinsèques et extrinsèques dans l’apoptose 

induite par les UV reste mal défini et leur contribution respective est encore controversée. 

Cependant les UV semblent capables d’activer les récepteurs de mort cellulaire au niveau de la 
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membrane TNRF1, CD95/APO-1 en induisant leur regroupement membranaire et une 

augmentation de leur expression (Rosette and Karin, 1996). 

 

En dépit de l’activation des trois voies MAPK canoniques par les UV, la voie JNK1/2 

fut pendant longtemps considérée comme un acteur essentiel à l’apoptose induite par les UV et 

les IR (Rosette and Karin, 1996; Xia et al., 1995). Il est généralement accepté que les voies 

JNK1/2 et p38α/β sont importantes pour la signalisation de stress conduisant à la mort 

cellulaire alors que la voie ERK1/2 participe plutôt à la signalisation cellulaire de survie et de 

croissance cellulaire (Xia et al., 1995). En effet, un grand nombre d’études montrent un effet 

plutôt pro-apoptotique pour la voie JNK1/2 (Davis, 2000; Liu and Lin, 2005). D’ailleurs les 

souris déficientes Jnk1 et Jnk2 montrent une diminution de l’apoptose induite par les UV et 

que la phosphorylation de c-jun soit nécessaire à ce processus (Tournier et al., 2000). La voie 

JNK1/2 induit l’apoptose majoritairement par le mécanisme intrinsèque par stimulation du 

relargage du cytochrome-c par la mitochondrie (Lei and Davis, 2003). Aujourd’hui, il semble 

que la voie JNK1/2 soit plutôt une voie modulatrice de l’apoptose plutôt qu’une actrice directe 

de l’exécution de ce processus funèbre (Lin, 2003). La voie JNK1/2 n’est toutefois pas non 

plus une voie pro-apoptotique universelle, son activité peut aussi être anti-apoptotique. En 

effet, un nombre croissant d’études indiquent que cette voie est aussi douée d’activités anti-

apoptotiques et de survie (Lamb et al., 2003). Les mécanismes de cette activité anti-

apoptotique font encore l’objet d’études, mais cette fonction serait dépendante de p53. Plus 

exactement l’arrêt du cycle cellulaire induite par p53 post-UV pourrait être inhibé par 

l’activation de la voie JNK1/2 (Shaulian and Karin, 2002). Les modifications post-

traductionnelles de p53 par la voie JNK1/2 pourraient aussi moduler la réponse anti-ou pro 

apoptotique de cette dernière par déstabilisation de p53 (Fuchs et al., 1998; Potapova et al., 

2000b). Globalement, la fonction précise de la cascade JNK1/2 dans l’apoptose induite par les 

UV est relativement complexe et finalement difficile à prédire. Le destin spécifique d’une 

cellule exposée aux UV, ainsi que ses conséquences biologiques à cette échelle, dépendront de 

la dose UV appliquée, du type cellulaire, des autres voies MAPK et bien entendu de la durée 

des signaux MAPK. D’ailleurs il a été suggéré que la durée d’activation JNK1/2 serait 

déterminante pour la survie ou la mort cellulaire induite par les UV. Une activation courte 

mènerait plutôt vers la survie et une activation longue mènerait vers l’apoptose (Lamb et al., 
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2003; Ventura et al., 2006). Cette vision toutefois simpliste fait abstraction complète de la 

contribution des autres voies MAPK à ce phénomène (Xia et al., 1995). En effet, les cascades 

JNK1/2 et ERK1/2 semblent exercer leur action par un équilibre dynamique dont l’action pro-

apoptotique de JNK est inhibée par l’action de survie de la voie ERK1/2 (Herrlich et al., 2008; 

Xia et al., 1995). Bcl-2 jouerait un rôle pivot dans la réponse apoptotique post-UV dépendante 

de la voie p53-E2F. Pour complexifier encore plus cette réponse apoptotique, la cascade 

p38α/β peut venir aussi influencer cette réponse (Hildesheim et al., 2004; Porras et al., 2004). 

 

Tout comme la voie JNK1/2, la voie p38α/β peut posséder des fonctions pro-

apoptotiques (Hildesheim et al., 2004; Porras et al., 2004) et anti-apoptotiques (Gong et al., 

2010; Park et al., 2002b). Cette voie agirait en modulant un certain nombre de facteurs pro-

apoptotiques et anti-apoptotiques et utiliserait le mécanisme intrinsèque (Kim et al., 2006). La 

prédiction de la fonction pro-apoptotique ou anti-apoptotique de p38α/β après exposition UV 

sera, ici aussi, difficile à déterminer mais pourrait faire intervenir MK2 et p53 (Nakagawa et 

al., 2004; Reinhardt et al., 2007). En fait, p38α pourrait même être considérée comme un 

suppresseur de tumeur, mais cette question est encore en débat (Manke et al., 2005; Nemoto et 

al., 1998). De plus, la modulation de la tumorogénèse par p38α serait  indépendante de son 

rôle dans l’inflammation (Hui et al., 2007b). p38-MAPK pourrait aussi être un senseur du 

stress oxydatifs. Dans le contexte de la réponse UV, les effets protecteurs de p38-MAPK et de 

p53 pourraient aussi résulter de leur action sur les points de contrôles du cycle cellulaire. 

Enfin, il existe cependant, peu d’évidences suggérant une implication directe de la voie 

ERK1/2 dans l’apoptose induite par les UV. Cette voie semble plutôt exercer son activité pour 

la promotion de la survie cellulaire. 

 

 

7.3 Régulation de la progression cellulaire 

 

La maintenance de l’intégrité cellulaire et génomique est essentielle à la survie, d’où la 

nécessité d’exercer une contrôle étroit de la progression cellulaire dans les différentes phases 

du cycle cellulaire. Cette modulation ne peut s’effectuer que grâce à l’existence de points de 

contrôle du cycle cellulaire, comme les points de contrôle (ckeckpoint) G1/S, S et G2/M. 
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Depuis un certain temps, il est établi que les voies MAPK exercent un contrôle sur la 

progression des cellules dans les phases du cycle cellulaire. D’ailleurs les voies MAPK 

pourraient avoir des fonctions précises selon la phase du cycle cellulaire (Bulavin et al., 2001; 

Roovers and Assoian, 2000). De façon extrêmement simplifiée, ces points de contrôle 

exerceront leur activité majoritairement grâce aux effecteurs Chk1, Chk2 et MK2 (Donzelli 

and Draetta, 2003). Les voies JNK1/2, ERK1/2 et p38α/β peuvent en effet participer à la 

progression du cycle cellulaire par phosphorylation et stabilisation du régaleur p21waf1 

comme déjà mentionné (MacCorkle and Tan, 2005; Patel et al., 1998; Potapova et al., 2000a). 

Plus précisément, la voie JNK1/2 régule la progression basale du cycle cellulaire dont les 

transitions G1/S et intra-S en absence de stress, cette voie régule aussi la transition mitotique 

(G2/M) (Blandino and Dobbelstein, 2004; Mingo-Sion et al., 2004). Ces effets de l’activation 

JNK1/2 sur la progression du cycle cellulaire ne sont pas universels. Ici aussi, ils pourraient 

plutôt refléter des différences dans les isoformes de la cascade JNK. 

 La cascade ERK1/2 fut caractérisée d’essentielle pour la ré-entrée dans le cycle 

cellulaire en réponse aux signaux génotoxiques. L’activation de la cascade ERK1/2 conduira, 

en effet, à un arrêt G1 mais aussi à une augmentation de la progression G1/S (Ussar and Voss, 

2004). Pour expliquer ces différences de réponse, il semble que l’activation transitoire de la 

voie ERK1/2 stimule la progression du cycle cellulaire alors que l’activation prolongée 

stimulerait l’arrêt du cycle cellulaire (Roovers and Assoian, 2000). De plus, il existe une forte 

corrélation entre l’activité ERK1/2 et la progression dans les phases du cycle cellulaire. 

L’inhibition d’un seul des acteurs de cette voie comme Raf-1, MEK1, MEK2, ERK1 ou ERK2 

conduit une diminution drastique de la viabilité cellulaire et de la prolifération (Liu et al., 

2004). L’inhibition concomitante de MEK1 et MEK2 entraine un arrêt du cycle en G1 alors 

que l’inhibition seule de MEK1, conduit à un arrêt en G2. Des résultats inverses ont aussi été 

montrés (Ussar and Voss, 2004). Néanmoins, l’activité de la voie ERK1/2 semble nécessaire 

pour la progression cellulaire et peut moduler la progression des cellules dans les phases G1, 

S, G2/M.  

Tout comme les autres cascades, la cascade p38α/β est aussi impliquée dans la 

régulation de la progression cellulaire, et module plus particulièrement la transition G1/S et 

G2/M via MK2 (Bulavin et al., 2001; Manke et al., 2005). Cette cascade MAPK peut contrôler 

la transition G1/S par phosphorylation de p53 et de p21waf1 par exemple (Kim et al., 2002). 



76 

 

MK2 joue cependant un rôle important de ce contrôle de la progression cellulaire exercée par 

la voie p38α/β. En effet, MK2 semble spécifiquement participer au maintien des points de 

contrôles G1/S et G2/M en réponse aux UV (Thornton and Rincon, 2009). La participation de 

la cascade p38α/β dans le contrôle de la progression S et G2/M implique deux mécanismes 

p53-dependants par inhibition de CDC25B (Bulavin et al., 1999) ou via l’activation de MK2 

par p38α/β (Manke et al., 2005). Ces mécanismes de contrôles seraient aussi dépendants 

toutefois du type cellulaire étudié (Takenaka et al., 1998). En raison des rôles de p38α/β sur 

l’apoptose et la progression du cycle cellulaire, il a été proposé une fonction de suppresseur de 

tumeur tel que mentionné précédemment. La voie p38α/β contrôlerait donc la progression 

G1/S et G2/M suite à l’induction de dommages, principalement dans le but de laisser le temps 

à la cellule d’intégrer les différentes voies de signalisation et aussi de laisser le temps aux 

systèmes de réparation à l’ADN de s’exécuter. Cette fonction suppresseur de tumeur 

potentielle pourrait aussi s’appliquer à la voie JNK1/2. Beaucoup plus d’études sont encore 

nécessaires mais il se pourrait que dans quelques années, les voies MAPK soient considérées 

comme des voies suppressives de tumeurs, se révélant seulement dans des conditions 

particulières.  

 

En dépit du rôle des voies MAPK dans la réponse UV, leur rôle sur la réparation de 

l’ADN reste beaucoup moins bien documenté. En plus de réguler la réponse UV et en 

particulier la progression cellulaire pour favoriser une réponse des plus adaptées, l’activation 

des voies MAPK pourraient aussi bien stimuler l’efficacité des systèmes de réparation de 

l’ADN, en plus de la régulation des transitions des phases du cycle cellulaire. Leur activation 

globale pourrait donc être protectrice et ainsi démontrer leur rôle de relais du cytoplasme vers 

le noyau pour réguler les évènements d’élimination des dommages à l’ADN, qui sont 

purement nucléaires.  L’existence d’une telle stimulation d’origine cytoplasmique permettrait, 

sans aucun doute, à la cellule de s’adapter le plus rapidement possible aux changements 

d’environnements extracellulaires. L’étude de ce lien potentiel fera l’objet de la première 

partie de cette thèse. 
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Elliot.A. (2008). A sensitive flow cytometry-based nucleotide excision repair assay 

unexpectedly reveals that mitogen-activated protein kinase signaling does not regulate the 

removal of UV-induced DNA damage in human cells. J Biol Chem, 283, 5533-41. 

 

 

Article présenté en Annexe pour consultation 

 

 

Contributions : Tout les travaux présentés dans cet article ont été realisés par Raphael 

Rouget, à l’exception de l’optimisation de la méthode de réparation NER qui a été développée 

et optimisée par le Dr. Yannick Auclair et Raphael Rouget. Le Dr. el Bachir Affar a su 

apporter une aide technique et un regard critique lors de la discussion des résultats. Le Dr 

Martin Loignon a fourni le vecteur codant l’ARNsh de p53. Le Dr. Elliot Drobetsky et 

Raphael Rouget ont élaboré, analysé les expériences et écrit l’article cité juste au dessus.  
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I. A sensitive flow cytometry-based nucleotide excision repair assay 

unexpectedly reveals that mitogen-activated protein kinase signaling does 

not regulate the removal of UV-induced DNA damage in human cells 

 

 

 Globalement, la stratégie expérimentale, qui est proposée dans cette partie repose 

essentiellement sur une inhibition de l’activité MAPK induite par les UV. Cette stratégie 

devrait permettre de rendre compte de la participation de chaque voie MAPK dans la 

réparation des dommages induits par les UV. L’approche choisie, basée sur une inhibition 

pharmacologique et moléculaire, pour être concluante, doit utiliser une méthode d’analyse 

fiable, sensible et bien évidemment quantitative de la réparation des CPD et des 6-4PP par le 

NER. La méthode de réparation choisie doit aussi être réalisable dans des délais et de 

considérations de coûts raisonnables. Il existe un certain nombre de méthodes d’analyses 

quantitatives de la réparation des dommages induits par les UV, ayant chacune leur propre 

avantages et inconvénients en fonction de leur nature et de leurs principes techniques. 

 

 

I.1 Les méthodes d’analyses quantitatives de la réparation des dommages à l’ADN par 

excision de nucléotides 

 

Au cours de ces 5 dernières décennies, des méthodes d’analyse NER ont été 

développées et optimisées afin de détecter les dommages à l’ADN réparés par le système NER 

dans divers organismes. Seulement un petit nombre de méthodes permettent une étude 

quantitatives et ainsi d’établir une cinétique de la réparation des CPD et des 6-4PP. Bien que 

ces méthodes aient des principes différents, toutes peuvent refléter directement ou 

indirectement l’activité du NER. Dans ce paragraphe, seules les techniques les plus utilisées et 

reconnues seront abordées.  

Parmi les techniques communément utilisées pour mesurer la réparation de l’ADN 

chez les eucaryotes, il existe entre autre l’essai Comète, la méthode UDS, la technique de LM-

PCR et la détection par immuno-slot/dot blot. Comme nous allons le voir, certaines de ces 
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méthodes sont plus simples et versatiles que d’autres pour la détection des dommages, autres 

que les CPD et 6-4PP. 

 

 

I.1.1 L’essai Comète (Comet Assay) 

 

L’essai comète, aussi dénommé « single cell gel electrophoresis », est une technique 

permettant de détecter plusieurs types de lésions à l’ADN, comme les cassures simples brins 

ou les cassures doubles brins. Cette méthode, permet indirectement de refléter l’activité de 

réparation de l’ADN (Gedik et al., 1992; Singh et al., 1988). Du point de vue de son principe, 

un petit nombre de cellules sont resuspendues dans une couche mince d’agarose puis lysées et 

soumises à une électrophorèse, révélant, à l’aide d’un agent fluorescent intercalant de l’ADN, 

la quantité de dommages. Les cellules présentant un nombre important de dommages à l’ADN 

ont une migration de la chromatine plus étendue et ressemble à une traine de comète. Cet 

essai, selon les conditions de pH utilisées, peut détecter directement les SSB et les DSB et 

donc permettre de détecter l’activité d’incision des systèmes de réparation de l’ADN comme 

le NER. En effet, ces dommages peuvent être spécifiquement détectés par l’action spécifique 

de certaines endonucléases de réparation. L’essai Comète est simple et rapide. Il permet de 

détecter l’activité du GGNER (Dhawan et al., 2009; Gedik et al., 1992; Sauvaigo et al., 1998) 

mais aussi, par modifications, celle du TCNER (Spivak et al., 2009) à l’échelle du génome. 

Même si cette technique est versatile, la mesure de l’activité du NER est indirecte, d’autres 

systèmes de réparations de l’ADN peuvent être aussi impliqués. Certaines mesures pourraient 

ne pas refléter la réparation réelle des CPD et de 6-4PP. De plus des processus cellulaires tels 

que l’apoptose, consistant en une fragmentation de l’ADN, et la replication pourraient 

également interférer avec la mesure de la réparation observée (Rundell et al., 2003). Il est 

nécessaire de contrôler l’apoptose lors de ces expériences pour éviter ce biais physiologique. 

Cette technique, qui peut être automatisée, ne mesure la réparation qu’à l’échelle 

chromosomique mais peut toutefois être raffinée à l’aide de techniques d’hybridation (Stang et 

al., 2010) 
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I.1.2 Le test UDS (Unscheduled DNA Synthesis) 

 

 Le test UDS ou la synthèse non programmée de l’ADN, comme son nom l’indique 

mesure la synthèse de l’ADN en dehors de la phase S. La détection de cette synthèse de 

l’ADN non programmée («unscheduled») fut élaborée et développée par Rasmussen R.E. and 

Painter R.B. (Rasmussen and Painter, 1964). Le test UDS, au lieu de mesurer la disparition des 

dommages mesure plutôt l’apparition de l’ADN réparé par le NER. Plus exactement, il mesure 

l’incorporation d’une base radioactivement marquée dans l’ADN après une exposition aux UV 

(Cleaver, 1968; Painter and Cleaver, 1969). Cette méthode simple nécessite l’absence de toute 

réplication de l’ADN, qui pourrait aussi incorporer cette base radiomarquée (en l’occurrence, 

la thymidine tritiée). C’est pourquoi les cellules doivent être synchronisées au niveau de leur 

cycle cellulaire en phase G1 (traitement avec l’hydroxyurée, par confluence maximale pour 

des cellules primaires ou par privation du sérum). Cependant, même si avec cette technique, 

les cellules en phase S ont incorporé cette base radiomarquée à la fin de l’analyse UDS, cette 

incorporation sera très importante comparée à celle de l’UDS, ce qui permet toutefois 

d’exclure facilement les cellules en phase S de l’analyse. Ce test simple, tout comme l’essai 

Comète, ne permet pas de discerner la réparation des CPD et des 6-4PPs. Dans des temps 

cours (3-8 heures post-UV), l’UDS reflèterait plutôt la réparation des 6-4PP (Galloway et al., 

1994). 

Brièvement, les cellules de mammifères sont cultivées et synchronisées en phase G1 

afin de s’affranchir de la réplication, puis exposées aux UV et immédiatement misent en 

présence de thymidine tritiée de 3h à 24h. L’étape de synthèse du brin excisé due à la 

réparation de l’ADN par le NER sera visualisée par l’incorporation du radio-isotope à l’ADN 

nouvellement réparé. Cette incorporation reflète directement les niveaux d’ADN réparé. La 

quantification de la réparation de l’ADN peut se faire par comptage radio-isotopique à 

scintillations ou par autoradiographie (comptage des grains nucléaires, représentant les sites 

d’incorporation) (Kelly and Latimer, 2005). Le test UDS mesure principalement l’activité 

GGNER, et plus minoritairement celle du TCNER (1-10% des sites réparés). La réparation 

spécifique de chacun de ces systèmes reste difficile à discerner avec cette méthode. En fait, le 

test UDS reflète une réparation un peu plus rapide que la réalité. Cette méthode présente le 

désavantage d’avoir recours à une base marquée et nécessite souvent une longue exposition 
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autoradiographique (plus de deux semaines bien souvent). Cet essai est sensible à l’état 

physiologique des cellules utilisées. De plus, les écarts-types inter- et intra-expérimentaux sont 

très importants et résultent en une faible significativité statistique des effets observés. 

 

 

I.1.3 la technique de LM-PCR (Ligation-Mediated Polymerase Chain Reaction) 

 

L’analyse de la réparation par LM-PCR, basée sur la méthode de séquençage 

génomique a été dérivée pour mesurer la réparation du NER brin spécifique au niveau d’un 

locus de l’ADN génomique désiré. Plus exactement, dans le but de quantifier la disparition des 

dommages à l’ADN, cette technique utilise des sondes (ou amorces) d’ADN brin spécifiques 

(brin transcrit ou non transcrit) en conjonction avec une hybridation de type Southern. Les 

avantages de cette technique résident dans la capacité de suivre la réparation des 6-4PP 

(Pfeifer et al., 1991) et des CPD (Pfeifer et al., 1992) et sa capacité de cartographier les sites 

de dommages à la résolution nucléotidique dans un locus génomique donné. 

Simplement, cette méthode implique plusieurs étapes de manipulation en commençant 

par la conversion des lésions à l’ADN génomique en coupures simple brin ligaturables 

(comme la T4 endonuclease V,  produisant spécifiquement une coupure SSB adjacente au site 

CPD.), suivie par l’extension d’amorces à un locus spécifique (dont la longueur reflète la 

position des sites converti en cassures simple brin). Ces produits PCR sont ensuite ligaturés 

avec des linkers pour leur amplification. Cette dernière PCR (ou Ligation-Medtated-PCR) est 

nécessaire afin de pouvoir détecter les produits PCR (ou sites de dommages) sur un gel de 

séquençage. Le plus souvent, la détection se fait par hybridation de type Southern, avec une 

sonde radiomarquée et spécifique du locus étudié. Cette méthode réduit beaucoup le bruit de 

fond contrairement à un radiomarquage direct des amorces de LM-PCR. La technique LM-

PCR permet de suivre la réparation des 6-4PP et des CPD. Les sites adjacents aux 6-4PP 

seront détectés par chauffage et traitement à la pipéridine alors que les CPD seront détectés 

par l’action enzymatique de la T4 endonucléase V (comme précisé en début de paragraphe), 

hydrolysant en 5’ la liaison glycosidique du dimer de pyrimidine. Cette technique a, jusqu’à 

présent, longuement fait ses preuves tant pour mesurer la réparation des CPD (Pfeifer et al., 

1993; Therrien et al., 1999) que pour cartographier les sites de dommages (Tormanen and 
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Pfeifer, 1992). L’étude de la réparation sur un seul brin et locus spécifique, permise par le 

LM-PCR, rend possible l’étude de la réparation sur le brin transcrit. 

Comme pour les autres méthodes, en dépit de ses avantages non négligeables, cette 

technique ne permet pas de rendre compte de la réparation à l’échelle globale du génome. Elle 

ne reflète la réparation que dans un locus donné à un moment donné. Son avantage, ici, 

devient un inconvénient pour une étude ou une application systématique et répétée. Pour avoir 

moi-même expérimenté cette approche pendant deux ans au sein de l’équipe du Dr. 

Drobetsky, cette méthode bien que résolutive, ne permet de générer qu’un petit nombre de 

données sur un délai de trois semaines. Cependant, la capacité du LM-PCR à suivre ou à 

discerner la réparation TC-NER ou GGNER avec la même approche technique dans la même 

expérience ainsi que sa résolution nucléotidique sont des avantages précieux à considérer. 

Cette technique selon la longueur des gels d’électrophorèses, permet approximativement 

d’analyser la réparation sur une longueur de 400 à 700 paires de bases. La quantification des 

dommages sur gel, obtenue par mesure de la densité des bandes, par autoradiographie ou par 

exposition aux écrans P32 (StormPhosphoImager®, GE Healthcare) doit être effectuée avec 

la plus grande minutie et avec un minimum de 20 à 40 sites CPD (Schéma 9). De grandes 

précautions doivent être prises pour ne pas endommager l’ADN génomique durant sa 

purification (car l’introduction non spécifique de SSB ou DSB sur l’ADN augmentent 

considérablement le bruit de fond des signaux obtenus). Si on ajoute à cela, la manipulation de 

radioactivité à l’étape de l’hybridation Southern et la longueur des gels du système 

d’électrophorèse nécessaire, cette technique est difficile à mettre en place et nécessite un long 

délai d’optimisation. Même avec ces inconvénients, la technique LM-PCR reste une bonne 

technique pour étudier la réparation TCNER et GNER locus spécifique mais aussi très utile 

pour cartographier les sites des autres types de dommages à l’ADN. Cette méthode est 

également très utile pour générer des empreintes génomiques in vivo (in vivo genomic 

footprinting) de promoteurs et ainsi visualiser les sites de liaison de facteurs de transcription 

sur un promoteur (Rouget et al., 2005).  

A présent, la fluorescence a supplanté la radioactivité, et les dommages sont détectés et 

quantifiés de façon semi-automatique grâce à la technologie Li-Cor (Li-Cor system) 

(Besaratinia and Pfeifer, 2012). La technique de TD-PCR (PCR dépendant de l’activité 
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terminal transférase) semble toutefois avoir une meilleure sensibilité que la technique LM-

PCR classique (Besaratinia and Pfeifer, 2012).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

I.1.4 La méthode HCR (Host Cell Reactivation) 

 

La méthode HCR (Host Cell Reactivation) mesure indirectement la réparation des 

CPD et des 6-4PP, par expression d’un gène rapporteur puisqu’elle mesure une activité 

enzymatique (activité reporter, comme β-galactosidase, luciférase ou aussi la GFP (Green 

Fluorescent Protein)), dont l’apparition et les niveaux reflètent les niveaux de réparation de 

l’ADN codant cette enzyme ou cette protéine. Plus précisément, le gène rapporteur est codé 

par un plasmide exogène (ou plasmide rapporteur) endommagé, qui est exprimé dans la 

cellule. Ce plasmide rapporteur de réparation doit être non réplicatif et transfécté (après une 

Schéma 9: Exemple d’analyse NER par Ligation-Mediated-PCR (LM-PCR) de la réparation des 

CPD sur le brin transcrit au locus c-jun en absence ou en présence de l’inhibiteur JNK1/2, le 

SP600125. 

 

Succinctement, la réparation de 14 CPD sur 200 nucléotides a été analysée. Le graphique représente la 

moyenne de réparation de 14 CPD après quantification densitométrique (Storm phosphoImager®). 
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exposition aux UV, afin de générer des CPD et 6-4PP) dans les cellules de mammifères. La 

persistance des dommages empêche son expression normale. Seule l’élimination des lésions 

pourra permettre de restaurer pleinement l’expression du gène rapporteur (Johnson and 

Latimer, 2005; Protic-Sabljic and Kraemer, 1985). 

La capacité d’une cellule à réparer les dommages par le NER est exprimée en 

pourcentage d’activité réactivée du plasmide endommagé par rapport au plasmide intact. Cette 

méthode simple, en théorie, possède plus d’inconvénients que d’avantages dans l’analyse de 

l’efficacité de réparation du NER. En effet, en plus de ne mesurer que la réparation sur un 

plasmide exogène, l’étape de transfection pourrait générer des stress ou des réponses 

cellulaires inappropriées et ainsi influencer grandement l’efficacité de la cellule à réparer cet 

ADN exogène. De plus, la nature de la mesure HCR reste controversée, à savoir si cette 

méthode rend compte plutôt de la réparation du TCNER et/ou plutôt du GGNER (Francis and 

Rainbow, 1999). Il est toutefois admis que l’approche HCR représente plutôt l’activité 

TCNER et que l’UDS est plus spécifique pour le GGNER (Pitsikas et al., 2005; Qiao et al., 

2002). Néanmoins, dans les premiers temps suivants l’exposition aux UV, l’activité HCR 

reflète plutôt la réparation TCNER et aussi celle des 6-4PP. De plus, il existe une grande 

variabilité intra- et inter-expérimentale (Francis and Rainbow, 1999). Même si cette méthode 

est facilement applicable, elle peut être aussi dérivée de différentes manières afin de détecter 

l’activité de différents systèmes de réparation, et ce, en fonction de la nature du dommage 

présent sur le plasmide rapporteur exogène (Slebos and Taylor, 2001). Cette méthode n’est 

toutefois pas recommandée pour une quantification précise de la réparation et/ou pour 

l’établissement de cinétiques fiables et proches de la réalité. Il sera préférable d’avoir recours 

à d’autres techniques d’analyse. 

 

 

I.1.5 Immuno-détection des dommages induits par les UV. 

 

Les techniques d’immuno-détection des CPD et des 6-4PP, discutées ci-dessous, n’ont 

été, bien évidemment permises, que par la génération d’anticorps spécifiquement dirigés 

contre ces dommages (Matsunaga et al., 1993; Mitchell and Clarkson, 1981; Mori et al., 

1991). Ces techniques, contrairement à celles décrites ci-dessus, permettent la détection 
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directe des dommages à l’ADN grâce à la spécificité des anticorps utilisés. Bien évidemment, 

les limitations de ces techniques d’immuno-détection résident dans la réactivité croisée (ou 

réactivité non-voulue) des anticorps utilisés avec les bases non-endommagées de l’ADN. La 

détection des CPD et des 6-4PP, avec ces méthodes, reflète leur abondance à l’échelle du 

génome et ne permettent pas de rendre compte spécifiquement de l’activité du TCNER. 

 

 

  I.1.5.1 La méthode RIA (Radio-Immunoprecipation Assay) 

  

 Cette méthode de détection des dommages, principalement développée par D.L. 

Mitchell et ses collaborateurs (Mitchell and Clarkson, 1981) mais initialement crée par R.S. 

Yalow et S.A. Berson (Yalow and Berson, 1959), est très utilisée pour mesurer et quantifier 

les dommages à l’ADN. L’atout majeur de cette méthode réside dans sa sensibilité et sa 

fiabilité. Un certain nombre d’anticorps spécifiques des CPD et/ou des 6-4PP sont, 

aujourd’hui, commercialement disponibles.  

 La méthode RIA consiste simplement en une immunoprécipitation de l’ADN 

génomique fragmenté avec un anticorps spécifique du dommage. Cette approche permet une 

quantification relativement fiable de la réparation GGNER de ces dommages (Mitchell et al., 

1985). Le test RIA a l’avantage de permettre la détection d’une faible quantité de CPD au sein 

d’un tissu. Cette méthode a le principal désavantage de nécessiter l’isolement de l’ADN 

génomique ainsi que la manipulation d’ADN radioactivement marqué. Le contrôle de la 

quantité d’ADN utilisé pour l’analyse est aussi primordial.  

 

 

  I.1.5.2 L’essai d’Immuno-dot/slot blot (Dot/Slot Blot Assay) 

  

 L’essai immuno-dot/slot blot est peut-être la technique la plus facile à utiliser 

puisqu’elle consiste en une simple immuno-détection sur de l’ADN lié à une membrane de 

nylon. L’essai immuno-dot/slot blot est certainement l’essai le plus utilisé pour détecter les 

dommages aux UV (Besaratinia et al., 2005; Perdiz et al., 2000; Wani et al., 1987) et a aussi 

largement prouvé sa fiabilité s’il est correctement et minutieusement contrôlé. En effet, cette 
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technique de quantification, basée sur les signaux de chimioluminescence (ECL™, GE 

Healthcare) ou radioactifs, peut détecter un petit nombre de dommages sur une faible quantité 

d’ADN. Contrairement à la technique LM-PCR, l’introduction de coupures à l’ADN 

n’interfère pas avec les résultats observés. Cependant pour avoir également expérimenté cette 

méthode avec les anticorps anti-CPD (TDM2) et anti-6-4PP (64M1), au-delà de 100 ng 

d’ADN génomique (déposé sur un slot), les signaux ECL perdent leur linéarité. Il est donc 

impératif de quantifier l’ADN avec la fluorescence et de travailler avec de grandes dilutions. Il 

est également recommandé de détecter les dommages avec au moins deux dilutions différentes 

de l’ADN et de corréler ou normaliser ces niveaux à l’aide de deux courbes standards, l’une 

représentant la quantité d’ADN déposé non endommagé mais aussi, une autre représentant la 

quantité d’ADN endommagé (préparé immédiatement après exposition aux UV). Il est aussi 

important d’analyser, parallèlement aux échantillons à étudier, un ADN contrôle provenant de 

cellules défectives en réparation NER telles que des lignées cellulaires fibroblastiques de 

patients XPA, XPC ou p53 déficientes (contrôle négatif de la réparation). Globalement, toutes 

ces précautions doivent permettre de s’assurer de la linéarité des signaux lors de l’analyse de 

la réparation et ainsi obtenir des cinétiques fiables de réparation. Malgré sa simplicité, cette 

méthode présente tout de même une grande variabilité intra- et inter-expérimentales, 

empêchant parfois une interprétation fiable des cinétiques obtenues. Cependant sa faisabilité 

ainsi que son faible coût en font une technique de choix dans l’étude de l’efficacité du NER. 

 

 

  I.1.5.3 La méthode ELISA (Enzyme-Linked Immunoadsorbant Assay) 

 

 Tout comme la technique de détection par immuno-dot/slot blot, l’ELISA est 

également une méthode très utilisée pour quantifier la réparation des CPD et des 6-4PP. En 

effet, l’ADN génomique endommagé purifié est «coater» (déposé et lié) sur une plaque ELISA 

et les dommages sont ensuite détectés avec des anticorps anti-CPD et anti-6-4PP pour être 

finalement quantifiés à l’aide de la fluorescence émise par l’anticorps secondaire (Cooke et al., 

2003; Kobayashi et al., 2001; Mori et al., 1991). Cette méthode est un peu plus fiable que 

l’essai immuno-dot/Slot blot, mais peut être plus difficile à mettre en place pour générer des 

résultats dans un temps raisonnable et nécessite également une optimisation minutieuse. 
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Aujourd’hui il existe des kits ELISA commerciaux de quantification des CPD (OxiSelect 

Cellular UV-induced damage ELISA kit, Biolabs Inc.). 

 

Pour améliorer la fiabilité des données obtenues par les méthodes décrites 

précédemment, par exemple, le LM-PCR peut être combiné à une analyse par immuno-dot/slot 

blot, ou avec d’autres méthodes, augmentant ainsi la robustesse de l’analyse du NER. Les 

méthodes d’utilisation moins rependues et plus difficiles à réaliser ne sont pas abordées dans 

cette thèse par simple soucis de concision. Des méthodes comme la quantification des 

dommages par HPLC (High Pressure Liquid Chromatography) (Cadet et al., 1983), HPLC-

MS (High pressure Liquid Chromatography-tandem Mass Spectrometry) (Douki et al., 2000a; 

Douki et al., 2000b), GC-MS (Gas Chromatography-tandem Mass Spectrometry) (Podmore et 

al., 1996), mais aussi les techniques plus démodées comme le post-marquage P
32

 (
32

P-

postlabeling)  et les gels agarose alcalins (alkaline gel analysis). Ces méthodes ont, par 

ailleurs, toutes démontrées leur utilité selon leur époque et selon l’expertise nécessaire. 

   

 En raison des inconvénients des techniques décrites ici, et du projet qui est proposé 

dans la section suivante, bien que ces dernières soient quantitatives, il nous a été nécessaire de 

développer une approche plus fiable et plus rapide de mesure de l’activité du NER dans les 

cellules humaines. Grâce à la commercialisation d’anticorps anti-CPD et anti-6-4PP, et en 

accord avec le Dr. Yannick Auclair et le Dr. Elliot Drobetsky, nous avons opté plutôt pour le 

développement et l’optimisation d’un essai de réparation NER basé sur la cytométrie en flux 

(qui sera décrit en détails dans la section suivante).  

 

 

I.2 Hypothèses et Stratégie 

 

  Compte tenu du rôle fondamental dans la signalisation cellulaire et des fonctions 

pléiotropiques des voies de stress MAPK, il n’est pas surprenant de constater leur rôle clé dans 

la réponse cellulaire aux UV. Comme nous l’avons vu, leur activation conduit à la 

phosphorylation rapide d’un grand nombre de facteur de transcription dont l’activité va 

moduler les processus d’apoptose et de survie cellulaire (Hildesheim et al., 2004; Reinhardt et 
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al., 2007). Bien que l’action des voies MAPK sur ces processus dans la réponse UV soit bien 

documentée, leur action sur la réparation des dommages à l’ADN reste encore clairement à 

définir. En effet, ces voies de signalisation pourraient ne pas être étrangères à une modulation 

de la réparation par excision de nucléotides, entre autre par leur action sur la stabilisation et 

l’activité de p53, étant un régulateur connu de l’activité GGNER (Ford et al., 1998; Ford and 

Hanawalt, 1995; Mathonnet et al., 2003). De plus, un certain nombre d’études montrent ou 

suggèrent une participation possible des voies MAPK canoniques,  JNK1/2 (Christmann et al., 

2007; Christmann et al., 2006; Gjerset et al., 1999; Hayakawa et al., 2003; Potapova et al., 

1997), ERK1/2 (Andrieux et al., 2007; Li et al., 2006) et p38α/β (Wang et al., 2013c; Wu et 

al., 2010; Zhao et al., 2008) à l’efficacité de réparation du NER. Cependant leur implication 

dans ce contrôle reste encore controversée (Andrieux et al., 2007; Tomicic et al., 2011; Wang 

et al., 2013c; Wu et al., 2010) entre autre, en raison du fait que les données présentées et 

analysées furent générées avec différentes méthodes d’analyse de l’activité du NER et aussi 

avec différents agents de dommages ou de source/dose UV. Pour toutes ces raisons, qui seront 

discutées plus en détails dans la section I.5, il est proposé dans cette thèse d’établir plus 

précisément une participation éventuelle des voies de signalisation MAPK dans la régulation 

de l’excision des dommages à l’ADN induits par les UV. 

 

 

 I.2.1 Hypothèses et objectifs 

 

Nous avons émis l’hypothèse que les voies MAPK régulent la réparation NER et sont 

nécessaires pour une excision efficace des CPD et des 6-4PP de l’ADN génomique. Chaque 

voie canonique MAPK peut potentiellement, à elle seule, participer à l’efficacité du NER 

après une exposition aux UV et ce indépendamment de ses autres fonctions cellulaires. 

Autrement dit, après une exposition aux UV, une inhibition de chaque voie MAPK devrait 

conduire à une diminution de l’efficacité de réparation des CPD et des 6-4PP. Pour cela nous 

proposons la stratégie expérimentale décrite ci-dessous. 

 Nos objectifs consistent principalement à inhiber par différentes moyens l’activité 

MAPK, et de façon aussi complète que possible, dans les lignées cellulaires humaines et 

d’étudier la disparition des dommages à l’ADN à l’aide d’une méthode d’analyse de la 
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réparation NER basée sur la cytométrie en flux (technique développée et optimisée dans le 

laboratoire), et ainsi démontrer le rôle exclusif ou non de chaque voie MAPK sur la réparation 

des CPD et des 6-4PP induits par une exposition aux UV. 

 

 

 I.2.2 Stratégie expérimentale 

 

 Pour atteindre ces objectifs, nous proposons d’étudier dans des lignées cellulaires 

humaines; (i) l’effet d’un inhibiteur pharmacologique spécifique pour chaque voie MAPK 

canonique (JNK1/2, ERK1/2 et p38α/β) sur l’excision des CPD et des 6-4PP grâce à la 

cytométrie en flux, (ii) de valider les résultats obtenus grâce à l’utilisation de mutants 

dominant-négatifs ou à l’expression d’ARN interférants (ARNsi, siRNA). Et enfin, (iii) de 

corréler les effets obtenus sur la réparation avec la réponse UV tels l’apoptose, la croissance 

cellulaire et le cycle cellulaire. 

 

 

 I.2.3 Choix des lignées cellulaires humaines 

 

Pour étudier l’existence de moyens de contrôle MAPK-dépendant de l’activité du 

NER, nous avons décidé de réaliser notre étude dans des lignées cellulaires humaines, et plus 

particulièrement dans des cellules primaires humaines et des lignées cellulaires tumorales 

d’origines et de types différents, afin de s’affranchir d’une possible régulation cellule-type 

spécifique. De plus, nous avons décidé de centrer notre étude aux lignées humaines plutôt que 

des lignées cellulaires murines ou de type fibroblastique embryonnaire (MEF : Mouse 

Embryonic Fibroblasts) dont certains «knock-out» pour les voies MAPK sont 

commercialement disponibles. Simplement, en raison de leur inaptitude à exprimer le gène 

XPE malgré leur bonne capacité de survie clonogènique après une exposition aux UV (effet 

«rodent repairadox») (Hanawalt, 2001; Hanawalt, 2002). Cet effet, exclu de facto toute 

utilisation des lignées MEF knock-out MAPK dans notre étude. Elles ne semblent pas le 

meilleur modèle pour notre étude d’un contrôle MAPK-dépendant de la réparation par 

excision de nucléotides. Les lignées cellulaires primaires choisies sont une lignée humaine 
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normale fibroblastique de peau (GM01652B, HDSF) (venant d’un prépuce de nouveau-né) et 

une lignée fibroblastique de poumons (HDLF mais aussi nommée LF-1, LL). L’étude dans ces 

deux lignées primaires devrait nous informer sur un effet ou contrôle cellule type spécifique 

sur la réparation. Pour les lignées cellulaires humaines d’origine tumorales sélectionnées pour 

cette étude, nous avons choisis les lignées humaines HCT116 (provenant de carcinomes de 

colon) et U2OS (provenant d’ostéosarcomes). Toutes ces lignées firent l’objet d’études sur 

leur réparation des dommages induits par les UV, et sont donc des lignées cellulaires de choix 

pour la réalisation de notre étude (Caron et al., 2005; Hildesheim et al., 2004; Loignon and 

Drobetsky, 2002; Loignon et al., 1997).  

 Bien entendu, des lignées cellulaires de contrôle de la réparation telles que des lignées 

déficientes dans la fonction du suppresseur de tumeur p53 ou dans la fonction d’un gène NER 

sont également nécessaires afin de valider les réponses cellulaires ainsi que les résultats de 

réparation obtenus. Idéalement, les lignées cellulaires contrôles, déficientes en réparation, 

devraient être isogéniques dans la mesure du possible. C’est pourquoi, nous avons sélectionné 

la lignée HCT116 p53 déficiente (p53
-/-

, obtenues par knock-out somatique, gentiment données 

par le Dr. B. Volgenstein (John Hopkins University), (Bunz et al., 1998; Fearon and 

Vogelstein, 1990; Ford and Hanawalt, 1995). Ces cellules, en raison de l’action positive de 

p53 sur l’activité de réparation NER, devraient être altérées en réparation NER et donc nous 

servir de lignée de contrôle négatif pour la réparation. Pour le contrôle de la lignée U2OS, 

nous avons établi une lignée cellulaire isogénique stable exprimant un ARN interférant 

(ARNsh), permettant l’inhibition spécifique de l’expression de p53. Pour les lignées primaires 

sélectionnées, nous avons utilisé une lignée primaire contrôle fibroblastique déficiente au 

niveau de l’expression du gène NER essentiel XPA (GM01630). Pour la lignée fibroblastique 

de poumons, nous avons utilisé une lignée contrôle isogénique exprimant l’oncoprotéine E6 

(HDLF-E6), dont la présence réduit drastiquement la stabilité de p53 (Scheffner et al., 1990; 

Therrien et al., 1999). La comparaison de ces lignées contrôles avec leur lignée 

correspondante de réparation normale, a permis de valider la technique de réparation utilisée 

dans l’étude.  
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 I.2.4 Choix de la source UV 

 

 Comme notre étude se limite à l’étude des dommages induits par les UV, nous avons 

décidé d’étudier l’action des UVC (254 nm), afin d’éviter le plus possible la génération de 

dommages oxydatifs induits par les UVB ou par la lumière solaire simulée. La source UVC 

utilisée provient d’une lampe germicide G25T8 (GE Healthcare). En effet, les UVC 

présentent l’avantage d’induire un niveau raisonnable et détectable de CPD et de 6-4PP sans 

induire excessivement de dommages oxydatifs, pouvant interférer avec la réparation et la 

réponse cellulaire obtenues (Cadet et al., 2005; Douki and Cadet, 2001). Pour notre étude, 

nous avons choisi d’appliquer une dose de 10 J/m
2
 et de fluence 0.2 J/m

2
/s d’UVC (la fluence 

est mesurée avec un radiomètre Spectroline® DRC 100x (Spectronics, Westbury), équipé avec 

un senseur DIX254. La dose appliquée de 10 J/m
2
 est une dose sous-létale pour les lignées 

cellulaires utilisées (résultats non-montrés). Cette dose UVC, correspond approximativement à 

une exposition de 20 minutes, mi-juillet à Rome sur la place St-Pierre aux alentours de midi 

(Yoon et al., 2000). 

 

 

 I.2.5 Choix des inhibiteurs pharmacologiques des voies MAPK 

 

  Même si les régions catalytiques (catalytic core) des protéines kinases sont 

relativement bien conservées, les mécanismes d’inhibition des protéines kinases peuvent 

considérablement varier. Deux types principaux de mécanismes peuvent être utilisés pour 

inhiber l’activité des protéines kinases. Le premier type d’inhibition par utilisation d’un 

pseudo-substrat, implique l’occupation d’un peptide inhibiteur qui ressemble au substrat alors 

que le deuxième type de mécanisme implique plutôt la liaison dans la poche catalytique d’un 

inhibiteur mimétique de l’adénosine triphosphate (ATP). A ce jour, un grand nombre 

d’inhibiteurs synthétiques et naturels ont montré leur efficacité, par leur mimétisme avec 

l’ATP, en empêchant la fixation de l’ATP et le transfert subséquent du phosphate (lorsqu’ils 

sont utilisés en compétition). Parmi ceux-ci, un certain nombre possède toutefois la capacité 

d’inhiber seulement et spécifiquement certaines protéines kinases. En effet, les inhibiteurs des 

voies MAPK couramment utilisés, faisant appel à ce type de mécanismes, peuvent cibler 
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spécifiquement une voie MAPK canonique JNK1/2, ERK1/2 ou p38α/β. Ce type d’inhibiteur 

spécifique MAPK permet donc de réduire les effets biologiques non-désirés ou non 

spécifiques, évitant tout biais potentiel dans l’interprétation des résultats. 

 

Inhibiteurs de la voie p38α/β: les inhibitions de la voie p38 peuvent s’effectuer grâce à 

l’utilisation d’inhibiteurs ATP-mimétiques comme les inhibiteurs anti-inflammatoires 

pyridinyl-imidazoles (SB202190 et le SB203580). Ces inhibiteurs ont une spécificité plus 

restreinte à la voie p38α/β (Bain et al., 2007; Lee et al., 1994; Tong et al., 1997) et se lient à la 

poche ATP de ces kinases. Leur cycle fluorophenyl leur permet d’occuper la poche ATP où se 

trouve à la position 106 une thréonine ou un résidu de chaine latérale de petite taille (English 

and Cobb, 2002; Eyers et al., 1998). Contrairement aux formes p38α et β, les MAPK p38γ et δ 

possèdent une méthionine à cette position, ce qui les rendent beaucoup moins sensibles aux 

inhibiteurs pyridinyl-imidazoles. Par exemple, l’inhibiteur SB202190 est inefficace sur 

l’isoforme p38γ alors que l’inhibiteur SB203580 semble pouvoir l’inhiber, au moins 

partiellement (Bain et al., 2007). Pour l’inhibition de la voie p38α/β dans notre étude, il a été 

choisi d’utiliser l’inhibiteur SB202190 (4-(4-Fluorophenyl)-2-(4-hydroxyphenyl)-5-(4-

pyridinyl)1H-imidazole), pour sa capacité à inhiber plus efficacement et plus spécifiquement 

que le SB203580, les MAPK p38α et p38β. 

 

Inhibiteur de la voie ERK1/2: Afin d’inhiber la voie ERK1/2, il a été choisi d’utiliser des 

inhibiteurs pharmacologiques et spécifiques des MAPKK MEK1 et MEK2, nécessaires en 

amont, à l’activation exclusive des MAPK ERK1 et ERK2. Les inhibiteurs MEK les plus 

fréquemment utilisés comme le PD98059 ou le U0126 semblent très spécifiques de la voie 

ERK (Alessi et al., 1995; Bain et al., 2007; Davies et al., 2000). Ces inhibiteurs, contrairement 

aux inhibiteurs pyridinyl-imidazoles, les inhibiteurs MEK1/2 ne semblent pas entrer en 

compétition avec l’ATP mais se lient aux isoformes MEK sur un autre site, qui semble 

toutefois le même pour ces 2 inhibiteurs PD98059 et U0126 (Alessi et al., 1995; Favata et al., 

1998). Leur mécanisme moléculaire d’inhibition reste encore incompris. Dans notre cas, pour 

inhiber la voie ERK1/2, nous avons décidé d’utiliser l’inhibiteur U0126 (1,4 diamono-2,3-

dicyano-1,4-bis[2-aminophenylthiol]butadiène) en raison de sa meilleure affinité avec MEK1 

que le PD98059. 
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Inhibiteur de la voie JNK1/2 : Comme pour les autres voies MAPK, il existe des inhibiteurs 

pharmacologiques spécifiques de la voie JNK1/2, comme le SP600125 (anthra(1,9-cd)pyrazol-

6(2H)-one ou 1.9-pyrazoloanthrone). Ce dernier, sélectionné pour notre étude, est un 

inhibiteur réversible des MAPK JNK1, 2 et 3. Tout comme les pyridinyl-imidazoles, 

l’inhibiteur SP600125 est un inhibiteur compétitif de l’ATP (Bennett et al., 2001; Han et al., 

2001). Cet inhibiteur, à des concentrations micromolaires n’exerce pas d’effets sur les autres 

voies MAPK. Cependant celui-ci est peut-être le moins spécifique des inhibiteurs utilisés dans 

l’étude présentée dans cette thèse. En effet, les inhibiteurs de la voie JNK1/2 disponibles 

commercialement sont peu nombreux et le SP600125 reste le plus abordable. Mais, ce dernier 

peut toutefois inhiber les kinases ERK3, PDK1 et Chk1 (Bain et al., 2007). 

 

 

 

 

 

I.2.6 Choix de la méthode d’analyse de la réparation de l’ADN par excision de 

nucléotides: Un essai de réparation NER basé sur la cytométrie en flux 

 

Comme il a été mentionné en fin de section I.1, les techniques couramment utilisées 

pour quantifier et mesurer la réparation par excision de nucléotides ne nous ont pas semblé 

assez fiables pour être applicables à l’étude présentée ici, et ce pour plusieurs raisons. La 

première raison concerne la fiabilité des données récoltées. L’ensemble des techniques 

majoritairement utilisées présentent une grande variabilité inter- et intra-expérimentales 

comme les méthodes de dot/slot-blot et de HCR. Cette dernière nécessitant une étape de 

transfection qui n’est pas souhaitable pour notre étude de signalisation cellulaire et de 

Schéma 10: Les inhibiteurs pharmacologiques des voies MAPK. 
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réparation. Les autres méthodes plus quantitatives telles que les essais ELISA et RIA peuvent 

difficilement être optimisées et appliquées au criblage systématique d’inhibiteurs MAPK sur 

plusieurs lignées cellulaires dans des délais de coûts et de temps raisonnables. La deuxième 

raison tient compte de la sensibilité de ces techniques classiques d’analyse de la réparation. La 

dose UV appliquée sur les lignées cellulaires sélectionnées ne doit pas être trop importante et 

trop létale pour rester dans des conditions physiologiques les plus proches de la réalité (même 

si l’étude porte exclusivement sur des lignées cellulaires modèles et non sur des tissus 

cellulaires). Ce qui est, de surcroit, essentiel lorsqu’on analyse la signalisation cellulaire de 

stress. Les techniques classiques de réparation, de sensibilité moindre, comme le LM-PCR, 

l’immuno-dot/slot-blot et le HCR nécessitent des doses UV plus élevées et/ou un plus grand 

nombre de cellules pour être fiables. De plus, il est souhaitable d’utiliser une technique 

permettant l’analyse de la réparation à l’échelle du génome au complet et si possible à 

l’échelle de la cellule afin d’améliorer la robustesse de la mesure. Pour la troisième raison, il 

est important de connaitre avec précision le temps de doublement cellulaire des lignées 

modèles utilisées et de s’assurer de la phase majoritaire du cycle cellulaire (G1, S ou G2/M) 

au moment de l’exposition aux UV. Plus simplement, tout évènement de réplication cellulaire 

après l’exposition aux UV viendrait diluer les niveaux de CPD ou de 6-4PP détectés, ce qui 

pourrait potentiellement biaiser fortement l’analyse des données. La réplication cellulaire doit 

donc être proscrite après l’exposition aux UV. Peu de technique, à ce jour permettent de 

contrôler la population cellulaire en même temps que la réparation. Le seul moyen de 

s’affranchir d’un tel effet associé à la réplication cellulaire est de synchroniser les cellules en 

phase G1 par confluence (pour les lignées cellulaires primaires) ou par privation de sérum afin 

de s’assurer de la progression lente du cycle cellulaire durant l’analyse de réparation. 

Idéalement, les cellules ne devraient pas se diviser durant le temps d’analyse de la réparation 

(mesurée sur des temps de 24 à 48 h pour l’analyse des CPD, et de 6h à 8 h pour les 6-4PP), 

pour que les résultats soient biologiquement et statistiquement significatifs.  

 Toutes ces raisons pratiques et techniques nous ont amené à nous tourner vers une 

approche d’analyse utilisant la cytométrie en flux afin de mesurer la réparation génomique des 

dommages à l’ADN CPD et 6-4PP à l’échelle de la cellule. Cette méthode, développée et 

optimisée par le Dr. Yannick Auclair avec ma collaboration, n’a été possible que grâce à la 

commercialisation d’anticorps anti-CPD (KTM53) et anti-6-4PP (KTM50) (Kamiya 
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Biomedical Company). Malheureusement, les autres anticorps commerciaux et non-

commerciaux existants, dont les anticorps anti-CPD(TDM2) et anti-6-4PP(64M1), ne se sont 

pas montrés assez fiables et assez spécifiques pour être utilisés en cytométrie en flux (données 

non-montrées) (Mori et al., 1991). Ce type d’approche a cependant déjà été utilisée dans le 

passé sur son principe de détection mais n’a jamais été appliquée à l’étude et l’établissement 

de mécanismes biologiques de contrôle de la réparation NER (Berg et al., 1995; Berg et al., 

1993). Cette approche cytométrique permet de détecter directement les CPD sur l’ADN 

génomique (partiellement dénaturé) grâce aux anticorps anti-CPD (KTM53) et anti-6-4PP 

(KTM50), eux-mêmes détectés par un anticorps secondaire conjugué au fluorochrome FITC 

(Fluorescéine). Cette méthode optimisée avec ces anticorps dans notre laboratoire s’est avérée 

être rapide, reproductible mais aussi sensible (Figure I.3). Cet essai de réparation fut testé 

dans un premier temps sur les lignées cellulaires primaires confluentes (synchronisation par 

confluence marquant un arrêt de division cellulaire où 98 % de cellules se trouve en G1/G0) et 

dans des lignées cellulaires tumorales (synchronisées par privation de sérum ou par traitement 

au nocodazole (inhibiteur de la division cellulaire). De plus, grâce à la cytométrie en flux, le 

co-marquage avec l’iodure de propidium (PI) et l’anticorps dirigé contre le dommage permet 

d’obtenir les niveaux de dommages dans chaque phase du cycle cellulaire au moment de 

l’analyse. En effet, le iodure de propidium (propidium iodide), par son effet d’agent intercalant 

à l’ADN, permet de discerner spécifiquement la proportion de cellules en phases G1/G0, S et 

G2/M. Avant d’étudier l’effet d’une inhibition des voies MAPK sur l’activité NER avec cette 

méthode d’analyse cytométrique, il est nécessaire de caractériser et de valider cette technique 

avec des doses croissantes UV et de s’assurer de la linéarité quantitative des signaux observés 

en fonction de la charge CPD et/ou 6-4PP. Bien entendu, la réponse UV des voies de 

signalisation MAPK dans les lignées cellulaires proposées doit également être analysée avant 

de tester les inhibiteurs MAPK sélectionnés sur la réparation NER. 
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  I.3 Matériels et Méthodes 

 

 I.3.1 Types et culture cellulaires 

 

 La lignée cellulaire diploïde humaine de fibroblastes de peau, HDSF incluant la lignée 

sauvage (GM01652B) et la lignée XPA-déficiente (GM01630, déficiente en réparation 

GGNER et TCNER) ont été commercialement fournies par l’institut Coriell (Coriell Institute 

Cell Repository-NIGMS). La lignée cellulaire primaire humaine de fibroblastes de poumons, 

HDLF sauvage a été fournie par le Dr. J. Sedivy (Brown University) alors que sa contrepartie 

isogénique p53-deficiente, HDLF-E6 (exprimant de façon stable l’oncoprotéine HPV-E6 et 

donc partiellement déficiente en réparation GGNER et TCNER), a été générée tel que rapporté 

dans (Brown et al., 1997; Therrien et al., 1999). Ces lignées humaines primaires ont été 

cultivées dans un milieu de culture minimum, essentiel et complet MEME (Eagle’s Minimum 

Essential Medium. Wisent), supplémenté à 10% avec de sérums fœtal de bovin, de la L-

glutamine et des antibiotiques (Wisent). 

 

 La lignée tumorale de carcinome de colon sauvage HCT116 et sa lignée isogonique 

p53-deficiente, HCT116 p53
-/-

 (générée par knock-out somatique) ont été généreusement 

fournies par B. Vogelstein (The John Hopkins University) et cultivées dans un milieu 

McCoy’s 5A (Wisent), supplémenté avec 10 % sérum fœtal bovin (Wisent), L-glutamine et des 

antibiotiques. La lignée tumorale humaine d’ostéosarcome U2OS, a été cultivée sur un milieu 

DMEM (Dulbecco’s Minmum Essential Medium, Wisent) supplémenté également avec 10 % 

sérum fœtal bovin et antibiotiques (Wisent).  

 

 

 I.3.2 Doses et exposition aux UV 

 

 Les tapis cellulaires monocouches ( pétris de 6 cm
2
) ont été lavées 2 fois au PBS 1x 

(Phosphate Buffer Saline), recouverts de 2 ml puis exposées à 10 J/m
2
 d’UVC (254 nm) à 

l’aide d’une lampe germicide G25T8 (GE) et d’une fluence de 0,2 J/m
2
/s (mesurée à l’aide 

d’un radiomètre Spectroline® de type DRC 100x (Spectronics), équipé avec un senseur 

DIX254). 
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I.3.3 Inhibition pharmacologique des voies MAPK dans les lignées cellulaires 

humaines 

 

 Les lignées cellulaires non-tumorales HDSF, HDLF et la lignée tumorale HCT116 ont 

été prétraitées 2 h avant l’exposition aux UV avec soit du DMSO (diméthyle sulfoxyde) 

comme solvant seul ou soit avec un des inhibiteurs pharmacologiques 30 µM SP600125 

(Calbiochem), 10 µM U0126 Cell Signaling Technology Inc) ou 20 μM SB202190 

(Calbiochem), spécifiques des voies JNK1/2, ERK1/2 ou p38α/β respectivement. 

Immédiatement après l’exposition UV, le PBS 1x est retiré et du milieu frais complet, 

contenant soit du DMSO ou soit un des inhibiteurs MAPK (préalablement solubilisé et dilué 

dans le DMSO), est ajouté aux cultures cellulaires, qui sont ensuite incubées jusqu’à leur 

récolte à différents temps post-UV, nécessaires à l’analyse. 

 

 

I.3.4 Inhibition de l’expression des voies ERK1/2 et JNK1/2 par expression transitoire 

d’ARNsh interférants (en épingle à cheveu) spécifiques 

 

L’abrogation stable de l’expression des voies JNK1/2 et ERK1/2 fut effectuée à l’aide 

d’ARN interférants, en épingle à cheveu, clonés dans le vecteur pLKO-1-puro ciblant 

spécifiquement les voies MAPK JNK1 (MAPK8, clone TRCN0000010580), JNK2 ( MAPK9, 

clone TRCN0000001012), ERK1 ( MAPK3, clone TRCN0000006150) ou ERK2 (MAPK1, 

clone TRCN0000010050), et commercialement fournis par Sigma. Brièvement, les 

constructions pLKO-1 JNK1 et JNK2 ainsi que ERK1 et ERK2, ont été mélangées (selon leur 

cible MAPK respective) et transféctées dans les cellules tumorales U2OS grâce à l’agent de 

transfection Lipofectamine2000 (Invitrogen) selon les instructions du manufacturier. 

Immédiatement après la sélection antibiotique puromycine (2 µg/µL) de 2 jours post-

transfection, les cellules U2OS transféctées ont ensuite été incubées de 3-5 h avant 

l’exposition UV dans un milieu frais dépourvu de sérum et de puromycine. De plus une 

construction pLKO-1 codant un ARNsh non-spécifique (scramble) fut également transfécté 

comme contrôle de spécificité désigné comme «Control shRNA » dans la Figure I.5C-B. 
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I.3.5 Inhibition stable de l’expression du suppresseur de tumeur p53 par expression 

d’un ARNsh interférant (en épingle à cheveu) 

 

Pour réaliser l’inhibition stable de l’expression du suppresseur de tumeur p53, dans les 

cellules U2OS, une séquence d’ADN spécifique de la région 1095-1115 de l’ARN messager 

de p53 codant pour un ARNsh est clonée dans le plasmide rétroviral pSuper (OligoEngine). 

Les particules rétrovirales défectives en réplication, ont été produites par transfection 

transitoire à l’aide de la Lipofectamin2000™ (Invitrogen) dans les cellules d’empaquement 

PT67 (Packaging cell line, Clontech) et récoltées 16 heures après la transfection. Brièvement, 

la transduction rétrovirale a été effectuée par l’ajout de 8 µg/mL de Polybrène (Sigma) aux 

tubes contenant les particules virales à transduire puis filtrées sur membrane de nitrocellulose 

0.22 µm avant d’être ajoutés aux cellules U2OS pour un incubation de 8 h. Une population 

polyclonale de cellules U2OS exprimant l’ARNsh p53 fut sélectionnée par ajout de 2 µg/mL 

puromycine (Sigma) (après 16 h de transduction rétrovirale) pendant 48 h et maintenues en 

culture à 1.5 µg/mL puromycine. Avant tout traitement UV, les cellules sont cultivées, 12-24 

heures, dans du milieu frais en absence de puromycine.  

 

 

I.3.6 Inhibition de la voie p38α/β par expression stable du mutant dominant-négatif 

p38α(AGF) 

 

 L’ADNc de p38α pleine-longueur (GeneBank™ accession number NM_001315.1) a 

été amplifié par réaction de Reverse Transcription avec des amorces Oligo(dT) (Invitrogen) 

suivie d’une amplification par Réaction de Polymérisation en Chaine (RT-PCR) avec l’ADN 

polymérase pfu (Stratagene) les amorces sens (GCTGGAAAATGTCTCAGGAAGA) et anti-

sens (CTCAGGACTCCATCTCTTCTT). Le produit de RT-PCR obtenu (approximativement 

1092 bp) a ensuite été purifié puis cloné avec la T4 DNA ligase (Invitrogen) dans le vecteur 

pMSCVpuro (Clontech) par digestion de ce dernier avec l’enzyme HpaI. Le dominant négatif 

p38α (AGF) fut produit par mutagenèse dirigée par PCR (site-directed mutagenesis) utilisant 

l’ADN polymérase pfu-Turbo tel que recommandé par le manufacturier et déjà décrit ailleurs 

(Rouget et al., 2005). Les mutations ponctuelles permettant de muter le site T
180-

G-Y
182

 en 
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A
180-

G-F
182

, furent introduites en 2 étapes grâce aux 2 paires d’amorces mutagéniques et 

complémentaires (C ACA GAT GAT GAA ATG GCA GGC TAC GTG GCC) avec (GGC 

CAC GTA GCC TGC CAT TTC ATC ATC TGT G); (GAT GAA ATG GCA GGC TTC 

GTG GCC ACT AGG TGG) et (CCA CCT AGT GGC CAC GAA GCC TGC CAT TTC 

ATC). Une lignée polyclonale HDLF, transduite par infection rétrovirale est sélectionnée tel 

que décrit dans le paragraphe précèdent. L’inhibition de la voie p38α/β a été suivie par la 

phosphorylation de sa cible MK2 par immuno-détection avec l’anticorps MK2 (voir section 

suivante). 

 

 

I.3.7 Analyse de l’activation des voies MAPK par immuno-buvardage (Western 

Blotting) 

 

Les immuno-buvardages ont été réalisés sur les mêmes bases et principes déjà publiés 

ailleurs avec cependant quelques modifications (Loignon and Drobetsky, 2002). Une 

membrane PVDF fut utilisée à la place de la nitrocellulose, et les protéines ont été transférées 

dans des conditions semi-sèches.  

Brièvement, l’activation ou l’inhibition pharmacologique des voies MAPK ont été 

évaluées en détectant les niveaux de phosphorylation des voies MAPK à l’aide des anticorps 

anti-phospho-ERK1/2 (détectant les phosphorylations ERK1 (44 kDa) sur les résidus (Thr
202

 

et Tyr
204

) et ERK2 (42 kDa) sur les residusThr
185

 et Tyr
187

 avec une dilution 1/5000); anti-

phospho-JNK1/2 (détectant les phosphorylations JNK1(49 kDa) et JNK2 (55 kDa) sur les 

résidus (Thr
183

 et Tyr
185

) et anti-phospho-p38α/β (détectant les phosphorylations p38α (38 

kDa)et p38β (38 kDa) sur les résidus (Thr
180

 et Tyr
182

) avec une dilution 1/1000). Ces 

anticorps on été utilisés sur les recommandations du manufacturier (Biosource International 

Inc.). L’activation ou l’activité des voies MAPK est également évaluée par immuno-détection 

des niveaux de phosphorylation des substrats spécifiques de chaque voie MAPK. Ceux-ci ont 

été fournis en trans dans une réaction de kinase in vitro en phase solide, grâce aux kits achetés 

à Cell signaling Technology Inc. Globalement, ces kits ont été utilisés pour immuno-précipiter 

phospho-ERK1/2, JNK1/2 et phospho-p38α/β à l’aide des anticorps fournis par les kits et à 

partir des extraits cellulaires GM01652B ou autres (traités ou non avec les inhibiteurs 
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pharmacologiques MAPK). Les MAPK P-ERK1/2, JNK1/2, P-p38α/β immunoprecipitées sont 

ensuite testées pour leur capacité à phosphoryler Elk-1, c-jun et ATF2 respectivement dans 

une réaction kinase in vitro. Dans l’objectif d’évaluer l’activation de la voie p38α/β in vivo, la 

mesure de l’activation de sa cible spécifique MK2 (MAPKAPK2) dont la forme phosphorylée 

ou activée par p38α/β affichera un retard de migration par SDS-PAGE et sera immuno-

détectée avec un anticorps anti-MK2 (Cell signaling Technology Inc.). Les vérifications des 

niveaux d’expression des voies MAPK ERK1/2, JNK1/2, actine et p53 ont été réalisées grâce 

à l’utilisation des anticorps anti-ERK1/2 (Santa Cruz Biotech.), anti-JNK1/2 (Cell signaling 

Technology Inc.), anti-actine et anti-p53-DO1 (Santa-Cruz Biotech.). La quantification de 

l’inhibition de l’activité p38α/β par surexpression du mutant p38α(AGF) a été effectuée par 

quantification de la densité des bandes sur gel in-silico à l’aide du logiciel Multi-gauge 

software (Fuji Corp.).  

 

 

I.3.8 Méthode d’analyse de la réparation NER basée sur la cytométrie en flux 

 

La détermination des cinétiques GGNER a été effectuée dans les cellules humaines par 

utilisation de la cytométrie en flux. Les cellules HDSF normales (GM01652B) et XPA-

déficientes (GM01630) ont été maintenues à confluence pour 4 jours avant le traitement UV et 

aux inhibiteurs pharmacologiques et maintenues à nouveau confluentes jusqu’aux temps 

d’analyse de la réparation. Cette synchronisation facile par confluence permet d’obtenir plus 

98 % de cellules en phase G1/G0. Pour les cellules HDLF et HCT116, leur synchronisation en 

phase G1/G0 fut réalisée par privation de sérum (maintenue en culture avec 0.5 % de sérum 

seulement), afin de ralentir considérablement leur progression cellulaire. La synchronisation 

des cellules U2OS par privation de sérum n’a pas été possible à cause de la forte mort 

cellulaire obtenue dans ces conditions. A la place, l’inhibiteur de la division cellulaire, le 

nocodazole (Sigma) 200 ng/mL a été ajouté immédiatement après l’exposition UV, afin de 

bloquer toutes divisions cellulaires.  

A différents temps post-UV, les cellules ont été lavées 2 fois au PBS 1x (Phosphate 

Buffer Saline)/EDTA 50 mM, puis traitées à la trypsine et resuspendues dans 1 mL de PBS/ 

EDTA 50 mM. Ces suspensions cellulaires sont ensuite fixées à l’aide de 3 ml éthanol 99 % 
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froid. Approximativement 1.10
6
 cellules fixées sont lavées au PBS/EDTA 50 mM puis 

perméabilisées par 0.5% Triton-X-100 (Sigma) auquel est ajouté de l’acide chlorhydrique HCl 

2N (Sigma) afin de réaliser une dénaturation acide seulement partielle de l’ADN (démasquant 

ainsi les dommages induits par les UV et augmente l’accessibilité des anticorps). Alors que la 

détection optimale des CPD est réalisée avec 2 N HCl, la détection optimale des 6-4PP 

nécessite une dénaturation partielle de l’ADN moins importante et s’effectue avec 0.1 N HCl 

seulement. Les cellules fixées sont ensuite incubées 20 minutes à température pièce pour la 

dénaturation. Les cellules sont ensuite lavées avec 0.1 N de Na2B4O7 (pH=9, Sigma), dans le 

but de neutraliser le pH acide de la dénaturation précédente. Apres cette neutralisation, les 

cellules sont lavées deux fois au PBS/EDTA 50 mM, resuspendues dans 1 mL de tampon 

PBS/EDTA 50 mM contenant 100 µg/mL RNaseA (Sigma) puis incubées 1 h à 37ºC. Les 

cellules sont ensuite resuspendues dans le tampon d’immuno-hybridation PBS-TB, contenant 

1% d’albumine de sérum d’origine bovine (BSA Fraction V, Roche), 0.25% Tween 20 

(Sigma) et du PBS 1x, auquel est ajouté ensuite l’anticorps de souris dirigé soit contre les CPD 

(KTM53, (Kamiya Biomedical Company) ou soit contre les 6-4PP (KTM50, Kamiya 

Biomedical Company), tous deux dilués dans le PBS-TB à 1/1000 et incubés 1 h à 37°C. Ces 

anticorps murins sont ensuite détectés à l’aide d’un anticorps anti-souris conjugué avec la 

fluorescéine (FITC) (Sigma), dilué dans le PBS-TB à 1/200, également incubé 1 h à 37°C. 

Avant et après l’incubation avec l’anticorps secondaire FITC, les cellules sont lavées deux fois 

avec le tampon PBS-TB puis resuspendues dans 300 µL PBS contenant 5 µg/mL du iodure de 

propidium (PI, MolecularProbes Inc./Invitrogen) afin de marquer les cellules selon leur 

contenu ADN avant l’analyse par cytométrie en flux. Succinctement, ce co-marquage avec le 

iodure de propidium va permettre de cibler ou de délimiter pendant l’analyse les populations 

cellulaires de la phase G1, afin d’éviter tout biais des autres phases dans l’analyse. Par 

conséquent les cinétiques de réparation sont établies sur les cellules en phase G1 utilisant la 

cytométre en flux FACScan (Becton-Dickinson) équipé avec un laser argon et opéré avec le 

logiciel CellQuestPro® (Becton-Dickinson). En effet, l’élimination des CDP et des 6-4PP est 

obtenue par les intensités de fluorescence FITC par quantification des changements de la 

moyenne géométrique des pics de fluorescence-FITC au sein de la population G1. Cette 

élimination indique la réparation, qui est exprimée en pourcentage de réparation. 
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I.3.9 Évaluation de la réponse apoptotique, de la survie clonogénique et de la 

prolifération cellulaire (test MTT) des cellules HDLF 

 

Premièrement, à des temps différents post-UV, l’apoptose a été évaluée par deux types 

d’analyses, (i) par analyses des pics Sub-G1 par marquage de l’ADN cellulaire au iodure de 

propidium et, (ii) par marquage extracellulaire Annexin-V à l’aide du kit de marquage 

(Annexin V-FITC apoptosis detection kit, Sigma), sur les recommandations du manufacturier.  

Brièvement, les cellules HDLF (traitées ou non avec les inhibiteurs pharmacologiques 

MAPK), Annexin-V positives ou leurs pics Sub-G1sont analysés et quantifiés par cytométrie 

en flux avec le cytomètre FACScan tel que décrit précédemment. 

Deuxièmement, la détermination de la survie clonogénique et de la prolifération 

cellulaire ont été conduites avec les cellules HDLF traitées ou non aux inhibiteurs MAPK, par 

mise en culture du nombre approprié de cellules pour l’analyse correspondante. 

Succinctement, différents nombres de cellules ont été mises en culture sur des pétris 100-mm 

ou des plaques de 96 puits, approximativement 6 heures avant tout traitements puis incubées 

15 jours ou 4 jours post-UV pour la survie clonogénique (représentant ici la survie et la 

toxicité cellulaire à long terme) ou pour la prolifération cellulaire (représentant ici plutôt la 

survie et la toxicité cellulaire à court terme) respectivement. Pour la survie clonogénique après 

l’incubation de deux semaines les colonies présentent sur les pétris sont dans un premier temps 

révélées par fixation et coloration au bleu de méthylène (0,5% bleu de méthylène (Sigma) 

dilués dans 50% méthanol/H2O) et comptées pour chaque traitements. La survie est exprimée 

en pourcentage de survie clonogénique par rapport aux cellules contrôles traitées seulement 

avec le DMSO en absence ou en présence d’un traitement UV.  

Pour l’évaluation de la prolifération cellulaire ou la toxicité à court terme, l’essai MTT 

a été utilisé par incubation des cellules HDLF avec 5 mg/ml 3-(4,5-dim-ethylthiazol-2-yl)-2,5-

diphenyltetrazolium bromide (MTT) ajoutés au milieu de culture puis incubés pour 6 h 

(permettant la métabolisation de MTT) avec les cellules avant que le milieu soit retiré pour 

être remplacé par 100 µL de DMSO. A des temps différents post UV, la métabolisation du 

MTT, reflétant le nombre de cellules vivantes, est mesurée à l’aide d’un lecteur de plaque 

(BioTek) à la longueur d’onde de 550 nm. 
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I.4 Résultats 

 

I.4.1 Activation et Inhibition des voies de signalisation MAPK induites par les UV, 

dans les lignées cellulaires humaines sélectionnées 

 

 Avant d’appliquer notre méthode de réparation NER à l’étude de l’effet d’une 

inhibition des voies MAPK JNK1/2, ERK1/2 et p38α/β sur la réparation des CPD et des 6-4PP 

dans les lignées cellulaires humaines, il est nécessaire de s’assurer que les lignées cellulaires 

modèles possèdent la capacité d’activer chacune de ces voies MAPK en réponse à une 

exposition de 10 J/m
2
 UVC (254 nm). Cette dernière, conduisant approximativement à 5-10% 

de survie clonogénique des lignées cellulaires sélectionnées (données non-montrées) est une 

dose sous-létale et donc adéquate pour l’analyse proposée. En effet, des doses plus élevées 

risqueraient d’augmenter considérablement les niveaux de stress cellulaires générés par les 

UV et ainsi biaiser les résultats observés. Il est nécessaire de rester dans des conditions les 

plus physiologiques que possible. Suivant une exposition à 10 J/m
2
 d’UVC (fluence 0,2 

J/m
2
/s), les lignées cellulaires tumorales HCT116 et U2OS et non-tumorales HDSF et HDLF, 

sont collectées à différents temps, jusqu’à 48h suite à l’exposition aux UV, puis examinées 

pour leur capacité à activer les voies MAPK à l’aide d’anticorps anti phospho-MAPK dirigé 

contre les voies JNK1/2, ERK1/2 et/ou p38α/β (voir matériels et méthodes, section I.3). Tel 

qu’indiqué dans la Figure I.1 et I.2, les lignées cellulaires sélectionnées montrent une 

activation transitoire des voies MAPK suite à l’irradiation de 10 J/m
2 

UV. En effet, l’immuno-

détection de la double phosphorylation dans leur boucle d’activation, reflétant leur niveau 

d’activité (Figure I.1A et 1B), montre clairement une activation des voies JNK1/2, ERK1/2 et 

p38α/β à des temps précoces suivant l’exposition UV (Figure I.1A, I.2A-C et I.5A). Les 

voies MAPK canoniques montrent aussi, tel qu’attendu, une activation dépendante de la dose 

UVC appliquée (Figure Supp.I.1A en annexe). Plus exactement, les voies MAPK atteignent 

leur maximum d’activation entre 0,5 h et 1 h et retournent à leur niveau d’activation faible, 

basal et initial à 48h post-UV. Cependant, même si les lignées non-tumorales HDSF et HDLF 

montrent toutes deux une activation transitoire et précoce des trois voies MAPK, la lignée 

tumorale HCT116, choisie pour l’étude, montrent une activation différente de la voie ERK1/2. 

Il apparait plutôt une inhibition de la phosphorylation d’ERK1 et ERK2 dans les 5 minutes 

suivantes l’exposition aux UV, avec un maximum d’activation à 1h qui reste néanmoins peu 
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diffèrent du niveau basal observé (sous la condition de privation de sérum), (Figure I.2C). En 

plus, de l’activation constitutive de la voie ERK1/2, il n’a pas été possible d’immuno-détecter 

l’activation de la voie p38α/β suite à l’irradiation UV dans HCT116 (données non-montrées), 

comme cela fut déjà rapporté (Caron et al., 2005). Ces différences dans les profils d’activation 

des voies MAPK obtenus avec la lignée HCT116, illustrent et renforcent l’existence d’une 

activation MAPK qui peut être dépendante du type cellulaire. Avant de procéder plus loin 

dans l’analyse de la réparation suite à une inhibition des voies MAPK, il est important de 

contrôler l’efficacité des inhibiteurs pharmacologiques sélectionnés pour l’abrogation 

spécifique de l’activité ou de l’activation de chaque voie MAPK, induite par les UV. 

 L’inhibition des voies MAPK à l’aide des inhibiteurs pharmacologiques pour chacune 

des voies MAPK tels que le SP600125, U0126 et SB202190 (spécifiques pour les voies 

JNK1/2, ERK1/2 et p38α/β respectivement), montre une forte inhibition de l’activité ou de 

l’activation MAPK à 1 h post UV tel que montré dans les Figures I.1C-E et 2B-D. Plus 

précisément, l’inhibition des voies MAPK avec 30 μM SP600125, 10 µM U0126 ou 20 μM 

SB202190 peut être suivie, simplement par l’immuno-détection de l’activation JNK1/2 et de 

ERK1/2 alors que l’inhibition de l’activation de la voie p38α/β est suivie par l’immuno-

détection de la phosphorylation de MK2 (MAPKAPK2), cible de p38α/β à l’aide d’un 

anticorps anti-MK2, où l’activation p38α/β sera visible par déplacement de migration de MK2 

total comme illustré dans les Figures I.1E et I.2B. MK2 est activée de façon maximal à 1 h 

post-UV tel que montré à la Figure Supp.I.1B. L’effet de ces inhibiteurs est également vérifié 

dans les cellules HDSF et HDLF, tel que montré dans les Figures I.1C-E et I.2B, par 

l’activité des voies JNK1/2, ERK1/2 et p38α/β sur leur facteur de transcription respectifs Jun, 

Elk-1 et ATF2 (phosphorylation in vitro, voir paragraphe I.3).  

Dans toutes les lignées cellulaires sélectionnées, les inhibiteurs pharmacologiques 

MAPK, aux doses utilisées, inhibent efficacement l’activation et l’activité des voies MAPK 

évoquées par les UV dans les lignées cellulaires humaines étudiées (Figures I.1C-E et Figure 

I.2B et D). L’ensemble des résultats présentés dans les Figures I.1 et I.2 indique que, (i) les 

lignées cellulaires humaines possèdent toutes la capacité d’activer les 3 voies MAPK JNK1/2, 

ERK1/2 et p38α/β suite à une irradiation UV, à l’exception de la lignée HCT116, et que, (ii) 

toutes répondent bien à un traitement pharmacologique avec les inhibiteurs MAPK. Ces 
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résultats valident et confortent l’utilisation des lignées cellulaires humaines ainsi que des 

inhibiteurs pharmacologiques MAPK sélectionnés. 

 

 

I.4.2 Optimisation et validation de l’essai de réparation NER basé sur la cytométrie en 

flux   

 

 Après ces vérifications, nous avons pu procéder à l’application de notre méthode de 

réparation basée sur la cytométrie en flux dans les lignées cellulaires humaines non-tumorales 

et tumorales. Cependant, une optimisation et une validation de la méthode NER s’avère 

nécessaire afin de s’assurer de la fiabilité et de la précision de cette dernière. Pour cela, il fut 

nécessaire dans un premier temps de tester la sensibilité de la détection des dommages induits 

par les UV, les CPD et les 6-4PP, à l’aide des anticorps KTM53 et KTM50 respectivement 

après l’induction de niveaux croissants de dommages à l’ADN. Brièvement, les cellules HDSF 

furent exposées à différentes doses d’UVC de 1 à 40 J/m
2
, immédiatement fixée et hybridée 

avec l’un des anticorps anti-CPD ou anti-6-4PP, pour être finalement analysée par cytométrie 

en flux au niveau de leur contenu en dommages CPD (CPD content) ou 6-4PP (6-4PP content) 

à l’échelle de la cellule tel que décrit la section I.3. Comme illustré dans la Figure I.3A-B, la 

détection des niveaux de fluorescence, reflétant le contenu CP ou 6-4PP, à différentes doses 

UV croissantes, montre une proportionnalité entre les niveaux de fluorescence détectés et les 

doses UV appliquées. En effet, notre méthode basée sur la cytométrie en flux possède une 

bonne reproductibilité et semble très sensible puisqu’elle est capable de détecter les CPD ou 

les 6-4PP avec des niveaux faibles de dommages, même ceux générés avec une dose de 1 J/m
2
 

UVC. De plus. La méthode démontre clairement une réponse linéaire dans l’induction des 

CPD et des 6-4PP jusqu’à 40 J/m
2
. Dans l’objectif de valider pleinement cette méthode 

d’analyse NER, dans un deuxième temps, la cinétique de réparation des CPD, induits par 10 

J/m
2
, a été établie dans les cellules HDSF confluentes (arrêtées en phase G1/G0) et dans leur 

contrepartie déficiente en réparation GGNER et TCNER, les cellules HDSF-XPA, utilisées ici 

comme contrôle négatif de réparation. Les données brutes présentées dans la Figure I.3 B-C 

montrent une réparation normale des CPD dans les cellules HDSF alors que celle-ci est 

abrogée dans les cellules HDSF-XPA déficientes. Plus exactement, les cellules HDSF, après 
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48 h de réparation NER, retiennent encore sur leur ADN génomique 41 % des CPD qui ne 

sont pas encore complètement excisés. Les résultats bruts représentatifs complets sont illustrés 

à la Figure Supp.I.2 en annexe. Ces données brutes sont conformes aux données déjà publiées 

(Ford et al., 1998; Ford and Hanawalt, 1995; Ford and Hanawalt, 1997) et valident pleinement 

l’application de notre méthode à l’étude de l’effet des inhibiteurs pharmacologiques des voies 

MAPK sur l’activité du NER. La méthode de réparation NER s’avère donc être robuste, 

sensible et reproductible. La technique NER basée sur la cytométrie en flux a été appliquée en 

premier lieu sur les HDSF confluents afin d’établir la cinétique de réparation des CPD en 

présence ou en absence d’inhibiteurs spécifiques des voies MAPK SP600125, U0126 ou le 

SB202190. Tel que montré dans la Figure I.4A, un prétraitement et une réparation des 

dommages à l’ADN en présence des inhibiteurs MAPK n’influencent pas la cinétique de 

réparation des CPD alors que les cellules HDSF-XPA montrent, comme prévu, une abrogation 

quasi-complète de la réparation NER même à 48 h post UV. La même procédure 

expérimentale appliquée, cette fois, aux cellules HDLF et HDLF-E6, montre, tel que 

graphiquement représenté dans la Figure I.4B, la même absence d’effets notables de 

l’inhibition des voies MAPK sur la réparation des CPD induits par une dose UV de 10 J/m
2
. 

Conformément à la littérature, les cellules HDLF-E6 présentent une altération de 35%-40% de 

l’efficacité de la réparation (Ford et al., 1998; Therrien et al., 1999). De plus, dans ces études, 

l’analyse de la réparation des 6-4PP fut aussi évaluée après une exposition UV de 25 J/m
2
 au 

lieu de 10 J/m
2
, en raison de la faible occurrence (réduite de 5 fois quand comparée aux CPD) 

de ce type de dommages, hautement distordants. Là aussi, les inhibiteurs MAPK n’exercent 

aucuns effets notables sur la cinétique de réparation des 6-4PP, qui est dans tous les cas quasi-

totale à 8 h post UV, tel que graphiquement représenté dans la Figure I.4C et conforme à la 

littérature (Mitchell et al., 1985; Mitchell and Nairn, 1989).  
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Figure I.1: Activation et inhibition pharmacologique de la signalisation MAPK induite par les UV 

dans des fibroblastes de peau primaires humains (HDSF).  

  
A. Les cellules HDSF ont été récoltées aux temps indiqués après une exposition à 10 J/m

2
  UVC et 

analysées par immuno-buvardage de type Western grâce aux anticorps primaires dirigés contre les 

thréonine et tyrosine phosphorylées des voies JNK1/2, ERK1/2, p38α/β. B. Habilité des MAPK 

ERK1/2, JNK1/2, p38α/β activées induites par les UV, à phosphoryler in vitro leurs cibles respectives 

Elk1-GST, Jun-GST et ATF2 par immuno- précipitation de la MAPK totale ou phosphorylée à partir 

d’extraits cellulaire totaux. Les niveaux de phosphorylations sont détectés par Immuno-buvardage avec 

les anticorps indiqués à droite pour l’immuno- précipitation (IP) et à gauche pour l’immuno-détection. 

C-E. Inhibitions pharmacologiques des voies MAPK ERK1/2, JNK1/2, p38α/β induites par 10 J/m
2
 

UV. Les cellules ont été traitées ou non aux UV puis récoltées et lysées à 1 h post UV puis analysées au 

niveau de leur activation et de leur activité. Respectivement par détection de leur activation et de leur 

activité (tel que décrit précédemment en A. et B.) après un traitement de 10 μM U0126, 30 μM 

SP600126 et 20 μM SB202190. Cependant, l’inhibition de la voie p38α/β par le SB202190 a été 

vérifiée par les niveaux de phosphorylation de MK2 à la place des niveaux d’activation de p38α/β grâce 

l’immuno-détection avec l’anticorps anti-MK2 (E). No UV, représente les cellules non exposées aux 

UV; DMSO, (Me
2
SO) est le véhicule de l’inhibiteur utilisé ici comme référence. 
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Figure I.2: Activation et inhibition pharmacologique des voies MAPK induites par les UV dans 

des fibroblastes primaires de poumons (HDLF) et cellules de carcinome de colon HCT116p53+/+.  

  
Activation et activité des voies MAPK dans les cellules HDLF (A-B) et les cellules HCT116p53+/+ (C-

D), évaluées tel que décrit dans la légende de la Figure I.1.. Les cellules HDSF ont été récoltées aux 

temps indiqués après une exposition à 10 J/m
2

 

UVC et analysées par immuno-buvardage. DSMO, 

(Me
2
O) ; IP, immuno-précipitation. 
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Enfin, tout comme les résultats obtenus avec les lignées non tumorales HDSF et HDLF, les 

cellules tumorales HCT116, synchronisées par privation de sérum, ne montrent aucun effet 

significatif sur la réparation des CPD en présence des inhibiteurs de la voie JNK1/2 ou 

ERK1/2, comme le montre les représentations graphiques de la Figure I.4D.  

L’ensemble des résultats présentés à la Figure I.4 montre sans équivoque qu’un 

traitement, avant et après l’exposition UV, aux inhibiteurs des voies MAPK SP600125, U0216 

ou SB202190 n’entraine aucune modification significative de la cinétique de réparation des 

CPD et des 6-4PP, au moins jusqu’à 48 h, dans les lignées cellulaires humaines non tumorales 

et tumorales sélectionnées.  

 Dans le but de rendre les résultats obtenus, avec les inhibiteurs chimiques, plus 

robustes et de les confirmer pleinement, il est nécessaire d’utiliser d’autres moyens que 

simplement une approche pharmacologique. Ces moyens exerceront leur action en diminuant 

ou en abrogeant l’expression des voies MAPK grâce à l’expression d’ARN interférants en 

épingle à cheveu (ARNsh) ou alors soit en diminuant l’activation des voies MAPK par 

expression de mutants MAPK dominant négatifs non-activables. Dans ce but, nous avons 

exprimé des ARNsh capables d’abroger spécifiquement les voies MAPK JNK1/2 (JNK1/2 

shRNA) et ERK1/2 (ERK1/2 shRNA) dans les cellules tumorales U2OS mais aussi un mutant 

dominant négatif de la voie p38α/β, le mutant p38α(AGF) (voir paragraphe I.3) dans les 

HDLF. Les expériences d’expression d’ARNsh ont dû être menées dans les cellules tumorales 

d’ostéosarcome humain U2OS en raison d’une part, de leur bonne efficacité de transfection 

(lorsque comparée aux cellules non-tumorales HDSF et HDLF) et d’autres part, de leur 

meilleure survie cellulaire après l’expression transitoire des ARNsh contre JNK1/2 ou ERK1/2 

par rapport à celle observée dans les cellules HCT116. En effet, l’arrêt de croissance et 

l’importante mort cellulaire, déjà constatés dans d’autres études (Pages et al., 1993), et induite 

par l’expression de ces ARNsh dans les cellules HCT116 à 24h post-transfection, nous a forcé 

à remplacer cette lignée par les cellules U2OS, pour cette analyse particulière seulement. 
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Figure I.3: Validation de l’essai de réparation GGNER, basé sur la cytométrie en flux dans les cellules 

HDSF confluentes.  

 

A gauche, Evaluation des anticorps et induction des photo-dommages à l’ADN CPD et 6-4PP à différentes 

doses UVC dans les cellules HDSF maintenues à 98% de confluence tel qu’indiqué à gauche de chaque groupe 

de pics d’intensité de fluorescence avec l’anticorps primaire anti-CPD (α-CPD) ou anti-6-4PP (α-6-4PP). Les 

intensités de fluorescence sont indiquées en logarithme décimal d’unités relatives de fluorescence (Log(RFU)). 

A droite, A. Induction des CPD à des doses croissantes d’UV de 1 à 40 J/m
2
 représentée par l’intensité de 

fluorescence exprimée en logarithme d’unités relatives de fluorescence (Relative log fluorescence). B-C. 

Données brutes représentatives de la cinétique de la réparation des CPD analysée pendant 48 h suivant 

l’exposition à 10 J/m
2 

UVC dans les cellules normales HDSF normales en réparation GGNER (B), et aussi 

dans les HDSF de patients XP-A (fibroblastes de peau GM01630), de réparation GGNER déficiente, qui sont 

utilisées ici comme contrôle négatif de réparation GGNER (C). L’épaulement visible indiqué par la flèche 

représente probablement les cellules en phase S et G2 où des doublets cellulaires, qui seront exclus des 

analyses quantitatives par délimitation de la population cellulaire en G1. 

Détection des CPDs

40

20

10

5

0
Log(RFU)

R2= 0,9966

J/
m

 2

α-CPD

Détection des CPDs

40

20

10

5

0
Log(RFU)

R2= 0,9966

J/
m

 2

α-CPD

2

Log(RFU)

Détection des 6-4 PPs

R2= 0,9913

40

20
10

5
0

35
30

J/
m

 2

α-6-4 PP



112 

 

Tout comme les cellules non tumorales et tumorales, les cellules U2OS présentent la capacité 

d’activer les voies MAPK JNK1/2 et ERK1/2 de façon précoce et transitoire suite à une 

exposition UV de 10 J/m
2
 (Figure I.5A), et peuvent donc être utilisées pour valider les 

résultats montrés à la Figure I.4.  

Brièvement, les cellules U2OS ont été transféctées de façon transitoire, et analysées trois jours 

plus tard pour leur aptitude à réparer les CPD, de façon similaires aux autres lignées cellulaires 

de cette étude. Tel que montré à la Figure I.5B, l’expression des ARNsh spécifiques de la 

voie JNK1/2 ou ERK1/2 dans les cellules U2OS conduisent à une abrogation de l’expression 

de JNK1/2 totaux et ERK1/2 totaux de près de 70-80 % selon les niveaux totaux immuno-

détectés de ces dernières. De plus un ARNsh spécifique du suppresseur de tumeur p53 a été 

inclus dans ces expériences comme contrôle négatif en réparation NER. Là aussi, tel 

qu’illustré à la Figure I.5B, l’expression de l’ARNsh de p53 conduit à une diminution 

drastique de son expression de plus de 80 %. Néanmoins, l’abrogation des voies JNK1/2 et 

ERK1/2, n’interfèrent pas avec la cinétique de réparation des CPD tel que graphiquement 

démontré à la Figure I.5C alors que la réparation des cellules U2OS exprimant l’ARNsh de 

p53, montre une inhibition significative d’approximativement 50 % de la réparation CPD à 48 

h post-UV. Enfin, toujours dans l’objectif de valider les résultats obtenus avec l’inhibiteur de 

la voie p38α/β, le SB202190, il a été décidé de réaliser et d’exprimer de façon stable, un 

mutant dominant négatif de la voie p38, le mutant p38α(AGF) dans les cellules HDLF par 

transduction rétrovirale (voir la section I.3). Même si l’expression stable de ce mutant 

dominant-négatif conduit à une diminution stable et attendue de 5 fois de l’activation de MK2 

(Zheng et al., 2006), donnée par l’analyse densitométrique de l’immuno-buvardage présenté à 

la Figure I.5D, l’inactivation de la voie p38α/β n’exerce aucun effet visible sur la cinétique de 

réparation des CPD. Cependant, tel que prédis, une altération de l’efficacité NER de 50 % est 

observable avec les cellules HDLF-E6, aussi incluses dans l’analyse comme contrôle négatif. 
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Figure I.4: Evaluation de la cinétique de réparation CPD et 6-4PP des cellules humaines primaires et 

tumorales sélectionnées en absence ou en présence d’un inhibiteur MAPK à l’aide de l’essai de 

réparation GGNER basé sur la cytométrie en flux. 

 

A Evaluation de l’élimination des CPD dans les cellules HDSF et les cellules HDSF XP-A  (XPA, contrôle 

négatif de réparation) en présence ou absence des inhibiteurs MAPK. B. Cinétique de réparation des CPD 

dans les cellules HDLF et HDLF-E6 (exprimant stablement l’oncoprotéine E6, contrôle de défaut de 

réparation GGNER), en présence ou en absence d’inhibiteurs pharmacologiques MAPK. C. Cinétique de 

réparation des 6-4PP dans les HDSF et HDSF XP-A, en présence ou en absence d’inhibiteurs MAPK. D. 

Cinétique de réparation des CPD dans les cellules tumorales HCT116p53+/+ et dans leurs homologues 

déficientes en p53 (HCT116-p53-/-), utilisées comme contrôle de défaut de réparation, en présence ou en 

absence d’inhibiteurs MAPK. Chaque point sur le graphique représente la moyenne de fluorescence de 

trois expériences indépendantes exprimée en pourcentage ± S.E ; DMSO, Me
2
SO. 
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I.4.3 Effet de l’inactivation pharmacologique des voies MAPK sur la mort et la 

prolifération cellulaire dans la lignée cellulaire non-tumorale HDLF 

 

 En raison de l’absence d’effets de l’inactivation des voies MAPK sur la réparation des 

CPD et des 6-4PP, il est devenu impératif de vérifier que l’inactivation de chacune des voies 

MAPK conduise aux effets phénotypiques attendus sur la mort et la prolifération cellulaire. 

Dans cet objectif, l’analyse fut restreinte à l’utilisation des inhibiteurs pharmacologiques des 

voies MAPK pour faciliter la comparaison en étudiant la même lignée cellulaire tels que les 

fibroblastes primaires de poumons (HDLF). De plus, à ma connaissance, aucune étude ne s’est 

encore intéressée à l’effet de chacun des inhibiteurs MAPK sur de tels processus majeurs 

avant et après l’induction de dommages UV à l’ADN. Cependant, tel que discuté en 

introduction de cette partie, la réponse UV MAPK peut être assujettie à une grande variabilité 

dans leur réponse aux UV et leurs actions et effets pourraient dépendre du stimulus (dose UV) 

mais aussi du type et origine des cellules étudiées. Cet effet cellule type spécifique ne serait 

pas seulement exclusif à leurs profils d’activation, tel qu’illustré par les cellules HCT116 en 

réponse aux UV. Par exemple, la voie JNK1/2, originellement associée à l’apoptose induit par 

les UV, peut avoir une action pro-apoptotique (Chen et al., 1996; Xia et al., 1995), mais aussi 

anti-apoptotique (Lin, 2003; Liu and Lin, 2005; Yu et al., 2004). Selon la littérature, il semble 

qu’il en soit de même pour les autres voies MAPK (Ivanov and Ronai, 2000; Tentner et al.). 

Dans notre cas, un traitement avec l’inhibiteur SP600125 est capable de sensibiliser les 

cellules HDLF à l’apoptose induite par 10 J/m
2
 à 48 h et 72 h post-UV, tel que représenté par 

l’analyse de la population cellulaire Sub-G1 dans la Figure I.6A. Une analyse plus précise des 

évènements plus précoces d’apoptose, telle que la translocation des phosphatidyl-sérines à la 

surface externe des cellules, détectées avec l’annexine-V, devrait confirmer et valider les 

effets des inhibiteurs MAPK sur l’apoptose induite par les UV obtenus précédemment. En 

effet, les données brutes représentatives présentées à la Figure Supp.I.3A en annexe, du 

marquage annexine-V des cellules traitées ou non par les UV, ainsi que la quantification des 

populations annexine-V positives, confirment indéniablement que seule l’inhibition de la voie 

JNK1/2 sensibilise les cellules HDLF à l’apoptose induite par 10J/m
2
 d’UV comme cela fut  
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Figure I.5: Evaluation de la cinétique de réparation CPD des cellules humaines tumorales U2OS suite à 

l’inhibition de l’expression des voies MAPK, par utilisation d’ARN interférants contre les voies JNK1/2, 

ERK1/2 ou par utilisation du mutant dominant négatif p38α(AGF) dans les cellules primaires HDLF, à 

l’aide de l’essai de réparation GGNER basé sur la cytométrie en flux. 

 

A. Profils d’activation des voies ERK1/2 et JNK1/2 après une exposition UV Cde 10J/m
2 

tel qu’indique dans la 

en Figure I.1. B. Suppression de l’expression des voies ERK1/2 et JNK1/2 par transfection transitoire d’un 

ARNsh dirigé spécifiquement contre chacune d’entre elle ou exprimant stablement un ARNsh contre p53, 

(utilisé comme contrôle négatif de réparation) 6 h post-UV. No UV, représente les cellules non exposées aux 

UV. C. Cinétique de réparation des CPD dans les cellules U2OS exprimant transitoirement un ARNsh de 

JNK1/2 ou ERK1/2 ou p53. D. Évaluation de l’inhibition de la voie p38α par expression stable d’un mutant 

dominant négatif p38α (AGF) par immuno-détection avec l’anticorps anti-MK2, permettant de visualiser aussi 

la forme phosphorylée de MK2 dans les cellules HDLF à 1 h post-UVC. Les Ratio p-MK/MK2 ont été calculés 

à partie de la quantification densitométrique des bandes montrées. Le graphique juste en dessous représente la 

réparation des CPD dans les cellules HDLF exprimant stablement le vecteur vide (pMSCV) ou le mutants 

dominant négatif p38 (AGF) ou soit l’oncoprotéine E6. Chaque point représente la moyenne de fluorescence de 

trois expériences indépendantes exprimées en pourcentage de réparation (% ± S.E). 
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  déjà rapporté (Du et al., 2004; Xia et al., 2006). De plus, il semble que cette sensibilisation 

pourrait être médiée par une induction ou stabilisation de p53 (Figure Supp.I.3B) (Brown and 

Benchimol, 2006; Potapova et al., 2000b). Il est important de signaler qu’il reste difficile de 

statuer sur les effets spécifiques du SP600125 qui pourraient être biaisés par une inhibition 

d’autres protéines kinases (Bain et al., 2007). En revanche, en dehors du rôle anti-apoptotique 

de l’inhibition de la voie JNK1/2, il semble que l’inhibition de la voie p38α/β par le SB202190 

puisse réduire très faiblement l’apoptose induite par les UV, visible et statistiquement 

significatif seulement à 72 post-UV (Figure I.6B). La voie p38α/β, contrairement à la voie 

JNK1/2, aurait peut-être un rôle légèrement apoptotique dans notre système cellulaire HDLF. 

 Enfin, les analyses de la survie et de la prolifération cellulaire, à court terme et long 

terme post-UV, ont été testées par un essai de survie clonogénique et par un test MTT 

respectivement, en présence et en absence de chacun des inhibiteurs MAPK. Ces analyses, 

telles que présentées dans la Figure I.6C-D, confirment globalement les résultats précédents 

obtenus de l’apoptose induite par les UV en présence d’inhibiteurs. D’ailleurs, il est 

intéressant de constater que chaque inhibiteur MAPK appliqué, affecte notablement la survie 

clonogénique des HDLF, avec un effet majeur du SP600125, et ce, même en absence d’une 

exposition UV (Figure I.6C) contrairement au SB202190, qui démontre un effet plus marqué 

et révélé seulement après une exposition UV. 

  A plus court terme, l’analyse de la prolifération cellulaire par un test MTT confirme les 

résultats de survie clonogénique et d’apoptose, et révèle aussi un effet important du SP600125 

(Figure I.6D). De plus, une diminution beaucoup plus modérée mais statistiquement 

significative de la prolifération cellulaire, en absence dommages à l’ADN, est également 

observée après un traitement avec les inhibiteurs U0126 et le SB202190.  

 L’ensemble des résultats, présentés dans les Figure I.6 montre les effets notables et 

importants de l’inactivation de voies MAPK sur la mort cellulaire, la prolifération cellulaire 

ainsi que la survie à long terme (survie clonogénique) des HDLF, en dépit de tout effet sur la 

réparation GGNER des dommages à l’ADN. Ces résultats sont en accord avec les données 

expérimentales disponibles dans la littérature et pourraient être expliqués par l’effet des 

inhibiteurs MAPK sur le cycle cellulaire des HDLF et des HDSF (voir Figures Supp.I.4 et 

Supp.I.5). 
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I.5 Discussion 

 

Cette étude montre de façon évidente que l’abrogation de l’activité des voies de 

signalisation MAPK EK1/2, JNK1/2 ou p38α/β, dans les cellules humaines non-tumorales et 

tumorales, n’entraine aucune modification de l’efficacité de réparation GGNER des CPD et 

des 6-4PP. Cette conclusion, obtenue par utilisation d’inhibiteurs pharmacologiques des voies 

MAPK, est établie d’une part par l’absence d’effets sur la réparation GGNER de l’expression 

d’ARNsh JNK1/2 ou ERK1/2  dans les cellules tumorales U2OS, mais aussi par l’expression 

d’un mutant dominant négatif p38α(AGF) dans les cellules normales primaires HDLF. 

Cependant, il est important de noter que l’absence d’une participation des voies MAPK à la 

réparation GGNER fut dans un premier temps non-attendue, en raison des études antérieues 

publiées et aussi récentes, montrant une participation des voies JNK1/2 (Christmann et al., 

2007; Christmann et al., 2006; Tomicic et al., 2011), mais aussi des voies ERK1/2 (Andrieux 

et al., 2007; Li et al., 2006) ou des voies p38α/β (Wang et al., 2013c; Wu et al., 2010; Zhao et 

al., 2008) à la réparation des dommages à l’ADN induits par les UV. Plus exactement, il est 

suggéré que les voies JNK1/2 participent à la réparation GGNER via le facteur de 

transcription c-Fos, nécessaire à l’expression du facteur NER XPF (Christmann et al., 2007; 

Tomicic et al., 2011). De plus, les auteurs, utilisant également l’inhibiteur JNK1/2 SP600125, 

rapportent que l’activation de la voie JNK1/2 stimule la réparation des CPD et protègerait 

contre l’apoptose induite par les UVC (20 J/m
2
) (Christmann et al., 2006). Cette différence ou 

contradiction avec les données présentées dans cette thèse concernant la participation de la 

voie JNK1/2 à la réparation GGNER pourrait s’expliquer dans un premier temps par le modèle 

cellulaire murin utilisé (MEF c-fos
-/-

), révélant ainsi un effet d’espèce dans le contrôle des 

voies MAPK sur la réparation NER. Mais pas seulement, car récemment une étude similaire 

du même groupe, et avec les mêmes conclusions, a été conduite dans des lignées tumorales 

humaines (Tomicic et al., 2011). Dans cette dernière, l’abrogation de c-Fos par ARNsi (dans 

les cellules humaines (VH10tert) ou sa surexpression (dans des fibroblastes humain, GM636), 

montrent respectivement une inhibition et une augmentation de la reparatioon des CPD mais 

pas ds 6-4PP, via une modulation de l’expression de XPF par c-Fos. Comme nous allons le 

voir, les auteurs de ces études pourraient toutefois  mesurer les effets de la modulation de 

l’expression de  c-Fos sur la replication et non la réparation des CPD.  
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Figure I.6: Modulation de la mort cellulaire et de la prolifération cellulaire par une inhibition 

pharmacologique de l’activité MAPK basale et induite par 10 J/m
2
 UV dans les cellules humaines 

primaires HDLF. 

 

A. Evaluation de la population Sub-G1 visualisées à différents temps post-UV en absence ou en présence 

d’inhibiteurs MAPK dans les cellules HDLF exposées ou non aux UV. Au temps, indiqués, les cellules ont 

été fixées et marquées au iodure de propidium puis analysées par cytométrie en flux. B. Quantification des 

cellules Annexin-V positives à différents temps post-traitement en absence ou en présence d’inhibiteurs 

MAPK dans les cellules HDLF exposées ou non aux UV. C. Effet de l’inhibition des voies MAPK sur la 

survie clonogénique des cellules HDLF exposées ou non à 10 J/m
2 

UV. D. Effet de l’inhibition des voies 

MAPK sur la prolifération cellulaire et toxicité des cellules HDLF exposées à 10 J/m
2
 par le test MTT à 48 h 

et 96 h post UV (tel que décrit dans la section I.3.9). Tous les résultats présentés représentent la moyenne de 

trois expériences indépendantes ± S.E; *, indique une différence significative révélée par le test t-student 

bilatérale p< 0.05; DMSO; Me2SO  
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Plus exactement, comme mentionné, tout évènement de réplication conduirait à une dilution 

des CPD, et pourrait générer une fausse impression de réparation. D’ailleurs, les auteurs 

montrent que l’incorporation BrdU est beaucoup plus réduite dans les cellules MEF c-fos-

déficientes que dans les cellules MEF sauvages (Christmann et al., 2007). Le manque de 

contrôle de la progression du cycle cellulaire aux temps de réparation analysés par la méthode 

d’immuno-dot/slot blot dans les 3 études du même groupe (Christmann et al., 2007; 

Christmann et al., 2006; Tomicic et al., 2011), pourrait suggérer une fausse impression de 

réduction de l’activité NER telle qu’observée dans les cellules MEF c-fos
-/-

. De plus, le rôle 

positif de l’activation de JNK sur la réparation NER a été mis en évidence seulement par 

utilisation du SP600125. En raison, de la méthode de réparation utilisée, du manque de 

contrôles pertinents et d’une approche pharmacologique unique, il est difficile de comparer 

nos données avec les études citées juste au-dessus. En dehors de celles-ci, il a été aussi 

légitimement suggéré que l’activation JNK1/2 serait nécessaire au retrait des dommages à 

l’ADN induits par le Cisplatin via le facteur de transcription ATF-2 (Gjerset et al., 1999; 

Hayakawa et al., 2003; Potapova et al., 1997). Cet agent de dommages génère un panel de 

lésions dont les pontages intercaténaires, qui ne sont pas exclusivement réparés par le NER, 

mais nécessitent l’action concertée de plusieurs systèmes de réparation dont le NER, la 

recombinaison homologue (HR), le système de réparation par excision de bases (BER), la 

réparation par synthèse translésionnelle (TLS, translesion synthesis, voir Partie II) et le 

système de réparation des mésappariements de bases (MMR) (Vasquez, 2010). Ces systèmes, 

à l’exclusion de NER, pourraient être influencés par les voies de signalisation MAPK. De 

plus, ces études, basées sur la réparation des dommages à l’ADN du Cisplatin, ont eu recours à 

une méthode d’analyse de la réparation indirecte, par un essai PCR-stop (PCR stop assay), 

(basé sur le même principe que le LM-PCR) et rend ici aussi, nos données (de mesure directe 

de la réparation NER) difficilement comparables.  

Contrairement aux données présentées dans cette thèse, la voie ERK1/2 a aussi été 

rapportée comme modulatrice de l’efficacité de réparation des CPD (Andrieux et al., 2007). 

En effet, l’activation et la signalisation ERK2, induites par le facteur de croissance EGF 

(Epidermal Growth Factor), serait nécessaire à l’expression à du gène NER ERCC1 via le 

facteur de transcription GATA-1, dont le produit ERCC1 joue un rôle important dans l’étape 
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d’incision de NER. Une activation de la voie ERK1/2 par l’EGF semble augmenter l’activité 

de réparation des CPD et l’abrogation de cette voie, à l’aide de l’inhibiteur U0126, conduit à 

une diminution notable de l’expression du facteur NER ERCC-1. Cependant, même si la 

signalisation ERK1/2 semble nécessaire à l’activité biologique ERCC1, comme cela fut déjà 

rapporté (Chang et al., 2005; Yacoub et al., 2003; Yacoub et al., 2001), la méthode d’analyse 

par réactivation de plasmides exogènes (HCR) employée, montre une significativité statistique 

seulement à 80 J/m
2 

mais aucune à 40 J/m
2
, 60 J/m

2 
et 120 J/m

2
, et fut seulement analysée à 

24h post-UV (Andrieux et al., 2007). Cette méthode reste une technique indirecte qui pourrait 

plus refléter plutôt l’activité TCNER que l’activité GGNER. Ces auteurs indiquent aussi qu’un 

traitement à l’EGF augmente la prolifération cellulaire. Il se pourrait donc que, en plus de la 

mesure indirecte de la réparation, ces auteurs pourraient mesurer, ici aussi, une réparation 

aberrante en raison de l’augmentation de la progression cellulaire.  

Tout comme les voies JNK1/2 et ERK1/2, la voie p38α/β fut rapportée, encore 

récemment, comme un régulateur de la voie NER (Wang et al., 2013c; Wu et al., 2010; Zhao 

et al., 2008). Jusqu’à récemment, aucun rôle de la voie p38α/β sur la réparation NER n’avait 

été mis en évidence. En effet, peu après la publication des résultats de cette thèse, une étude a 

rapporté une participation de la voie p38α/β à la réparation des CPD seulement. Ce contrôle 

implique un effet négatif de l’inhibition de la voie p38α/β sur la réparation et sur la 

dégradation de facteur de reconnaissance NER, DDB2. Beaucoup plus récemment, il est 

montré que cette voie de signalisation aurait un rôle positif sur la réparation NER en agissant 

indirectement, via la phosphorylation de p300HAT (Histone Acetyl Transferase), sur la 

relaxation de la chromatine (Wang et al., 2013c). Il important de considérer d’une part, que les 

auteurs de cette dernière étude n’ont jamais retesté, tel que publié antérieurement, directement 

le rôle la voie p38 sur ce mécanisme dans leur analyse de réparation, et utilisent seulement des 

ARNsi p300HAT. D’autre part, que les effets rapportés de la voie p38á/â sur la réparation sont 

tous très indirects. Plus exactement, les données d’immuno-dot/slot blot montrant qu’une 

inactivation de cette voie entraine une réduction de la réparation de CPD et non des 6-4PP 

n’ont été réalisées qu’en présence de l’inhibiteur SB203580 et n’aborde à aucun moment une 

participation possible d’autres voies de signalisation dans les effets observés. La présentation 

des résultats d’immuno-dot/slot blot de la réparation révèle certaines incertitudes quant à la 

spécificité de l’anticorps sur l’ADN non-exposés aux UV, car ces contrôles ne sont jamais 
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montrés (Wang et al., 2013c; Zhao et al., 2008). Même si ces deux dernières études, réalisées 

dans des cellules humaines émanent du même groupe, toutefois une étude récente, conduite 

dans les cellules de souris knock-out, montre une participation exclusive de la voie p38γ au 

contrôle du NER et exclue une participation des voies p38α, p38β, p38δ (Wu et al., 2010). 

Cette participation unique de p38γ, révélée par les cellules MEF p38γ
-/-

, présente cependant 

quelques faiblesses. Premièrement, l’utilisation du test HCR et les conclusions établies 

auraient nécessité la démonstration que les processus de transcription et de réplication ne sont 

pas affectés dans ces cellules étudiées aux temps de réparation analysés (même en absence de 

dommages à l’ADN, évitant ainsi de biaiser les résultats de HCR). En conclusion, jusqu’à 

présent les études existantes, impliquant la voie p38α/β dans la réparation NER, auraient 

besoin d’être revisitées et démontrées par des moyens pharmacologiques et génétiques dans le 

même modèle cellulaire. Ici aussi, il reste difficile de comparer nos résultats avec ces études 

pour toutes les raisons mentionnées.  

L’absence de tout effet de l’inhibition de l’activité MAPK sur la réparation des 

dommages induits par les UV, précisément démontré dans cette thèse, n’invalide pas 

forcement les résultats rapportés dans les autres études, car même si nous ne l’avons pas 

constaté, il reste toujours la possibilité d’un contrôle du NER par les MAPK dépendant de type 

cellulaire. Il est également impossible d’exclure un rôle de p38γ sur la réparation NER car 

l’inhibiteur SB203580, utilisé dans les études mentionnées ci-dessus, peut inhiber p38γ alors 

que le SB202190 semble avoir une activité plus restreinte à p38α et p38β (Bain et al., 2007), 

comme mentionné dans la section I.2 de cette partie. 

 

Néanmoins, les effets obtenus sur la réparation avec les inhibiteurs MAPK rapportés 

dans les études, discutées dans le pragraphe précedent, concernant une participation des voies 

JNK1/2 (Christmann et al., 2007; Christmann et al., 2006; Tomicic et al., 2011), ERK1 

(Andrieux et al., 2007) et p38α/β/γ (Wang et al., 2013c; Wu et al., 2010; Zhao et al., 2008) à la 

réparation NER, pourraient s’expliquer. En effet, les résultats publiés auraient pu être biaisés 

par des modifications de la progression cellulaire induites par une inhibition des voies MAPK, 

donnant une fausse impression d’un défaut de réparation. Plus exactement, les activités basales 

de JNK1/2, ERK1/2 et p38α/β semblent nécessaires à la régulation du cycle cellulaire, dans la 

transition G1/S, la progression en phase S et aussi la mitose (Du et al., 2004; MacCorkle and 
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Tan, 2005; Mikhailov et al., 2005; Potapova et al., 2000a; Xia et al., 2006). Comme présenté 

en annexe à la Figure Supp.I.4A, l’inhibition basale JNK1/2 à l’aide de l’inhibiteur 

SP600125, induit 24 h après traitement une réduction notable de la phase S, accompagnée 

d’une augmentation de la phase G2/M et d’une endo-duplication des HDLF non-exposés aux 

UV. Cette inhibition de la progression cellulaire induite par le SP600125 a déjà été rapportés 

ailleurs (Du et al., 2004; Hideshima et al., 2003; Mingo-Sion et al., 2004). De plus, l’activité 

basale ERK1/2 est connue pour être essentielle et régule la survie et la prolifération cellulaire 

(Brunet et al., 1999; Caron et al., 2005; Ussar and Voss, 2004). Un traitement avec le U0126 

dans des cellules HDLF et HCT116 non-stressées induit un léger retard de la transition G1/S 

tel qu’attendu (Annexe-Figure Supp.I4C et Figure Supp.I.5). Ces résultats sur les cellules 

modèles sélectionnées, sont en accord avec une rôle de l’activation MEK1 dans la transition 

G1/S, alors que celle de MEK2 conduirait plutôt à un arrêt en G1 (Bartek and Lukas, 2001; 

Pumiglia and Decker, 1997). Ces données sont donc en accord avec un rôle positif de l’activité 

ERK1/2 sur la progression G1/S et la prolifération cellulaire (Brown and Benchimol, 2006; 

Liu et al., 2004). Tout comme les autres voies MAPK, l’inhibition basale de la voie p38α/β par 

les inhibiteurs pyridinyl-imidazoles (SB202190 et SB203580), cause des changements 

importants du cycle cellulaire. En effet, la voie p38α/β est impliquée dans la régulation du 

cycle cellulaire en agissant plutôt comme un modulateur négatif des points de contrôle du 

cycle cellulaire dont les phases G1/S, S, G2/M et intra-M (MacCorkle and Tan, 2005; Manke 

et al., 2005; Reinhardt et al., 2007; Reinhardt and Yaffe, 2009; Roovers and Assoian, 2000; 

Takenaka et al., 1998). Tel que prédit, les cellules HDLF non-stressées présentent 

indéniablement une abrogation des point de contrôle G2/M (Figure Supp.I.5 en annexe) 

caractérisée par une phase G2 plus réduite accompagnée d’une augmentation de la phase G1. 

Ces résultats indiquent vraisemblablement une abrogation du point de contrôle G2/M et 

démontrent que l’activité p38α/β, évoquée par les UV, est nécessaire à l’arrêt en G2/M et non 

pour l’arrêt en G1, induit par les UV, dans les HDLF. D’ailleurs, il apparait, en plus, une 

augmentation de la phase S indiquant que p38α/β peut aussi être nécessaire au point de 

contrôle G1/S. L’analyse du cycle cellulaire présentée en Figure Supp.I.5 montre que 

l’utilisation des inhibiteurs pyridinyl-imidazole entraine, vraisemblablement, une abrogation 

de nombreux points de contrôle du cycle cellulaire. 
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En conclusion, les données du cycle cellulaire présentées en Annexe aux Figures 

Supp. I.4 et I.5 indiquent que les voies MAPK sont des régulateurs critiques de la progression 

du cycle cellulaire. Leur inhibition conduit à des changements dramatiques du cycle cellulaire, 

qui peuvent sans aucun doute nuire à une analyse de la réparation NER si ces effets ne sont 

pas vérifiés et contrôlés. Quoiqu’il en soit, la méthode sensible d’analyse de la réparation 

basée sur la cytométrie en flux démontre une absence de tout effet de l’inhibition de 

l’activation MAPK sur la réparation des CPD et de 6-4PP dans les cellules humaines, malgré 

ses effets critiques sur la progression, la survie cellulaire et l’apoptose. Les résultats, présentés 

ici, réorientent ma vision mécanistique du rôle des voies MAPK dans la réparation NER 

malgré leur contradiction avec ce qui a déjà été rapporté antérieurement et récemment. Les 

résultats mettent en lumière les difficultés de disséquer avec exactitude le rôle des voies de 

signalisation de stress sur la réparation GGNER et montrent aussi l’importance et la nécessité 

de contrôler de nombreux processus cellulaires (au cours des temps de réparation étudiés) qui 

selon leur réponse pourraient conduire à une analyse erronée des résultats. Il est évident que le 

choix de la méthode de réparation est crucial dans ce type d’étude et fera toute la différence 

sur l’interprétation des données.  

 

Une dérégulation de l’activité des voies MAPK peut être la cause de divers pathologies 

telles que le cancer, l’inflammation, les maladies cardiovasculaires. D’ailleurs, il apparait que 

les voies MAPK JNK1/2 et p38α/β/γ/δ jouent un rôle important dans ces processus 

pathologiques nécessitant l’expression de protéases et facteurs médiateurs nécessaires à 

l’invasion, la survie cellulaire et l’angiogenèse. Par exemple, JNK1/2 est hyperactive dans les 

cancers hépatiques alors l’activité p38α semble, en revanche, diminuée (Elenitoba-Johnson et 

al., 2003). L’activité de cette voie est également augmentée dans les lymphomes et dans 

certains carcinomes (Yacoub et al., 2001). Les nœuds de communication entre les voies 

JNK1/2 et p38α/β semblent revêtir une importance particulière et pourraient être impliqués 

dans la réponse de nombreux mécanismes cellulaires (Engel et al., 2005; Hui et al., 2007a; Hui 

et al., 2007b). Leurs dérégulations pourraient participer entre autre à la promotion du cancer et 

à l’apparition de l’inflammation chronique (Wagner and Nebreda, 2009). Il est clair que les 

voies MAPK sont associées au développement ou la progression de maladies chroniques et 

génétiques comme la maladie de Crohn, qui est actuellement la cible d’essais cliniques testant 
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l’efficacité d’inhibiteurs des voies MAPK JNK1/2 et p38αβ (Goldstein et al., 2010; Van Den 

Blink et al., 2002). Des inhibiteurs spécifiques des voies MAPK peuvent donc s’avérer très 

utiles seuls ou combinés pour lutter contre le cancer, l’arthrite rhumatoïde (Sebolt-Leopold, 

2004; Sebolt-Leopold and Herrera, 2004) et même les maladies neurodégéneratives telles que 

l’Alzheimer, la maladie de Parkinson et la sclérose amyotrophique latérale (Kim and Choi). 

Notamment, les inhibiteurs de la voie Raf/ERK tels que le BAY869766, XL518 et le 

Selubetinib font actuellement l’objet d’essais cliniques de phase II. Malheureusement, les 

essais avec le U0126, le PD98059 et le PD184352 ont été interrompues (Chappell et al., 

2011). Tout comme ces derniers, les essais du SP600125 furent interrompus eux aussi mais en 

phase I, en raison de ses nombreux effets indésirables et ses problèmes de spécificité (Salh, 

2007). Cependant d’autres inhibiteurs de la voie JNK1/2 montrent leur efficacité en essais 

cliniques tels que le CI-930 ou le Semapimod.  

Enfin, de même que pour les inhibiteurs utilisés dans l’étude, les essais cliniques du 

SB202190 furent interrompus eux aussi. D’ailleurs, en raison de leur spécificité est des effets 

secondaires, les pyridinyl-imidazoles n’ont jamais dépassé la phase II (Gaestel et al., 2009). 

Néanmoins, d’autres inhibiteurs, comme le Losmamipod et le Dilmapimode  sont en cours 

d’essais cliniques et semblent prometteurs (Anand et al., 2011; Lomas et al., 2012; Munoz and 

Ammit, 2010; Ostenfeld et al., 2012).  

En raison du vaste potentiel thérapeutique des inhibiteurs MAPK, notre étude revêt une 

plus grande importance en révélant qu’une inhibition des voies MAPK n’entraine pas de 

défaut de la réparation NER et peuvent donc être utilisés ou administrés en essais clinique sans 

craindre, à priori, l’apparition chez les patients d’une photosensibilité accrue aux UV et 

l’induction de mutations à l’ADN causée par une altération de la réparation NER. 
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Article 2 présenté en Annexe pour consultation 
 

 

Contributions : Raphael Rouget, co-premier auteur de l’article 2, a réalisé la moitié des 

travaux présentés dans cet article, à part égale avec le Dr. Yannick Auclair. Les Dr. Santiago 

Costantino et Jonathan Belisle ont optimisé et aidé pour la méthode d’imagerie cellulaire en 

temps réel et à l’analyse des résultats présentés à la Figure 4C, avec la collaboration de 

Raphael Rouget. Le Dr. Elliot Drobetsky, Dr.Yannick Auclair et Raphael Rouget ont élaboré, 

analysé les expériences présentées et écrit l’article cité juste au dessus. 
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II. Requirement for functional DNA polymerase eta in genome-wide repair 

of UV-induced DNA damage during S phase  

 

 

II.1. Introduction 

 

Les cellules humaines sont constamment assujetties à l’induction de dommages à 

l’ADN produits de façon spontanée mais aussi par les agents de dommages exogènes dont les 

effets sont contrés par les systèmes de réparation de l’ADN et la réponse cellulaire à ces 

dommages. Si ces dommages ne sont pas réparés correctement, les conséquences de leur 

persistance peuvent être très différentes, délétères et diversifiées. Par exemple, dans le cas 

d’une induction aigüe de dommages à l’ADN, ces derniers vont persister à court terme, il se 

produira un arrêt du cycle cellulaire qui peut s’accompagner de la mort cellulaire, et ce, en 

raison du niveau élevé de dommages à l’ADN. Les effets à long terme de leur persistance 

résulteront inévitablement à l’induction de dommages irréversibles qui pourraient conduire à 

l’augmentation de l’instabilité génomique, qui est une des causes majeures de la tumorogenèse 

ou de la cancerogenèse. Autrement dit, ces lésions à l’ADN doivent être réparées pour 

empêcher toutes altérations ou perte de l’information génétique. Cette dualité pour la cellule 

de devoir choisir entre la survie ou assurer la transmission de l’information génétique intégrale 

devient très critique et peut favoriser l’oncogenèse. D’une manière plus générale, les 

mécanismes de blocage transitoire ou non de la transcription, d’inhibition de la réplication et 

de la ségrégation des chromosomes, et de tolérance des dommages, permettront 

majoritairement d’assister la cellule dans sa réponse et donner le temps nécessaire à l’action 

des systèmes de réparation. Les points de contrôles du cycle cellulaire répondent différemment 

aux dommages à l’ADN et ont, entre autre, pour vocation principale de stabiliser et de 

permettre le recrutement des différents systèmes assurant la réparation proprement dite. De 

plus, le choix du système de réparation dépendra principalement du type de dommages induits 

à l’ADN. Plus exactement, les cellules qui prolifèrent sont particulièrement vulnérables aux 

dommages à l’ADN puisque sous ses conditions, elles doivent assurer la duplication conforme 

et fidèle de leur ADN. Ces cellules auront donc un besoin actif de ces points de contrôles du 
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cycle cellulaire. Tel qu’abordé en introduction, les gênes en cours de transcription ou 

activement transcrits (représentant approximativement 2-5% du génome) voient leur 

transcription abrogée lorsque l’ARN polymérase II rencontre un dommage présent sur l’ADN. 

Ce blocage rend possible la réparation des dommages par les systèmes de réparation tel que le 

système NER couplé à la transcription, le TCNER. Tout comme la transcription, les 

dommages se produisant durant la réplication de l’ADN seront réparés par la cellule avec un 

blocage préalable de la réplication et de la progression cellulaire. Tous ces mécanismes ne 

peuvent se mettre en place que par une réponse et un contrôle précis et spécifiques assurés 

principalement par les points de contrôle du cycle cellulaire, qui font partie intégrante des 

systèmes de réparation. Ces points de contrôle permettent la coordination et la coopération 

avec les processus biochimiques essentiels et les machineries de la progression cellulaire afin 

de fournir la réponse la plus adéquate possible. Les acteurs protéiques des points de contrôles 

sont souvent recrutés au site du dommage à l’ADN et forment une structure de reconnaissance 

pour le signal d’activation de la réponse. Pendant la réplication de l’ADN, la fourche de 

réplication arrêtée par la présence de la lésion exhibe une grande portion d’ADN simple brin 

(ADNss), qui est une structure sensible, fragile avec une demi-vie relativement courte (Chan 

et al., 2012). Cette structure comme nous le verrons est essentielle à l’activation des points de 

contrôle et à la coordination avec les systèmes de réparation (MacDougall et al., 2007). Bien 

évidemment, tout défaut dans l’intégrité ou dans la signalisation de ces points de contrôle du 

cycle cellulaire résulterait en une augmentation critique de l’instabilité chromosomique ou 

dans la ségrégation des chromosomes. Il est donc primordial de réparer l’ADN dans chaque 

phase du cycle cellulaire afin d’éviter toutes pertes ou altérations de l’information génétique et 

ainsi empêcher le développement de pathologies associées à des altérations de l’intégrité de 

l’ADN (Kastan and Bartek, 2004; Painter and Young, 1980). La nature des systèmes de 

réparation de l’ADN qui seront mis à contribution pour réparer les dommages dépendra de la 

phase du cycle cellulaire dans laquelle ils sont sollicités mais aussi de la nature propre du 

dommage (Branzei and Foiani, 2008; Lehmann and Carr, 1994). La réparation des cassures 

double brins (DSB), générées principalement par les radiations ionisantes (IR) mais aussi par 

la persistance de structures ADN simple brins (ADNss), est le meilleur exemple où leur 

réparation nécessite au moins deux systèmes de réparation comme la recombinaison 

homologue (HRR) et la réparation par jointure non homologue (NHEJ). Ces deux systèmes 
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seront mis différemment à contribution en fonction de la progression du cycle cellulaire. Le 

système HRR semble plutôt nécessaire à la réparation des DSB en phase S et en phase G2 

(lorsqu’une deuxième copie du gène est disponible), alors que le système NHEJ lui est plutôt 

nécessaire pour la réparation des dommages en phase G1 (lorsqu’une copie du gène est 

manquante). Néanmoins, ce n’est pas si simple, le NHEJ pourrait cependant agir dans toutes 

les phases de la progression cellulaire alors que le système HR semble avoir son activité 

beaucoup plus restreinte à la phase S et les phases G2/M (Couedel et al., 2004; Mao et al., 

2008). Il semble donc que les systèmes NHEJ et HRR exercent leur activité en phase S de 

façon concertée dans le but de réparer l’ADN le plus efficacement possible et le moins 

délétère possible pour la cellule. De plus, le système MMR, responsable de la réparation des 

mésappariements de bases, exerce lui aussi sa fonction principalement en phase S, là où le 

plus de mésappariements sont susceptibles de se produire. Globalement, l’intervention 

spécifique et l’action concertée de plusieurs systèmes de réparation spécifique à la phase du 

cycle cellulaire permettent une meilleure réparation notamment en phase S, qui est 

certainement la phase la plus critique pour la cellule et l’intégrité de l’information génétique.  

 Ces modes de réparation de l’ADN dépendant de la progression du cycle cellulaire, 

doivent être orchestrés de façon adéquate et efficace pour assurer la réparation des dommages 

génotoxiques, donc il se pourrait aussi que les acteurs des systèmes de réparation de l’ADN 

interagissent avec les acteurs du cycle cellulaire afin d’exercer un contrôle précis et séquentiel 

de la réparation des dommages en fonction du cycle cellulaire, et plus particulièrement en 

phase S. D’ailleurs le trimer PCNA, facteur important du NER pour l’étape finale de 

resynthèse (Gap filling), joue également un rôle important au niveau de la fourche de 

réplication pendant la duplication semi-conservative de l’ADN et interagit avec le complexe 

de réplication, le réplisome (Li et al., 1994; Sancar, 1996; Waga and Stillman, 1994). Même si 

pour les DSB, l’action de plusieurs systèmes de réparation est nécessaire en phase S, en 

revanche, pour les dommages induits par les UV tels que les CPD et les 6-4PP, seul le système 

NER est capable de prendre en charge la réparation de ces lésions et des adduits dans toutes 

les phases dy cycle cellulaire. Il est encore méconnu si le système NER possède une activité 

dépendante de la progression cellulaire. Il est évident que l’activité GGNER n’est pas 

restreinte qu’a la phase G1, sinon les UV auraient de conséquences beaucoup plus 
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dramatiques, mais semble nécessaire à toutes les phases du cycle cellulaire (Auclair et al., 

2008; Mitchell et al., 1995).  

Les cellules humaines ont développées une variété de points de contrôle de la 

progression cellulaire (qui sont d’ailleurs relativement bien conservés au cours de l’évolution), 

exerçant leur action, concertés ou non, sur les acteurs du cycle et permettent ainsi à la cellule 

d’assurer ses priorités vitales pour sa progression. Cependant, leur influence sur l’efficacité de 

la réparation GGNER des CPD et des 6-4PP reste encore très obscure et mal comprise. 

D’ailleurs le délai ou l’arrêt de la division cellulaire, suite à l’induction de dommage, a été 

rapporté et décrit bien avant le concept même de l’existence de point de contrôle du cycle 

cellulaire (Hartwell and Weinert, 1989). Comme il a déjà été mentionné en introduction de 

cette thèse, divers points de contrôle (comme les points de contrôle G1/S, de la phase S, de la 

phase G2 et de la phase M) exercent leur action sur le cycle cellulaire. Plus précisément, le 

point de contrôle de la phase S (ou intra-S), contrairement aux autres points de contrôle, 

n’empêche pas simplement la transition de la phase S aux phases G2/M, mais est capable de 

ralentir la progression dans la phase S. En effet, ce point de contrôle S peut ralentir la 

réplication de l’ADN en présence de dommages et semble plutôt exercer une activité dans la 

tolérance des dommages et dans l’adaptation cellulaire à gérer la présence de lésions 

génotoxiques pendant la phase de réplication de son génome. Ce point de contrôle S, revêt 

d’ailleurs une importance particulière pour les dommages induits par les UV puisque une 

augmentation des mutations induites par ces derniers a été corrélée avec la proportion de 

cellules en phase S (Kaufmann et al., 1987). L’activation et la capacité du point de contrôle S 

à gérer la présence de dommages à l’ADN seront capitales pour la lutte contre la fixation de 

mutations dans le génome et par conséquent contre le développement du cancer de la peau.  

 Le point de contrôle S peut être vu comme une cascade de signalisation conduisant au 

contrôle de l’intégrité de l’ADN en phase S. Suite à leur activation, les transducteurs 

transmettent les signaux à leurs cibles respectives contrôlant le cycle cellulaire. Très 

schématiquement, le point de contrôle S consiste simplement en une cascade d’évènements de 

phosphorylation conduisant à l’activation de la fonction ou de l’activité des acteurs du cycle 

cellulaire permettant de progresser, ou non, vers la phase G2. 
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II.1.1 Activation du point de contrôle S après une exposition aux UV 

 

 La découverte de maladies humaines présentant des défaillances de ces systèmes a 

permis de mieux comprendre les mécanismes d’activation du point de contrôle S. Il a été, en 

effet, rapporté dans le passé, l’existence d’une maladie génétique, où les individus affectés 

présentent un risque élevé d’apparition de cancers et accompagnée d’une hypersensibilité aux 

IR. Le gène causal de cette maladie héréditaire, l’Ataxie-Télangiectasie (Ataxia-

Telangiectasia, A-T syndrome) fut découvert en 1995 et code pour une protéine kinase, 

nommée ATM, de 350 kDa, exprimée de façon ubiquitaire, dont la dysfonction en dehors de 

l’hypersensibilité aux IR, conduit à une dégénérescence cérébelleuse accompagnée d’un 

Schéma 11: La Réponse UV d’origine nucléaire induite par les UV, dépendante des dommages à 

l’ADN Adapté de (Andersen et al., 2008). 
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déficit immunitaire (Kaufmann et al., 1987; Painter and Young, 1980). Les cellules de ces 

patients présentent une importante inhibition de la réplication de l’ADN après irradiation IR 

par rapport à celle observée dans les cellules normales (Houldsworth and Lavin, 1980; Painter 

and Young, 1980). La découverte, la caractérisation et l’étude biochimique de la protéine 

ATM et de sa fonction ont permis de comprendre les évènements moléculaires responsables 

de l’induction et la régulation du point de contrôle S. Il s’avère qu’ATM joue un rôle clé dans 

le point de contrôle S induit par les IR, qui fut d’ailleurs l’un des premiers points de contrôle 

induits par les dommages à être caractérisés. Les évènements se produisant en phase S suite à 

l’induction de DSB sont par conséquent relativement documentés.  

Brièvement, en phase S, dans le cas où les DSB ne rencontrent pas de fourche de 

réplication, ces cassures seront prises en charge par le complexe MRN (MRE11-RAD50-

NBS1), qui conduira à l’activation d’ATM. Cette activation au site de cassure, grâce à MRN 

enclenchent ensuite la phosphorylation de l’histone H2A à la sérine 139, dénommée aussi 

γH2AX, qui à son tour va permettre le recrutement du complexe MDC1, et aussi de ATM-

MRN créant ainsi une amplification du signal, qui sera ensuite relayé par les cibles en avales 

de ATM comme la kinase Chk2. Il se peut aussi que les cassures DSB en phase S, rencontrent 

une fourche de réplication, qui par blocage va générer une portion d’ADN simple brin, 

ADNss. Cette portion ADNss causée par découplage de processivité entre les ADN 

polymérases du réplisome de la fourche de réplication sera primordiale pour l’activation du 

point de contrôle. Cet ADNss néoformé et rapidement recouvert de la protéine RPA, et sert de 

signal d’activation du point de contrôle S pour la jumelle de la kinase ATM, la protéine kinase 

ATR (Ataxia- Telangiectasia and Rad3-related kinase). Cette activation, qui sera détaillée 

plus loin, nécessitera d’autres complexes comme le complexe 9.1.1 (RAD9-RAD1-HUS1)-

Rad17-RFC. De plus l’action du complexe MRN peut générer lui aussi une courte portion 

d’ADNss aux extrémités du DSB et ainsi activer ATR (Branzei and Foiani, 2008; Jazayeri et 

al., 2006) Globalement et de façon simplifiée, les DSB qui ne sont pas réparés en phase G1 

entraineront un blocage de la fourche de réplication et/ou un effondrement de cette dernière 

(replication fork collapse), qui entrainera l’activation de ATM (via MRN) et de ATR (via le 

complexe 9.1.1). 

L’observation de l’inhibition de la réplication après une exposition aux UV démontre 

l’existence d’un point de contrôle S en réponse aux UV (Rude and Friedberg, 1977). Plus 
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précisément, il a été démontré que la présence de fourche de réplication est un élément clé 

dans l’établissement de ce point de contrôle (Tercero et al., 2003). De façon plus générale, 

toute induction de dommages en phase S conduira à un arrêt de la fourche de réplication. Ce 

phénomène désigné souvent de «stress réplicatif », conduira à l’activation du point de contrôle 

S par activation des senseurs-médiateurs ATM et ATR de la réponse nucléaire aux dommages 

à l’ADN. 

  

Les kinases PI3KK ATM et ATR: Les kinases ATM et ATR appartiennent à la famille PI3KK 

(PhopshoInositide 3-Kinase-related protein Kinases) et sont des senseurs et les médiateurs 

essentiels de la réponse nucléaire aux UV. Ces PI3KK ont été découvertes grâce aux 

syndromes familiaux d’Ataxie-Télangiectasie et de Seckel (faisant référence à présent au 

syndrome ATR-Seckel) (Abraham, 2001; O'Driscoll et al., 2003; Savitsky et al., 1995) et sont 

causés par la perte fonctionnelle de ATM (formée de 3056 résidus) ou de la kinase ATR 

(formée de 2044 résidus) respectivement. Ces 2 kinases, fonctionnellement et 

biochimiquement similaires, pourraient exister sous forme de dimères actifs, activés par 

autophosphorylation intramoléculaire, conduisant à la dissociation de la forme dimèrique 

(Bakkenist and Kastan, 2003). Une fois activées ces PI3KK ont la particularité de 

phosphoryler les sites S/TQ présents sur leurs cibles spécifiques. Un criblage à grande échelle 

en réponse aux IR a révélé plus de 700 cibles cellulaires (Matsuoka et al., 2007). Parmi ce 

grand nombre de cibles, qui concerne une multitude de fonctions, il y a des cibles impliquées 

dans la réplication, la réparation de l’ADN, les points de contrôle du fuseau mitotique et 

l’apoptose. Toutes participent à des processus majeurs et indiquent que ces kinases ont des 

rôles essentiels pour la cellule. D’ailleurs, les souris ATR déficientes ne sont pas viables 

(Brown and Baltimore, 2000). Chez l’homme, les mutations ATM, retrouvées dans le 

syndrome A-T, prédisposent aux cancers et aux maladies neurologiques. Les mutations ATR 

sont en revanche beaucoup rares et ne sont viables qu’en raison de l’hétérozygotie ou de 

l’hypomorphie de cette déficience ATR (ATR-Seckel), (O'Driscoll et al., 2007; O'Driscoll and 

Jeggo, 2003). Toutes ces pathologies, corrélées avec celles de souris, indiquent clairement 

qu’ATR exerce des fonctions plus essentielles contrairement qu’ATM. D’ailleurs, il est 

rapporté que les kinases ATM et ATR répondent différemment aux radiations ionisantes et 

aux UVC. Plus précisément, il fut montré que l’induction de dommages à l’ADN entraine une 
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redistribution nucléaire d’ATR, d’une localisation de diffuse en foyer (ou foci), alors que 

ATM reste diffuse dans le noyau après une exposition aux IR et UV. Schématiquement, ATM 

devient catalytiquement active suite à l’induction de dommages alors qu’ATR, 

constitutivement active, se redistribue aux sites de dommages à l’ADN (Abraham, 2001). En 

fait, ATR est activé par toute une variété de dommages à l’ADN dont les pontages 

intercaténaires, les adduits mais aussi par les DSB tel que mentionné juste avant. La fonction 

et l’activité ATM semblent, en revanche, plus restreintes à l’induction de DSB, qui activent 

aussi de façon concomitante ATR. ATM est nécessaire à la réparation des fourches de 

réplication mais aussi pour empêcher l’entrée en mitose des DSB qui auraient des 

conséquences désastreuses sur la ségrégation des chromosomes. 

  

 Génériquement, il est considéré que les IR activent la voie de signalisation ATM/Chk2 

alors que les UV et le stress réplicatif, activent plutôt la voie ATR/Chk1 (Helt et al., 2005; 

Stiff et al., 2006; Unsal-Kacmaz et al., 2002; Ward et al., 2004). Il est bien évident que cette 

vision un peu simpliste concernant la régulation du point de contrôle S induit par les UV, ne 

reflète pas vraiment la réalité car ces kinases ont des cibles chevauchantes et redondantes. 

D’ailleurs NBS1 réalise un lien entre ATM et ATR (Olson et al., 2007). Il est donc plus 

approprié de penser que les kinases ATM et ATR coopèrent après l’induction de dommages à 

l’ADN avec un rôle plus restreint à la phase S pour cette dernière (Stiff et al., 2005; Wang et 

al., 2006). Une des cibles les plus communes pour ATM et ATR, aussi l’une des mieux 

caractérisée, est certainement le suppresseur de tumeur p53. En effet, ATM et ATR 

phosphorylent p53 sur la sérine 15, de façon drastique après les IR et de façon beaucoup plus 

mitigée après une exposition aux UV. Cet évènement de phosphorylation serait nécessaire à la 

stabilisation de p53 (Banin et al., 1998; Shieh et al., 1997), et s’intègre dans une réponse 

cellulaire globale aux agents de dommages à l’ADN et plus particulièrement à la réponse UV. 
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 II.1.2 Mécanismes d’activation du point de contrôle en phase S induits par les UV 

 

 Tel que précisé précédemment, les longs brins d’ADNss jouent un rôle très important 

pour l’activation d’ATR. Ces structures d’ADNss sont des intermédiaires communément 

retrouvés pendant la réplication de l’ADN mais aussi pendant la transcription, la réparation de 

l’ADN et dans la maintenance de l’intégrité des télomères. Si ces structures très fragiles ne 

sont pas stabilisées rapidement ou persistent trop longtemps, elles entraineront la génération 

de DSB. Ces structures représentent donc une menace importante pour l’intégrité de l’ADN. 

En particulier, lorsque des cellules en phase S sont exposées aux UV ou lorsque des 

dommages induits en phase G1/G0 persistent et entrent dans la phase S, les fourches de 

réplication vont s’arrêter immédiatement et générer de longues structures d’ADNss qui seront 

rapidement recouvertes des hétérotrimères RPA (Costanzo et al., 2003). RPA est un trimère 

composé de RPA1 (70 kDa), RPA2 (32 kDa) et RPA3 (14 KDa). Chacun de ses membres peut 

être substitué fonctionnellement par une forme atypique de RPA (aRPA) (Kemp et al., 2009). 

Ces trimères liés à l’ADNss seraient les signaux responsables de l’activation de la kinase ATR 

(Costanzo et al., 2003), mais RPA ne semble toutefois pas absolument nécessaire à l’activité 

de la voie ATR. L’interaction de RPA avec ATRIP (ATR-Interacting Protein) permettra 

ensuite le recrutement de TopBP1et des autres facteurs de signalisation du point de contrôle en 

phase S. Schématiquement et séquentiellement, immédiatement après la formation des 

structures ADNss-RPA-ATR, le complexe 9.1.1 se lie à l’ADN ainsi que le complexe ATRIP-

ATR, ce que permettra le recrutement de TopBP1 et l’activation d’ATR, ainsi que sa 

signalisation subséquente (Burrows and Elledge, 2008; Kim et al., 2005). Néanmoins, il a été 

rapporté que la reconstitution in vitro des complexes ADNss-RPA serait capable d’activer la 

signalisation ATR et induire la phosphorylation de Chk1. Dans ce système reconstitué, la 

phosphorylation de Chk1 par ATR serait dépendante des complexes TopBP1 et RPA-ADNss 

(Choi et al., 2010) (voir Schéma 11). 

 

La signalisation de la voie ATR: De façon générale, la voie ATR activée par le stress réplicatif 

induit par les UV a pour conséquence, (i) la stabilisation du réplisome au niveau des fourches 

de réplication, (ii) le ralentissement de la réplication, (iii) la prévention de nouveau départ de 

réplication (déclenchement des origines de réplication) et, (iv) la régulation transcriptionnelle 
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des gènes en réponse aux dommages à l’ADN. Une des cibles clés de la signalisation 

ATM/ATR sont les kinases Chk1 et Chk2. Plus exactement, la kinase Chk1 sera cruciale pour 

la réponse des points de contrôle de la phase S mais aussi plus globalement, essentielle dans la 

réponse cellulaire aux UV. D’ailleurs la liste des substrats ATR dans la réponse aux 

dommages s’allonge d’années en années (Matsuoka et al., 2007; Stokes et al., 2007b). Par 

exemple, Chk1 permet de relayer les signaux du site du dommage à l’ensemble du noyau par 

son activation par ATR, détectée par phosphorylation de sites S(T)/Q, les sites sérine 317 et 

sérine 345 (Liu et al., 2000b). Une fois phosphorylée, Chk1 se détache ensuite de chromatine 

pour phosphoryler toute une variété de substrats. Cependant, pour être active, la kinase Chk1 a 

besoin d’interagir avec Claspin (protéine adaptatrice entre ATR et Chk1) (Burrows and 

Elledge, 2008) et peut aussi être activée par Tim/Tipin (Timeless interacting protein), (Unsal-

Kacmaz et al., 2007). La phosphorylation de Chk1, est un bon rapporteur de l’activation du 

point de contrôle S induit par les UV, et sa phosphorylation par ATR lui permet d’exercer un 

contrôle précis sur la progression du cycle cellulaire. Ses cibles majeures sont notamment les 

phosphatases CDC25A, B et C (Sanchez et al., 1997), qui exercent un contrôle précis sur les 

transitions du cycle cellulaire par inhibition des kinases CDK. 

 

Tel que mentionné précédemment, ATR possède un certain nombre de substrats au 

niveau de la fourche de réplication, dans le réplisome  comme le complexe RFC, les protéines 

RPA1, RPA2, MCM(2-7), MCM10 et aussi, comme nous le verrons plus loin, les ADN 

polymérases translésionnelles (Cimprich and Cortez, 2008; Cortez et al., 2004; Matsuoka et 

al., 2007). Ces évènements de phosphorylation au niveau de la fourche de réplication 

contribuent au ralentissement, la tolérance des dommages et la reprise de la réplication au 

niveau des fourches. Ce mécanisme de reprise pourrait toutefois impliquer la phosphorylation 

MCM2 et l’activité PLX1 (Polo-like kinase 1) (Trenz et al., 2008). Il existe cependant de 

nombreuses redondances fonctionnelles et un certain nombre de points de communication 

entre la signalisation ATM et ATR. Ces deux dernières présentent même une certaine inter-

dépendance au niveau fonctionnel et de leur activation. Par exemple, ATM est principalement 

nécessaire pour la phosphorylation de Chk2, mais ce dernier peut aussi être phosphorylé par 

ATR en réponse aux dommages à l’ADN, tout comme p53 tel que mentionné plutôt (Ward et 

al., 2004). ATM est aussi capable de phosphoryler TopBP1 et ainsi de stimuler l’activation 
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d’ATR. Les activations des kinases Chk1 et Chk2 par ATR et ATM, pourraient finalement 

refléter une conversion des portions ADNss en DSB (Cimprich and Cortez, 2008). Il est clair 

que ATR et ATM coopèrent, ensemble, pour réguler le point de contrôle S et que leur activité 

est nécessaire à l’homéostasie de l’ADN en réponse aux UV en phase S (Stiff et al., 2006). Le 

ralentissement de la progression en phase S et donc de la réplication cellulaire consiste à 

permettre la réparation des dommages potentiellement létaux. Le blocage de fourches de 

réplication au niveau des dommages peut persister afin de permettre à la cellule de gérer la 

réparation des dommages et leur présence sur l’ADN en phase S. La cellule a, en effet, 

développée certains mécanismes qui vont lui permettre de tolérer les dommages de façon 

temporaire jusqu’à leur réparation par le système que sera le plus approprié. La tolérance des 

dommages est un mécanisme qui diffère des systèmes de réparation classiques de l’ADN car 

au lieu de restaurer l’intégrité de l’ADN fidèlement, la lésion est tolérée et par conséquent 

toujours présente sur l’ADN après l’action de ce mécanisme. Finalement, cette tolérance des 

dommages, en phase S, a surtout pour vocation de promouvoir la survie cellulaire et la 

terminaison de la réplication le plus fidèlement sans altérations de la structure de l’ADN. 

 

 

II.1.3 La tolérance des dommages et la synthèse translésionnelle de l’ADN 

 

 En absence de mécanismes de tolérance des dommages, la cellule s’expose à des 

risques élevés d’effondrements des fourches de réplication et d’aberrations chromosomiques et 

de mort cellulaire si une solution n’est pas trouvée rapidement. Cette tolérance face aux 

dommages à l’ADN en phase S est basée sur l’habilité de ces cellules de répliquer leur 

génome malgré la présence de dommages. C’est pourquoi ces mécanismes de tolérance sont 

souvent la source de l’induction de mutations et peuvent être donc vus comme des voies 

promutagènes dans certains contextes comme nous le verrons plus loin. De façon assez 

simpliste, il existe différents mécanismes de tolérance des dommages à l’ADN. Il y a la 

synthèse translésionnelle (qui peut être fidèle (error free) ou mutagène (error prone)), la 

régression de la fourche de réplication (error free) et la recombinaison homologue (error free) 

(Sale et al., 2012), voir Schéma 12. 
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 Les ADN polymérases réplicatives, qui assurent la réplication de l’ADN avec une haute-

fidélité, sont cependant incapables d’assurer la réplication lorsqu’elle rencontre la lésion, en 

raison de la non-tolérance de leur site actif pour le dommage. Les cellules de mammifères, 

pour pallier à ces blocages des fourches de réplication, auront recours principalement au 

mécanisme de synthèse translésionnelle. Ce mécanisme, consiste simplement à insérer une 

base sur le brin complémentaire en face du dommage, dont l’exécution est assurée par les 

ADN polymérases spécialisées, les ADN polymérases translésionnelles. Ces dernières ont une 

fidélité de réplication plus faible que les ADN polymérases réplicatives, pour tolérer les 

dommages. De plus ces ADN polymérases spécialisées se dissocient de la fourche après avoir 

insérées quelques bases, car sinon un grand nombre d’erreurs seraient générées, et doivent 

donc être finement contrôlées. La plupart des ADN polymérases translésionnelles 

appartiennent à la famille Y des ADN polymérases, qui comptent chez l’humain 4 membres Y 

(η, κ, ι et Rev1). Plus exactement, les ADN polymérases translésionnelles connues pour leur 

activité translésionnelle sont au nombre de 6 (η, κ, ι, Rev1 ζ et β), auxquelles sont ajoutés 5 

polymérases dont la fonction est plus restreinte et spécialisée (γ, λ, μ, θ et ν), contre seulement 

3 ADN polymérases réplicatives (α, δ, ε). Les ADN polymérases humaines sont listées dans le 

Tableau 2 (Lehmann et al., 2007; Moon et al., 2007; Waters et al., 2009). 

 L’importance de la fonction des ADN polymérases translésionnelles a été observée 

depuis longtemps chez les patients atteints d’un syndrome de prédisposition aux cancers de la 

peau qui présente des similarités mais aussi des différences phénotypiques avec le syndrome 

de Xérodermie Pigmentaire (XP, xeroderma pigmentosum). 
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Tableau 2: Les ADN polymérases humaines 

 

ADN 
Polymérases 

Famille Fonction 
Taille 
(kDa) 

    
Réplicatives    

    
Pol α B Réplication, priming 166 
Pol δ B Réplication, NER, MMR 124 
Pol ε B Réplication, NER, MMR 262 

    
Translésionnelles    

    
Pol ζ B Bypass et mutagenèse 353 
REV1 Y Ancrage pour les polymérases 138 
Pol η Y Bypass des dommages UV, CPD 78 
Pol ι Y Sert de backup pour le bypass CPD 80 
Pol κ Y NER et bypass des adduits à l’ADN 99 
Pol γ A Réplication mitochondriale et réparation 140 
Pol β X BER et recombinaison méiotique 38 
Pol λ X Recombinaison V(D)J, BER? 63 
Pol μ X Recombinaison V(D)J, BER? 55 
Pol θ A Défense contre les IR 290 
Pol ν A Réparation des liaisons intercaténaires 100 
TdT X Diversité des immunoglobulines 58 

    

      Adapté de (Lange et al., 2011) 

 

 

II.1.3.1 Le syndrome Variant de Xérodermie Pigmentaire (XP-V) 

 

Le syndrome XP fut décrit pour la première fois en 1874 par Kaposi mais le syndrome 

XP-V, d’origine autosomique récessif, fut seulement décrit dans les années 70 par Jung (Jung, 

1970). Les patients atteints de syndrome XP-V présentent notamment une induction de 

cancers de la peau 1000 fois supérieure à celle des individus normaux. Les patients XP-V ne 

présentent aucuns symptômes neurologiques et montrent plus particulièrement une 

prépondérance des carcinomes des cellules basales (BCC) et des cellules squameuses (SCC) 

(Cleaver, 2000). Ces patients représentent aujourd’hui 20 % des individus affectés d’un 

syndrome XP. 
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Schéma 12: Représentation schématique de l’activation de la kinase ATR induite par la génération 

d’ADNss-RPA, provoquée par l’arrêt de la fourche de réplication au niveau du dommage. 

  

En l’absence de dommage, les complexes de réplication (réplisome) (MCM, ORC, Tim/Tipin, cdc45) progresse 

au niveau de la fourche de réplication où la synthèse du brin complémentaire ou brin leader (leading strand) est 

assurée par Pol ε et la synthèse du brin complémentaire ou brin retard (lagging strand) dans laquelle Pol α, 

porteuse de l’activité primase, assure la synthèse d’ARN amorce pour la synthèse des fragments d’Okazaki 

réalisée par Pol δ. Lorsque la fourche rencontre un CPD, il se produit un découplage de processivité des ADN 

polymérases de la fourche, qui génèrera lui-même, de longues portions ADN simple brin (ADNss), qui seront 

rapidement recouvertes par RPA. Ces structures ADNss-RPA serviront de signal d’activation de la kinase ATR 

par recrutement ATRIP/TopBP1, qui stimulera à son tour l’activation ATR au niveau de la fourche de réplication 

pour déclencher le point de contrôle en phase S (permettant le ralentissement de la progression en phase S, la 

stabilisation du réplisome et stimulera la résolution de la fourche bloquée). Adapté de (Friedel et al., 2009). 
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Ils furent dénommés « XP variant » car pendant longtemps, aucun défaut du NER n’a été 

constaté chez ces patients (Cleaver et al., 1980). En effet, une caractéristique importante des 

patients XP-V est leur capacité à réparer normalement les dommages induits par les UV dont 

les CPD et 6-4PP (Ahmed and Setlow, 1979; Cleaver, 1972; Mitchell et al., 1987). Autrement 

dit, les cellules XP-V montrent une susceptibilité au cancer de la peau avec une réparation 

NER qui semble normale. Les survies des cellules de patients XP-V ne sont que très 

légèrement diminuées par rapport aux cellules normales et contrastent avec les faibles survies 

observées dans les cellules XP-A, XP-D et XP-G (Chapnick et al. 2011). Toutefois, ce faible 

effet des UV sur la survie es cellules XP-V est exacerbé en présence de caféine (Arlett et al., 

1975; Broughton et al., 2002). De plus, les cellules de patients XP-V ne présentent pas toutes 

la même sensibilité aux UV, ce qui reflète peut être l’hétérogénéité de leur phénotype clinique. 

Toujours, contrairement aux autres syndromes XP, le syndrome XP-V se manifeste plus 

tardivement, vers la trentaine en générale, et montrent une augmentation des mutations à 

l’ADN après une exposition UV. Cependant très peu de patients XP-V développent des 

altérations neurologiques, qui sont bien souvent observées pour les autres syndromes XP. 

 

 

 

 

  

Schéma 13: Les mécanismes cellulaires de tolérance des dommages induits par les UV en phase S 

au niveau de la fourche de réplication. Adapté de (Andersen et al., 2008) 
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Pendant longtemps, le gène causal de la maladie XP-V est resté inconnu. Cependant, 

l’incapacité des cellules XP-V à répliquer l’ADN endommagé a permis de suspecter une 

défaillance probable dans la synthèse translésionnelle. En effet, ce n’est que bien plus tard que 

le gène causal fut identifié, par complémentation, comme étant un homologue de la protéine 

de levure Rad30 et codant une ADN polymérase spécialisée. Ce gène, localisé sur le 

chromosome 6 (6p21.1-6p12) fut montré muté chez tous les cas XP-V avérés et fut ensuite 

dénommé POLH, Pol η ou hRad30 (Johnson et al., 1999; Masutani et al., 1999a; Masutani et 

al., 1999b). Ce gène, qui est constitué de 11 exons où l’exon 1 n’est pas traduit, code Pol η, 

qui est une protéine de 713 résidus, d’une masse approximative de 78 kDa (Yuasa et al., 

2000). Cette ADN polymérase Pol η est inactive ou non fonctionnelle chez les patients XP-V. 

D’ailleurs les mutations du gène hRad30 retrouvées chez ces patients peuvent être 

essentiellement classées en 3 groupes dont (i) au moins un allèle possède une mutation faux-

sens (mutation ponctuelle qui induit un changement d’acide-aminé, missense), (ii) au moins un 

allèle code pour une forme tronquée par mutation non-sens, et enfin, (iii) les 2 allèles codent 

pour une forme tronquée présentant une taille d’au moins 420 résidus (Broughton et al., 2002) 

au lieu des 713 résidus attendus. Globalement, toutes ces mutations retrouvées consistent en 

des mutations de sites donneurs d’épissage des précurseurs ARNm, de mutations faux-sens, 

des délétions dans le domaine catalytique de Pol η et enfin des mutations non-sens. La plupart 

des messagers retrouvés ne sont pas détectables à l’exception de patients qui possèdent des 

mutations faux-sens, et qui bien souvent présentent une très faible expression de Pol η. 

D’ailleurs, il se pourrait qu’un mécanisme de contrôle qualité des messagers ARNm (non-sens 

mediated messager decay) soit impliqué comme il fut déjà rapporté chez les patients XP-C 

ayant un codon stop prématuré (Broughton et al., 2002; Inui et al., 2008; Tanioka et al., 2007). 

Néanmoins, toutes les type de cellules XP-V étudiées ne montrent clairement l’existence d’un 

tel mécanisme mais au contraire, l’absence d’expression protéique de Pol η par immuno-

buvardage, et non des messagers, indiquerait plutôt une protéolyse des formes produites Pol η 

tronquées par un mécanisme de dégradation protéique par ubiquitination via le protéasome 

(Bienko et al., 2005). Aucune corrélation forte entre les mutations POLH et la sévérité 

clinique (ou l’hétérogénéité phénotypique), n’a été retrouvée chez les patients XP-V. Voyons 

plutôt la fonction et le rôle de l’ADN polymérase translésionnelle Pol η dans le franchissement 

des dommages à l’ADN induit par les UV au niveau des fourches de réplication.  
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II.1.3.2 L’ADN polymérase eta (Pol η) et la synthèse translésionnelle induite 

par les UV 

 

 Les ADN polymérases spécialisées pour la synthèse translésionnelle sont moins fidèles 

que les ADN polymérases réplicatives. L’une de leurs caractéristiques principales est qu’elles 

ne possèdent pas d’activité de relecture (proofreading) 3’-5’, ce qui les rend moins fidèles. Par 

exemple, pour un ADN intact, ces polymérases montrent une fidélité réduite d’au moins 100 

fois (Kunkel, 2004; Waters et al., 2009). Toujours sur un ADN intact, ces polymérases 

peuvent introduire 1 erreur toutes les 10 à 10 000 paires de bases (Waters et al., 2009). En 

raison de cette faible fidélité, ces ADN polymérases spécialisées ont souvent été vues comme 

des ADN polymérases promotrices d’erreurs ou de mutations, ce qui fut toutefois revisité et 

remis en perspective par certaines études qui démontrèrent que l’évènement de franchissement 

de la lésion au niveau de la fourche (ou bypass) est, en fait, effectué in vivo séquentiellement 

par plusieurs ADN polymérases translésionnelles et ainsi permettre l’utilisation de certaines 

ADN polymérases spécifiques pour le franchissement spécifique de certaines lésions. Ce 

mécanisme est donc fidèle pour la synthèse translésionnelle des dommages induits par les UV 

assuré par Pol η (Moon et al., 2007; Shachar et al., 2009; Waters et al., 2009). En effet, il s’est 

avèré plus tard que la fidélité dans le bypass de certaines lésions par certaines ADN 

polymérases reste inchangée ou meilleure que leur fidélité observée sur un ADN intacte 

(Shachar et al., 2009; Waters et al., 2009). De plus comme nous allons le voir, le 

franchissement des lésions, effectué par certaines ADN polymérases translésionnelles, sera 

plutôt error-prone ou error-free en fonction de l’ADN polymérase spécialisée. 

 L’ADN polymérase η, appartient à la famille Y des ADN polymérases. Les membres 

de cette famille possèdent un domaine catalytique bien conservé entre elles et proche de 

l’extrémité N-terminale. Les extrémités C-terminales, présentent en revanche moins 

d’homologies et sont moins bien conservées. Cette partie est d’ailleurs nécessaire à leur 

localisation cellulaire et à leur fonction au niveau de la fourche de réplication arrêtée 

(Kannouche et al., 2001). Pol η à la particularité d’être capable de franchir les CPD au niveau 

de la fourche de réplication sans y introduire d’erreurs ou alors que très rarement (McCulloch 

et al., 2004). Son rôle central dans maladie XP-V et par son absence, de toute évidence 
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délétère pour l’individu (syndrome XP-V), indiquent son importance dans le franchissement 

des dommages aux UV. L’arrêt prolongé des fourches de réplication, suite à l’induction de 

dommages UV, observé dans les cellules XP-V, n’est pas un arrêt infini des fourches de 

réplication mais plutôt un ralentissement très important de la progression en phase S. La 

réplication est tout de même capable de reprendre son cours dans les cellules XP-V. En effet, 

Pol η pourrait être remplacée par l’ADN polymérases translésionnelle iota (Pol ι) dans les 

cellules XP-V. Pol ι, contrairement à Pol η, celle-ci exerce une activité de synthèse 

translésionnelle promotrice d’erreurs (error-prone) et pourrait être responsable de 

l’augmentation importante des mutations induite par les UV (Lehmann et al., 2007). 

 Contre toutes attentes, même si Pol η est capable de franchir les CPD efficacement, Pol 

η est incapable de franchir les 6-4PP (Johnson et al., 2001; Yu et al., 2001). De plus, l’absence 

de Pol η n’entraine pas d’augmentation des mutations par la présence de 6-4PP. En effet, le 

bypass de cette lésion serait plutôt assuré par l’ADN polymérase translésionnelle ζ (Pol ζ et 

REV3) chez la levure (Johnson et al., 2001; Waters et al., 2009) et aussi chez l’humain 

(Shachar et al., 2009). Cette grande différence à franchir ces lésions communes, induites par 

les UV, génère un spectre de mutations et démontre une voie plutôt error prone dans le 

franchissement des CPD en absence de Pol η (McGregor et al., 1999; Shachar et al., 2009). En 

son absence, une partie des CPD peuvent générer des DSB, par persistance des fourches de 

réplication et la résolution lente du blocage des fourches au niveau de ces lésions (Alt et al., 

2007; Limoli et al., 2000; Shachar et al., 2009). Néanmoins, en dehors des CPD, Pol η est 

capable de franchir un grand nombre de lésions telles que les 8oxoG, les thymines glycols 

(TG), les O-méthyl guanine (O
6
MG)  ainsi que les adduits dérivés du cisplatin et l’oxiplatin in 

vitro (Waters et al., 2009). De plus Pol η est capable de moduler la sensibilité cellulaire aux 

agents chimiothérapeutiques comme la gemcitabin (difluoro-deoxycytidine, dFdC) et la 

cytosarabine (β-D-arabinofuranosyl-cytosine, AraC). Pol η pourrait donc être impliquée dans 

la résistance, observée en clinique, contre certains agents chimiothérapeutiques. Cependant sa 

capacité de bypass in vitro pourrait ne pas toujours refléter son implication in vivo. En effet, 

dans les cellules humaines, l’absence de Pol η n’exerce aucun effet sur la capacité des cellules 

à franchir les 8oxoG (Avkin and Livneh, 2002). D’ailleurs, il a déjà été rapporté que Pol η 

pourrait participer à d’autres évènements que ceux de synthèse translésionnelle comme le 

mécanisme de recombinaison (Hirota et al., 2010; Rattray and Strathern, 2005). 
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 Quoiqu’il en soit, la fonction primaire de Pol η est de réduire la mutagenèse et la 

carcinogenèse in vivo. Il est observé que celle-ci se recrute en foyers (foci) aux fourches de 

réplication pendant la phase S, qui deviennent plus nombreux suite à l’induction de dommages 

(Kannouche et al., 2001). Ces foyers sont souvent considérés comme des sites de synthèse 

translésionnelle mais Pol η peut aussi former des foyers en phase G1 du cycle cellulaire après 

UV. Ces observations suggèrent que la fonction biologique de Pol η n’est peut-être pas 

uniquement restreinte à la phase S (Akagi et al., 2009; Olson et al., 2007). Pol η peut aussi 

former des foyers en phase S dans des cellules non endommagées, mais à plus faible 

fréquence. Cette capacité de former des foyers en phase G1 indique que Pol η pourrait donc se 

localiser à proximité des fourches de réplication en cas de nécessité pour la synthèse 

translésionnelle (voir Schéma 14). D’ailleurs, sa localisation aux foyers n’implique pas 

toujours une activité de bypass. 

 

 

 

 

 

 

 

   

 

 

 

Schéma 14: Exemple de foyers nucléaires (nuclear foci) formés par EGFP-Pol η-Wt dans les cellules 

XP-V (XP30ROsv) complementées et non-exposées aux UV. 

 

La fusion EGFP-Pol η-Wt est stablement exprimée dans les fibroblastes (transformés avec le virus SV40) de 

patient XP-V (XP30ROsv). Phase, indique le contraste de phase; DAPI montre le noyau (par marquage de 

l’ADN); EGFP, montre la localisation nucléaire spécifique de EGFP-Pol η-Wt (EGFP), par auto-

fluorescence et exhibe parfois une formation de foyers nucléaires; Merge, indique la superposition du 

marquage ADN (DAPI) et de l’autofluorescence EGFP. 
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II.1.3.3 Les autres ADN polymérases de la synthèse translésionnelle  

 

L’ADN polymérase iota (Pol ι, hRad30b, POLI): Contrairement à Pol η, aucune maladie 

humaine n’ont été directement causée par une déficience de la fonction de Pol ι, et son rôle est 

beaucoup moins bien défini. Pol ι n’existe pas chez la levure, c’est pourquoi son rôle a souvent 

été investigué chez les souris déficientes en Pol ι (McDonald et al., 2003). Ces dernières n’ont 

en effet, aucun phénotype particulier, et le rôle de Pol ι dans la mutagenèse induite par les UV 

reste encore controversé même s’il a déjà été rapporté qu’une diminution de son expression 

conduit à une diminution de la mutagenèse induite par les UV. Cependant, cette diminution 

reste seulement visible dans des cellules ayant au préalable une déficience Pol η (Dumstorf et 

al., 2006). Pol ι ne semble pas contribuer à la mutagenèse en présence des autres ADN 

polymérases translésionnelles. Comme il fut déjà précisé, Pol ι servirait de polymérase de 

back-up pour le bypass des CPD et peut être considérée comme une polymérase error-prone à 

cause de sa tolérance pour des appariements de type Hoogsteen (Kannouche et al., 2001). Il est 

important de noter que Pol ι possède la plus forte homologie avec Pol η bien que leur capacité 

à traverser les lésions soit différente.  

 

L’ADN polymérase kappa (Pol κ, POLK): Pol κ est l’ADN polymérase translésionnelle la plus 

conservée des polymérases translésionnelles et l’une de plus fidèles. Pol κ peut traverser un 

spectre de lésions beaucoup plus restreint, et semble spécialisée dans le bypass des adduits-N
2
-

dG. Pol κ, en dehors de son activité de bypass, plutôt spécialisée dans l’étape d’extension, 

semble requise après le franchissement du dommage. Le rôle de Pol κ sur la prévention des 

mutations après induction de dommages reste encore mal définis bien que son absence induise 

une augmentation de la sensibilité aux UV et qu’elle soit impliquée dans la réparation par 

excision de nucléotides, tel qu’il sera discuté plus tard (Ogi and Lehmann, 2006). Pol κ semble 

pouvoir se recruter aux foyers nucléaires après l’induction de dommages à l’ADN. Ce 

recrutement aux foyers nucléaires post-UV pourrait cependant ne pas se produire en phase S 

(Waters et al., 2009) mais plutôt en phase G1. D’ailleurs, il fut rapporté que Pol κ en 

association avec Pol ζ et Pol ι pourrait participer au franchissement des CPD chez les patients 

XP-V (Ziv et al., 2009). 
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L’ADN polymérase zeta (Pol ζ, POLZ) : Contrairement aux autres polymérases 

translésionnelles, Pol ζ est constituée de plusieurs sous-unités, composées de REV3 et REV7. 

REV3, et n’appartient pas à la famille Y des ADN polymérases mais à celle de la famille B. 

Plus exactement, Pol ζ et REV1 sont impliquées dans le franchissement de la plupart des 

lésions à l’ADN dont le bypass des CPD après une exposition aux UV (McNally et al., 2008; 

Waters et al., 2009; Ziv et al., 2009). Cette polymérase exerce une fonction majeure dans 

l’induction des mutations post-UV. Cette polymérase translésionnelle est assez fidèle et active 

dans le franchissement des mésappariements de bases, des adduits à l’ADN, des glycols de 

thymine. En effet, elle semble particulièrement active pour le bypass des dommages 

distordants de l’hélice d’ADN tels que les 6-4PP comme déjà mentionné. Cette ADN 

polymérase translésionnelle hétérodimèrique est régulée grâce à REV1, qui par interaction 

avec celui-ci, stimule son recrutement à la fourche de réplication. Cependant, REV1 et Pol ζ 

ont des fonctions identiques mais aussi différentes. REV1, qui est aussi une ADN polymérase 

translésionnelle, est aussi nécessaire au bypass des 6-4PP in vivo. Cette polymérase est très 

importante pour la lutte contre l’induction de dommages et de mutations chez l’humain. Elle 

joue un rôle à ne pas négliger dans la tumorogenèse post-UV. Son activité de polymérase ne 

semble pas nécessaire pour le franchissement d’une variété de lésions pour lesquelles son 

activité de bypass est toutefois nécessaire. En effet son activité polymérase pourrait agir juste 

après la machinerie de réplication, pour répliquer le brin complémentaire ou l’ADNss généré 

peu après le blocage de la fourche de réplication. De plus, cette dernière pourrait affecter 

l’activité catalytique des autres ADN polymérases, telle que Pol ζ, dont la fonction exacte in 

vivo reste mal caractérisée. REV1, tout comme REV7 de Pol ζ, est régulée pendant le cycle 

cellulaire. L’impact de leur dysfonction ou de leur participation dans les maladies humaines, et 

plus particulièrement, sur la résistance aux agents chimiothérapeutiques reste encore à établir 

avec certitude. Il n’est pas rare de voir leur expression augmenter dans certains cancers (Lange 

et al., 2011). D’ailleurs chez la levure, la surexpression Pol ζ entraine une augmentation de la 

mutagenèse après exposition aux UV. Il semble que les niveaux de Pol ζ doivent être 

maintenus relativement bas. Son absence chez la souris conduit à une mort embryonnaire 

précoce (Lawrence, 2002; Waters et al., 2009). 

 En conclusion, chez l’homme, la déficience Pol η, associée à celle de Pol ι, entraine 

une augmentation de la mort cellulaire tout comme la déficience Pol ζ. La déficience Pol ι 
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seule n’entraine pas de sensibilité significative (Gueranger et al., 2008). Cette dernière étude a 

été menée dans des cellules déficientes en p53, ce qui pourrait éventuellement biaiser les 

résultats. Quoiqu’il en soit, il est clair que dans les cellules XP-V, Pol ι et Pol ζ coopèrent pour 

le franchissement des CPD, et que dans les cellules normales, ces 2 ADN polymérases avec 

Pol η agissent toutes les 3 pour permettre aux fourches de réplication de reprendre leur activité 

de duplication de l’ADN. Chez l’homme, il y aurait 3 ADN polymérases translésionnelles 

pour le franchissement d’un seul CPD en deux combinaisons différentes, qui dicteraient  la 

nature du franchissement, à savoir error-prone ou error-free (Shachar et al., 2009). Il est 

cependant important de remarquer que le franchissement efficace des CPD (error-free) assuré 

par Pol η est peut être un cas de figure unique des ADN polymérases translésionnelles, d’une 

part en raison de sa fonction qui semble très spécialisée et aussi du rôle clé joué par les UV 

dans l’évolution de la vie. Les cellules humaines possèdent aujourd’hui plus de 15 ADN 

polymérases qui conjointement assurent la réplication intègre de l’ADN génomique en 

minimisant tout changement de l’information génétique (Tableau 2).  

 

 

II.1.4 Mécanisme de franchissement des dommages induits par les UV : l’échange 

d’ADN polymérases (Polymerase switch) 

 

 Il existe plusieurs mécanismes pour la tolérance des dommages à l’ADN. Comme 

mentionné, il y a la synthèse translésionnelle (error-free ou error-prone), la réversion des 

fourches de réplication et la recombinaison ou l’échange d’ADN matrice (template switch), 

voir Schéma 13. Ces mécanismes, à l’exception de la synthèse translésionnelle, ne seront pas 

abordés dans cette thèse et sont bien décrits dans la littérature (Branzei, 2011). Ces 

mécanismes, assurés par les ADN polymérases translésionnelles, sont conservés chez les 

vertébrés. La synthèse translésionnelle utilise 4 à 5 ADN polymérases et nécessite, comme 

précisé avant, la combinaison de 2 ADN polymérases translésionnelles différentes pour le 

bypass d’une même lésion. Plus précisément, la première ADN polymérase translésionnelle 

insert une base en face du dommage alors que l’autre polymérase assure l’extension à partir du 

dommage sur une courte distance, permettant ainsi à la fourche de réplication de continuer sa 

progression.  
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Le mécanisme de synthèse translésionnelle fait intervenir plusieurs acteurs, de façon 

concertée ou séquentielle, et requiert avant tout le recrutement des ADN polymérases au 

niveau des fourches de réplication arrêtées. Ce recrutement ne peut se faire sans PCNA et ses 

modifications post-traductionnelles pour l’échange de polymérase par basculement, aussi 

dénommé polymerase switch.  

 

  

II.1.4.1 PCNA, le clamp moléculaire clé du mécanisme de synthèse 

translésionnelle   
 

 PCNA forme un clan moléculaire autour de la molécule d’ADN et sert essentiellement 

de plateforme moléculaire ou de cargo pour le recrutement des protéines ou facteurs 

nécessaires à la fourche de réplication telles que les hélicases mais aussi les ADN polymérases 

réplicatives de la progression cellulaire. Plus simplement, PCNA forme un anneau moléculaire 

de processivité autour de l’ADN et fonctionne comme une plateforme d’échange, notamment, 

pour le ADN polymérases translésionnelles. PCNA n’est pas seulement essentiel à la synthèse 

translésionnelle et à la réplication. Celui-ci, est aussi impliqué dans le mécanisme de 

réparation NER. En effet, l’étape de resynthèse «gap filling» du NER requiert PCNA pour 

l’action de l’ADN réplicative Pol δ. Dans le cadre de la synthèse translésionnelle, les ADN 

polymérases Pol η, Pol ι et REV1 se recrutent aux fourches de réplication et se colocalisent 

avec PCNA et la machinerie de réplication (Hoege et al., 2002; Kannouche et al., 2003; 

Kannouche and Lehmann, 2004). Le mécanisme de synthèse translésionnelle consiste en un 

remplacement des ADN réplicatives par les ADN polymérases translésionnelles. Ce 

mécanisme est assuré par l’ubiquitination de PCNA. PCNA devient, en effet, ubiquitinée sur 

la lysine 164 suite à une exposition aux UV, ce qui augmente son affinité avec les ADN 

polymérases translésionnelles. Ces dernières ont besoin de leur domaine UBD (qui peut 

reconnaitre l’ubiquitine (Ubiquitin Binding Domain), pour assurer leur fonction au niveau de 

la fourche arrêtée (Watanabe et al., 2004). Néanmoins, la nécessité de ce dernier comme 

élément structural clé de l’activité translésionnelle est encore sujette à controverse. Des 

contradictions existent encore, la délétion du domaine UBD de Pol η semble, en effet, 

entrainer aucune modification de l’activité de bypass observée et pourrait même l’augmenter 
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(Acharya et al., 2010). Malgré tout, une étude récente suggère qu’il pourrait exister 2 voies de 

synthèses translésionnelles, l’une indépendante de l’ubiquitination de PCNA restant 

faiblement utilisée alors que l’autre voie, dépendante de cette modification de PCNA, est 

utilisée beaucoup plus fréquemment (Hendel et al., 2011). Le rôle clé de PCNA ubiquitiné doit 

donc être mitigé dans son implication sur le mécanisme de polymerase switch (Andersen et al., 

2008; Hendel et al., 2011). Il existe aussi d’autres domaines d’interactions avec PCNA sur les 

ADN polymérases translésionnelles (Acharya et al., 2008; Hendel et al., 2011).  

 PCNA est ubiquitiné en réponse aux UV par le complexe Rad6-Rad18, mais cet 

anneau processif peut être aussi ubiquitiné (chez la levure) par le complexe Mus2-Ubs3-Rad5. 

Cependant dans les cellules humaines, PCNA monoubiquitiné est détectable alors que sa 

forme polyubiquitinée reste non-détectable. En fait, la monoubiquitination de PCNA 

permettrait la synthèse translésionnelle alors que sa polyubiquitination conduirait vers un 

mécanisme de tolérance des dommages encore non-identifié (Andersen et al., 2008). Il faut 

noter que la déubiquitinase USP1 est capable de déubiquitiner PCNA en réponse aux UV. 

Malgré ces controverses, PCNA reste un facteur clé pour l’échange de polymérases au niveau 

de la fourche de réplication arrêtée. 

 

 

  II.1.4.2 Les modèles de franchissement des lésions à l’ADN 

 

 Il y a actuellement deux modèles en vigueur pour le mécanisme de franchissement des 

lésions à l’ADN. Ces 2 modèles, non-mutuellement exclusifs, sont : la resynthèse d’ADN, par 

comblement des lacunes (modèle de gap-filling) et le modèle d’échange, ou de basculement, 

de polymérases (modèle de polymerase switch). 

 Dans le modèle de gap-filling, le franchissement de la lésion se produit après la 

réplication, derrière la fourche de réplication ,et non au niveau de ces dernières, comme dans 

le modèle de polymerase switch. En fait, ce mécanisme gap-filling assure la resynthèse de la 

lacune d’ADNss non remplie par les ADN polymérases et agit par activité de reprise 

(repriming) en aval de la lésion. Ce mécanisme pourrait aussi agir pendant la réplication 

normale sur le brin retardé (fragments d’Okasaki), en dehors de l’induction de dommages. 

Dans ce mécanisme, les ADN polymérases sont recrutées via PCNA et REV1 sur l’ADNss de 
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la lacune, pouvant atteindre des longueurs de plusieurs centaines de paires de bases (chez la 

levure). Ce modèle se produit donc principalement en phase S tardive, avant l’entrée en phase 

G2, dans le but de minimiser ou d’éviter la présence de structures ADNss non réparées, 

pouvant engendrer des cassures chromosomiques irréversibles (Waters et al., 2009). 

 Le modèle de polymerase switch, tel que décrit plutôt, n’a pas encore été pleinement 

validé. Il n’est d’ailleurs pas démontré que la monoubiquitination de PCNA soit l’évènement 

primaire du recrutement des polymérases translésionnelles au niveau de la fourche de 

réplication. Quoiqu’il en soit, il est clair que l’arrêt de la fourche de réplication est nécessaire à 

cet évènement et que le franchissement de la lésion à l’ADN par les ADN polymérases 

nécessite plusieurs étapes moléculaires séquentielles. Schématiquement, suite à l’arrêt de la 

fourche de réplication et à l’exposition d’une portion d’ADNss, cette dernière sera recouverte 

de RPA. Cet ADNss-RPA sera capable de lier Rad18, qui permettra le recrutement de Rad6. 

Ce complexe permettra ensuite la monoubiquitination de PCNA sur chacun de ces 

monomères. Cette modification de PCNA renforce ainsi les interactions des ADN polymérases 

translésionnelles et/ou permet leur recrutement stable au niveau de la fourche arrêtée ou du 

site du dommage (souvent visualisé en foyers des dommages en phase S). L’interaction 

PCNA-ADN polymérases viendrait stimuler l’échange ou le basculement de l’anneau de 

processivité PCNA, permettant d’établir une proximité intime entre la lésion et le site actif de 

l’ADN polymérases translésionnelles pour le bypass. Séquentiellement, il est proposé que 

parallèlement à l’ubiquitination de PCNA, USP1 serait dégradée par le protéasome dans le but 

d’augmenter l’effet de l’ubiquitination et sa persistance à plus long terme. Cette prolongation 

de PCNA ubiquitiné, laisse le temps à l’ADN polymérase translésionnelle de se recruter à 

celui-ci. PCNA agit donc comme une plateforme cargo pour maintenir les ADN polymérases à 

proximité pour être échangées au site du dommage. Dans le cas de la présence de CPD, il y 

aurait un switch ou basculement entre l’ADN polymérase réplicative Pol δ et Pol η, qui 

permettra à cette dernière d’insérer une base en face du CPD, et de repolymériser 1 à 2 

nucléotides. A ce stade, soit Pol η se dissocie ou soit un autre basculement de produit pour 

échanger à nouveau Pol η par Pol δ, dans le but de permettre à la fourche de réplication de ne 

pas s’effondrer et de reprendre son activité ainsi que le cours normal de la réplication 

(Lehmann et al., 2007; Sale, 2012; Sale et al., 2012; Waters et al., 2009). L’étape suivante 

d’extension peut nécessiter l’action de 2 polymérases tel que décrit pour Pol ζ.  
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 Ces 2 modèles de bypass, gap filling ou polymerase switch, semble exister 

conjointement et que leur utilisation pourrait dépendre principalement du contexte cellulaire et 

moléculaire, toujours dans le but de répondre de la meilleure façon à l’induction de dommages 

potentiellement délétères et nuisibles pendant la réplication de l’ADN (Waters et al., 2009). 

Toutefois, ces 2 modèles ne répondent pas encore à la question importante du choix des ADN 

polymérases au site de la lésion. L’utilisation appropriée des bonnes polymérases 

translésionnelles pour la bonne lésion pourrait s’effectuer par compétition jusqu’à ce que la 

polymérase ayant la meilleure affinité pour la lésion réalise le franchissement, mais peut aussi 

se faire par augmentation locale de la bonne polymérase qui dépendra des niveaux 

d’ubiquitination de PCNA (balance entre l’Activité Rad18-USP1). L’ubiquitination de PCNA 

pourrait être un élément central dans l’utilisation appropriée des ADN polymérases 

translésionnelles. De plus, l’affinité des polymérases pour certaines lésions pourrait augmenter 

suite à leur interaction avec PCNA (Livneh et al., 2010; Sale, 2012). 

 En conclusion, lorsque le mécanisme de synthèse translésionnelle ne fonctionne pas 

bien, il y aura une induction de la fréquence des DSB provenant de l’effondrement de la 

fourche de réplication bloquée, ce qui entrainera l’intervention de la recombinaison 

homologue entre autre dans le but de réinitier la réplication.  Les lacunes «réplicatives», qui ne 

seront pas remplies par gap-filling, seront résolues par échange d’ADN matriciel (template 

switch) ou par recombinaison homologue simplement. Il est très probable que la résolution 

d’une fourche de réplication arrêtée en phase S fasse intervenir conjointement plusieurs 

mécanismes de tolérance des dommages, nécessitant une collaboration entre la synthèse 

translésionnelle, l’échange d’ADN et la recombinaison homologue (Sale, 2012). 
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Schéma 15: Modèle simplifié de l’échange d’ADN polymérase (ou Polymerase Switch) au niveau 

de la fourche de réplication arrêtée par un CPD. Adapté de (Lehmann et al., 2007).  
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II.1.4.3 ATR et la réparation GGNER des dommages induits par les UV: une 

régulation dépendante du cycle cellulaire 

 

  Tel que précisé, au début de cette partie, l’exposition aux UV induits l’activation de 

ATR, principalement par l’induction de stress réplicatif, conduisant à la phosphorylation d’une 

multitude de cibles impliquées la progression cellulaire ainsi que la mort cellulaire. D’ailleurs, 

l’une des cibles de choix ATR, est le suppresseur de tumeurs p53, qui est en plus un régulateur 

connu de l’activité GGNER (Tibbetts et al., 1999). Grâce à la méthode de réparation basée sur 

la cytométrie en flux, la réparation des CPD ou des 6-4PP peut être suivie dans chaque phase 

du cycle cellulaire, grâce au co-marquage des anticorps anti-CPD ou anti-6-4PP avec le iodure 

de propidium (PI) et ainsi permettre de visualiser la réparation spécifiquement en phase G1, S 

et G2/M. Cette approche technique a permis d’observer un rôle important de la kinase PI3KK 

ATR sur l’efficacité de réparation des dommages en phase S par le GGNER. En effet, cette 

méthode d’analyse de la réparation des CPD a montré que la déficience ATR entraine une 

inhibition de l’activité GGNER spécifiquement en phase S et non en phase G1 et G2/M 

(Auclair et al., 2008), (article ajouté en Annexe pour consultation). Ces résultats furent 

ensuite validés par l’utilisation de cellules de patients ATR-déficientes du syndrome de Seckel 

(dénommée aussi ATR-Seckel) ainsi que par utilisation d’ARN interférants contre ATR. Cette 

inhibition de la réparation des CPD et des 6-4PP, indique clairement que la signalisation ATR 

est exclusivement nécessaire à l’activité GGNER en phase S et qu’il pourrait donc exister un 

lien ATR-dépendant entre le point de contrôle en phase S et l’exécution de la réparation des 

dommages UV. De plus, certaines lignées cellulaires cancéreuses furent aussi testées, et une 

partie d’entre elles exhibent ce défaut de réparation en phase S. La réparation NER en phase S 

sera dénommé aussi SPR (S-Phase Repair) dans la suite de cette thèse. Cependant, l’effet de la 

déficience ATR sur la réparation GGNER en phase S semble indépendante de p53 (Auclair et 

al., 2008). Toutefois les conséquences de cette inhibition de la réparation GGNER restent 

encore indéterminées. Il se pourrait que ces lignées soient plus sensibles à l’action d’agents 

chimiothérapeutiques. L’effet du point de contrôle S médié par ATR sur le GGNER suppose 

que ce point de contrôle permette au système de réparation classique de réparer les dommages 

et stimule aussi la tolérance des dommages au cours de la phase S. Il est donc parfaitement 

légitime, de se demander si un défaut de synthèse translésionnelle peut ou non influencer la 
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réparation des dommages en phase S, renforcant ainsi un rôle du point de contrôle de la phase 

S sur l’excision des dommages au cours de la réplication de l’ADN. 

 

 

II.2 Hypothèse et stratégie expérimentale 

 

 La nécessité de la signalisation ATR pour la réparation des dommages induits par les 

UV uniquement en phase S, soulève la notion de la nécessité pour la cellule de contrôler la 

réparation des CPD ou des 6-4PP en phase S. Il se pourrait d’ailleurs que la présence des 

facteurs du GGNER, pendant la phase S, interfèrent avec les machineries de franchissement 

des dommages, en créant des portions d’ADNss qui seront rapidement converties en cassures 

DSB, et qui par conséquent pourront nuire à la réparation post-réplicative. L’activation de la 

voie ATR semble avoir un effet préventif sur l’effondrement des fourches de réplication (fork 

collapse) et serait nécessaire à la reprise de la réplication. Etant donné que l’activation d’ATR, 

via l’arrêt de la fourche de réplication, puisse stimuler la réparation GGNER en phase S, 

l’ADN polymérase translésionnelle Pol η pourrait, aussi bien, contribuer à moduler la 

réparation GGNER (directement ou indirectement), compte tenu de son rôle clé dans le 

franchissement des dommages induits par les UV au niveau des fourches de réplication 

arrêtées.  

 Auparavant, il a déjà été mis en évidence un lien entre l’activité d’excision de 

nucléotides et les ADN polymérases translésionnelles. En effet, il a longtemps été considéré 

que la dernière étape du NER (étape de ligation et resynthèse), consistant au comblement des 

lacunes d’ADNss, était effectuée par les ADN polymérases réplicatives de haute-fidélité Pol δ 

et Pol ε. Cependant, aujourd’hui il semble que les ADN polymérases translésionnelles soient 

impliquées dans cette étape et soient capables d’assurer cette resynthèse dans la réparation 

GGNER (Livneh et al., 2010; McNally et al., 2008; Ogi et al., 2010). En effet, Pol κ pourrait 

participer à l’étape de gap filling de NER après l’excision du dommage. Il est rapporté que 

l’inhibition de l’expression Pol δ, Pol ε et Pol κ diminuent considérablement l’activité de 

resynthèse de lacunes dans les cellules humaines. De plus, ces polymérases seraient 

différemment recrutées selon l’ubiquitination de PCNA. Pol κ participerait à la resynthèse de 

50 % des lacunes post-excision. Plus précisément, il pourrait y avoir 2 types de resynthèse 
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post-excision, utilisées en fonction du contexte chromatinien et stérique. La moitié des 

évènements de gap filling seront assurée par Pol κ-PCNA-ERCC1 et l’autre moitié par Pol ε-

CTF18-RFC (Ogi et al., 2010). Ce rôle de Pol κ dans l’activité gap filling existe 

principalement en dehors de la phase S et renforce le rôle clé des ADN polymérases 

translésionnelles dans la réponse UV, notamment dans l’excision des dommages.  

Pour mieux comprendre le rôle des ADN polymérases translésionnelles sur la 

réparation CPD des 6-4PP en phase S et établir un lien entre ces activités translésionnelles et 

l’efficacité de réparation GGNER, il est proposé dans cette partie d’étudier le rôle de 

l’ADN polymérase η sur l’efficacité de réparation des dommages induits par les UV en phase 

S dans les cellules humaines. Plus précisément, il est proposé de revisiter l’efficacité de 

réparation GGNER dans les cellules XP-V, dans chaque phase du cycle cellulaire. Même si les 

évidences que les cellule XP-V ayant une réparation NER normale sont nombreuses et 

convaincantes dans la grande majorité des études, (Cleaver, 1972; Kleijer et al., 1973; 

Lehmann et al., 1975; Mitchell et al., 1995; Mitchell et al., 1987), l’analyse de la disparition 

des dommages en phase S n’a jamais été réellement prise en compte et spécifiquement 

étudiée, souvent pour des raisons pratiques et techniques. La phase S fut souvent éliminée, 

entre autre par synchronisation en phase G1/G0, principalement en raison des problèmes de 

dilution des dommages causée par la réplication de l’ADN. Nous émettons, ici, l’hypothèse 

que Pol η exerce un contrôle positif sur la réparation des dommages induits par les UV dont 

les CPD, et que cet effet pourrait être dépendant de l’efficacité de franchissement de la lésion 

par Pol η. Pour y répondre, nous avons eu recours à une approche expérimentale, globalement 

semblable à celle déjà appliquée pour mettre en évidence un rôle de ATR sur l’efficacité de 

réparation des dommages et qui sera décrites plus en détails dans la section suivant (Auclair et 

al., 2008). 
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 II.2.1 Stratégie expérimentale 

 

 Dans le but d’établir une participation éventuelle de l’activité Pol η sur la réparation 

GGNER des dommages à l’ADN induits par les UV en phase S, il est proposé d’établir la 

réparation des CPD et des 6-4PP en fonction du cycle cellulaire dans les cellules humaines 

normales et Pol η déficientes. La méthode d’analyse de la réparation NER par cytométrie en 

flux nous fournit le moyen idéal de revisiter la réparation des dommages UV dans les cellules 

XPV puisque le co-marquage des cellules avec les anticorps anti-CPD ou 6-4PP avec le iodure 

de propidium, va permettre tel que déjà présenté, de visualiser et quantifier la disparition des 

dommages dans chaque phase du cycle cellulaire au cours du temps. Cette méthode devrait 

permettre de vérifier si Pol η pourrait participer directement ou indirectement à la réparation 

GGNER en phase S et ainsi établir un lien entre la réparation GGNER en fonction du cycle 

cellulaire avec la synthèse translésionnelle. De plus, cette nécessité de l’activité Pol η à la 

réparation NER viendrait modifier la vision dans laquelle la déficience du bypass des 

dommages, normalement assuré par Pol η, comme cause de la maladie XP-V et de la 

mutagenèse induite par les UV observée chez ces patients. 

Très simplement, dans un premier temps, les cinétiques de réparation seront établies 

dans les fibroblastes primaires de peau provenant de patients XP-V. Les résultats obtenus 

seront ensuite validés par restauration de l’expression de Pol η dans les cellules XP-V. Cette 

restauration devrait inverser les résultats obtenus et renseigner sur la spécificité de l’effet de la 

déficience Pol η sur la réparation GGNER en fonction du cycle cellulaire. L’inhibition de 

l’expression de Pol η dans les cellules normales, par utilisation d’ARN interférants (ARNsi), 

devrait, quant à elle, pleinement confirmer les résultats du statut SPR des patients XP-V. 

Dans le but d’obtenir d’avantage d’évidences mécanistiques, des inhibiteurs chimiques 

de la réplication de l’ADN seront utilisés comme l’hydroxyurée et l’aphidicoline. Ils seront 

notamment utilisés pour tester l’effet de l’abrogation de la réplication avant l’exposition aux 

UV, sur la réparation des dommages en phase S. Ces inhibiteurs de la réplication agissent soit 

par déprivation du pool de nucléotide (pour l’hydroxyurée, HU) ou soit par inhibition 

compétitive et irréversible sur l’ADN polymérase (pour l’aphidicoline, Aph.). Cette stratégie 

devrait permettre d’obtenir des informations claires concernant un lien possible entre le point 
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contrôle S, la synthèse translésionnelle et la réparation par excision de nucléotide en phase S 

des dommages induits par les UV. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

II.2.2 Choix des lignées cellulaires 

 

 Comme il est proposé d’étudier la réparation NER dans les fibroblastes de peau de 

patients affectés du syndrome XP-V, nous avons eu recours à 4 différentes lignées cellulaires 

provenant de patients XP-V et commercialement fournies par l’institut Coriell (Coriell 

Institute Cell Repository-NIGMS). Ces lignées, listées dans le Tableau 3 à la fin de cette 

section, sont dénommées XP30RO, XP115LO, XP5MA, et présentent toutes une déficience de 

Schéma 16: Exemple d’analyse de la réparation GGNER des 6-4PP en fonction du cycle cellulaire dans les 

cellules primaires XP30RO (XP-V) après une exposition UV de 15 J/m
2
, obtenue par la méthode d’analyse 

GGNER basée sur la cytométrie en flux. 

 

A. Exemple de profils du cycle cellulaire permettant l’identification de chaque phase du cycle cellulaire avec le 

iodure de propidium (PI). Les cellules HCT116 ont été marquées avec le PI, permettant de visualiser la 

distribution des cellules dans chaque phase du cycle cellulaire (20 000 cellules utilisées pour l’acquisition). G1, 

indique la phase G1; S, la phase S et G2, la phase G2 du cycle cellulaire. B. Distribution à 2 variables des 6-4PP 

(FITC) et du contenu ADN (PI) juste après l’induction de dommages (t=0). C. Résultats représentatifs de la 

réparation GGNER des 6-4PP, dans chaque phase du cycle cellulaire, obtenus grâce à la méthode d’analyse 

GGNER basée sur la cytométrie en flux, où un défaut de réparation en phase S est clairement visible. 
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l’expression Pol η. En effet chacune de ces lignées cellulaires possède des mutations dans le 

gène POLH, conduisant à la production d’une protéine tronquée, qui sera rapidement 

dégradée. 

 

Tableau 3: Listes de lignées fibroblastiques humaines XP-V, ATR déficientes et normales utilisées. 

 
Lignées 

cellulaires 
humaines 

Coriell# [Ref] Type cellulaire 
mutation 

gène Pol η 
Changement 

protéine Pol η 
Taille  Pol η 

(AA) 

 
 
 

Peau 
 

 

 
 

Fibroblastes 

 

 

   

(HDSF)GM01652B GM01652B[[5] Normale, primaire -- -- Wt 713 
XP30RO*  GM03617[1] XP-V, primaire Del104-116 frameshift A

35
 Tr. 42 

XP115LO*  GM02359[1] XP-V, primaire C1117T  terminaison V
372

 Tr. 372 
XP5MA*  GM03379[1] XP-V, primaire Del661-764 frameshift K

220
 Tr. 222 

XP30ROsv* [2,6] XP-V, SV40 Del104-116 frameshift A
35

 Tr. 42 
XP30Rosv-Polη/cl6* [2,6] XP-V, SV40 Complementée -- Wt 713 

      
1BR [3] hTERT Normal -- -- Wt 713 

F02-98
§
 [3] hTERT ATR-Seckel Syndrome -- -- Wt 713 

      

Poumons 

 
     

HDLF(LL) [4] Normale primaire -- -- Wt 713 

      

(Coriell#)[Ref], Coriell institute cell repository number et références associées; (Wt), wild-type; (Tr.), forme tronquée; (Del), 
délétion; (SV40), transformée avec le virus SV40; (hTERT), immortalisée avec la télomèrases hTERT; (*), homozygote pour la 
mutation indiquée; (

§
), lignée de fibroblastes de peau immortalisée hTERT, établie à partir fibroblastes prélevés sur un patient 

affecté du syndrome ATR-Seckel ayant une mutation hypomorphique dans le gène ATR (2101AG, transition) avec des 
niveaux détectable de Pol η. [1], (Johnson et al., 1999); [2], (Kannouche et al., 2001); [6], (Stary et al., 2003); [3], (O'Driscoll et 
al., 2003); [4],(Brown et al., 1997); [5], (Rouget et al., 2008). 
 

 

Pour étudier l’effet, de la restauration de l’expression de Pol η dans des cellules XP-V 

déficientes, les cellules XP30RO immortalisées avec le SV40 (XP30ROsv) ont été utilisées 

pour l’expression stable de Pol η et aimablement fournies par le Dr. Allan Lehmann 

(University of Sussex). Ces cellules ont été désignées XP30ROsv-Pol η/cl6. De plus, ces 

cellules présentent l’avantage d’avoir été caractérisées et largement utilisées dans la littérature 

(Stary et al., 2003; Stary and Sarasin, 1996). Bien évidemment, l’effet de la suppression de Pol 

η dans les cellules normales sera vérifiée dans les fibroblastes primaires de poumons (HDLF), 

déjà utilisés en première partie de cette thèse mais aussi ailleurs (Auclair et al., 2008), pour 

leur bonne efficacité à être transféctées par les ARNsi. Les cellules primaires normales 
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utilisées en contrôle seront les fibroblastes de peau primaires GM01652B également utilisées 

en première partie de cette thèse. 

 

 

II.3 Matériels et méthodes 

 

 

 II.3.1 Types et Cultures cellulaires 

 

Les fibroblastes primaires normaux (GM01652B), et les fibroblastes primaires de 

patients XP-V, XP30RO (GM03617), XP115LO (GM02359) et XP5MA (GM03379) ont été 

commercialement fournies par l’institut Coriell (Coriell Institute Cell Repository). Les lignées 

cellulaires XP30ROsv et XP30ROsv-Polη/cl6, transformées avec le SV40, ont été 

gracieusement fournies par le Dr. A. Lehmann (University of Sussex). Les lignées cellulaires 

transformées avec la télomèrase humaine (hTERT), les fibroblastes normaux hTER (1BR) et 

hTERT ATR-Seckel, (F02-98), ont été données par le Dr. P.A Jeggo (University of Sussex). 

Les cellules HDLF (dénommées aussi LL) ont été fournies par les Dr. J. Sedivy (Brown 

University), tel que décrit à la section I.3.1,(Brown et al., 1997). Les fibroblastes primaires ont 

été cultivés avec du milieu complet MEME (Eagle’s Minimum Essential Medium, Wisent), 

supplémenté avec 10% avec de sérum fœtal de bovin, de la L-glutamine et des antibiotiques 

(Wisent), alors que les cellules transformées SV40 ou immortalisées hTERT, ont été cultivées 

avec du milieu complet DMEM (Dulbecco’s Minmum Essential Medium, Wisent) 

supplémenté également avec 10% sérum fœtal bovin et des antibiotiques. 

 

  

II.3.2 Construction et expression des fusions EGFP-Pol η dans les cellules XP30ROsv 

 

L’ADNc de Pol η (forme Wt) a été généré et amplifié par RT-PCR à partir d’ARN 

totaux provenant de cellules HDLF (de façon similaire à ce qui est décrit à la section I.3.6) 

grâce à l’utilisation de la paire d’amorce sens (ATGGCTACTGGACAG GATCGAGT) et 

anti-sens (GGCAGCACTAATGTGTTAATGGCTT). L’ADNc wt, ainsi amplifié, a été 

ensuite sous-cloné avec le vecteur pGemTeasy™ (Promega), pour être ensuite cloné dans le 
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vecteur pEGFP-N1 (Clonetech) par amplification PCR à partir de vecteur pGemteasy-Pol η-

Wt. Brièvement, Pol η Wt a été clonée dans le vecteur pEGFP-N1 par amplification PCR avec 

la paire d’amorces indiquées au Tableau 4. Le produit PCR a été digéré avec les enzymes de 

restriction XhoI et EcoR1 afin de cloner en phase l’ADNc codant Pol η avec l’EGFP, en 

position C-terminale de la fusion EGFP-Pol η-Wt. Les mutants EGFP-Pol η-ΔCt et EGFP-Pol 

η-PIP1/2 ont été générés par PCR et par mutagenèse dirigée respectivement par utilisation des 

amorces indiquées (Tableau 4) et avec la même méthode déjà décrite ailleurs (Rouget et al., 

2005). La séquence de toutes les constructions générées ont été vérifiées par séquençage 

automatique dideoxy (Facilités de séquençage et génomique, Université de Montréal) 

 

Tableau 4: Liste des amorces PCR et de mutagenèse dirigée utilisées pour générer les fusions EGFP-Pol η-

Wt, EGFP-Pol η-ΔCt et EGFP-Pol η-PIP1/2. 

 

ADNc Amorce Sites 
restriction 

Séquence (5’3’) 

Pol η-wt 
Sens XhoI GGACCGCTCGAGATGGCTACTGGACAGGAT 

Anti-sens EcoRI CTTTTCCTTGAATTCGATGTGTTAATGG 

Pol η- Δ-Ct 
Sens XhoI GGACCGCTCGAGATGGCTACTGGACAGGAT 

Anti-sens EcoRI CTTTTCCTTGAATTCGTACCAGGGAGCCACACTT 

    

    

Mutagenèse 
dirigée 

Mutation 
ponctuelle 

Amorce 
Mutagène 

Sequence (5’3’) * 

Pol η-PIP1/2 mut 

F443A;L444A 
(PIP1 mut) 

Sense TCTACAGACATCACCAGCGCCGCGAGCAGTGACCCAAGTTC 

Anti-Sense GAACTTGGGTCACTGCTCGCGGCGCTGGTGATGTCTGTAGA 

F707A;F708A 
(PIP2 mut) 

Sense CAAACATTGGAATCAGCTGCTAAGCCATTAACACATTAG 

Anti-Sense CTAATGTGTTAATGGCTTAGCAGCTGATTCCAATGTTTG 

*les sites mutés sont indiqués en gras et soulignés. 

  

Les cellules XP30ROsv exprimant EGFP-Pol η-Wt, EGFP-Pol η-ΔCt et EGFP-Pol η-

PIP1/2 ont été générées par transfection avec la lipofectamine2000™ (Invitrogen), suivie 

d’une sélection pour 2 semaines avec 200 μg/mL de G418 (Wisent). L’enrichissement de la 

population cellulaire exprimant les fusions EGFP-Pol η a été réalisé par tri cellulaire des 

cellules EGFP positives avec le cytomètre FACSVantage SE DiVa option, équipés avec une 

ouverture (nozzle) de 70 µm à 25PSI (Becton-Dickinson). Très succinctement, les cellules ont 

été triées selon leur intensité EGFP en 2 fois, entrecoupées et suivies d’une période de culture 

d’une semaine. Avant de procéder à l’analyse de la réparation, l’expression de chaque fusion 

EGFP-Pol η-Wt, EGFP-Pol η-ΔCt et EGFP-Pol η-PIP1/2 a été vérifiée par immuno-
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précipitation et immuno-buvardage tel que décrit dans la section suivante. Les cellules ont été 

exposées aux UV aux doses indiquées et précisées si nécessaire (voir aussi paragraphe I.3.2) 

 

II.3.3 Lysats cellulaires, immuno-précipitation de Pol η et son immuno-détection par 

immuno-buvardage de type Western 

 

Pol η est détectée par une immuno-précipitation, suivie d’une détection par immuno-

buvardage de type Western. Les extraits cellulaires totaux sont obtenus avec le tampon RIPA 

1x, additionné d’inhibiteurs de protéases et de phosphatase tel que décrit à la section I.3.7 et 

par (Loignon and Drobetsky, 2002). L’immuno-précipitation de Pol η a été réalisée 

conformément à ce qui a déjà été décrit (Inui et al., 2008; Tanioka et al., 2007; Thakur et al., 

2001). L’immuno-précipitation et l’immuno-buvardage de type Western sont réalisés grâce à 

l’utilisation des anticorps monoclonaux anti-Pol η H-300 et B7 respectivement (Santa Cruz 

Biotech.). Dans l’objectif de vérifier les niveaux de protéines utilisées pour l’immuno-

précipitation, les surnageants ont été gardés et conservés à -80ºC. Les niveaux d’actine ont 

ensuite été vérifiés sur 5% du lysat cellulaire total par SDS-PAGE et immuno-buvardage de 

type Western. 

Dans l’objectif de vérifier et d’évaluer l’inhibition de l’expression de Pol η par 

utilisation d’ARNsi dans les cellules LL(HDLF) de la façon la plus quantitative, la méthode 

d’immuno-précipitation a été délaissée pour une détection de Pol η liée à la chromatine. En 

effet, 1.10
6 

de cellules HDLF ont été lysées avec 0,5 % Triton-X-100/CSK [tampon CSK:10 

mM Pipes (pH=6,8) (Sigma), 300 mM sucrose (Sigma), 100 mM NaCl (Sigma), 3 mM MgCl2 

(Sigma), 1 mM EGTA (Sigma), 20 mM Na2VO3 (Sigma), 1 mM 4-(2-

AminoEthyl)BenzeneSulfonyl Fluoride (Roche)], puis incubées 15 minutes sur glace puis 

centrifugées. Les culots sont relavés délicatement avec le tampon 0,5 % Triton-X-100 puis ré-

incubés pour encore 15 minutes, puis centrifugés. Le culot est ensuite resuspendu dans 30 μL 

de tampon de chargement SDS-PAGE Leammli 1x pour la détection par immuno-buvardage 

de type Western. Avec ce type d’extraction, Pol η est détectée avec l’anticorps monoclonal 

anti-Pol η H-300 avec une dilution de 1/1000. Enfin, pour vérifier les niveaux de protéines 

chargées sur le gel et ainsi évaluer au mieux l’inhibition de l’expression de Pol η, la membrane 

PVDF traitée et ré-hybridée avec un anticorps anti-PCNA, PC-10 (Santa Cruz Biotech.).  
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II.3.4 Analyse de la localisation cellulaire des cellules XP30ROsv exprimant les 

différentes protéines fusionnées EGFP- Pol η sauvage et mutantes 

 

Pour visualiser la localisation des constructions EGFP-Pol η-Wt, EGFP-Pol η-ΔCt et 

EGFP-Pol η-PIP1/2, les cellules, après le tri cellulaire (voir section II.3.2), sont mises en 

cultures sur des pétris 35 mm, contenant une lamelle de verre, 24 h avant la fixation cellulaire. 

Les cellules sont ensuite fixées avec 3,7 % para-formaldéhyde pour 20 minutes à température 

pièce, puis lavées deux fois avec le PBS. Les lames sont ensuite montées avec un agent anti-

flou ProLong™ Gold (MolecularProbes, Invitrogen), contenant le DAPI, permettant de 

colorer de manière fluorescente l’ADN par intercalation, et ainsi visualiser les noyaux. Les 

lames sont observées avec un microscope à fluorescence inverse (Zeiss) Axio Observer A1, 

équipé avec une caméra digitale QICAM Fast 1394 (Qimaging) et sont analysées avec le 

logiciel Northern Eclipse (Empix Imaging).    

 

 

II.3.5 Imagerie des foyers (foci) Pol η dans les cellules XP30ROsv en temps réel 

 

Brièvement, 6.10
4
 cellules EGFP-Pol η-Wt et EGFP-Pol η-PIP1/2 ont été cultivées sur 

des pétris 35 mm de diamètre avec un fond de verre (pour permettre l’imagerie en temps réel 

de ces dernières) et cultivées 24 h avant l’exposition aux UV et l’enregistrement tel que décrit 

à la section II.3.1. Avant de procéder au traitement UV et à l’enregistrement, le milieu DMEM 

est remplacé par du milieu OptiMEM™ (Invitrogen) sans phénol rouge, afin de ne pas 

interférer avec la auto-fluorescence GFP (absorption d’une partie de l’énergie d’excitation), 

supplémenté avec 10 % de sérum fœtal bovin sans antibiotiques. Les cellules sont ensuite 

exposées à 15 J/m
2
 UV et observées avec un microscope IX71 (Olympus) avec un objectif 100 

x à immersion. L’acquisition des images fut réalisée avec une camera Retiga 2000R 

(Qiamging). Le microscope, équipé avec un plateau automatique MAX201 (Thorlabs), dont la 

camera et ce dernier sont contrôlés avec Labview™ (National Instrument) par un programme 

spécialement créé pour l’acquisition de 100-150 images contiguës couvrant 

approximativement une région de 1mm
2
 (1,18 mm x 0,88 mm). La même région a été imagée 

avant et après l’irradiation UV. Les foyers nucléaires sont détectés et quantifiés par une 

analyse automatisée des images à l’aide d’un programme spécialement réalisé avec MatLab 
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(Mathworks). Succinctement, les seuils d’intensité sont établis, dans un premier temps, par la 

méthode de Otsu (Otsu, 1979). Les pixels du premier plan sont utilisés comme masque pour 

sélectionner les noyaux et un filtre gaussien est ensuite appliqué afin de sélectionner que les 

éléments de 0.5 µm approximativement. Les foyers sont ensuite identifiés par un maximum 

local de fluorescence et dénombrés pour chaque noyau sélectionné. Un minimum de 50 

noyaux EGFP-Pol η-Wt et EGFP-Pol η-PIP1/2 pour chaque condition a été analysé.  

 

 

II.3.6 Suppression de l’expression de Pol η par utilisation d’ARN interférants, ARNsi 

 

L’Inhibition de l’expression de Pol η dans les cellules HDLF, a été effectuée par 

transfection transitoire d’ARNsi contre Pol η (sc-36289) et control (sc-37007), (Santa Cruz 

Biotech.). Plus exactement, les cellules HDLF ont été cultivées dans des pétris 35 mm dans du 

milieu complet sans antibiotique, pour une durée de 24 h pour être ensuite transféctées avec la 

Lipofectamine2000™ (Invitrogen) selon les recommandations du manufacturier. Deux jours 

après transfection, les cellules sont exposées aux UV et incubées jusqu’au temps nécessaire 

pour l’analyse de réparation. 2 pétris sont lysées pour vérifier la suppression de l’expression 

de Pol η comme il est indiqué à la section II.3.3.  

 

 

II.3.7 Traitement des cellules avec les inhibiteurs de la duplication de l’ADN 

 

Les cellules ont été cultivées 2 heures dans du milieu complet en présence ou en 

absence de 15 μg/mL d’aphidicoline (Sigma) ou 10 mM d’hydroxyurée (Sigma). Les doses 

utilisées ici permettent d’inhiber rapidement la réplication cellulaire (en 1-2 heures de 

traitement) sans observer d’effets toxiques, aux temps de réparation post-UV sélèctionnés, aux 

cellules XP30RROsv, XP30ROsv-Pol η/cl6, 1BR et F02-98 (Pedrali-Noy et al., 1980; Wright 

et al., 1990). En effet, Ces inhibiteurs de réplication n'induisent pas d'effets toxiques notables 

lorsqu'ils sont utlisées à court terme, pour inhiber transitoirement la réplication de l'ADN Les 

cellules sont ensuite lavées plusieurs fois avec du PBS puis exposées aux UV avec du PBS tel 

que décrit au paragraphe I.3.2. Après irradiation UV, du milieu frais dépourvus d’inhibiteurs 
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de la synthèse d’ADN est ajouté. Les cellules sont ensuite incubées aux temps post-UV 

désirés. 

 

 

II.3.8 Survie cellulaire clonogénique 

 

Les cellules ont été cultivées sur des pétris de 100 mm puis exposées à des doses UV 

de 0, 7.5 et 15 J/m
2
, puis immédiatement décollées du pétris par ajout de trypsine et remises en 

culture avec le nombre approprié de cellules en fonction de la dose UV. Les cellules sont 

ensuite incubées pour deux semaines. Les colonies cellulaires (>20 cellules) sont dénombrées 

par fixation et coloration avec une solution de bleu de méthylène (0.5 % de bleu de méthylène 

avec 20 % méthanol). La survie observée est exprimée en pourcentage par rapport aux cellules 

non exposées aux UV. 

 

 

II.3.9 Analyse de la réparation GGNER en fonction du cycle cellulaire 

 

L’élimination des dommages des 6-4PP a été mesurée de la même façon que dans la 

première partie de cette thèse (voir section I.3.8), sur une période de 6 h post-UV mais avec 

cependant quelques modifications pour les cellules XP30ROsv, exprimant stablement les 

différentes fusions EGFP-Pol η-Wt. En raison de l’interférence de l’auto-fluorescence de 

l’EGFP avec les signaux FITC, l’anticorps secondaire conjugué anti-souris Alexa-Fluor700 à 

une dilution de 1/400, fut utilisé à la place de l’anticorps anti-FITC utilisé habituellement. Les 

acquisitions ont donc été réalisées avec un cytomètre en flux LSRII équipé avec un laser argon 

(bleu, 488nm) et laser hélium (rouge, 633 nm) en conjonction avec les filtres appropriés. Pour 

l’évaluation de l’élimination des CPD en fonction du cycle cellulaire, une approche de triple 

marquage BrdU/PI/CPD a été utilisée dans le but de suivre, en même temps, la progression 

cellulaire jusqu’ à 24 h post-UV. Dans ce but, les cellules ont été irradiées à 5 ou 15 J/m
2
 

UVC. Au temps t=0, les cellules ont été irradiées, puis marquées en chasse durant 30 minutes 

avec 30 μM BrdU (Sigma), puis récoltées immédiatement. Pour les autres temps, pour éviter le 

plus possible les artefacts de la photolyse du BrdU induite par les UV, les cellules furent 
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irradiées en premier, puis marquées en chasse avec le BrdU 30 min post-UV, puis lavées au 

PBS avec du milieu frais complet jusqu’au temps d’incubation désiré. Au temps indiqués 

d’analyse de la réparation, les cellules sont récoltées par ajout de trypsine et resuspendues 

dans 1 mL de PBS puis fixées à l’éthanol 99 % tel qu’indiqué au pragraphe I.3.8. Toutefois, 

après le marquage avec l’anticorps secondaire anti-FITC, les cellules sont incubées avec 

l’anticorps conjugué avec l’Alexa-Fluor647 anti-BrdU (Molecular Probes/Invitrogen), dilué à 

1/200 dans le PBS-TB et incubée pour 1 h. Les cellules sont ensuite resuspendues dans 300 µL 

PBS contenant 5 μg/mL d’iodure de propidium, puis analysées avec un cytomètre en flux 

FACSCaliber (Becton-Dickinson). Les intensités de fluorescence sont obtenues par 

délimitation des populations cellulaires en fonction de chaque phase du cycle cellulaire 

(G0/G1, S et G2/M). 

 

 

II.4 Résultats 

 

II.4.1 Statut de la réparation NER des fibroblastes de patients XP-V en fonction du 

cycle cellulaire 

 

Dans un premier temps, les fibroblastes primaires de peau provenant de patients XP-V 

telles que les cellules XP30RO, XP115LO et XP5MA, ont été sélectionnés pour leur 

disponibilité commerciale et leur inhabilité à exprimer Pol η. L’absence de toute expression de 

Pol η dans ces cellules en fait des lignées cellulaires de choix puisque Pol η n’est pas 

fonctionnelle. Avant de tester la capacité des cellules à réparer les dommages induits par les 

UV, il est nécessaire de vérifier le statut Pol η dans ces cellules XP-V primaires. Tel 

qu’attendu et contrairement aux cellules normales (GM01652B), les lignées cellulaires 

XP30RO, XP115LO et XP5MA ne montrent aucune expression détectable de Pol η comme 

illustré à la Figure II.1A par immuno-précipitation. En effet, l’immuno-précipitation de Pol η 

dans les lysats cellulaires XP30RO, XP115LO et XP5MA avec l’anticorps monoclonal anti- 

Pol η (H-300), suivie de la détection avec l’anticorps polyclonal anti- Pol η (B7), montre une 

absence d’expression détectable de Pol η dans ces lignées cellulaires XP-V. Cette absence 

d’expression Pol η confirme donc le statut XP-V des lignées sélectionnées XP30RO, 

XP115LO et XP5MA. De plus, les cellules XP-V exhibent une diminution modérée de la 
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survie cellulaire clonogénique après exposition à des doses sous-létales UV (Figure II.1B), ce 

qui est parfaitement en accord avec leur sensibilité rapportée, connues pour être modérée, aux 

UV (Arlett et al., 1975). L’ensemble de ces tests sur les cellules XP-V valident pleinement 

leur utilisation pour l’étude de l’effet de la déficience Pol η sur l’efficacité de réparation 

GGNER en fonction du cycle cellulaire. Dans un premier temps, la réparation des 6-4PP en 

fonction du cycle sera analysée dans ces lignées cellulaires grâce à la méthode de réparation 

NER basée sur la cytométrie en flux, déjà appliquée avant (Auclair et al., 2008). 

Succinctement, apres une exposition à 15 J/m
2
 d’UVC (254 nm), tel que décrit dans la section 

matériels et méthodes, les cellules primaires normales et XP-V sont fixées aux temps post-UV 

indiqués à la Figure II.1C, puis marquées avec l’anticorps monoclonal anti-6-4PP (KTM50) 

qui sera immuno-détecté avec un anticorps secondaire anti-FITC (fluorescéine). Juste avant 

l’analyse avec le cytomètre en flux, les cellules seront co-marquées avec le iodure de 

propidium ce qui permettra de délimiter (gate) chaque population cellulaire en fonction de leur 

contenu en ADN et de mesurer spécifiquement la réparation NER dans chaque phase du cycle 

cellulaire tel qu’exemplifié à la Figure II.1D. Cette méthode permet donc de suivre au cours 

du temps la disparition spécifique des 6-4PP, et comme nous verrons aussi des CPD, en 

fonction du cycle cellulaire (les phases G1/G0, S et G2/M) à l’échelle de la cellule. La 

réparation des 6-4 PP peut donc ainsi être quantifiée par rapport aux niveaux initiaux de 

dommages au temps 0, et est ainsi exprimée en pourcentage de réparation tel que 

graphiquement illustré à la Figure II.1C-D. Contre toutes attentes, tous les fibroblastes XP-V 

primaires sélectionnés pour cette étude et contrairement aux fibroblastes normaux exhibent 

une déficience claire et significative de la réparation des 6-4PP spécifiquement en phase S et 

pas dans les autres phases du cycle cellulaire. En effet, ce défaut de réparation GGNER des 6-

4PP s’observe uniquement pour les cellules XP-V en phase S et non pour les cellules en phase 

G1/G0 et en phase G2/M (Figure II.1C), alors que les cellules normales exhibent une 

réparation beaucoup plus homogène entre les phases du cycle cellulaire. Les cellules normales 

montrent toutefois un léger ralentissement significatif de la cinétique de réparation en phase S 

quand comparée aux autres phases du cycle. Tel qu’il fut rapportés à plusieurs reprises, les 6-

4PP sont presque totalement réparés dans les 6 à 8 heures suivantes l’exposition aux UV dans 

les phases G1/G0 et G2/M (Figure I.3) et dans (Auclair et al., 2008).  
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Figure II.1: Réparation des 6-4 PP en fonction du cycle cellulaire dans les cellules primaires HDSF 

normales ou provenant de patients XP-V après une exposition à 15 J/m
2

 

UVC. 

  
A. Détection de l’ADN polymérase eta (Pol η) dans les cellules HDSF normales (GM01652B) et dans les HDSF 

provenant de patients XP-V (XP30RO, XP5MA et XP115LO), par immuno-précipitation suivie d’une immuno-

détection par immuno-buvardage. B. Survie clonogénique des HDSF normales et XP-V exposées ou non à 7.5 et 

15 J/m
2
 UVC. Chaque point représente la moyenne de trois expériences indépendantes ± S.E.M. C. 

Représentation graphique de la cinétique de réparation des 6-4PP en fonction du cycle cellulaire dans les cellules 

HDSF normales et XP-V tel qu’indiquées. La réparation 6-4PP est exprimée en pourcentage relatif à l’intensité de 

fluorescence à t=0 (correspondant aux niveaux initiaux de dommages) de quatre expériences indépendantes ± S.E. 

*p<0.05, indique une différence significative entre la phase S et la phase G1 (test t-student bilatérale). D. (en 

haut), Résultats représentatifs illustrant la cinétique de réparation des 6-4 PP en fonction de chaque phase du 

cycle cellulaire (G1, S, G2) montrant la distribution des intensités de fluorescence (FITC)  en fonction du  contenu 

ADN(PI). (En bas), Surimposition des histogrammes de fluorescence FITC en fonction de chaque phase du cycle 

cellulaire de 0 à 6 h post-UV, comme indiquées. No UV, indique les cellules HDSF non exposés aux UV. 

A 

A B 

C 

 

D 
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Néanmoins, nous ne pouvons pas savoir si ces 6-4 PP non-réparés persistent au-delà de 24 h 

post-UV, en raison du mouvement temporel des cellules d’une phase à l’autre, en particulier 

de la phase G1 vers S et de la phase G2/M vers G1.  

Suite à l’inhabilité des cellules XP-V à réparer les 6-4PP en phase S, il est à présent 

logique de se demander si la déficience Pol η entraine aussi une déficience en réparation 

GGNER des CPD dans les cellules XP-V. Cependant, en ce qui concerne l’analyse de la 

réparation des CPD, il est impératif de contrôler les mouvements cellulaires dans les 

différentes phases du cycle, afin de cibler les bonnes populations pour l’analyse de réparation 

avec la méthode basée sur la cytométrie en flux. Plus exactement, même si les cellules 

prolifèrent lentement après UV, les temps d’analyse adéquats de la réparation pour les CPD 

sont souvent des temps plus tardifs tels 24 h et 48 h post-UV auxquels bien souvent les 

cellules ont malheureusement déjà progressé à travers les phases du cycle cellulaire. Il a donc 

été nécessaire de dériver la méthode d’analyse de la réparation NER en fonction du cycle 

cellulaire en procédant à un triple marquage dans le but, de quantifier la disparition des CPD 

sans les biais pouvant être imposés par la prolifération cellulaire. Une différence de 

prolifération cellulaire, même modérée, entre les cellules normales et XP-V conduirait à un 

biais important des résultats observés. Pour cela, en plus du co-marquage PI et de l’anti-corps 

anti CPD (KTM53), une incorporation en champ pulsé avec du BrdU a été réalisée avant 

l’exposition aux UV, afin de marquer les cellules en phase S au moment de l’irradiation UV 

pour permettre leur suivi au cours de la réparation GGNER en phase S post-UV. Grâce à ce 

triple marquage il donc a été possible de suivre adéquatement la réparation des CPD, à 24h 

post-UV, en fonction du cycle cellulaire dans les cellules primaires normales (GM01652B) et 

XP-V (XP30RO). L’incorporation BrdU en champ pulsé des cellules normales et XP-V et le 

suivi de leur progression à 24 h post-UV, illustré à la Figure II.2A, montre bien les 

différences de progression cellulaire observées, et rapportées à multiples reprises, entre ces 

cellules après UV, voir Figure Supp.II.1A en Annexe. Déjà à 24 h post-UV, on constate un 

ralentissement plus prononcé de la progression cellulaire dans les cellules XP-V que dans les 

cellules normales. D’ailleurs, à 48 h post UV, les cellules ont trop progressée dans les 

différentes phases du cycle, et par conséquent, ce temps d’analyse ne permet pas une analyse 

fiable de la réparation CPD avec notre méthode. Tel qu’envisagé, les cellules XP30RO 
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primaires présentent, à la Figure II.2B, un défaut de réparation des CPD uniquement visibles 

en phase S en non dans les phases G1/G0 et G2/M. Pour cette analyse, un contrôle négatif de 

défaut de réparation en phase S a été inclut, dans le but de s’assurer de la fiabilité de l’analyse. 

Ce contrôle, ici représenté par les cellules fibroblastes ATR-Seckel (F02-98), tel qu’attendu, 

montre un défaut de réparations des CPD seulement en phase S, comme les cellules primaires 

XP30RO. Dans les 3 souches de fibroblastes étudiées, toutes montrent une réparation normale 

des CPD dans les phases G1/G0 et G2/M, avec 60 à 70 % des CPD qui ne sont pas encore 

réparés à 24 h post UV. Les cellules XPV et ATR-Seckel démontrent, en revanche, une 

inhibition de l’efficacité GGNER en phase S avec une persistance approximative de 90 % des 

dommages à 24 h post UV. 

 

L’ensemble de résultats présentés dans les Figures II.1 et II.2, montrent, sans 

équivoque, un défaut de réparation des 6-4PP et CPD, uniquement en phase S et suggère, tel 

que déjà rapporté (Auclair et al., 2008), une régulation GGNER dépendante du cycle 

cellulaire, qui est abrogée en absence de Pol η. Etant donné que les CPD persistants 

représentent les dommages les plus fréquents et les plus mutagènes (Melnikova and 

Ananthaswamy, 2005), ce défaut de réparation par excision de nucléotides en phase S (défaut 

SPR), pourrait participer à l’induction élevée des mutations (mutagénèse) après une exposition 

UV chez les patients XP-V (Stary et al., 2003). 

 

 

II.4.2 Le défaut de réparation en phase S dans les cellules XP-V est attribuable à la 

perte de fonction Pol η 

 

Les résultats précédents suggèrent fortement que la déficience Pol η occasionne un 

défaut GGNER en phase S. Dans le but de tester cette possibilité, à savoir si une perte 

fonctionnelle de Pol η est la cause du défaut SPR, l’évaluation de la réparation des 6-4PP a été 

réalisée, dans un premier temps, dans les cellules XP30RO, immortalisée avec les SV40 

(XP30ROsv) dans lesquelles la fonction Pol η a été restaurée. Dans un deuxième temps, 

l’évaluatiuon sera effectuée dans les fibroblastes primaires de poumons HDLF (dénommée 
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aussi ici LL) où l’expression de Pol η a été inhibée par utilisation d’ARNsi exprimés 

transitoirement. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Ces deux approches, par restauration de la fonction Pol η et de l’élimination de sa fonction par 

ARNsi, devraient confirmer un effet spécifique de sa fonction sur l’efficacité du GGNER en 

phase S.  

Tel qu’il pouvait être prévu, et en accord avec les résultats précédents, les cellules 

XP30ROsv montrent une inhibition de la réparation des 6-4PP en phase S seulement, comme 

montré dans la Figure II.3A-B. La restauration stable de la fonction Pol η par surexpression 

de son ADNc dans les cellules XPV (XP30ROsv-Pol η/cl6) inverse l’effet observé en absence 

Figure II.2: La réparation GGNER en phase S des CPD est défaillante dans cellules primaires XP-V 

exposées à 15 J/m
2
 

UVC. 

  
A. Distribution à 2 variables de l’incorporation BrdU (Alexa-Fluor647) en fonction du contenu ADN (PI) 

des HSDF normaux (GM01652B) et XP-V (XP30RO) à 0 h et 24 h post-UV. Les lignes pointillées et les 

nombres en rouge indiquent les pourcentages des cellules en phase S précoce (nombres de gauche) et en 

phase S tardive (nombres de droite). B. Représentation graphique de la réparation GGNER des CPD en 

fonction du cycle cellulaire dans les cellules HDSF normales (GM01652B), XP-V (XP30RO) et dans les 

cellules immortalisées hTERT Seckel-ATR (F02-98) après une exposition à 15 J/m
2
. Les résultats sont 

exprimés en pourcentage de réparation relatif à t=0, et représentent la moyenne de trois expériences 

indépendantes ± S.E, *p<0.05, indique une différence significative de la phase S relative à la phase G1 (test 

t-student bilatéral). 

A B 
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de complémentation et montre une réduction de défaut SPR des 6-4PP. En effet, la 

restauration de l’expression de Pol η Wt montre une restauration des niveaux de réparation des 

6-4PP et permet de réduire le défaut SPR de presque 50 % à 6 h post-UV (Figure II.3A-C). 

Toutefois, il est intéressant de constater que cette restauration n’est que partielle, si les cellules 

GM01652B sont comparées avec les cellules XP30ROsv-Pol η/cl6. Il reste approximativement 

encore 40 % des 6-4PP qui ne sont pas réparés à 6 h post UV (Figure II.3C). Il est clair que la 

surexpression stable de Pol η dans des cellules XP-V permet de restaurer l’efficacité de 

réparation GGNER des 6-4PP en phase S. 

Contrairement à la surexpression de Pol η, l’abrogation spécifique de son expression 

endogène, par utilisation d’ARNsi, dans les fibroblastes primaires de poumons (HDLF), 

entraine un défaut de la réparation GGNER des 6-4PP induits par une dose de 15 J/m
2
 et tel 

que décrit à la Figure II.3D-E. Contrairement à l’ARNsi Pol η, l’expression de l’ARNsi 

contrôle (si-Ctrl), non spécifique et de séquence aléatoire, n’exerce aucune inhibition de 

l’expression Pol η (Figure II.3D) et aucun effet notable sur la réparation SPR des 6-4PP, tel 

que représenté graphiquement à la Figure II.3E. Les distributions représentatives brutes sont 

illustrées en Annexe à la Figure Supp.II.1B. Cet effet de l’ARNsi Pol η suggère que 

l’abrogation endogène de la fonction Pol η entraine un défaut SPR des dommages aux UV.  

Dans tous les cas de figures examinés, en absence ou en présence de Pol η, l’efficacité 

de réparation GGNER en phase G0/G0 et G2/M reste inchangée, alors que son absence 

entraine un défaut prononcé de cette réparation en phase S seulement. Les résultats obtenus 

pour les phases G0/G1 et G2/M sont en accord complet avec ceux obtenus précédemment, 

suggérant que les cellules XP-V présentent une réparation NER normale. Ces résultats 

soulignent donc une importance fonctionnelle de Pol η, qui n’a jamais été rapportée avant, 

pour la réparation SPR. De plus, conformément à ce qui a été rapporté, la perte de la fonction 

Pol η peut être facilement restaurée par surexpression de cette dernière, et que cette 

restauration rétablie, à priori, partiellement l’efficacité de réparation SPR des 6-4PP dans les 

cellules XP-V. 
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Figure II.3: La déficience de réparation GGNER des photo-dommages UV est attribuable à une perte 

fonctionnelle de l’ADN polymérase η. 

 

A. Détection de Pol η dans les cellules transformées au SV40, XP-V (XP30ROsv) et XP-V complémentées 

de façon stable avec Pol η (XP30ROsv- Pol η /cl6), par immuno-precipiation suivie d’une détection par 

immuno-buvardage. En dessous, détection de Pol η par immuno-fluoresence. B. Distribution à 2 variables 6-

4PP (FITC) contre le contenu ADN (PI) des cellules XP30ROsv et XP30ROsv-Pol η/cl6 exposées à 15 J/m
2
. 

La flèche rouge indique le défaut de réparation constaté en phase S dans les cellules XP30ROsv- Pol η /cl6. 

C. Représentation graphique de la réparation GGNER des 6-4PP en fonction du cycle cellulaire après une 

irradiation UV de 15 J/m
2

 Les résultats sont exprimés en pourcentage de réparation relatif à t=0, et 

représentent la moyenne de trois expériences indépendantes ± S.E, *p<0.05, indique une différence 

significative de la phase S relative à la phase G1 (test t-student bilatéral. D. Détection de Pol η dans les 

cellules HDLF, transfectées transitoirement par l’ARNsi contrôle (si-CTRL) ou l’ARNsi spécifique pour Pol 

η (si-POL η) E. Représentation graphique de la réparation 6-4PP en fonction du cycle cellulaire dans les 

cellules HDLF (ou LL), exposées à 15 J/m
2
 UV, exprimant soit l’ARNsi contrôle ou soit l’ARNsi -Pol η. 

Les résultats sont exprimés en pourcentage de réparation relatif à t=0, et représentent la moyenne de trois 

expériences indépendantes ± S.E, *p<0.05, indique une différence significative de la phase S relative à la 

phase G1 (test t-student bilatéral), ** p<0.05, différence significative entre les HDLF si-CTRL et HDLF si-

POL η  (test t-student bilatéral).    
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II.4.3 La localisation nucléaire Pol η, la formation de foyers et sa liaison à PCNA 

semblent nécessaires à une réparation SPR efficace dans les cellules humaines 

 

A la lumière des résultats précédents et de la nécessité de l’expression fonctionnelle de 

Pol η pour la réparation SPR, il a été décidé d’étudier différents mutants Pol η dans les cellules 

XP30ROsv, dans le but d’élucider la base du ou des mécanisme(s) impliqué(s) dans ce 

nouveau rôle de Pol η. Pour cela, nous avons réalisé différentes fusions Pol η avec la protéine 

fluorescente EGFP, placée à l’extrémité N-terminale de Pol η. Les mutants réalisés sont déjà 

connus pour leur déficience fonctionnelle, tels que le mutant EGFP-Pol η-ΔCt, où Pol η est 

tronquée à l’extrémité C-terminale, éliminant son signal de localisation nucléaire (NLS) et 

aussi le mutant EGFP-Pol η-PIP1/2, où les domaines d’interaction PIP1 et PIP2, avec PCNA, 

ont été mutés dans le but d’empêcher la présence ou l’accumulation de Pol η aux foyers de 

réplication avec PCNA (Acharya et al., 2008). Ces mutants, incluant la forme sauvage EGFP- 

Pol η-Wt, sont exprimés stablement dans les cellules XP30ROsv (Figure II.4 et Figure II.5A) 

et ont été d’abord testés pour leurs caractéristiques fonctionnelles avant de procéder à leur 

analyse de réparation SPR en fonction du cycle.  

 Le mutant EGFP-Pol η-ΔCt montre une localisation nucléaire et aussi cytoplasmique, 

conformément à ce qui a été rapporté (Kannouche et al., 2001), alors que la forme sauvage 

EGFP-Pol η-Wt et le mutant EGFP-Pol η-PIP1/2 démontrent une localisation cellulaire 

exclusivement nucléaire (Figure II.5B) (Acharya et al., 2008; Kannouche et al., 2001). De 

plus, pour ce dernier mutant, il est clairement observé une incapacité pour celui-ci de former 

des foyers nucléaires après 15 J/m
2
 UV mais aussi en absence d’UV tel que montré par 

quantification automatique des foyers nucléaires dans les cellules XP30ROsv-EGFP-Pol η-Wt 

et les cellules XPR30sv-EGFP-Pol η-PIP1/2 vivantes en temps réel (Figure II.5C).  

 Les observations précédentes confirment la particularité fonctionnelle de chacun des 

mutants et valident leur utilisation subséquente pour l’analyse SPR des 6-4PP. En effet, tel que 

présenté à la Figure II.5D, l’analyse de la réparation GGNER des 6-4PP dans ces lignées 

cellulaires, démontre que contrairement aux cellules XP30ROsv exprimant la forme sauvage 

EGFP- Pol η-Wt, celles exprimant le mutant EGFP-Pol η-ΔCt ou le mutant EGFP-Pol η-

PIP1/2, montrent indéniablement un défaut de réparation SPR au même titre que les cellules 

XP30ROsv exprimant simplement l’EGFP. Enfin, l’ensemble des résultats présentés à la 
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Figure II.5 indique d’une part que la restauration stable de la fonction Pol η avec la forme 

EGFP-Pol η-Wt permet d’inverser le défaut SPR (tout comme la lignée cellulaire XP30ROsv-

Pol η/cl6) et d’autre part que l’intégrité de la localisation nucléaire Pol η et que ses 

interactions avec PCNA aux foyers, sont nécessaires à une réparation GGNER efficace en 

phase S dans les cellules humaines. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure II.4: Représentation schématique de la forme Pol η-Wt et des mutants Pol η-ΔCt et Pol η-

PIP1/2 fusionnées à l’EGFP. 

 

Le mutant EGFP-Pol η-ΔCt correspond à une délétion de 71 résidus à partir de l’extrémité C-terminale de 

Pol η-Wt. Le mutant EGFP- Pol η-PIP1/2 possède des domaines PIP (domaine d’interaction avec PCNA) qui 

ne sont pas capables de lier PCNA grâce à l’introduction des mutations F443A et F444A dans le domaine 

PIP1 et F707A et F708A dans le domaine PIP2. 

(Catalytic Domain) 
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Figure II.5: Analyse des cellules XP30ROsv exprimant de façon stable les mutants fusionnés EGFP- Pol η. 

 

A. Détection de Pol η dans les cellules XP30ROsv exprimant de façon stable la forme sauvage EGFP-Pol η-Wt ou 

les mutants EGFP-Pol η-ΔCt et EGFP-Pol η-PIP1/2 par immuno-précipitation suivie d’une détection par 

immunobuvardage. B. A gauche, Localisation cellulaire des variants EGFP- Pol η dans les cellules XP30ROsv tel 

que montré par l’auto-fluorescence EGFP dans des cellules fixées non exposées aux UV. A droite, auto-

fluorescence EGFP dans les cellules vivantes. C. Quantification automatique des foyers nucléaires Pol η dans les 

cellules XP30ROsv vivantes exprimant la forme EGFP-Pol η-Wt et le mutant EGFP- Pol η-PIP1/2. Dans chaque 

condition, les mêmes cellules sont photographiées avant (-) et 1,5 h après (+), une exposition à 15 J/m
2
 UV. Les 

photographies montrent des noyaux représentatifs utilisés pour la quantification automatique.  Les histogrammes de 

droite indiquent la distribution des comptes de foyers pour le nombre indiqués de cellules (n). D. Représentation 

graphique de la réparation 6-4 PP à 6 h post-UV (15 J/m
2
) dans les cellules XP30ROsv exprimant les variants 

EGFP- Pol η. Les résultats sont exprimés en pourcentage de réparation relatif à t=0, et représentent la moyenne de 

trois expériences indépendantes ± S.E, *p<0.05, indique une différence significative entre la phase S et la phase G1 

des cellules indiquées (test t-student bilatéral); **p<0.05, indique une différence significative entre les phases S des 

cellules XP30ROsv EGFP-Pol η-Wt et les mutants EGFP- Pol η (test t-student bilatéral). 

A B 

C 
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II.4.4 L’abrogation de la réplication de l’ADN, avant une exposition aux UV, élimine 

le défaut de réparation SPR observé dans les fibroblastes XP-V et ATR-Seckel 

     

La kinase ATR et l’ADN polymérase translésionnelle Pol η semblent donc nécessaire à 

la réparation GGNER en phase S des 6-4PP et des CPD (Auclair et al., 2008). ATR est connue 

pour être induite par un stress réplicatif, tels que les UV, et compte tenu du rôle de celle-ci et 

de Pol η dans la maintenance des fourches de réplication et aussi dans le point de contrôle S 

après une exposition aux UV, il est tentant d’envisager un lien entre le stress réplicatif et la 

réparation SPR. Autrement dit, il est proposé de tester l’effet de la réduction du nombre de 

fourches de réplication en phase S au moment de l’exposition UV sur l’efficacité GGNER des 

6-4PP. Dans cet objectif, les cellules XP30ROsv et XP30ROsv-Pol η/cl6 ont été traitées avec 

des inhibiteurs de la réplication avant l’irradiation 15 J/m
2
 UV. Brièvement, ces cellules ont 

été traitées avec 15 μg/mL d’aphidicoline (Aph) ou 10 mM d’hydroxyurée (HU). Ces 

inhibiteurs de la réplication, comme illustré à la Figure II.6A, exercent une forte inhibition 

sur la synthèse d’ADN tel qu’indiqué par les profils d’incorporation BrdU en chasse dans les 

cellules XP30ROsv et XP30ROsv-Pol η/cl6, et aussi par la quantification de la synthèse 

d’ADN. Etonnamment, l’inhibition de la réplication de l’ADN de ces cellules avant 

l’exposition aux UV, élimine complètement le défaut SPR observé auparavant, en absence de 

ces inhibiteurs (Figure II.6B). En effet, le défaut SPR des 6-4PP est drastiquement réduit voir 

éliminé par traitements avec l’aphidicoline ou l’hydroxyurée avant UV, comme le montrent 

les profils de réparation 6-4PP à 6 h post-UV. Il est même observé une amélioration de la 

réparation dans les cellules SPR restaurées XP30ROsv-Pol η/cl6 traitées avec l’aphidicoline, 

comme représenté graphiquement dans la Figure II.6B.  

Compte-tenu de ces résultats surprenants, il est légitime de penser que ces inhibiteurs 

peuvent exercer le même effet que celui observé, mais cette fois dans les cellules ATR-Seckel 

F02-98 (Auclair et al., 2008), et qui ont déjà été utilisées comme contrôle négatif de défaut 

SPR (Figure II.2). Tel que montré à la Figure II.6C-D, des effets similaires à ceux obtenus 

dans les cellules XP30ROsv sont observés dans les cellules F02-98 après une inhibition 

efficace de la synthèse d’ADN par l’aphidicoline avant UV (Figure II.6C).  

En effet, ici aussi, le défaut de réparation GGNER en phase S des 6-4PP est totalement 

éliminé dans ces cellules ATR-Seckel traitées avec 15 µg/mL d’aphidicoline. Tout comme les 
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cellules XP30ROsv et XP30ROsv-Pol η/cl6, il n’existe plus aucune différence dans la 

réparation en phase S entre les cellules SPR efficace 1BR et les cellules F02-98. De plus, de 

façon identique aux cellules XP30ROsv-Pol η/cl6, les cellules 1BR exhibent une réparation 

GGNER en phase S plus efficace qu’en l’absence de l’inhibiteur de la synthèse d’ADN.  

L’ensemble de ces données présentées à la Figure II.6, montrent qu’une abrogation de 

la synthèse d’ADN avant l’exposition aux UV, exerce un effet important sur la réparation 

GGNER, et conduit, même en absence de défauts de réparation, à une réparation SPR plus 

efficace, comme il est suggéré avec les lignées normales, XP-V et ATR-Seckel. Ces résultats 

indiquent donc un lien clair entre le stress réplicatif et le défaut SPR. En effet, l’action des 

inhibiteurs de la réplication entraine une diminution drastique du niveau de stress réplicatif qui 

pourrait être généré au moment de l’exposition UV, comme cela est suggéré par la détection 

de γH2AX par immunofluorescence (Figure II.6E). Il existe donc un mécanisme d’inhibition 

de l’activité GGNER relié au niveau du stress réplicatif et donc au point de contrôle S. 

 

  

II.4.5 Le défaut de réparation en phase S n’est plus observé par la réduction des 

niveaux de dommages induits par les UV  

 

Pour analyser la réparation GGNER, basée sur la cytométrie en flux, de la façon la plus 

fiable possible, il est nécessaire d’exposer les cellules humaines à des doses d’au moins 10 à 

20 J/m
2
, afin d’obtenir d’assez bon niveaux de détection des CPD et aussi des 6-4PP, qui sont 

de fréquences plus rares. Ces doses modérées d’UV sont nécessaires, aussi, pour obtenir une 

bonne dispersion des « pics » de réparation aux temps post-UV choisis. Cette considération de 

dose UV est primordiale pour la qualité de la cinétique de réparation obtenue et pour son 

analyse subséquente. Il est, de plus, connu qu’une variation des doses UV entraine des 

variations dans l’efficacité de réparation. Par exemple, l’induction de hauts niveaux de CPD 

(dose UVC 40-60 J/m
2
) entraineront une saturation du GGNER et une ralentissement de la 

cinétique de réparation (Wright et al., 1990). 
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Figure II.6: Le défaut de réparation GGNER observé dans les cellules XP-V est abrogé par l’inhibition 

de la réplication de l’ADN avant une exposition UV de 15 J/m
2
 UV.  

  
A. En haut, distributions à 2 variables de l’incorporation BrdU dans les cellules XP30ROsv, prétraitées ou non avec 

l’inhibiteur de réplication aphidicoline. En bas, représentation graphique de l’inhibition de la synthèse d’ADN dans les 

cellules XP30ROsv et les cellules XP30ROsv-Pol η/cl6, prétraitées ou avec l’hydroxyuree (HU) ou l’aphidicoline (Aph). 

NT, indique les cellules non traitees aux inhibiteurs. B. En haut, distributions à 2 variables de la réparation 6-4PP (FITC) 

en fonction du contenu ADN des cellules XP30ROsv t XP30ROsv-Pol/cl6 prétraitées ou non par l’aphidicoline et 

visualisee à 6 h après une exposition de 15 J/m2 UV. En bas, représentation graphique de la réparation de 6-4PP en 

fonction du cycle cellulaire à 6 h post UV dans les cellules XP30ROsv et XP30ROsv-Pol/cl6 prétraitées ou non par 

l’aphidicoline ou l’hydroxyuree (HU). Les résultats sont exprimés de la même façon qu’en A. C. Représentation 

graphique de l’inhibition de la synthèse d’ADN par l’aphidicoline dans les fibroblastes hTERT immortalisés normaux 

(1BR) et ATR-seckel (F02-98). L’inhibition de synthèse est exprimée en pourcentage relatif aux cellules non traitées avec 

l’aphidicoline. D. Représentation graphique de la réparation des 6-4PP en fonction du cycle cellulaire dans les cellules 

1BR ou F02-98 prétraitées ou non avec l’aphidicoline. Les résultats représentent la moyenne de trois expériences 

indépendantes ±SE. *p<0.05, indique une différence significative entre la phase S relative à la phase la phase G1. 

**<p0.05, indique une différence significative entre la phase S prétraitée avec l’aphidicoline (Aph) relative à la phase S 

des cellules non pré-traitées. (NT). E. Détection de γH2AX dans les cellules XP30Rosv traitées ou non avec 

l’aphidicoline et exposées ou non 15 J/m2
 

UV par immunofluorescence. 
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Néanmoins, à la lumière des résultats obtenus avec l’aphidicoline et l’hydroxyurée, il est à 

présent nécessaire de savoir si une exposition à de faibles doses UV (5 J/m
2
) réduit le défaut 

SPR observé avec 15 J/m
2
.  

Cependant, l’application d’une faible dose UV tel que 5 J/m
2
 rend difficile l’analyse de 

la réparation des 6-4PP avec la méthode de réparation NER cytométrique. Une réparation 

fiable ne peut être envisagée qu’avec les CPD, de niveaux assez fréquents pour être détectés, à 

cette dose. Tout comme précédemment, l’utilisation du triple marquage BrdU/CPD/PI, 

permettra tout de même, d’évaluer de façon certaine la réparation CPD jusqu’à 24 h post UV 

(5 J/m
2
) dans cellules primaires XP-V (XP30RO) (Figure II.7). En effet, contrairement à ce 

qui est illustré dans la Figure II.2A, avec cette faible dose UV, les cellules XP30RO primaires 

montrent un arrêt du cycle cellulaire G1/G0 plus important que celui observé dans les cellules 

normales. Ces dernières ont déjà beaucoup plus progressées dans les différentes phases du 

cycle cellulaires 24 h après UV, et ne permettront une analyse fiable seulement à 12 h post-

UV (données non-montrées), ce qui est un peu court pour établir une cinétique fiable de 

réparation des CPD. Néanmoins les cellules XP-V (XP30RO) et ATR-Seckel (F02-98), sont 

profondément affectées dans leur progression en phase S suite à l’induction de dommages à 

cette dose UV, ce qui permettra tout de même une analyse de la réparation à 24 h post UV 

dans ces cellules seulement.  

En accord avec les résultats précèdent, l’application, d’une dose de 5 J/m
2
 ne permet 

plus d’observer un défaut de la réparation GGNER des CPD en phase S dans les cellules XP-V 

et ATR-Seckel (déficientes en réparation SPR avec une dose de 15 J/m
2
). Ces données 

démontrent qu’une diminution notable des niveaux de dommages induits en phase S entraine 

une augmentation de l’efficacité de réparation des CPD dans cette même phase. Ces résultats 

renforcent donc la notion de l’existence d’un seuil de dommages ou de stress réplicatif à 

franchir pour inhiber considérablement l’activité GGNER. Ce seuil pourrait donc moduler le 

défaut de réparation SPR observé dans les cellules XP-V et ATR-Seckel. Globalement, 

l’ensemble des données suppose un lien entre le stress réplicatif et/ou le point de contrôle S 

avec la réparation par excision de nucléotides pendant la réplication de l’ADN et qu’un seuil 

de stress ou de signalisation doit être franchit pour l’exécution d’un tel mécanisme répresseur. 
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II.5 Discussion 

 

 Dans cette deuxième partie de thèse, il est montré que les fibroblastes de patients XP-V 

ont une déficience en réparation GGNER des dommages induits par les UV uniquement en 

phase S et que cette défaillance SPR est causée par une perte fonctionnelle de Pol η. Ce défaut 

de réparation visible avec 15 J/m
2
, contredit cependant une étude antérieure dans laquelle la 

réparation GGNER des 6-4PP a été aussi analysée dans chaque phase du cycle cellulaire, et 

où, aucune différence de réparation en fonction des phases du cycle cellulaire n’a été constatée 

Figure II.7: La réparation GGNER en phase S est normale dans les cellules primaires XP-V et 

hTERT- immortalisées ATR-Seckel après une exposition à 5 J/m
2 
UV. 

 

A. Distribution à 2 variables de l’incorporation BrdU en fonction du contenu ADN des cellules primaires 

normales (GM01652B) et XP-V (XP30RO). B. Représentation graphique de la réparation ADN GGNER des 

CPD dans les cellules primaires XP-V (XP30RO) et ATR-Seckel (F02-98) exposées à 5 J/m
2 

UV. Cependant 

à 5 J/m
2 

UV, les cellules en phase G2/M se divisent plutôt rapidement et se mélanges avec les cellules qui 

étaient initialement en phase G1, et ne pourront donc être analysées séparément. Les cellules GM01652B 

avec cette même dose UV, ne peuvent être suivies pour leur réparation à 24 h post-UV car les cellules en 

phase S ont déjà traversé la phase G2 et se sont donc divisées. Les résultats représentent la moyenne de trois 

expériences indépendantes ± SE. 

A B 
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(Mitchell et al., 1995). Néanmoins, les auteurs de cette étude ont utilisé comme méthode de 

détection l’essai de Radio-immuno-précipitation (RIA) des dommages, où les cellules XP-V 

(XPPHBE) ont été synchronisées par centrifugation avant le traitement aux UV (12 J/m
2
). Ces 

conditions d’analyse ne sont donc pas les mêmes que celles utilisées dans cette thèse et 

soulèvent un problème de pureté de la population cellulaire XPPHBE en phase S. Avec 

l’approche utilisée en deuxième partie de cette thèse, aucune synchronisation des cellules n’est 

nécessaire (du moins pour l’analyse des 6-4PP) et l’analyse porte en générale sur 90-95% de 

pureté pour la population S étudiée, contrairement à l’étude citée précédemment. D’ailleurs, 

les auteurs rapportent seulement une pureté de 60 % des cellules synchronisées en phase S au 

moment de l’exposition UV. Les autres populations cellulaires, des autres phases du cycle 

cellulaire,  pourraient diminuer le défaut SPR qui pourrait exister dans ces cellules XP-V,  les 

lymphocytes B, XPPHBE, immortlisées avec les virus d’Eptstein-Barr (EBV). Il est toutefois 

important de noter que cette lignée cellulaire pourrait être aussi problématique dans cette étude 

(Mitchell et al., 1995). En effet, la lignée lymphocytaire B, XPPHBE, provient d’un patient 

XP-V  hétérozygote de Pol η où un allèle seulement porte une mutation framshift (décalage du 

cadre de lecture), alors que l’autre allèle porte une mutation inconnue et exprime, tout de 

même, 20 % des niveaux d’ARNm Pol η observés dans les cellules normales. Il se pourrait 

donc bien, que même si les niveaux protéiques Pol η sont indétectables par immuno-

buvardage, ces cellules XPPHBE peuvent quand même exprimer des niveaux faibles de Pol η 

fonctionnelle (Johnson et al., 1999). Toutes ces raisons pourraient donc expliquer pourquoi les 

auteurs n’ont pas constaté un défaut SPR important avec une dose de 12 J/m
2
 (Mitchell et al., 

1995). De, plus, entre nos mains, ces cellules ne présentent qu’un léger défaut de réparation en 

phase S des 6-4 PP (voir Annexe Supp.Figure II.1C). Une autre étude a également rapportée 

l’absence d’altération de la réparation GGNER en phase S dans des fibroblastes de peau 

provenant de patients XP-V. Cette différence, bien qu’apparente, avec nos résultats s’explique 

fort bien par la dose UV appliquée qui fut de 6 J/m
2
 (Wang et al., 1993). Dans l’étude 

présentée ici, une exposition à 5 J/m2 n’induit pas non plus de défaut SPR, ce qui explique et 

renforce nos résultats de l’effet de la dose UV sur la réparation SPR.  

 Comme il fut déjà mentionné en introduction, ce n’est pas la première fois qu’une 

ADN polymérase translésionnelle puisse être impliquée dans l’activité NER (Ogi and 

Lehmann, 2006). En effet, Pol κ pourrait participer directement à la dernière étape de la 
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réparation NER où la resynthèse de l’ADN est nécessaire (Gap filling). L’analyse de l’activité 

de resynthèse par la méthode UDS montre que les cellules de souris Pol κ déficientes ont une 

activité de resynthèse réduite mais non abrogée. De plus, la déficience Pol κ dans les cellules 

de souris entraine une diminution du retrait des 6-4PP en plus du défaut de resynthèse alors 

que sa restauration, ou complémentation, entraine une augmentation de la réparation de ces 

dommages et rétablie la cinétiques normale de réparation (Ogi and Lehmann, 2006). Dans 

cette étude, contrairement à nos résultats avec Pol η, cette nécessité de Pol κ dans la 

resynthèse NER semble concerner principalement les cellules quiescentes, en phase G1/G0. 

Ces mêmes auteurs viennent d’ailleurs de montrer très récemment que Pol κ est nécessaire à 

l’activité de resynthèse de l’ADN après l’action du complexe de post-incision. Ces auteurs 

démontrent la nécessité de l’ubiquitination de PCNA et du domaine UBZ de Pol κ et 

proposent 2 modèles d’action de l’ubiquitination de PCNA et Pol κ dans l’étape de resynthèse 

NER. Dans leur premier modèle (incision double), la liaison de Pol κ et de Pol δ à PCNA est 

inhibée, et c’est Pol ε qui assure majoritairement l’étape de resynthèse, alors que dans l’autre 

modèle (incision asymétrique), Pol κ sera principalement utilisée pour cette resynthèse, et 

entre en action avant l’excision complète de la portion d’ADN portant la lésion (Ogi et al., 

2010). Ce dernier modèle, explique bien la persistance des dommages 6-4PP, (mesurée par 

Immuno-dot/slot blot) observée en dans les cellules de souris Pol κ déficientes. Il y aurait un 

ordre séquentielle dans lequel Pol κ resynthétise l’ADN manquant avant l’incision en 3’, et 

cette étape pourrait être nécessaire au retrait complet du 6-4PP ou du dommage (Ogi et al., 

2010). A la lumière des résultats présentés ici avec Pol η, il n’est pas possible d’exclure 

complètement l’existence d’un tel mécanisme ou d’un rôle similaire pour Pol η, 

spécifiquement pour l’étape de resynthèse en phase S (et indépendamment de son activité 

translésionnelle). En effet, la méthode de réparation basée sur la cytométrie en flux permet de 

mesurer directement la présence des dommages UV sur l’ADN et mesure l’activité GGNER 

mais ne reflète pas l’activité de resynthèse post-incision du NER. La méthode mesure 

seulement la disparition des dommages. Un défaut à l’étape de resynthèse NER ne sera donc 

pas visible avec cette technique. Quoi qu’il en soit, il y a de plus en plus d’évidences que les 

ADN polymérases translésionnelles exercent aussi des fonctions en dehors de la synthèse 

translésionnelle proprement dite. Ces polymérases spécialisées peuvent en effet moduler 

directement ou indirectement l’activité de certains systèmes de réparation tels que la 
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recombinaison homologue mais aussi le GGNER, comme il est suggéré ici, par stimulation de 

leur action ou de leur efficacité dans un contexte définis (Ogi et al., 2010). 

Comme il fut mentionné à plusieurs reprises, la méthode de réparation employée ici a 

permise, juste avant cette étude, de montrer que la kinase ATR est nécessaire à la réparation 

des dommages en phase S uniquement (Auclair et al., 2008), tout comme il est observé ici 

avec Pol η dans les cellules XP-V. La déficience ATR est connue pour entrainer une 

augmentation importante du stress réplicatif, entre autre caractérisé par une persistance 

anormale des fourches de réplication, qui peut conduire éventuellement à leur effondrement et 

à l’induction subséquente de cassures DSB (Friedel et al., 2009), ce qui est aussi le cas pour 

les cellules de patients XP-V (Limoli et al., 2000).  

De plus, il a été aussi récemment rapporté que BRCA1 est nécessaire à la réparation 

des dommages 6-4PP et CPD en phase S dans des cellules normales, et que celle-ci contrôle le 

recrutement de Pol eta aux sites de dommage (Pathania et al., 2011). D’après ces auteurs, la 

fonction de BRCA1 consisterait à inhiber la synthèse translésionnelle pour stimuler la 

réparation NER au niveau des fourches de réplication. Il est difficile d’inclure ce mécanisme 

de contrôle, proposé, et exercé par BRCA1 dans le modèle suggéré à la Figure II.8. 

Néanmoins, BRCA1 pourrait toutefois stimuler l’excision des dommages et réprimer les 

évenements de synthèse transésionnelle seulement dans des conditions de niveaux faibles de 

stress réplicatif, lorsque les risques de cassures DSB restent faibles. En accord avec notre 

modèle, les risques importants de cassures DSB post-UV en phase S, générés par la déficience 

Pol η ou ATR, ne permettent pas de se rendre compte du contrôle potentiellement exercé par 

BRCA1 sur la réparation SPR. 

L’effet positif de l’inhibition de la réplication, ou de la réduction du niveau des 

dommages induits, indique fortement que des niveaux élevés de stress réplicatif ou un nombre 

important de fourches de réplication arrêtées, pourrait inhiber l’activité GGNER en phase S. 

Les signaux de stress réplicatifs pourraient être détectés par ATR et BRCA1 et relayés par Pol 

η, pour inhiber la réparation SPR, dont l’issue dépendra de la capacité de ces acteurs à 

influencer le stress réplicatif. Cette issue pourrait dépendre de l’existence d’un seuil de stress 

réplicatif, ou de seuil de dommages, qui influence l’efficacité GGNER. De plus, l’arrêt des 

fourches de réplication (ou stress réplicatif), induit par la présence de dommages, va générer 

un nombre important de portion d’ADNss, qui une fois recouvert par RPA, sera le signal de 



185 

 

l’activation ATR et du point de contrôle S. Il est donc parfaitement envisageable de penser 

qu’une limitation de la disponibilité de RPA, qui intervient déjà dans le NER aux étapes de 

pré- et post-incision, puisse engendrer une défaillance de la réparation GGNER ou empêcher 

une excision normales des dommages induits par les UV en phase S. Un arrêt de la réparation 

causé par une déplétion de RPA fut déjà observé pour la réparation des DSB chez la levure 

(Johnson et al., 2007). De plus, il semble aussi réguler le nombre d’incisions NER dans des 

cellules non-prolifératives (Overmeer et al., 2011). La participation d’ATR et RPA dans le 

mécanisme d’inhibition SPR serait donc vraisemblable puisqu’il vient d’être démontré que la 

voie ATR/Chk1 est primordiale pour la reprise de la réplication et la survie cellulaire (Despras 

et al., 2010). Cette influence des fourches de réplication arrêtées font d’ATR et Pol η, des 

joueurs importants dans la réparation SPR normale. 

Ce mécanisme de contrôle de la réparation SPR par le point de contrôle S observé ici, 

mettant en scène ATR et Pol η pose la question de l’existence d’un lien entre ATR et l’ADN 

polymérase translésionnelle η. Au moment de la publication des résultats présentés ici, très 

peu de liens entre ces deux acteurs existaient. Il a néanmoins déjà été montré, dans le passé, 

que la signalisation ATR est diminuée dans les cellules XPA déficientes alors qu’elle reste 

intacte dans les autres types de cellules NER déficientes comme XPC, XPF, XPG et CSB. De 

plus, tel qu’il pouvait être envisagé, la signalisation ATR/Chk1/RPA est augmentée dans les 

cellules XP-V (Bomgarden et al., 2006; Gohler et al., 2011). Ces résultats montrent donc, 

d’une part, que la réparation des dommages UV n’est pas nécessaire à l’activation du point de 

contrôle S, mais indiquent plutôt que XPA joue un rôle important dans la modulation des 

niveaux de stress réplicatif. En dehors de ces observations, il est possible qu’ATR puisse 

phosphoryler Pol η sur ses sites S/TQ. Au moment de la publication de résultats présentés ici, 

l’existence de cette modification post-traductionnelle ajoutée par ATR sur Pol η était encore 

inconnue. Cependant, quelques mois plus tard, il a été rapporté qu’ATR  puisse phosphoryler 

Pol η en phase S à la serine 601 après une exposition aux UV (25 J/m
2
) et aussi en réponse à 

divers agents génotoxiques comme la cisplatine et l’hydroxyurée (Gohler et al., 2011). Cette 

phosphorylation semble faire partie intégrante du point de contrôle S et semble nécessaire au 

franchissement efficace du CPD, ainsi qu’à la survie cellulaire. Les auteurs proposent un 

modèle dans lequel la phosphorylation affecte les interactions de Pol η avec PCNA et ses 

partenaires plutôt qu’une altération directe de son activité catalytique. Toujours dans leur 
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modèle, la phosphorylation Pol η favoriserait le chargement d’ADN polymérases, de Pol η sur 

PCNA et stimulerait ainsi l’activité de bypass de la lésion, C’est la première fois qu’il est 

rapporté un lien directe entre le point de contrôle S et l’activité de synthèse translésionnelle. Il 

faut toutefois signaler que la détection de la phosphorylation de Pol η n’est détectable qu’après 

application d’une dose importante d’UV (25 J/m
2
). Ces observations et ce modèle s’intègrent 

bien dans le modèle qui est proposé ici, à la Figure II.8, puisque dans celui-ci, la voie ATR 

peut moduler le franchissement des lésions à l’ADN mais peut aussi, conjointement, moduler 

la réparation SPR. 

Déterminer le mécanisme selon lequel le stress réplicatif influence l’activité SPR 

pourrait s’avérer être une tâche difficile. Il reste encore à identifier l’origine du défaut SPR 

dans le mécanisme du GGNER, à savoir si le défaut se produit déjà à l’étape de 

reconnaissance ou plutôt dans les étapes d’incisions. Certes, l’étude de la réparation GGNER 

en phase S des 6-4PP avec le mutant Pol η-S601A doit encore être réalisée afin de retenir ou 

exclure l’importance cruciale de cette modification sur la réparation SPR. Malgré cela, l’effet 

d’ATR sur la réparation SPR pourrait être aussi bien indépendant de Pol η et plutôt contrôler 

directement l’activité biologique d’un ou plusieurs facteurs NER. Dans ce cas précis, il existe 

des liens connus et directs entre les facteurs du NER et ATR. Il a déjà été rapporté que la 

serine 196 du site SQ de XPA, facteur primordial du NER, peut être phosphorylée par ATR 

(Matsuoka et al., 2007; Shell et al., 2009; Wu et al., 2007; Wu et al., 2006b). Les auteurs 

montrent en effet qu’ATR est nécessaire à la survie cellulaire post-UV et aussi à l’importation 

de XPA dans le noyau (Wu et al., 2007), independemment de son activité de phosphorylation. 

De plus, ces même auteurs ont rapporté que cette phosphorylation régule la réparation des 

CPD et que ce contrôle s’effectue qu’en phase S uniquement (Li et al., 2011a). Ces résultats 

semblent fournir la clé pour l’élucidation du ou des mécanisme(s) impliqué(s) dans les 

observations avec Pol η. Cependant, ces résultats, provenant tous du même groupe, sont à 

prendre avec parcimonie en raison de l’invraisemblance de certaines cinétiques et des 

méthodes utilisées. De plus, XPA peut être aussi importé au noyau de façon indépendante à 

ATR (Li et al., 2011b). Cette importation ATR dépendante de XPA n’a jamais été observée 

entre mes mains. Ces mêmes auteurs montrent également que dans les cellules HeLa, la 

réparation en phase S est bien meilleure qu’en phase G1 et aucun effet n’est rapporté sur la 

réparation de 6-4PP. Ces résultats sont en désaccord avec les résultats présentés ici et ceux 
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publiés avant (Auclair et al., 2008). L’existence d’un tel mécanisme reste donc à prouver ou à 

revisiter. Mais il semble tout de même qu’il existe un lien entre XPA et ATR et que cet 

évènement de phosphorylation a auusi été rapporté ailleurs (Lee et al., 2012b; Matsuoka et al., 

2007). A savoir si la phosphorylation de la serine 196 régule la réparation GGNER en phase S, 

cela doit encore être testé avec notre essai de réparation cytométrique utilisé ici. 

 Grâce à une étude publiée très récemment, il est clair que XPA est une cible de choix 

pour investiguer le mécanisme de SPR. En effet, il semble que les domaines PIP ne soient pas 

les seuls domaines à pouvoir interagir avec PCNA, les domaines APIM (AlkB homolog-2 

PCNA Interacting Motif), nouvellement identifiés peuvent, eux aussi, établir des interactions 

avec PCNA (Gilljam et al., 2009; Gilljam et al., 2012). Le facteur XPA semble posséder un 

Domain APIM lui permettant d’établir une interaction avec le réplisome. Plus exactement, 

XPA interagit avec PCNA aux foyers de réplication et que cette interaction, peut être annulée 

par la mutation ponctuelle F164A. Cette annulation, entraine une diminution de la réparation 

NER en phase S (Gilljam et al., 2012). Cette diminution de réparation des 6-4PP, démontrée 

avec l’essai de réparation NER basé sur la cytométrie en flux, suggère très fortement que XPA 

pourrait assister ou stimuler le recrutement des facteurs du NER au niveau de fourches et à 

leur proximité et ainsi favoriser la réparation SPR et la reprise de la réplication de l’ADN. 

Cependant, les auteurs n’abordent pas l’influence de la voie ATR et de la phosphorylation de 

la serine 196 de XPA dans leur modèle et son implication possible dans les résultats observés 

(Gilljam et al., 2012). Compte tenu de ces études récentes, et à la lumières des résultats 

présentés ici, il est proposé un modèle global et simplifié du mécanisme potentiellement 

responsable de l’inhibition de la réparation SPR causée par une déficience Pol η et ATR, 

observée dans les cellules XP-V, Figure II.8.  

 

Dans les cellules normales, l’induction de dommages en phase S induit un arrêt 

transitoire des fourches de réplication, immédiatement suivi, de l’activation d’ATR, ce qui 

favorisera la stabilisation des fourches et la synthèse translésionnelle assurée par Pol η. Cette 

dernière permettra donc le franchissement des CPD et la reprise de la réplication. La rapidité 

d’exécution concertée de ces mécanismes moléculaires, permettra l’induction de niveaux 

contrôlables et gérables de cassures DSB au cours du stress réplicatif. Parallèlement, ATR, 

dans le modèle qui est proposé, stimulerait l’interaction XPA et PCNA au niveau des fourches 
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et permettrait donc l’élimination GGNER efficace des dommages dans des régions critiques 

(pouvant favoriser la génération de DSB) dans le but de réduire le plus possible le stress 

réplicatif, et ce conjointement à la synthèse translésionnelle. Ce mécanisme resterait toutefois 

secondaire dans l’effet observé et dans le modèle qui est ici proposé, puisqu’à faible dose UV 

(5 J/m
2
), les cellules ATR-Seckel réparent les CPD et les 6-4PP. 

Dans le cas d’une déficience ATR ou Pol η, il y aura une persistance des fourches de 

réplication arrêtées, ce qui entrainera une augmentation des portions d’ADNss et du risque 

d’effondrement de ces fourches si leur persistance se prolonge, augmentant ainsi de beaucoup 

les niveaux de DSB jusqu’à un seuil intolérable pour assurer la réparation de l’ADN et 

conduire finalement à une inhibition de l’efficacité du GGNER (par diminution de la 

disponibilité RPA). De la même façon, et en accord avec les études citées juste avant, si la 

voie ATR/XPA est compromise, il se produira une forte réduction de la capacité de XPA à se 

localiser au noyau ou aux fourches de réplication. Cette incapacité de XPA à se lier se traduira 

finalement par un défaut SPR important. D’ailleurs il se pourrait aussi fort bien que les 

interactions XPA/PCNA soient augmentées dans les cellules XP-V, comme une sorte de 

mécanisme protecteur dans un contexte de synthèse translésionnelle fortement compromise. 

Plus précisément, dans les cellules XP-V, l’effet des DSB (ou stress réplicatif) en phase S 

serait dominant sur l’efficacité de réparation GGNER exercée par les interactions XPA/PCNA. 

Bien entendu, ce modèle général proposé doit être vérifié, et permettra de mieux expliquer les 

rôles de Pol η, ATR et BRCA1 sur la réparation SPR des dommages induits par les UV. De 

plus PCNA pourrait être lui aussi un acteur majeur de ce mécanisme. En effet, PCNA sert de 

cargo à Pol η mais aussi à XPA au niveau des fourches et de la dernière étape du NER. PCNA 

pourrait donc réaliser un pont moléculaire en phase S entre la synthèse translésionnelle et les 

complexes GGNER.  

 Quelque soit le(s) mécanisme(s) précis de la modulation GGNER en phase S, 

dans des conditions excessives de stress réplicatif, l’activité GGNER pourrait ne pas être 

voulue dans cette phase critique de duplication de l’ADN, en particulier au niveau des 

fourches de réplication. L’activité d’incision de GGNER pourrait en effet venir 

considérablement induire des cassures DSB, par conversion de l’ADNss (étape NER de gap 

filling) (Garinis et al., 2005). D’ailleurs, dans la cas des cellules XP-V et ATR-Seckel, la 

diminution du risque de DSB peut être nécessaire pour favoriser d’autres voies de synthèse 
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translésionnelle (Pol ι) ou d’autres mécanismes alternatifs de reprise de la réplication comme 

l’échange de brins matriciels (template switch) ou la recombinaison homologue (Branzei and 

Foiani, 2007; Ziv et al., 2009). 

 

 Enfin, en accord avec l’effet positif des inhibiteurs de la réplication sur la réparation 

SPR et en accord avec le modèle proposé, l’inhibition GGNER observée chez les patients XP-

V pourrait finalement être potentiellement protectrice pour la cellule Pol η déficiente et 

contribuer à augmenter ainsi sa survie grâce aux autres mécanismes de tolérance (par 

minimisation de la génération de DSB induites par la réparation). Ce contexte pourrait être 

toutefois être délétère pour l’intégrité génomique et la survie de la cellule normale mais 

cancéreuse (en dehors d’une déficience unique Pol η) et permettre aux patients une meilleure 

rémission. Malgré tout, les conséquences cellulaires et moléculaires de l’inhibition GGNER en 

phase S n’ont pas été encore évaluées et pourraient là aussi s’avérer difficile à déterminer avec 

exactitude. Il pourrait être, en effet, compliqué de suivre spécifiquement et avec précision le 

devenir d’une population cellulaire en phase S. La réparation GGNER normale dans les phases 

G1/G0 et G2/M pourrait masquer les effets d’un défaut SPR sur l’apoptose et la survie. 

D’ailleurs, tel que montré ici, les survies clonogéniques des cellules XP-V après UV ne sont 

que modérément affectées par la déficience XP-V. Pour cette raison, l’inhibition GGNER 

pendant la phase S pourrait plutôt participer à l’augmentation des mutations, observée chez les 

individus affectés du syndrome XP-V. A ce stade de l’étude, aucun scenario ne peut être 

encore privilégié. 
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Figure II.8: Modèle simplifié et préliminaire du contrôle de réparation GGNER en phase S (SPR) dans 

les cellules humaines normales et dans les cellules SPR défectives. 

 

Dans les cellules humaines, la présence de CPD va entrainer un stress réplicatif plus ou moins important selon 

la capacité des cellules à franchir la lésion (bypass) et lorsque ce franchissement est efficace, il y aura 

généreration d’un niveau contrôlable de cassures DSB et il permettra la réparation GGNER et la résolution des 

fourches arrêtées. Ce mecanisme et le contrôle des DSB sont assurés par ATR et par l’activité de bypass de Pol 

η. De façon concomitante au bypass, ATR stimule le recrutement de XPA à PCNA qui permettra le recrutement 

des complexes NER et l’excision du CPD. Il se peut que l’activité efficace de bypass puisse réguler aussi le 

recrutement PCNA/XPA, et ne permettre ce dernier que lorsque le bypass est efficace, mais cela reste à encore 

démontrer. Dans les cas de XP-V et ATR-Seckel, la persistance des fourches de réplication induite par la 

déficience Pol η ou l’effondrement induit par la déficience ATR entrainera une génération beaucoup plus 

importante des cassures DSB en phase S, qui dépasseront le seuil toléré par la cellule, et conduire ainsi à une 

inhibition prolongée du GGNER dans le but de maintenir le plus possible des niveaux bas de DSB. Il est très 

vraisemblable que le GGNER pourrait être inhibé par une déplétion importante de RPA. Les flèches pointillées 

indiquent les étapes  restantes encore à vérifier. 
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Figure II.9: Modèle hypothétique du rôle protecteur de l’inhibition de l’activité GGNER dans les 

cellules XP-V ou Pol η déficientes: Rôle potentiel du stress réplicatif et du point de contrôle S. 

 

Suite à l’induction de dommages UV en phase S, l’absence d’un bypass efficace des CPD conduira à 

l’augmentation du risque de génération de cassures DSB. Pour permettre à la cellule de procéder à la 

résolution du blocage des fourches et du franchissement de la lésion par les systèmes alternatifs, ce risque 

doit donc être maintenu à des niveaux faibles et acceptables. Des activités de réparation de l’ADN en dehors 

des fourches de réplication ne seront donc pas souhaitables. Il est donc logique que l’activité GGNER soit 

inhibée pour contribuer au maintien des cassures DSB à des niveaux raisonnables. 
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CONCLUSION GENERALE ET PERSEPCTIVES 
 

 

Les UV ont certainement été les rayonnements ou agents de dommages les plus étudiés 

en raison de leur importance environnementale et dans la biologie de l’évolution. L’induction 

de dommages UV dans les cellules humaines, est certainement le modèle le plus étudié dans 

la compréhension de la réponse cellulaire évoquée et de ses conséquences biologiques. Cette 

réponse cellulaire aux UV permet à la cellule de gérer le mieux possible la présence de photo-

dommages génotoxiques comme les CPD et les 6-4PP, et ainsi éviter la génération 

d’instabilités chromosomiques pouvant conduire au cancer. Cette réponse relativement 

complexe, faisant intervenir de nombreux systèmes ou mécanismes moléculaires, souvent de 

façon concertée, permettra à la cellule de de tolérer et de s’adapter à la présence de ces 

dommages. La convergence de signaux d’origine membranaire avec ceux provenant du noyau 

(induits par la présence des dommages) vont rendre possible la coordination des points de 

contrôles de la progression cellulaire pour établir la réponse cellulaire appropriée à savoir la 

survie ou la mort cellulaire.  Selon les résultats présentés dans cette thèse, il semble qu’en 

dépit du rôle important des voies MAPK (JNK1/2, ERK1/2 et p38α/β) dans la réponse UV 

d’origine membranaire, ces dernières ne contrôlent pas l’efficacité d’excision des CPD et des 

6-4PP, suite à une exposition aux UV. En revanche, les résultats démontrent ici la nécessité 

fonctionnelle de l’ADN polymérase translésionnelle Pol η, faisant partie de la réponse de 

tolérance des dommages d’origine nucléaire, dans la réparation GGNER des CPD et des 6-4PP 

uniquement en phase S du cycle cellulaire. Il serait, cependant, prématuré et erroné d’exclure 

complètement une participation des voies MAPK, d’origine membranaire et de retenir 

seulement les voies de signalisation d’origine nucléaire, représentées par ATR, et 

indirectement la polymérase Pol η, comme étant seules, essentielles et actives dans les 

contrôle de la réparation GGNER en phase S. En effet, l’étude du rôle des voies MAPK sur 

l’efficacité du GGNER a été effectuée que dans des cellules humaines confluentes ou 

synchronisées en phase G1 alors que l’implication de Pol η ou de la kinase ATR dans la 

réparation GGNER a été analysée en fonction de chaque phase du cycle cellulaire (Auclair et 

al., 2008; Auclair et al., 2009). Par conséquent, il est encore incertain si les voies MAPK 

peuvent exercer un contrôle sur la réparation GGNER en phase S et/ou même en phase G2 
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spécifiquement. De plus, au cours des dernières années, certaines études suggèrent un lien 

entre les voies MAPK et ATR, et plus récemment avec Pol η (Barkley et al., 2012; Wei et al., 

2011; Wu et al., 2006a). En effet, il a été rapporté que l’inhibition de la voie ERK affecte la 

redistribution d’ATR du cytosol vers le noyau et diminue l’activation d’ATR après traitement 

avec l’hydroxyurée. La voie ERK1/2 faciliterait donc l’activation  d’ATR (Wu et al., 2006a). 

Ces mêmes auteurs ont ensuite suggéré que les MAPK ERK1 et ERK2 favoriseraient le 

recrutement d’ATR aux fourches de réplication dans les cellules humaines MCF-7 (Wei et al., 

2011). Ces résultats forts intrigants doivent cependant encore être validés avec d’autres agents 

de dommages comme les UV. De plus, cette influence des voies MAPK sur le point de 

contrôle S ne se limiterait pas seulement à la voie ERK1/2 mais pourrait aussi impliquer la 

voie JNK1/2 (Barkley et al., 2012). Plus exactement, une étude récente démontre que 

l’ubiquitine ligase de Pol η, RAD18, est un substrat de la voie JNK1/2 et que sa 

phosphorylation pourrait stimuler son interaction avec Pol η, dans le but de faciliter le 

recrutement de Pol η à PCNA aux fourches de réplication. Ces études établiraient donc un lien 

entre les voies JNK1/2 et ERK1/2 et la synthèse translésionnelle (Figure II.10A). De plus, ces 

dernières années, un nombre de plus en plus important d’études montrent une participation des 

voies MAPK dans la régulation de la réplication et de la réparation post-réplicative (Chen et 

al., 2010; Day et al., 2010; Miotto and Struhl, 2011). Il serait donc utile de revisiter le rôle des 

voies MAPK sur l’activité GGNER mais cette fois en fonction du cycle cellulaire, avant 

d’exclure complétement une influence de ces dernières sur le GGNER. Ces nouvelles 

fonctions des voies MAPK sur Rad18 et sur l’activation ATR rendent possible un effet positif 

de leur activité sur la réparation GGNER en phase S (SPR) des CPD et des 6-4PP. C’est 

pourquoi, les inhibiteurs MAPK utilisés dans cette thèse pourraient être testés pour leur 

habilité à influencer, voir inhiber, la réparation des dommages UV à l’ADN en phase S et en 

phase G2/M. Ces tests pourraient évidemment être effectués avec notre méthode de réparation 

basée sur la cytométrie en flux dans des lignées cellulaires humaines non synchronisées en 

phase G1/G0. Cette analyse permettra de mettre en évidence, ou non, une participation des 

voies MAPK sur la réparation GGNER en fonction du cycle cellulaire. Autrement dit, en 

accord avec les études citées ci-dessus, une diminution de l’activation ATR et du recrutement 

de Pol η au niveau de fourches, causée par une abrogation de la signalisation MAPK pourrait 

conduire à des situations similaires à celles observées dans les cellules XP-V et ATR-Seckel. 
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De plus, compte tenu des effets de la signalisation MAPK sur le cycle cellulaire, il est 

concevable que l’abrogation des voies MAPK, en phase S, puisse entrainer un stress réplicatif 

pouvant inhiber la réparation GGNER. Si tel est le cas, des précautions devraient donc être 

prises quant à l’utilisation clinique et/ou thérapeutique des inhibiteurs MAPK. Néanmoins, si 

l’abrogation des voies MAPK (par simple traitement pharmacologique) diminue le nombre de 

fourches de réplication avant l’exposition UV, ou contribue à diminuer le stress réplicatif, une 

amélioration de la réparation SPR pourrait être observée dans ce cas précis.  

 

Selon notre modèle, où l’inhibition de la réparation SPR peut être aussi un mécanisme 

protecteur dont le but est d’éviter une induction importante de cassures DSB, il est séduisant 

d’envisager qu’une telle inhibition pourrait ne pas se limiter à une inhibition du GGNER mais 

aussi impliquer ou concerner d’autres systèmes de réparation de l’ADN comme le BER, le 

MMR ou la réparation des pontages intercaténaires (réparation ICL). En effet, la réparation 

des dommages oxydatifs par le BER augmente de beaucoup les risques de génération de 

cassures SSB et DSB par les sites abasiques. Il est tout aussi séduisant d’envisager qu’un point 

de contrôle ou un facteur puisse servir d’interrupteur moléculaire pour autoriser ou non la 

réparation SPR et être aussi le senseur des niveaux de stress réplicatifs. Ce point de contrôle 

en amont, ou aval, d’ATR devra donc être capable d’intégrer les signaux ATR, et 

indirectement de Pol η pour ainsi exercer son influence sur la réparation SPR. Ce point de 

contrôle reste encore à caractériser et pourrait être représenté simplement par ATR lui-même 

(Auclair et al., 2009; Flynn and Zou, 2011) mais aussi par BRCA1 (Pathania et al., 2011). 

D’ailleurs, le mode d’activation de la voie ATR/Pol η, à savoir si celle-ci est médiée par 

ATRIP ou plutôt TopBP1 doit être également démontré (Tomida et al., 2013). Néanmoins, les 

fonctions BRCA1, dans la promotion de l’excision du dommage UV en phase S et dans la 

suppression concomitante de la synthèse translésionnelle, telles que rapporté récemment, font 

de celle-ci un bon candidat pour ce rôle d’interrupteur moléculaire dans le contrôle SPR 

(Pathania et al., 2011). Cependant, la participation de BRCA1 dans la voie ATR/Pol η doit 

encore être établie rigoureusement avec notre système d’analyse. Des études fonctionnelles 

supplémentaires sont donc encore nécessaires pour caractériser les acteurs intervenant dans le 

contrôle SPR, dépendant de la voie ATR/Pol η.  
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Certaines cibles de la voie ATR peuvent potentiellement participer au contrôle SPR. 

La déplétion ou l’abrogation spécifique de ces cibles, en amont et/ou en aval, peuvent être 

testées avec une méthodologie similaire à celle présentée en dans cette thèse, notamment à 

l’aide d’inhibiteur pharmacologique pour les kinases et/ou d’ARN interférents, ARNsi. Ces 

acteurs potentiels de la voie ATR/Pol η peuvent être, comme mentionné, BRCA1 (Pathania et 

al., 2011; Tibbetts et al., 2000), mais aussi Chk1, Chk2, BLM (Stokes et al., 2007a; Stokes et 

al., 2007b), le complexe FA (Shigechi et al., 2012; Tomida et al., 2013)  et la kinase 

PLK1/PLX1 (Qin et al., 2013; Trenz et al., 2008; Yoo et al., 2004). En effet, les kinases Chk1, 

Chk2 et PLK1/PLX1 sont nécessaires à la signalisation ATR et particulièrement au contrôle 

de la transition G2/M après UV. Par exemple, un effet stimulateur de l’activité Chk1 ou de 

Chk2 sur la réparation GGNER en phase S mettrait en évidence un mécanisme de feedback 

positif de la stimulation ATR sur cette réparation. D’autre part, l’hélicase BLM, le suppresseur 

de tumeur BRCA1 et les facteurs du complexe FA, sont également des joueurs très attractifs 

car ceux-ci participent à la réparation des pontages intercaténaires au niveau de fourche de 

réplication. D’ailleurs la voie FA semble stimuler la reprise de la réplication en association 

avec Pol η (Renaud and Rosselli, 2013). L’ensemble des candidats cités peuvent donc 

potentiellement influencer la réparation SPR, d’une part, en raison de leur rôle important pour 

la stabilisation de la fourche arrêtée, sa résolution, et la reprise de la réplication, mais aussi 

d’autre part, pour leur capacité à maintenir des niveaux faibles de stress réplicatifs (Figure 

II.10B).   

 

L’ensemble des résultats montrés dans cette thèse revêt une certaine importance, 

compte tenu du rôle grandissant des voies MAPK et des ADN polymérases dans la biologie du 

cancer (Chapnick et al., 2011; Lange et al., 2011). Par exemple, l’expression de Pol η est 

réduite dans les tumeurs du poumon et de l’estomac par rapport aux tissus normaux, et corrèle 

avec l’agressivité et la survie des patients (Ceppi et al., 2009). De plus, une augmentation de 

l’expression de Pol β, impliquée dans le BER, est aussi rapportée dans les cancers gastriques, 

ovariens et utérins (Lange et al., 2011). Le mécanisme d’inhibition SPR induite par la 

déficience Pol η et ATR, pourrait être impliqué dans certains cancers et même dans la 

résistance de certaines tumeurs aux agents chimiothérapeutiques. Une réparation SPR 

déficiente pourrait augmenter l’accumulation de mutations génétiques et donc favoriser la 
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carcinogenèse pour les cellules normales mais aussi augmenter la résistance aux agents de 

chimiothérapies pour les cellules cancéreuses. Le statut SPR des tumeurs comme le 

mélanome, le cancer ovarien, le cancer du poumon pourrait influencer la survie du patient et 

ainsi permettre une meilleure élaboration de protocoles de chimiothérapies voir la mise en 

place de traitements du cancer «sur mesure» en fonction du statut SPR et des agents 

chimiothérapeutiques. Même si actuellement le devenir exacte de ces cellules SPR déficientes 

après une exposition UV reste encore très obscur, des études de criblages SPR de tumeur 

doivent être envisagées en association avec la survie du patient à court terme et long terme 

après la chimiothérapie. Bien évidemment, la caractérisation des évènements moléculaires 

sous-jacents, impliqués, dans la régulation SPR est d’une importance capitale pour une 

meilleure compréhension de la tolérance cellulaire aux dommages à l’ADN. C’est pourquoi 

des approches biologiques des systèmes devraient, à présent, être privilégiées en conjonction 

avec des approches moléculaires classiques.  

La combinaison de techniques mathématiques, informatiques, empiriques et 

fonctionnelles permettra de mieux comprendre la complexité et la biologie du cancer. Pour 

mieux comprendre l’impact de ce(s) mécanisme(s) de contrôle SPR, l’analyse génomiques des 

gènes de différents type de tumeurs par leur séquence d’ADN couplées à l’analyse 

protéomique (expression et modifications post-traductionnelle des protéines) devraient, à 

présent, être effectuée afin d’établir des réseaux moléculaires d’interactions et de signalisation 

de la réponse en phase S aux dommages à l’ADN. Ces données, associées au statut SPR de 

tumeurs, permettront de mieux comprendre la régulation SPR mais aussi la biologie de 

certains types de tumeurs. Ce type d’analyses combinées de données génomiques et 

protéomiques commence de plus en plus à voir le jour, notamment dans le cadre de la lutte 

contre le cancer du sein (Hennessy et al., 2009; Perou and Borresen-Dale, 2011; Wang et al., 

2013a; Wang et al., 2013b). Une meilleure connaissance des réseaux moléculaires de 

signalisation, impliqués dans la réponse aux dommages à l’ADN en fonction du type de 

tumeurs, s’avère nécessaire aujourd’hui pour gagner la lutte contre le cancer. Ces analyses 

pourront finalement qu’apporter des bénéfices cliniques et thérapeutiques aux patients. Ces 

technologies de criblages ouvrent la porte pour l’apparition de thérapies personnalisées et plus 

efficace contre la maladie (Wang et al., 2007; Wang et al., 2010), (Figure II.10C).    
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Enfin, l’utilisation d’organismes inferieurs et moins complexes, tels que la levure (S. 

cerevisae), la drosophile (D. melanogaster) ou même le ver (C.elegans), permettront surement 

de caractériser plus facilement la voie ATR/Pol η dans le contrôle SPR. En effet, dans un 

premier temps, il sera important d’établir le degré de conservation du mécanisme SPR 

ATR/Pol η-dépendant dans ces organismes, dans le but de pouvoir identifier par la suite les 

acteurs intervenant de ce mécanisme SPR par knock-out ou knock-down conditionnels, dans 

une lignée cellulaire particulière de gène candidats (afin  s’assurer une meilleure survie de ces 

organismes multicellulaires), Le mécanisme NER étant conservé au cours de l’évolution, le 

degré de conservation de ce mécanisme pourra être montré en établissant, par exemple, le 

statut SPR post-UV de cellules de ces organismes en présence et en absence de l’expression 

des gènes homologues d’ATR/Pol η comme les genes Mec1/Rad30 (S. cerevisae), ATL-

1/PolH-1 (C.elegans) et mei-41/DNApol-eta (D. melanogaster). 

Globalement, l’ensemble des investigations, brièvement proposées ici, devrait 

démontrer l’importance et l’impact de la voie ATR/Pol η et du mécanisme SPR dans la 

biologie cellulaire et en particulier celle du cancer, et en fin de compte, indiquer si le statut 

SPR et l’expression/modification des acteurs de la voie ATR/Pol η peuvent être de bons 

marqueurs pronostiques de la survie mais aussi du traitement le plus approprié pour les 

patients affectés de certains cancers comme le mélanome.  
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Figure II.10: Approches pour évaluer l’impact et caractériser le(s) mécanisme(s) de contrôle SPR  

ATR/Pol η dépendant(s), (voir texte). 

 

A. A. Rôles possibles des MAPK ERK1/2 et JNK1/2 sur la régulation SPR. Les flèches en pointillés indiquent les 

liens à identifier suite à une exposition UV. B. Candidats proposés (vert) comme acteurs dans la réparation 

SPR ATR/Pol η dépendante. C. Approches biologiques ou intégrative des systèmes pour évaluer l’impact et 

caractériser le mécanisme de contrôle de la réparation SPR dans la biologie du cancer. 
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Figure Supp.I.1: Activation des voies MAPK et de la kinase MK2, induite par les UV dans les 

cellules GM01652B. 

 

A. Activation des voies MAPK dans les cellules GM01652B après une exposition à différentes doses 

UVC (de 2.5 à 40 J/m
2
). NT, indique les cellules non-exposées aux UV. B. Activation de la kinase MK2 

après une exposition à 10 J/m
2 

de 30 min à 48 h post UV. No UV, indique les cellules non exposées aux 

UV. 
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Figure Supp.I.2: Résultats bruts représentatifs de la cinétique de réparation GGNER des CPD dans les 

fibroblastes primaires humains normaux GM01652B, en absence ou en présence d’inhibiteur MAPK 

après une exposition à 10J/m
2
 grâce à la méthode de réparation GGNER basée sur la cytométrie  en flux. 

 

A. Résultats bruts représentatifs de la cinétique de réparation GGNER des CPD des cellules GM01652B en 

absence (DMSO) ou en présence d’inhibiteurs MAPK (SP600125 ou U0126) et dans les fibroblastes primaires 

de patient XP-A (GM01630), utilisées ici comme contrôles négatifs de réparation. La réparation est examinée de 

0 h à 48 h post-UV. Chaque pic représente la distribution de l’intensité FITC au temps post-UV indiqués à 

droite. B. Résultats bruts représentatifs de la réparation des CPD dans les cellules GM0652B traitées ou non avec 

l’inhibiteur SB202190. DMSO, Me
2
SO et indique les cellules non traitées aux inhibiteurs MAPK. 



xxxiv 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure Supp.I.3: Analyse de l’apoptose induite par les UV dans les cellules HDLF après un traitement 

aux inhibiteurs MAPK. 

 

A. Résultats brutes représentatifs de l’analyse de l’apoptose induite par les UV à 72 h par marquage 

Annexin-V des cellules HDLF. Distribution à 2 variables dans les cellules HDLF vivantes et marquées en 

surface avec l’anticorps Annexin-V. Le cadran en bas à droite montre les cellules Annexin-V positives (en 

apoptose précoce) et le cadran en haut à droite représente la population de cellules nécrotiques. B. Détection 

de p53 dans les HDLF traitées ou non avec les inhibiteurs MAPK après une exposition UV de 10J/m
2  

aux 

temps post-UV indiqués. Le niveau de p53 induit par les UV est augmenté dans les cellules traitées avec 

l’inhibiteur JNK1/2 SP600125, et non avec les inhibiteurs des autres voies MAPK.DMSO. DMSO, 

(Me2SO) indique les cellules non traitées aux inhibiteurs MAPK. 
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Figure Supp.I.4: Les voies MAPK sont des régulateurs critiques  de la progression cellulaire des 

cellules HDLF exposées ou non aux UV: effet des inhibiteurs pharmacologiques MAPK. 

 

A. Analyse du cycle cellulaire des cellules HDLF asynchrones, traitées ou non, avec l’inhibiteur MAPK 

SP600125, exposées ou non aux UV. Les pourcentages indiquent la proportion des cellules dans chaque 

phase du cycle cellulaire comme indiquée. La distribution des populations HDLF dans les phases du cycle 

cellulaire et représentée par le contenu ADN avec le pic G1 (2N), phase S et le pic G2 (4N) obtenus par 

analyse en cytométrie en flux par marquage au propidium iodide (PI, DNA content). B. Analyse du cycle 

cellulaire des cellules HDLF asynchrones, traitées ou non, avec l’inhibiteur MAPK SB202190 et exposées 

ou non aux UV. Les pourcentages indiquent la proportion des cellules dans chaque phase du cycle cellulaire 

comme indiqué. C. Analyse dc cycle cellulaire des cellules HDLF, synchronisées en G2/M (grâce à l’ajout 

du nocadazole), traitées ou non avec l’inhibiteur MAPK U0126 et non-exposées aux UV. Un léger 

ralentissement significatif de la progression cellulaire est visible à 16 h et 24 h dans les cellules non 

exposées. Le graphique indique la quantification de la proportion cellulaire en phase G1, exprimée en 

pourcentage après le traitement avec l’inhibiteur U0126. *p<0,05, différence significative entre la phase G1 

des cellules traitées U0126 relatives aux cellules non traitées (test t-student bilatéral). DMSO, Me2SO et 

indique les cellules non traitées aux inhibiteurs MAPK. No UV, indique l’absence d’une exposition aux UV. 
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Figure Supp.I.5: Analyse de la progression cellulaire des cellules HDSF traitées au nocodazole en 

présence ou en absence des inhibiteurs pharmacologiques des voies MAPK après une exposition UV de 

10 J/m
2
. 

 

Profils de la distribution des cellules en fonction des différentes phases du cycle cellulaire des fibroblastes 

normaux HDSF (GM01652B) traités aux inhibiteurs MAPK après une exposition aux UV, analysés de 0 h à 

48 h post-UV. Les profils de distribution cellulaires sont obtenus par marquage avec le iodure de propidium 

(PI) puis analyses par cytométrie en flux. Le carré rouge 1 représente un défaut de la progression cellulaire et 

semble indiquer une absence de progression cellulaire en présence de l’inhibiteur SP600125. En revanche, le 

carré rouge 2 représente une accélération de la progression cellulaire, relativement à l’absence d’inhibiteurs 

MAPK (DMSO), ce qui indique probablement une abrogation de point de contrôle du cycle cellulaire induite 

par le traitement SB202190. DMSO, (Me2SO) et indique les cellules non traitées aux inhibiteurs MAPK. 
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Figure Supp.II.1: Etude de l’effet de la déficience Pol η sur la réparation GGNER dans les cellules normales 

net XP-V. 

 
A.Distribution cellulaire dans chaque phase du cycle des cellules XP30ROsv et XP30ROsv-Pol η/cl6 en absence et 

en présence de caféine après une exposition aux UV. Dans les cellules XP30ROsv, un ralentissement drastique de la 

prolifération est observable, ainsi qu’une accumulation à la transition G1/S uniquement. Ce type de profil post-UV 

dans les cellules XP30ROsv est une caractéristique du syndrome XP-V. B. Résultats bruts représentatifs de l’effet 

de l’inhibition de l’expression de Pol η sur la réparation GGNER des 6-4PP dans les cellules primaires HDLF. La 

flèche rouge indique le défaut de réparation visible en phase S. C. Représentation graphique de la cinétique de 

réparation GGNER des 6-4PP dans les cellules XPPHBE de patient XP-V suite à une exposition de 15 J/m
2
. Les 

résultats représentent la moyenne de trois expériences indépendantes et sont exprimés en pourcentage relatifs au 

temps t=0 *p<0.05, indique une différence significative entre la phase S relative à la phase la phase G1. 
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