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Au cours de ma thèse, j’ai étudié des mécanismes régulant la maturation méiotique de

l’ovocyte de souris, processus essentiel à la formation des gamètes femelles haploïdes appelés

ovules. Si le déroulement du cycle cellulaire et ses mécanismes de régulation sont connus et
étudiés depuis longtemps, les processus contrôlant la maturation méiotique le sont moins. La

mitose conduit à l’obtention de deux cellules filles ayant le même contenu en ADN et permet
la multiplication clonale des cellules. Des dérèglements de ce processus peuvent conduire à la

multiplication anarchique des cellules et à un processus de cancérisation. La méiose est une

succession de deux divisions cellulaires sans synthèse d’ADN « intermédiaire », la première
division étant réductionnelle et la seconde équationnelle, afin d’obtenir des gamètes ayant la

moitié du contenu en ADN par rapport à la cellule mère. Des défauts dans ce processus

peuvent conduire à des problèmes de stérilité féminine (Bergere et al., 2001), ainsi qu’à la
formation d’embryons aneuploïdes et trisomiques. Au cours de la mitose, l’ADN de la cellule

s’organise en chromosomes condensés qui s’alignent sur la plaque métaphasique du fuseau de
division afin d’être ségrégés en deux lots équivalents à l’issue de la division cellulaire. Un

mécanisme de contrôle bloque la cellule en métaphase tant que tous les chromosomes ne sont

pas correctement alignés sur la plaque métaphasique, évitant ainsi une séparation précoce et
anarchique des chromatides sœurs et assurant que le contenu en ADN est bien séparé en deux

fractions égales. Ce mécanisme de contrôle inhibe l’APC/C (Anaphase Promoting
Complex/Cyclosome, une ubiquitine ligase) qui ne peut pas cibler ses substrats pour la

dégradation. En méiose I, des résultats contradictoires, selon les espèces, ont été publiés quant

à l’existence d’un mécanisme de  contrôle de ce type (passant par l’inhibition de l’APC/C)
contrôlant la séparation des chromosomes homologues. Chez des espèces comme le nématode

et la levure, il a été montré que l’APC/C actif et la séparase (une activité indirectement
régulée par ce mécanisme de contrôle en mitose) sont requis pour effectuer la première

division de méiose, alors que chez le xénope l’APC/C actif n’est pas requis. Chez la souris,

organisme le plus proche de l’homme parmi ceux étudiés, l’existence d’un mécanisme de
contrôle de ce type était très controversée quand j’ai commencé mon étude. J’ai montré que

l’activité séparase est requise pour effectuer la transition métaphase/anaphase au cours de la
première division de méiose, suggérant qu’un mécanisme de contrôle dépendant de l’activité

de l’APC/C est fonctionnel et requis chez la souris pour effectuer la transition méiose

I/méiose II.
A la fin de la maturation méiotique, l’ovocyte reste bloqué en métaphase de seconde division

de méiose, en attente de la fécondation. Cet arrêt est caractéristique des ovocytes de vertébrés

et est très important. Chez la souris par exemple, les ovocytes qui dépassent cet arrêt
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s’activent parthénogénétiquement et prolifèrent anarchiquement, induisant des carcinomes

ovariens. Ce blocage est dû à une activité CSF (CytoStatic Factor) dont la composition

moléculaire n’est pas totalement connue à ce jour. La voie de signalisation des MAPK
(Mitogen Activated Protein Kinase) contrôle de nombreux évènements de la maturation

méiotique et est requise pour l’arrêt en métaphase II. Si les rôles des MAPK sont connus dans
l’ovocyte, peu de substrats capables de médier ces rôles le sont. Au début de notre étude, seul

un substrat des MAPK était connu dans l’ovocyte de souris : p90RSK . p90RSK avait été mise en

évidence chez le xénope comme intervenant dans l’arrêt en métaphase de seconde division
méiotique. Etant donné l’importance des MAPK lors de la maturation méiotique de l’ovocyte

de souris, il nous paraissait important de découvrir de nouveaux substrats des MAPK dans

l’ovocyte de souris. Pour cela, notre laboratoire a effectué un crible double-hybride avec la
MAPK comme appât. Un des clones positifs isolés était DOC1R (Deleted in Oral Cancer 1

Related). J’ai montré que DOC1R est régulée par phosphorylation au cours de la maturation
méiotique et que ces phosphorylations sont dues en partie à la voie des MAPK. DOC1R se

localise sur les fuseaux de division en première et seconde divisions de méiose et l’extinction

de l’expression de la protéine par ARN interférence conduit à un phénotype drastique dans les
ovocytes arrêtés en métaphase de seconde division de méiose: des asters de microtubules se

forment partout dans le cytoplasme et aux pôles des fuseaux. La localisation et les phénotypes
obtenus suggèrent que DOC1R contrôle l’organisation des microtubules au cours de l’arrêt

CSF.

DIVISIONS CELLULAIRES ET MATURATION MEIOTIQUE

I. GENERALITES

Le cycle cellulaire eucaryote est l’ensemble des processus qui permet aux cellules de se
multiplier de façon clonale. Ainsi un organisme humain adulte est constitué de milliards de

cellules, provenant toutes d'une même cellule: l’ovule fécondé. Avant qu'une cellule puisse se
diviser, elle doit atteindre une taille critique et dupliquer son matériel génétique. Puis elle

sépare ses chromosomes de manière équivalente entre les deux cellules filles. Tous ces

processus sont coordonnés durant le cycle cellulaire. La mitose vise à répartir dans les cellules
somatiques le patrimoine génétique, doublé lors de la phase de réplication, de manière

équivalente dans chaque cellule fille. La méiose est une forme de division très particulière qui
concerne les cellules germinales. Elle a pour but de répartir une version haploïde du génome
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dans les quatre cellules filles issues de deux séries de divisions méiotiques sans synthèse

d’ADN intermédiaire. Elle permet le brassage génétique essentiel à diversité de l’espèce. La

compréhension des mécanismes régulant la mitose et la méiose est donc fondamentale.

Tout au long de ma thèse, j’utiliserai des termes abrégés qui sont explicités à la page « liste
des abréviations ».

II. LE CYCLE CELLULAIRE

Le mode de division cellulaire historiquement le plus étudié est la mitose, qui s’inscrit dans le

cadre plus général du cycle cellulaire. Afin de pouvoir effectuer des comparaisons entre la
mitose et la méiose, je vais brièvement introduire les évènements composant le cycle

cellulaire, qui comporte deux phases principales: l’interphase et la mitose (figure 1).

1. L’interphase

L’interphase est la phase de croissance de la cellule. Elle est subdivisée en trois phases, la

phase G1 (G pour Gap), S (phase de synthèse de l’ADN) et G2 (figure 1). Durant la phase G1,

la cellule croît. La synthèse d’ARNm et de protéines est très élevée. Lorsque la cellule atteint
une taille critique, elle entre en phase S, phase réplicative.

Lors de la phase réplicative, les deux brins d’ADN complémentaire se séparent et leur
séquence est recopiée, donnant naissance à deux chromatides identiques, formant un

chromosome. Au fur et à mesure de leur formation, les chromatides sœurs restent

physiquement liées grâce à l’assemblage de complexes protéiques nommés cohésines. Cela
permet aux chromatides de ne pas se mélanger, afin que chaque cellule fille hérite d’une

chromatide soeur. Ces complexes contiennent au moins quatre protéines: Smc1, Smc3, Scc1
et Scc3. Ces cohésines sont retrouvées chez tous les eucaryotes (dont le génome a été

séquencé), indiquant que le mécanisme de liaison des chromatides sœurs entre elles est très

conservé. A l’issue de la phase S, chaque chromosome est donc formé de deux chromatides
sœurs identiques liées par les complexes de cohésines. Parallèlement à la réplication de

l’ADN, s’effectue la réplication du centrosome. Le centrosome est formé de deux centrioles et
de matériel péricentriolaire; il constitue le centre de nucléation des microtubules (MTOC,

MicroTubule Organizing Center). Les MTOCs organisent le réseau microtubulaire au cours

des phases du cycle.
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Durant la phase G2, la réplication de l'ADN est vérifiée afin de réparer les erreurs éventuelles

survenues lors de la synthèse.

2. La mitose

La mitose ou phase M est une division clonale qui concerne les cellules somatiques et les

cellules germinales pré-méiotiques. En phase M, l’ADN est sous forme condensée et les
chromosomes s’individualisent et s’alignent sur la plaque équatoriale du fuseau de division.

Ce fuseau est bipolaire et formé de deux centrosomes ou de deux MTOCs, un à chaque pôle et

les microtubules qui le constituent sont dans un état métaphasique: courts et extrêmement
dynamiques. Les chromatides sœurs constituant un chromosome sont ensuite séparées

conduisant à la formation de deux cellules filles ayant le même contenu en ADN que la
cellule mère. Après la division, les cellules retournent en phase G1 et le cycle cellulaire est

bouclé. Je détaillerai les évènements morphologiques de la mitose ultérieurement.

3. Coordination des différentes phases du cycle cellulaire

La durée globale du cycle cellulaire ainsi que la durée respective de chaque phase du cycle

varient suivant les types cellulaires. Les cellules en phase G1 ne poursuivent pas toujours le
cycle cellulaire. Elles peuvent en effet quitter le cycle cellulaire et entrer en phase de

quiescence (phase G0) si les conditions extérieures ne sont pas propices à leur multiplication.

Les différentes phases du cycle cellulaire sont donc précisément coordonnées. La succession
des phases doit être respectée et une phase doit être achevée avant l’enclenchement de la

phase suivante. Des erreurs de coordination peuvent conduire à une instabilité génomique

observée dans les cellules cancéreuses. Pour coordonner le cycle cellulaire, il existe des points
de contrôle ou « checkpoints » qui surveillent le bon déroulement du cycle. Ces points de

surveillance assurent le contrôle de qualité du cycle cellulaire. En cas d’anomalies, ces
mécanismes de surveillance stoppent la progression du cycle et activent soit des processus de

réparation, soit de mort cellulaire par apoptose. Schématiquement, ce système de régulation

est organisé en trois niveaux, avec des détecteurs (qui sont sensibles aux anomalies de l’ADN,
aux défauts du cytosquelette ou aux perturbations métaboliques), des transmetteurs (qui sont

généralement des protéines kinases et des molécules régulatrices fonctionnant comme des
adaptateurs) et enfin des effecteurs, qui modifient directement les molécules impliquées dans
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le déroulement du cycle cellulaire, la réplication et la réparation de l’ADN, ou l’apoptose

(pour revue voir Pommier and Kohn, 2003).

Trois points de contrôle du cycle cellulaire ont été pour l’instant mis en évidence (figure 1).
Le premier  intervient avant la transition G1/S, c’est le point « START » chez la levure,

appelé point de restriction chez les eucaryotes supérieurs. Il dépend de la compétence de la
cellule à entrer en phase S, donc de sa taille, de la qualité de l’ADN et de facteurs externes. Le

second intervient à la transition G2/M et surveille si l’ADN a été endommagé au cours de la

réplication. Le troisième se situe en mitose et vérifie que les cellules filles reçoivent la même
quantité d’ADN en vérifiant l’alignement des chromosomes sur la plaque métaphasique du

fuseau de division. Je détaillerai ce dernier point de contrôle plus tard.

4. Contrôle moléculaire du cycle cellulaire

Le cycle cellulaire est contrôlé par l’activité des complexes CDK/Cyclines. La CDK (Cyclin

Dependent Kinase) est la sous-unité catalytique possèdant l’activité kinasique et la Cycline est
la sous-unité régulatrice. Ces kinases vont phosphoryler des substrats spécifiques en des

phases précises du cycle. La concentration intracellulaire des protéines CDK ne variant pas au

cours du cycle cellulaire, l’activité des complexes CDK/Cyclines est modulée par quatre types
de régulations:

 41. Régulation par phosphorylation

Il existe deux niveaux de régulation par phosphorylation les complexes CDK/Cyclines: une

phosphorylation inhibitrice (sur les résidus Tyrosine et/ou Thréonine) ou activatrice (sur les
résidus Thréonine ou Sérine) directe sur les CDK, ou bien une régulation indirecte via la

phosphorylation inhibitrice ou activatrice du complexe CDK/Cycline.

42. Régulation par association aux Cyclines et par la stabilité des Cyclines

Les Cyclines sont caractérisées par leur apparition périodique à des moments précis du cycle.
Ces variations sont fonction des niveaux de transcription des ARNm codant pour les Cyclines

et de la dégradation de ces protéines. D'une manière générale, les Cyclines favorisent
l'expression des Cyclines de la phase suivante et répriment l'expression ou favorisent la

dégradation des Cyclines de la phase précédente (Murray, 2004). Des mécanismes de

dégradation de ces protéines sont mis en place afin d'assurer la progression de la cellule dans
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le cycle. La dégradation des Cyclines permet l’inactivation du complexe CDK/Cycline

correspondant (je détaillerai ce mécanisme de dégradation plus loin).

L'activité des CDK est régulée par leur liaison aux Cyclines. Cette liaison induit des
changements conformationnels de la CDK permettant l'accès au site catalytique et aux sites de

phosphorylation activateurs ou inhibiteurs pour certaines CDK.

43. Régulation par les CKI

Les inhibiteurs de CDK, les CKI, assurent un autre niveau de régulation des complexes
CDK/Cyclines. Ces CKI exercent leur activité inhibitrice en interagissant avec les CDK ou le

complexe CDK/Cycline. Ils peuvent bloquer l'engagement d'une phase, mais peuvent

également agir au cours d'une phase du cycle cellulaire.

44. Régulation par localisations différentielles

La localisation intracellulaire des complexes CDK/Cycline dépend de la Cycline elle-même.

Lors de certaines phases du cycle, les partenaires étant situés dans des compartiments

différents de la cellule, ils ne peuvent pas interagir. Je détaillerai ce mode de régulation plus
loin.

III. LA MATURATION MEIOTIQUE

Les mécanismes et acteurs moléculaires de la mitose sont globalement conservés en méiose,

mais sont utilisés de façon différente ou avec des partenaires spécifiques. Tous ces processus

étant bien connus et étudiés en mitose, la comparaison mitose/méiose est fondamentale pour
la compréhension des mécanismes en jeu lors de la méiose. J’effectuerai donc des

comparaisons entre ces deux types de divisions très fréquemment.

1. L’ovogénèse et les différents arrêts du cycle

La méiose femelle permet l’obtention de gamètes haploïdes. Elle fait partie de l’ovogénèse.

L’ovogénèse est l’ensemble des processus qui conduisent une cellule germinale primordiale
femelle à devenir apte à la fécondation. L’ovogénèse commence au cours de la vie

embryonnaire. Les cellules germinales primordiales colonisent les gonades embryonnaires et
prolifèrent par divisions mitotiques. Après cette phase de prolifération, les ovogonies
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effectuent leur dernière phase S dite pré-méiotique et entrent en prophase de première division

de méiose (figure 2). La prophase de l’ovocyte peut être subdivisée en quatre phases. En

phase leptotène, les chromosomes homologues commencent à se condenser, en zygotène ils
s’apparient sur toute leur longueur formant une structure appelée « bivalent » et en pachytène
ils  échangent par recombinaison homologue des fragments de chromatides issues des
chromosomes maternels et paternels. Ces cellules se bloquent au stade diplotène de prophase

I de première division de méiose et sont appelées ovocytes primaires ou ovocytes I. Ce

blocage est universel dans le règne animal et peut être très long (jusqu’à plusieurs dizaines
d’années chez l’homme). Il permet l’accumulation d’ARNm maternels et de protéines (et de

vitellus comme c’est le cas chez le xénope) requises pour le développement futur de

l’embryon après fécondation. L’ovocyte est alors compétent pour reprendre sa méiose (figure
2).

L’hormone de l’ovulation, la LH (hormone luténéisante) chez les vertébrés, induit
simultanément la maturation méiotique et l’ovulation en agissant sur les cellules folliculaires.

Ces cellules répondent à ce signal hormonal par un « signal secondaire » qui agit sur

l’ovocyte et déclenche la maturation méiotique. Chez les mammifères par exemple, la reprise
de la méiose peut être induite in vitro simplement en séparant l’ovocyte des cellules

folliculaires, suggérant l’existence d’un signal inhibiteur issu de ces cellules. Les cellules
folliculaires émettent en effet des prolongements cytoplasmiques qui entourent l’ovocyte

établissant des jonctions communicantes avec l’ovocyte. Chez d’autres espèces comme le

xénope, ce signal secondaire est de type hormonal, les cellules folliculaires sécrétant de la
progestérone.

Après la reprise de la méiose, l’ovocyte se bloque une seconde fois. Le stade de ce second
arrêt est variable selon les espèces: en métaphase de première division méiotique chez de

nombreux invertébrés (certaines annélides, certains mollusques, des arthropodes), en

métaphase de seconde division de méiose chez les vertébrés et au stade pronoyau chez les
coelenthérés et les echinodermes (figure 3). La progression de l’ovocyte du premier blocage

en prophase I de méiose au second est appelée « maturation méiotique ».

2. Généralités sur la maturation méiotique chez la souris

Pour permettre d’apprécier les différences entre mitose et méiose, je décrirai tout d’abord les

différentes phases de la mitose, puis les différents évènements de la maturation méiotique
chez la souris.
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21. Les différentes phases de la mitose

La mitose se découpe en cinq phases: la prophase, la pro-métaphase, la métaphase, l’anaphase
et la télophase (figure 4).

En prophase, l’ADN se condense, suite à la phosphorylation de protéines associées à l’ADN
comme l’Histone H3 et grâce à l’intervention des condensines (Losada and Hirano, 2001).

Les centrosomes se séparent et migrent aux pôles opposés du noyau pour former les futurs

pôles du fuseau de division, leur activité de polymérisation des microtubules  augmente et les
microtubules interphasiques deviennent plus labiles (Wittmann et al., 2001) (figure 4).

En pro-métaphase , les lamines nucléaires sont phosphorylées par le complexe

CDK1/Cycline B (Nigg, 1995) et solubilisées ce qui est corrélé à la rupture de l’enveloppe
nucléaire. Les autres composants des membranes cellulaires internes (Golgi, Reticulum

endoplasmique) sont eux aussi fragmentés et vésicularisés; les mitochondries se regroupent
autour du fuseau. Les centrosomes nucléent des microtubules et forment des asters de part et

d’autre du noyau, reliés par des microtubules interpolaires, aidant au maintien de la bipolarité

du fuseau. Les chromosomes condensés commencent à s’attacher aux microtubules du fuseau,
débutant le mouvement de congression (figure 4). Les chromosomes  attachés de façon

bipolaire oscillent dans le plan médian du fuseau alors que les chromosomes attachés
monopolairement attendent d’être contactés par un microtubule issu du pôle opposé pour

migrer vers l’équateur du fuseau (Kapoor and Compton, 2002). Les mécanismes de mise en

place du fuseau de division ainsi que ceux concernant l’alignement des chromosomes seront
détaillés ultérieurement.

En métaphase, les chromosomes  sont attachés de façon bipolaire et oscillent dans le plan
médian du fuseau. A l’issue de la congression, les chromosomes sont donc tous alignés sur la

plaque métaphasique du fuseau de division (figure 4).

A l’anaphase les chromatides sœurs formant le chromosome se séparent, donnant lieu à une
division équationnelle. Les chromatides sœurs migrent vers l’un des pôles du fuseau

(anaphase A), puis les pôles du fuseau s’éloignent l’un de l’autre suite à l’allongement des
microtubules interpolaires (anaphase B) (figure 5). La cellule commence à s’allonger. La

membrane plasmique s’invagine au niveau équatorial, formant le sillon de division (figure 4).

La télophase correspond à la séparation physique de la cellule. L’ADN se décondense et les
enveloppes nucléaires se reforment par fusion des vésicules membranaires. En fin de

télophase, la cellule se sépare en deux cellules filles par contraction du sillon de division.



Figure 6: la maturation méiotique
chez la souris

0h 4h 8h 0h 4h

GV GVBD M I M II

Maturation Méiotique Fécondation

GP1 GP2

Ovaire
Arrêt
CSF
12h

LH

GV: Vésicule Germinative
LH: Hormone Luténéisante
GVBD: Germinal Vesicle BreakDown
MI: Métaphase de première division méiotique
GP1: globule polaire 1
MII: Métaphase de seconde division méiotique 
GP2: globule polaire 2
CSF: CytoStatic Factor

Microtubules
Chromatine

Ovocyte
immature

Ovocyte
mature



16

C’est la cytokinèse. Un anneau contractile formé de microfilaments d’actine effectue la

constriction de la cellule, permettant la séparation physique des deux cellules filles (figure 4).

Trois différences essentielles existent entre la maturation méiotique et la mitose (pour revue

voir annexe 1, Verlhac et al., 2001). Lors de la première division méiotique, les chromosomes
homologues paternels et maternels sont ségrégés, alors qu’en mitose, les chromatides sœurs

formant un chromosome sont séparées. Il n’y a pas de synthèse d’ADN entre les deux

divisions méiotiques alors qu’une mitose est toujours suivie d’une phase S. Enfin à l’issue de
la maturation méiotique, l’ovocyte reste bloqué physiologiquement en attendant la

fécondation, alors que la mitose s’achève toujours, sauf si une erreur est survenue lors de la

métaphase, le blocage étant alors induit par des mécanismes de contrôle.

22. Les différents évènements de la maturation méiotique chez la souris.

En prophase, les chromosomes échangent du matériel génétique, en réparant les cassures de

l’ADN double-brin. Ce processus est appelé recombinaison méiotique. Les chromosomes

forment des chiasmas et échangent du matériel entre les chromatides issues des chromosomes
paternels et maternels. Le brassage génétique qui a lieu lors de la recombinaison homologue

contribue au maintien de la diversité génétique au sein d’une espèce.
Dans les ovaires, les ovocytes sont bloqués en prophase I de méiose au stade diplotène

(figure 6). Les ovocytes sont morphologiquement caractérisés à ce stade par la présence d’une

vésicule germinative (GV, le noyau de l'ovocyte) et par un réseau de microtubules
interphasiques.

Chez la souris, la reprise de la méiose s’effectue après stimulation hormonale par la LH in
vivo à chaque oestrus (qui dure quatre jours) et simplement en isolant l'ovocyte des cellules

folliculaires in vitro. L’ovocyte entre en première phase M de méiose. Le premier événement

morphologique visible est la rupture de l’enveloppe nucléaire ou GVBD (Germinal Vesicle
BreakDown). La première division est très longue et comporte une pro-métaphase durant 6 à

7 heures. Au cours de la pro-métaphase, la chromatine s’individualise en chromosomes
condensés et le fuseau de division se forme en position centrale. A l’issue de la pro-

métaphase, les fibres kinétochoriennes se mettent en place, permettant l'alignement et donc la

bonne ségrégation des chromosomes homologues (Brunet et al., 1999). La durée
particulièrement longue de cette pro-métaphase en l'absence de fibres kinétochoriennes

pourrait être un moyen d'éviter la cassure des bras des chromosomes avant leur séparation en
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anaphase, leur condensation étant très lente. Puis le fuseau de division migre au cortex de

l’ovocyte. Une métaphase (métaphase I, MI) de 1 heure environ suit la pro-métaphase, puis

le premier globule polaire est expulsé à la suite d’une division asymétrique séparant les
chromosomes homologues en anaphase, constituant une première division réductionnelle.

Cette division asymétrique donne lieu à une grosse cellule, l’ovocyte et à une petite cellule, le
globule polaire. L'ovocyte passe ensuite par une phase G sans synthèse d'ADN, les

chromosomes restant dans un état condensé non compatible avec la réplication de l'ADN.

L'ovocyte entre enfin en seconde phase M de méiose, reforme son fuseau de division en
position sous-corticale et reste bloqué en métaphase (métaphase II, MII). Ce blocage est levé

par la fécondation, qui induit la reprise de la méiose et aboutit à l'expulsion du second globule

polaire après séparation des chromatides sœurs en anaphase selon une division équationnelle,
comme en mitose. L'ovocyte fécondé entre en phase G1 de première division zygotique

(figure 6).

3. Reprise de la méiose

31. La levée du blocage en prophase: diminution de l’AMPc  et de l’activité PKA

Suite au signal secondaire émis par les cellules folliculaires, la concentration intra-ovocytaire
en AMPc diminue. La concentration en AMPc dépend de l'équilibre entre deux activités

enzymatiques: la famille des adénylates cyclases qui permet la synthèse d’AMPc à partir
d’ATP et la famille des phosphodiestérases qui permet la dégradation de l’AMPc en 5’-AMP.

Chez le xénope, le signal secondaire émis par les cellules folliculaires induit l’inhibition d’une

adénylate cyclase membranaire (Finidori-Lepicard et al., 1981; Mulner et al., 1979; Sadler
and Maller, 1981) et entraîne la diminution de l’activité catalytique de la protéine kinase

dépendante de l’AMPc, la PKA (figure 7). La PKA est constituée de quatre sous-unités: deux
sous-unités régulatrices et deux sous-unités catalytiques. L’assemblage des quatre sous-unités

rend l’enzyme inactive. La liaison de l’AMPc aux sous-unités régulatrices entraîne la

dissociation du complexe et la libération des sous-unités catalytiques actives. Lorsque la
concentration en AMPc chute dans l’ovocyte, l’association des sous-unités catalytiques et

régulatrices est favorisée, entraînant la réduction de l’activité PKA. Cette chute d’activité de
la PKA induit l’activation du MPF et la reprise de la méiose (figure 7).

Des traitements permettant de maintenir un fort taux d’AMPc ou d’augmenter l’activité PKA

empêchent la reprise de la méiose et l’activation du MPF. Ainsi chez la souris, l’incubation
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des ovocytes dissociés des cellules folliculaires in vitro dans un milieu contenant du dbcAMP

(un analogue diffusible de l’AMPc) permet de les maintenir bloqués en prophase I. Le

transfert de ces ovocytes bloqués dans un milieu exempt de dbcAMP induit la reprise
synchrone de la maturation méiotique. Au contraire, la diminution artificielle de la

concentration en AMPc ou l’inhibition de l’activité PKA suffisent pour entraîner la reprise de
la méiose. On ne connaît pas bien les effecteurs régulés positivement ou négativement par la

PKA faisant le lien entre la baisse de l’activité PKA et l’activation du MPF. La PKA pourrait

phosphoryler directement CDC25 (enzyme permettant l’activation du MPF) sur un résidu
Sérine 287, connu comme étant inhibiteur pour CDC25 (Duckworth et al., 2002; Kumagai et

al., 1998).

32. Activation  et régulations du MPF en réponse à la baisse d’activité PKA

a) Le MPF

La reprise de la méiose est sous le contrôle du MPF (M-phase promoting factor), facteur

essentiel aux deux divisions de méiose. L’activité MPF a été mise en évidence pour la
première fois en 1971 dans les ovocytes de Rana pipiens (Masui and Markert, 1971). Masui et

Markert ont montré que l’injection de cytoplasme d’ovocytes bloqués en métaphase II dans

des ovocytes bloqués en prophase I entraîne la reprise de la méiose chez ces derniers. Ils
mettaient ainsi en évidence l’existence d’un facteur cytoplasmique capable d’induire la

maturation méiotique de l’ovocyte. Ce facteur a été baptisé MPF pour Maturation Promoting
Factor. Dans ces expériences, le cytoplasme receveur acquiert les mêmes propriétés que le

cytoplasme donneur et devient à son tour capable d’entraîner la maturation méiotique

d’ovocytes bloqués en prophase (figure 8). Ce transfert de cytoplasme peut s’effectuer
indéfiniment et conduit toujours à la reprise de la méiose de l’ovocyte receveur même en

l’absence de synthèses protéiques (après traitement à la cycloheximide; Wasserman and
Masui, 1975).

Ces observations ont établi la capacité d’auto-amplification du MPF et ont montré qu’en

prophase, l’ovocyte contient du pré-MPF inactif directement activable par un faible apport de
MPF actif, sans synthèses protéiques. La conversion de ce pré-MPF en MPF suffit à

déclencher la reprise de la méiose et la progression de l’ovocyte depuis la prophase I jusqu’à
la métaphase II. Ce facteur est conservé entre les cellules méiotiques et mitotiques, il
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représente le facteur universel de l’entrée en phase M des cellules eucaryotes (Doree, 1990).

Pour cela il a été rebaptisé M-phase Promoting Factor.

b) Formation de l’amorce de MPF

Le MPF est formé de deux sous-unités: une sous-unité possèdant l’activité catalytique
kinasique CDK1 (autrement appelée CDC2) et une sous-unité régulatrice la Cycline B. Dans

les ovocytes de xénope bloqués en prophase, le MPF est sous forme inactive appelée pré-
MPF. Ce pré-MPF est formé de l’association de la kinase CDK1 et d’une Cycline B. CDK1

du pré-MPF est phosphorylée sur trois résidus: une phosphorylation activatrice sur la

thréonine 161 catalysée par la kinase CAK (Fesquet et al., 1993; Poon et al., 1993; Solomon
et al., 1993) et deux phosphorylations inhibitrices sur la thréonine 14 et la tyrosine 15,

catalysées par la kinase Myt1 (Mueller et al., 1995a). Ces deux phosphorylations inhibitrices
maintiennent le MPF sous forme de pré-MPF inactif. Wee1 est capable de phosphoryler les

deux résidus inhibiteurs de CDK1 en mitose comme Myt1, mais elle est absente des ovocytes

de xénope en prophase et s’accumule après GVBD (Murakami and Vande Woude, 1998;
Nakajo et al., 2000). Ces phosphorylations sont dites activatrices ou inhibitrices car elles

changent la conformation de CDK1 permettant ou non sa liaison à ses substrats. Cependant la

majorité (80 à 90%) des molécules de CDK1 contenues dans l’ovocyte est sous forme
monomérique non complexée à la Cycline, avec une sous-fraction (10%) phosphorylée sur

thréonine 161 (De Smedt et al., 2002; Kobayashi et al., 1991a). CDK1 phosphorylée sur
thréonine 161 mais non liée à la Cycline est inactive.

Sous l’influence des signaux de reprise de la méiose, le MPF est activé. Cette activation

initiale peut résulter d’une part d’une déphosphorylation des résidus inhibiteurs Thréonine 14
et Tyrosine 15 du pré-MPF par la phosphatase CDC25 et d’autre part de l’association du

CDK1 monomérique phosphorylé sur Thréonine 161 à une Cycline ou à un activateur (figure
9). Ces deux processus non exclusifs conduisent à la formation d’une amorce de MPF actif

qui par un mécanisme d’auto-amplification entraîne la conversion rapide du pré-MPF en

MPF.
Tous ces mécanismes sont bien connus chez le xénope, mais sont relativement peu décrits

chez la souris, les expériences biochimiques étant difficilement réalisables dans ce modèle (un
ovocyte contenant 23ng de protéines totales).
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i. Formation d’une amorce de MPF à partir du pré-MPF

La conversion du pré-MPF en MPF dépend de l’activité de la kinase inhibitrice Myt1 et de la

phosphatase activatrive CDC25. Dans l’ovocyte de xénope en prophase, CDC25 n’est pas
fonctionnelle et le pré-MPF est maintenu inactif par la kinase Myt1 qui phosphoryle les

résidus inhibiteurs Thr 14 et Tyr 15 de CDK1 (Gautier et al., 1989; Izumi et al., 1992; Jessus
et al., 1991; Kumagai and Dunphy, 1992; Mueller et al., 1995a; Murakami and Vande Woude,

1998). Sous l’influence de la progestérone chez le xénope, Myt1 et CDC25 sont

hyperphosphorylées, ce qui inhibe Myt1 et active CDC25 (Izumi et al., 1992; Jessus et al.,
1991; Kumagai and Dunphy, 1992; Mueller et al., 1995a; Murakami and Vande Woude,

1998). CDC25 active déphosphoryle les résidus inhibiteurs Thr 14  et Tyr 15 du CDK1

composant le pré-MPF et pourrait former l’amorce de MPF requise pour la reprise de la
méiose (figure 9). Chez la souris, l’invalidation du gène Cdc25b rend les femelles stériles

(Lincoln et al., 2002). Les ovocytes prélevés sur ces souris restent arrêtés en prophase I avec
une activité de MPF basse. La microinjection d’ARNm codant pour CDC25b dans ces

ovocytes active le MPF et induit la reprise de la méiose. CDC25 est donc nécessaire chez la

souris pour l’activation du MPF (Lincoln et al., 2002).
L’activation de CDC25 dépend de la déphosphorylation d’un unique résidu inhibiteur, la Ser

287 et de la phosphorylation de multiples résidus activateurs. Dans l’ovocyte en prophase, la
Ser 287 est phosphorylée par la PKA. La chute de la PKA permettrait donc la

déphosphorylation de le Ser 287 de CDC25 (Duckworth et al., 2002).

La phosphorylation des résidus activateurs de CDC25 résulte de l’inhibition de la phosphatase
PP2A et de l’activation des kinases Polo et CDK1 (Karaiskou et al., 1998; Kumagai and

Dunphy, 1996; Qian et al., 2001). Polo est activée à GVBD durant la maturation méiotique,
au même moment que CDC25 et CDK1 (Qian et al., 1998b). L’injection d’une forme

constitutivement active de Polo dans des ovocytes de xénope bloqués en prophase permet

l’activation de CDC25 et de CDK1 en absence de progestérone (Qian et al., 1999) indiquant
que Polo pourrait être à l’origine de l’activation initiale du MPF via l’activation de CDC25.

Cependant des données suggèrent aussi que l’activité de Polo et de CDC25 dépend d’un
niveau minimal de CDK1 actif (Abrieu et al., 1998; Frank-Vaillant et al., 1999; Karaiskou et

al., 1999; Pahlavan et al., 2000; Qian et al., 2001). De plus l’inhibition de Polo endogène par

injection d’une forme dominante négative ou d’un anticorps bloquant ralentit mais ne bloque
pas la reprise de la méiose en réponse à la progestérone (Qian et al., 1998a). Polo n’est donc

pas nécessaire à l’activation initiale du MPF, mais est plutôt impliquée dans la boucle d’auto-

amplification.
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PP2A déphosphoryle CDC25 et Myt1, ce qui inactive CDC25 et active Myt1 (Brassac et al.,

2000; Izumi et al., 1992; Karaiskou et al., 1999; Kumagai and Dunphy, 1992; Mueller et al.,

1995a) (figure 9). L’injection d’acide okadaïque, un inhibiteur de phosphatases dont PP2A,
est suffisante pour permettre l’activation du MPF en absence de progestérone (Goris et al.,

1989; Jessus et al., 1991; Rime et al., 1990). En réponse à la progestérone, l’inhibition de
PP2A pourrait être responsable de la formation d’une amorce de MPF actif via l’inactivation

de Myt1 et l’activation de CDC25. Une telle régulation de l’activité de PP2A n’a cependant

jamais été décrite.
Mos et p90RSK (un substrat de la voie Mos/…/MAPK) seraient capables d’inhiber Myt1 par

phosphorylation (Palmer et al., 1998 ; Peter et al., 2002a). Cependant, en réponse à la

progestérone, Myt1 est inhibée même en absence de Mos et de MAPK active, remettant en
question ce type de contrôle (Dupre et al., 2002; Fisher et al., 1999; Gross et al., 2000 ). Je

reparlerai de la voie Mos/…/MAPK plus loin.

En conclusion, les mécanismes de formation de l’amorce de MPF actif paraissent plus

complexes que la seule conversion d’une fraction de pré-MPF en MPF.

ii. Formation d’une amorce de MPF à partir de CDK1 monomérique

Ce second processus n’est pas exclusif par rapport au premier et met en jeu l’association de

molécules de CDK1 monomérique (80 à 90 % du CDK1 total) aux Cyclines ou autres

protéines néo-synthétisées (figure 9). De plus une sous-fraction de CDK1 monomérique est
déjà phosphorylée sur le résidu activateur Thr 161 (De Smedt et al., 2002). Son association à

une Cycline ou à une autre protéine pourrait permettre la formation d’une amorce de MPF
actif capable de réguler négativement Myt1 et positivement Polo et CDC25 afin d’entraîner

l’auto-amplification du MPF. Ces complexes, pour être actifs, doivent échapper à Myt1. Une

étude de la localisation sub-cellulaire de ces différents acteurs pourrait confirmer ou non
l’hypothèse selon laquelle Myt1 et l’amorce ne seraient pas dans le même compartiment

cellulaire.

Le mécanisme responsable de l’activation initiale du MPF n’est donc toujours pas élucidé.

Plusieurs voies de transduction semblent être activées en parallèle et l’activation initiale du
MPF pourrait résulter de l’intégration de plusieurs signaux convergents.
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Figure 11: l’activation du MPF chez le
xénope et la souris
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c) boucle d’auto-amplification

En réponse à la chute d’activité de la PKA, une amorce de CDK1 active est formée,
nécessaire au processus d’auto-amplification du MPF. Ce processus d’auto-amplification ne

dépend pas des synthèses protéiques (Masui and Markert, 1971). L’amorce de CDK1 active

conduit à l’activation de Polo. Ces deux kinases permettent la phosphorylation et l’activation
de CDC25 (Karaiskou et al., 1998; Kumagai and Dunphy, 1996; Qian et al., 2001). En retour

CDC25 déphosphoryle les résidus inhibiteurs Tyr15 et Thr14 de CDK1 et entraîne la
conversion du pré-MPF en MPF actif. CDK1 et Polo participeraient à l’activation de CDC25

et à l’inhibition de Myt1 (Bartholomew et al., 2001; Booher et al., 1997) (figure 10). Mos est

aussi capable d’inhiber Myt1 directement (Peter et al., 2002a) ou via l’activation de p90RSK

(Palmer et al., 1998). Mos pourrait donc participer au processus d’auto-amplification du MPF

et à la reprise de la méiose (figure 10).
Selon le principe des boucles de rétro-action positives, plus les molécules de CDK1 actives

s’accumulent, plus elles activent Polo et CDC25 et plus rapidement se déroule la conversion

du pré-MPF en MPF. Dans l’ovocyte de xénope, cette auto-amplification confère un caractère
brutal et irréversible à l’activation du MPF.

d) Différences xénope/souris

Chez la souris, le MPF est activé à GVBD, permettant l'entrée en première phase M de
méiose. Son activité augmente de façon lente et progressive au cours de la pro-métaphase,

pour atteindre un plateau en fin de première division (à GVBD l’activité du MPF atteint 20 à

30% de l’activité maximale qui est atteinte en métaphase I; Hampl and Eppig, 1995). Chez le
xénope au contraire, l’activation du MPF est brutale et se fait à GVBD (figure 11). Chez ces

espèces, la dégradation de la Cycline B induit la chute d'activité du MPF (CDK1 étant par

conséquence inactivée), permettant la sortie de phase M et l'entrée en phase G. L'activité du
MPF est rapidement restaurée grâce à une néo-synthèse de Cycline B, entraînant l'entrée en

seconde phase M de méiose. Cette activité reste élevée jusqu'à la fécondation, où l'activité
MPF chute alors, induisant la sortie de la seconde phase M de méiose (figure 12).

i. Les néo-synthèses protéiques

Chez la souris et le xénope, la transcription chute à GVBD. Cet arrêt transcriptionnel persiste

jusqu’à la reprise de la transcription zygotique au stade 2-cellules (chez le xénope, au stade
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mi-blastula). L’ovocyte n’est donc actif qu’en traduction. En inhibant la traduction de manière

générale avec des inhibiteurs traductionnels comme la cycloheximide et la puromycine, il a

été montré que l’ovocyte de souris, comme celui d’étoile de mer, peut reprendre sa maturation
méiotique sans synthèses protéiques (Chesnel and Eppig, 1995; Choi et al., 1991; de Vant'ery

et al., 1996). Les synthèses protéiques sont nécessaires plus tard pour atteindre un niveau
maximal de MPF en métaphase I (Hampl and Eppig, 1995; Kubiak et al., 1992; Ledan et al.,

2001). En mitose en général et en première phase M de méiose chez le xénope, l’activité du

MPF augmente brutalement avec une pente forte. Chez la souris au contraire, l’activité du
MPF augmente très progressivement en première phase M de méiose.  Cela peut être dû à la

présence d’une faible quantité de pré-MPF dans l’ovocyte immature, formant une petite

quantité de MPF actif et à la nécessité d’une synthèse progressive de Cycline B (Winston,
1997). Ceci pourrait expliquer la durée très longue de la première phase M de méiose chez la

souris (figure 12).
Chez le xénope, la synthèse protéique est nécessaire à l’activation du MPF. En effet, les

ovocytes traités à la puromycine sont incapables d’effectuer la reprise de la maturation

méiotique après action de la progestérone. Il existe au moins trois candidats dont la synthèse
serait requise pour permettre la formation de l’amorce de MPF actif: Mos, les Cyclines et

Ringo/Speedy (figure 13).

ii. Candidats pour les néo-synthèses protéiques chez  le xénope

Mos: Mos est une Ser/Thr kinase de 39 kDa qui n’est exprimée que dans les cellules de la
lignée germinale mâle et femelle. Cette protéine est codée par l’homologue cellulaire c-mos

du gène v-mos du virus murin de Moloney (Sagata et al., 1988). Longtemps décrite comme
présente uniquement chez les vertébrés, Mos a depuis été caractérisée chez certains

invertébrés comme l’étoile de mer (Tachibana et al., 2000) et la drosophile (Ivanovska et al.,

2004). Mos n’est pas présente dans les ovocytes arrêtés en prophase. Elle est synthétisée à
GVBD ou après GVBD suite à la polyadénylation et la méthylation de son ARNm (Kuge et

al., 1998; Sheets et al., 1995). La chute d’activité PKA induit la synthèse de Mos (Lazar et al.,
2002; Matten et al., 1994). Chez le xénope, Mos est stabilisée par phosphorylation de la Ser3

par CDK1 et peut ainsi s’accumuler (Ballantyne et al., 1997; Castro et al., 2001; Frank-

Vaillant et al., 1999). Mos est exprimée tout au long de la maturation méiotique et est
dégradée après fécondation (Watanabe et al., 1989).

L’injection d’oligonucléotides antisens Mos dans des ovocytes bloqués en prophase bloque la

reprise de la méiose induite par la progestérone chez le xénope (Sagata et al., 1988), suggérant
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que la protéine Mos est requise pour l’activation du MPF en réponse à une stimulation

hormonale. De plus l’injection de l’ARNm Mos en absence de progestérone (Sagata et al.,

1989a) est suffisante pour induire la reprise de la méiose et l’activation du MPF. La synthèse
de Mos semble donc requise pour conduire à l’amorce de MPF actif. Son action passe-t-elle

par la voie classique Mos/MEK/MAPK ?

La voie Mos/…/MAPK/p90RSK. Mos est une MAP Kinase Kinase Kinase (MAPKKK). Mos

phosphoryle MEK qui phosphoryle à son tour les MAPK (Mitogen Activated Protein

Kinases) sur deux résidus conservés pour les activer : la thréonine 183 et la tyrosine 185

(Payne et al., 1991; Posada and Cooper, 1992). La séquence Thr183-X-Tyr185 est localisée

dans la boucle d’activation de la MAPK ou T-loop. La MAPK phosphorylée sur ces deux

résidus est alors active. Selon les MAPK, la nature du résidu X ainsi que la longueur de la T-

loop varient. Ces variations pourraient moduler l’efficacité de la catalyse ainsi que la
spécificité des MAPK vis à vis de leurs substrats. L’activité des MAPK est aussi régulée par

l’action de phosphatases, sur un ou deux des résidus phosphorylés. Les MAPK sont
exprimées de manière très ubiquitaire dans les cellules somatiques et sont impliquées dans de

nombreuses voies de transduction de signaux extra-cellulaires où elles phosphorylent des

facteurs de transcription permettant l’activation de gènes cibles impliqués dans la
prolifération, la différentiation, l’arrêt du cycle cellulaire et l’apoptose. La voie de

transduction conduisant à l’activation des MAPKs est très conservée et consiste en une
cascade de trois protéines: une MAPKKK (MEKK), une MAPKK (MEK) et la MAPK. Cinq

groupes de MAPKs ont été caractérisés: ERK1/2, JNK1/2/3, p38α/β2/γ/δ, ERK3/4 et ERK5.

Les MAPK les plus étudiées dans les ovocytes sont de type ERK (Extracellular Regulated

Kinases) (Boulton et al., 1991; Nebreda and Hunt, 1993; Posada et al., 1993; Sagata et al.,
1989a). Elles ont une cinétique d'activation différente de celle du MPF dans l’ovocyte. Chez

la souris, Mos active directement par phosphorylation les protéines MEK1 et 2, qui

phosphorylent et activent à leur tour ERK1 et 2 (les ERK étant les substrats uniques connus
des MEK). Dans les ovocytes de xénope, seules MEK2 et ERK2 sont présentes. Le site

consensus de phosphorylation par les MAPK est commun à CDK1 et est composé de quatre
acides aminés: L/P-X-S/T-P (Alvarez et al., 1991). Un seul substrat des MAPK était connu

dans l’ovocyte de xénope il y a cinq ans: p90RSK (Palmer et al., 1998).

ERK1/2 sont activées plus tardivement que le MPF en première phase M chez la souris

(ERK2 est activée à GVBD chez le xénope et ERK1/2 sont activées après GVBD chez la



Figure 14: l’activité MAPK au cours de
la maturation méiotique chez la souris
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souris). La MAPK atteint un plateau d'activité maximale tout au long de la méiose et ce

jusqu'à plusieurs heures après la fécondation (figure 14) (Verlhac et al., 1994). Chez la souris,

l’activation de la MAPK ne dépend pas uniquement de la voie classique Mos/MEK/MAPK
mais dépend aussi de l’inhibition par Mos d’une phosphatase sensible à l’acide okadaïque

(Verlhac et al., 2000b). Du fait de leur activation après le MPF chez la souris, les MAPK ne
participent pas à son activation. Chez le xénope, les MAPK sont activées plus tôt et pourraient

participer à l’activation du MPF. En effet chez le xénope, l’injection de Mos, d’une forme

constitutivement active de MEK, de MAPK ou de p90RSK est capable d’induire la maturation

méiotique en absence de progestérone (Gross et al., 2001; Haccard et al., 1995; Huang et al.,
1995). A l’inverse, l’inhibition de la MAPK par l’injection d’un anticorps anti-MEK ou de la

phosphatase CL 100 (une phosphatase plus ou moins spécifique des MAPK) bloque la reprise

de la méiose induite par la progestérone (Gotoh et al., 1995; Kosako et al., 1994a; Kosako et
al., 1994b). Enfin l’action de la protéine Mos injectée dans l’ovocyte est bloquée par

l’inhibiteur pharmacologique de MEK, le U0126 (Gross et al., 2000) indiquant que Mos
active le MPF via une cible unique, la MAPK.

Tous ces résultats suggèrent que la synthèse de la protéine Mos est nécessaire et suffisante

pour induire l’activation du MPF et la reprise de la méiose via la voie Mos/…/MAPK chez le
xénope. La connexion entre cette voie et le MPF s’exercerait via l’inhibition de la kinase

Myt1, substrat direct de Mos et de p90RSK (Palmer et al., 1998; Peter et al., 2002b).

Des arguments sont aussi en défaveur d’un rôle de la voie Mos/…/MAPK dans l’activation du

MPF. L’accumulation de Mos à GVBD est bloquée par l’injection d’une forme dominante

négative de CDK1, d’un anticorps monoclonal dirigé contre CDK1 ou encore de la CKI
p21cip1 (Ballantyne et al., 1997; Frank-Vaillant et al., 1999; Nebreda et al., 1995). Ces résultats

suggèrent que l’accumulation de la protéine Mos dépend de l’activation du MPF et pas

l’inverse. CDK1 phosphoryle directement la Sérine 3 de la protéine Mos et permettrait sa
stabilisation au moment de GVBD (Castro et al., 2001; Nishizawa et al., 1992). L’utilisation

de morpholinos oligonucléotides (des oligonucléotides modifiés) montre que l’activation du
MPF ne nécessite pas la synthèse de Mos (Dupre et al., 2002). Les morpholinos

oligonucléotides se lient au codon initiateur de l’ARNm cible et inhibent sa traduction sans

provoquer, comme les oligonucléotides antisens classiques, la dégradation de l’ARN
endogène par la RNase H (Summerton, 1999; Summerton and Weller, 1997). L’activité

RNase H est très forte chez le xénope, les oligonucléotides antisens induisent donc souvent
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des dégradations d’ARNm non spécifiques, ce qui n’est pas le cas avec les morpholinos

oligonucléotides. Lorsque des morpholinos oligonucléotides anti-Mos sont injectés dans des

ovocytes de xénope bloqués en prophase, la synthèse de la protéine Mos est inhibée et la
MAPK n’est pas activée. Dans ce cas, la progestérone reste capable d’induire l’activation du

MPF et la reprise de la méiose avec un délai.
Ces expériences montrent que la voie Mos/…/MAPK n’est pas requise pour l’activation du

MPF et la reprise de la méiose. Cela rapproche le xénope de la souris et de l’étoile de mer où

ni la synthèse de la protéine Mos ni l’activité MAPK ne sont requises pour l’activation de
CDK1 et la reprise de la méiose (Colledge et al., 1994; Hashimoto et al., 1994; Tachibana et

al., 2000; Verlhac et al., 1996).

Mos n’est donc pas la protéine dont la synthèse est requise pour initier l’activation du MPF
chez le xénope. Néanmoins, il existe bien un rétrocontrôle positif de la voie Mos/…/MAPK

sur le MPF chez cette espèce puisque les ovocytes de xénope injectés avec des morpholinos
oligonucléotides anti-Mos et traités à la progestérone sont plus longs à passer GVBD que les

ovocytes contrôles (Dupre et al., 2002).

Les Cyclines. En prophase, la majorité des molécules de CDK1 est sous forme libre. En

réponse à la progestérone, les Cyclines B1 et B4 sont synthétisées (Hochegger et al., 2001;
Kobayashi et al., 1991b; Rime et al., 1994). De plus la Cycline B1 s’accumule en réponse à la

progestérone même lorsque l’activité MPF est bloquée par la CKI p21Cip1 (Frank-Vaillant et

al., 1999). Les Cyclines néo-synthétisées pourraient s’associer à CDK1 monomérique pour
former l’amorce de MPF actif (De Smedt et al., 2002; Kobayashi et al., 1991b; Taieb et al.,

1997). Cependant l’injection d’oligonucléotides antisens ciblant les ARNm codant les
Cyclines B1, B2, B4 et B5 ne bloque pas l’activation du MPF et la reprise de la méiose

(Hochegger et al., 2001; Ledan et al., 2001; Minshull et al., 1991). La synthèse de Cyclines ne

paraît donc pas nécessaire à l’activation initiale de CDK1.
Cependant, sous l’influence de la progestérone, la reprise de la méiose peut être bloquée par

l’injection de mutants de CDK1 inactifs ou d’anticorps inhibant CDK1 monomérique
(Nebreda et al., 1995) indiquant que les formes inactives de CDK1 libre ainsi formées sont

capables de lier et de titrer une protéine néo-synthétisée nécessaire à la méiose. D’autres

protéines que les Cyclines, capables d’interagir avec CDK1 et de l’activer, seraient
synthétisées en réponse à la progestérone permettant la reprise de la méiose. La protéine

Ringo/Speedy est un bon candidat.
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Ringo/Speedy. Ringo/Speedy a été identifiée simultanément par deux équipes différentes

(Ferby et al., 1999; Lenormand et al., 1999). Ringo a été identifiée comme une nouvelle

protéine capable d’induire la reprise de la méiose en l’absence de progestérone et Speedy a été
identifiée comme une nouvelle protéine impliquée dans le blocage G2/M du cycle cellulaire

chez la levure. Les ARN codant pour Speedy induisent rapidement la maturation ovocytaire
chez le xénope en absence de progestérone. Cette protéine se comporte comme une Cycline

car elle peut se lier et activer les kinases CDK1 et CDK2 (Ferby et al., 1999; Karaiskou et al.,

2001; Lenormand et al., 1999). L’activation des complexes Ringo/CDK1 ne requiert pas la
phosphorylation activatrice du résidu Thr 161 de CDK1 et ces complexes sont moins

sensibles à l’inhibition exercée par la phosphorylation des résidus Tyr15 et Thr14 de CDK1

(Karaiskou et al., 2001). La seule association de Ringo/Speedy à CDK1 devrait donc en
théorie suffire à la formation de complexes actifs, indépendamment des kinases régulatrices

de CDK1. Dans l’ovocyte de xénope, l’injection d’ARN codant pour Ringo/Speedy induit
rapidement l’activation du MPF et la reprise de la méiose même en absence de synthèses

protéiques (Ferby et al., 1999; Lenormand et al., 1999). Chez la souris, l’injection d’ARN

codant pour Ringo/Speedy déclenche la maturation méiotique dans un milieu contenant du
dbcAMP (Terret et al., 2001, annexe 3). Inversement, l’injection d’oligonucléotides antisens

dirigés contre Ringo/Speedy chez le xénope bloque la reprise de la méiose induite par la
progestérone (Ferby et al., 1999). La synthèse de la protéine Ringo/Speedy pourrait donc être

nécessaire et suffisante pour permettre l’activation du MPF et la maturation de l’ovocyte.

Cependant, le profil d’expression de la protéine Ringo est peu décrit et sa synthèse en réponse
à la progestérone ainsi que sa liaison à CDK1 in vivo restent à confirmer.

33. L’entrée en mitose

Comme pour la reprise de la méiose, l’entrée en mitose est régulée par le MPF et le complexe

CDK1/Cycline A. La régulation de l’activité de ces complexes est importante pour préparer et
permettre une mitose correcte.

- CDK1 est régulée d’abord par son association aux Cyclines A et B. Ces Cyclines sont
synthétisées au cours de l’interphase et dégradées en anaphase, permettant de restreindre

l’activité de CDK1 à la phase de division cellulaire.

- CDK1 est régulée directement par phosphorylation. Les kinases Wee1 et Myt1
phosphorylent CDK1 sur ses résidus Tyr 15 chez la levure et les résidus Thr 14 et Tyr 15

chez les eucaryotes supérieurs. Ces phosphorylations sont inhibitrices. Les complexes CDK1/
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Cyclines A-B qui s’accumulent en interphase sont ainsi inactivés systématiquement. La

kinase CAK est capable de phosphoryler de façon activatrice CDK1 sur la Thr 161 chez la

levure et les eucaryotes supérieurs. Cette phosphorylation activatrice se met en place en même
temps que les deux phosphorylations inhibitrices. CDK1 liée à la Cycline  B avec ces 3 sites

phosphorylés constitue le pré-MPF. Ce pré-MPF s’accumule au cours de l’interphase. Les
kinases Wee1 et Myt1 sont inhibées par  hyperphosphorylation en début de mitose, ce qui

empêche leur activité inhibitrice de CDK1 en mitose. Les résidus Tyr 15 et Thr 14 vont être

déphosphorylés par la protéine phosphatase CDC25 afin de rendre CDK1 actif. C’est donc
CDC25 qui déclenche l’entrée en mitose (pour revue voir Dorée, 2003). Un niveau de

régulation supérieur existe: Wee1, Myt1 et CDC25 sont elles-même régulées par

phosphorylation et dégradation. Les régulations par phosphorylation du MPF sont donc
globalement les mêmes qu’en méiose.

- Le complexe CDK1/Cycline B peut être également régulé par des CKI. Ces protéines sont
capables d’inhiber l’activité des complexes CDK/Cycline par simple liaison. p21Cip1 serait

capable de bloquer l’accès à la CAK et donc d’inhiber les complexes CDK1/Cycline au cours

de la transition G2/M (Smits et al., 2000).
- Enfin un autre moyen de réguler l’entrée en mitose est la localisation des différents

partenaires de ces cascades d’activation. La Cycline B1 est localisée au centrosome et sur les
microtubules interphasique en phases S et G2, alors qu’en prophase les complexes

CDK1/Cycline B1 sont transloqués dans le noyau en corrélation avec la rupture de

l’enveloppe nucléaire (Pines and Hunter, 1991). Cette localisation de la Cycline B1 est due à
la présence d’une séquence de rétension cytoplasmique CRS (Pines and Hunter, 1994) et

d’une séquence d’export nucléaire NES contenue dans la CRS (Hagting et al., 1999). La
localisation de CDC25 suit celle de la Cycline B: cytoplasmique en interphase et nucléaire en

début de mitose suite à son activation (Takizawa and Morgan, 2000). CDC25 comporte dans

sa séquence une NES et un signal de localisation nucléaire NLS. Enfin Myt1 est
cytoplasmique tout au long du cycle cellulaire. La localisation différentielle de tous les

acteurs de l’entrée en phase M pourrait être un mécanisme de sécurité visant à renforcer les
mécanismes d’activation de CDK1/Cycline B uniquement en mitose. Cette localisation sub-

cellulaire des différents acteurs en méiose est peu étudiée, le mode de régulation par

localisation étant encore peu approfondi dans ce système.

Le MPF une fois activé phosphoryle de nombreuses cibles et participe à la mise en place de

processus essentiels tels que la rupture de l’enveloppe nucléaire et la mise en place du fuseau
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de division. La membrane nucléaire est solubilisée, les microtubules se réorganisent et les

chromosomes se condensent. Cela implique que la membrane nucléaire, les microtubules, les

chromosomes et l’appareil de Golgi sont des cibles directes ou indirectes des complexes
CDK/Cycline B. De nombreux substrats des complexes CDK/Cycline B ont été identifiés,

incluant lamines, condensines, certains moteurs moléculaires, permettant d’expliquer
comment le MPF initie les évènements structuraux de la mitose et de la méiose. Il existe

cependant beaucoup de substrats à découvrir pour le MPF en mitose et en méiose, afin

d’expliquer toutes ses fonctions.

4. Première phase M de méiose

41. Cas général de la formation des fuseaux de division et de l’alignement des
chromosomes

La ségrégation correcte des chromatides sœurs en mitose et des chromosomes homologues en

méiose est fondamentale à la vie. Cette ségrégation requiert une structure complexe appelée

fuseau de division. Ce fuseau est formé de microtubules et de nombreuses protéines associées.

a) Les microtubules et les protéines associées

i. Les microtubules.

Les microtubules sont essentiels au bon déroulement du cycle cellulaire. En interphase, ils
organisent le cytoplasme et positionnent le noyau et les organelles. Au cours de la division

cellulaire ils s’organisent en fuseau de division afin de permettre une ségrégation égale du

matériel génétique entre les deux cellules filles.
 Chaque microtubule est un cylindre composé par une association parallèle de protofilaments.

Pour revue voir (Desai and Mitchison, 1997; Nogales, 2000). Les protofilaments sont des

polymères linéaires composés d’hétérodimères de tubuline α et β (figure 15). Les tubulines α

et β sont identiques à 50% au niveau de leur séquence protéique (Burns, 1991). En section, un

microtubule est composé de 13 protofilaments et mesure 25 nm de diamètre (figure 15).
Les microtubules sont très dynamiques et peuvent passer rapidement d’un état de

polymérisation à un état de dépolymérisation. Cet état est appelé instabilité dynamique (Desai
and Mitchison, 1997) et est basé sur la liaison et l’hydrolyse du GTP par les sous-unités de

tubuline. Chaque monomère de tubuline peut lier une molécule de GTP. La liaison à la

tubuline α  est irréversible, alors que la liaison à la tubuline β est réversible. L’ajout
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d’hétérodimères formés de tubuline α et β chargés en GTP au bout du protofilament le fait

grandir, ajoutant le dimère au cylindre: le microtubule s’allonge (figure 15). L’hydrolyse du

GTP en GDP va changer la conformation des sous-unités de tubuline formant les

protofilaments, rendant le protofilament incapable de s’intégrer au cylindre préexistant. Les
microtubules formés de tels protofilaments vont se désagréger et les protofilaments se

dissocier (figure 15).

Les microtubules ont une polarité définie par le bout où le microtubule croît le plus
rapidement: l’extrémité moins des microtubules est celle qui pousse la moins vite, alors que

l’extrémité plus est celle où la croissance est la plus rapide. L’extrémité moins des
microtubules est proche d’un centre organisateur des microtubules (MTOC), qui nucléé les

microtubules (figure 16). Le plus souvent, le centre organisateur des microtubules est un

centrosome composé de deux centrioles et de matériel péri-centriolaire (PCM).
La régulation de la formation des microtubules passe par la transcription de différents

isotypes de tubuline, par la conformation appropriée des hétérodimères de tubuline, par les
modifications post-traductionnelles de la tubuline et par l’interaction avec de nombreuses

protéines associées aux microtubules

ii. Facteurs stabilisants et déstabilisants.

Des protéines se lient aux microtubules, les stabilisant ou au contraire les déstabilisant. Les
MAPs (Microtubule Associated Proteins) sont des facteurs stabilisant des microtubules.

XMAP215 chez le xénope promeut la croissance rapide des microtubules aux extrémités plus

(Gard and Kirschner, 1987). Des MAPs structurales comme tau, MAP2 et MAP4 réduisent le
taux de catastrophes, stabilisant donc les microtubules.

A l’inverse, il existe des agents déstabilisants des microtubules qui favorisent les catastrophes.
Par exemple Op18/stathmine (Belmont and Mitchison, 1996) induit le désassemblage des

microtubules en séquestrant la tubuline libre. La katanine, une ATPase, coupe les

microtubules, les désassemblant en dimères de tubuline. La katanine, localisée aux pôles du
fuseau, pourrait promouvoir le turnover des microtubules du fuseau. Elle pourrait également

promouvoir le désassemblage des microtubules interphasiques au début de la mitose

(McNally, 1996). La kinésine XKCM1 se lie aux bouts plus des microtubules et favorise la
dépolymérisation des microtubules en stimulant de 7 à 10 fois les évènements de catastrophes.

Cette protéine joue un rôle direct dans la formation du fuseau et à l’anaphase (Maney et al.,
1998; Walczak et al., 1996).
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Focalisation des pôles,
séparation des centrosomes,
orientation du fuseau,
mouvement de traction des
chromosomes

Sur le fuseau de
division, aux pôles,
aux kinétochores.

Moteur
moins.

Dynéine
cytoplasmique.

Focalisation des pôles.
Séparation des chromatides
sœurs.

sur le fuseau de
division et aux pôles.

Moteur
moins.

XCTK2 (Kinésine de
la famille C-terminal).

Anaphase B.mid-body.Moteur
plus.

MKLP1 (kinésine de
la famille
MKLP/CHO1).

Séparation des centrosomes.
Bipolarité.

sur le fuseau de
division et aux pôles.

Moteur
plus.

XKLP2.

séparation des centrosomes et la
focalisation des pôles. Rôle dans
la bipolarité du fuseau.

sur le fuseau de
division et aux pôles.

Moteur
plus.

Eg5 (Kinésine de la
famille bimC).

rôlelocalisationtypeNom et famille

Table 1: les moteurs microtubulaires



Réparation de l’attachement
des kinétochores. Anaphase.

Sur les
kinétochores.

Moteur
plus.

MCAK/XKCM1
(kinésine de la famille
MCAK/Kif2).

Congression des
chromosomes. Anaphase.

Sur les
chromosomes.

Moteur
plus.

Xkid (chromokinésine).
Nod (homologue
drosophile)

Congression des
chromosomes.

sur les
chromosomes.

Moteur
plus.

XKLP1
(chromokinésine).

Formation des fibres
kinétochoriennes et
congression. Anaphase.

Aux kinétochores.Moteur
plus.

CENP-E.

rôlelocalisationtypeNom et famille

Table 2: les moteurs chromosomiques
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iii. Les moteurs associés.

Des protéines appelées moteurs sont capables de parcourir les microtubules dans un sens (vers
l’extrémité plus ou moins) et peuvent transporter des protéines ou organelles de façon dirigée.

Ces moteurs sont composées de deux chaînes lourdes identiques et de plusieurs chaînes
légères variables leur conférant leur spécificité. Chaque chaîne lourde forme une tête

globulaire qui attache la protéine au microtubule de manière ATP dépendante. Parmi ces

moteurs, les kinésines vont vers l’extrémité plus ou moins du microtubule, alors que la
dynéine cytoplasmique va vers l’extrémité moins (figure 17). Dans chaque famille, il existe

différentes sortes de moteurs, qui peuvent transporter des cargos différents.

Goshima et Vale ont réalisé une étude exhaustive du rôle des dynéines et kinésines de
drosophile (au nombre de 25) en mitose (Goshima and Vale, 2003). Pour cela, ils ont inhibé

par RNAi l’expression de toutes ces protéines, en effectuant également des combinaisons de
RNAi (Goshima and Vale, 2003). Cette étude a montré que ces protéines ont des fonctions

potentiellement redondantes et sont impliquées dans tous les processus visant à assurer la

fonction du fuseau de division: la séparation des centrosomes, la formation d’un fuseau
bipolaire, la congression des chromosomes, la séparation des chromatides sœurs à l’anaphase.

Ces moteurs médient leurs fonctions par trois mécanismes différents (figure 18 a,c,d, Sharp et
al., 2000):

- Ils établissent des liens parallèles ou anti-parallèles entre microtubules, permettant d’aider à
la mise en place et au maintien de la bipolarité du fuseau. La mise en place de la bipolarité est

liée à la séparation des centrosomes dupliqués (dans le cas des cellules avec centrosomes)
puis à la focalisation des deux pôles ainsi obtenus. Le maintien de la bipolarité passe par la

mise en place de fibres kinétochoriennes et par le renforcement des liens anti-parallèles entre

microtubules du fuseau. Dans cette catégorie, on peut citer Eg5, MKLP1, XCTK2 et le
complexe dynéine/dynactine (table 1, figure 18a).

- Ils peuvent effectuer le transport de protéines cargo le long du microtubule, par exemple le

transport des chromosomes le long des microtubules vers la plaque métaphasique lors de la

congression (pour les moteurs plus) ou vers le pôle en anaphase (pour les moteurs moins).
CENP-E et la dynéine cytoplasmique médient ces rôles (table 1 et 2). D’autres types de

moteurs comme les chromokinésines dont Xkid (table 2) génèrent également les forces

d’éjection polaires exercées sur les bras des chromosomes, permettant l’alignement des
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chromosomes sur la plaque métaphasique (figure 18c et d).

- Enfin certains moteurs, comme par exemple XKCM1 (table 2) régulent la dynamique des
microtubules en induisant la polymérisation ou dépolymérisation du microtubule. Ces

moteurs assurent la réparation des erreurs d’attachement des chromosomes au fuseau et jouent
un rôle important à l’anaphase (figure 18d).

b) Les différents types de microtubules dans un fuseau de division

Le fuseau est formé de microtubules arrangés de façon symétrique et fusiforme. Un fuseau de

mammifère « type » contient plus de 3000 microtubules divisés entre les deux moitiés du
fuseau. Les microtubules dans le fuseau ont une polarité uniforme: les extrémités moins sont

orientées vers les pôles et les extrémités plus sont près du cortex de la cellule ou près des
chromosomes.

Il existe trois classes de microtubules formant le fuseau, qui sont définies par la position de

l’extrémité plus du microtubule (figures 18 et 19). La première classe constitue les
microtubules kinétochoriens. Ces microtubules vont du pôle du fuseau aux kinétochores des

chromosomes. Tous les microtubules associés à un kinétochore vont former un câble de

microtubules appelé fibre kinétochorienne.

La seconde classe constitue les microtubules astraux. Ils émanent du pôle du fuseau et
s’étendent vers le cortex de la cellule par leur extrémité plus jusqu’à interagir avec le cortex

(figure 18b). Cette interaction joue un rôle important dans le positionnement du fuseau dans la

cellule et dans la localisation du plan de clivage durant la cytokinèse. Ces microtubules
astraux n’existent pas dans tous les systèmes, notamment dans les systèmes acentriolaires

comme les ovocytes.

La troisième classe est constituée par les microtubules interpolaires, qui s’étendent d’un pôle

du fuseau jusqu’à l’autre pôle. Ces microtubules forment des câbles de microtubules durant la
métaphase, avec une préférence pour les interactions anti-parallèles (un microtubule d’un pôle

interagissant avec un microtubule de l’autre pôle). Ces interactions pourraient jouer un rôle en
métaphase dans le maintien de la structure bipolaire du fuseau, en s’opposant aux forces

générées par les kinétochores et jouer un rôle en anaphase pour pousser les pôles de façon

opposée (anaphase B).
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La mise en place des fuseaux implique une grande diversité de protéines et d’activités

enzymatiques qui influencent l’organisation et la dynamique des microtubules, de façon
directe ou indirecte. La formation des fuseaux de division varie également selon que la cellule

possède des centrioles ou non, les deux mécanismes coexistant dans une cellule avec
centrioles (pour revue voir Compton, 2000).

c) Changement d’état des microtubules en début de division cellulaire.

La dynamique des microtubules change dramatiquement au début de la mitose et de la

méiose. En interphase, les microtubules forment un réseau étendu à travers le cytoplasme. Les
microtubules interphasiques sont longs et stables avec une demi-vie de plus de 10 minutes.

Quand les cellules entrent en mitose, le taux de catastrophe augmente de 7 à 10 fois, ayant
pour conséquence un changement de stabilité des microtubules qui deviennent courts et très

instables, avec une demi-vie de moins de 60 secondes (Cassimeris, 1999; Inoue and Salmon,

1995; McNally, 1996).

d) Mise en place du fuseau

i. cas des cellules avec centrosomes pourvus de centrioles.

Le centrosome est classiquement composé d’une paire de centrioles entourés de matériel
dense aux électrons, appelé matériel péri-centriolaire. Les centrioles sont des cylindres de

0,25 µm de diamètre, composés de neuf triplets de microtubules. Les microtubules sont

nucléés à partir du matériel péri-centriolaire. La γ tubuline joue un rôle important dans la

nucléation des microtubules. Elle forme des structures en forme d’anneau qui vont servir

d’amorce à la croissance des microtubules (Moritz et al., 1995).
En phase G1, chaque cellule contient un centrosome. Au cours de la phase S, en même temps

que la synthèse de l’ADN, se produit la duplication des centrioles. Les cellules en phase G2 et

M ont donc deux centrosomes fonctionnels. En prophase, les centrosomes se séparent et se
positionnent de part et d’autre de la membrane nucléaire, générant deux asters de

microtubules à l’opposé dans la cellule (figure 20). Plusieurs facteurs importants pour la
séparation des centrosomes en prophase ont été mis en évidence: la dynéine cytoplasmique,

XKLP2, Eg5 et XCTK2 (table 1) (Blangy et al., 1997; Blangy et al., 1995; Gaglio et al., 1996;

Heck et al., 1993; Mountain et al., 1999; O'Connell et al., 1993; Pidoux et al., 1996; Saunders
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et al., 1997; Saunders and Hoyt, 1992; Sawin et al., 1992; Sharp et al., 1999a; Sharp et al.,

1999b; Wilson et al., 1997; Wittmann et al., 1998). La perturbation de ces protéines entraîne

l’absence de séparation du centrosome et la perte de la bipolarité. Chaque pôle du fuseau
contient un centrosome, responsable de la nucléation des microtubules.

Après leur duplication, les centrosomes subissent un phénomène de maturation augmentant
leur capacité nucléatrice de microtubules (Khodjakov and Rieder, 1999; Palazzo et al., 2000).

Les kinases Polo (Lane and Nigg, 1996) et Aurora A (Berdnik and Knoblich, 2002; Hannak et

al., 2001) sont impliquées dans cette maturation, Aurora A via la phosphorylation de Eg5
(table 1) (Giet et al., 1999).

Une fois la bipolarité établie suite à la séparation des centrosomes, il est nécessaire de

focaliser les deux pôles obtenus. Deux protéines impliquées dans la focalisation des
extrémités moins des microtubules aux pôles du fuseau sont des moteurs moins: la dynéine

cytoplasmique et XCTK2 (table 1) (Gaglio et al., 1996; Mountain et al., 1999; Walczak et al.,
1998).

Des expériences d’ablation des centrosomes dans divers systèmes ont montré que les

centrosomes sont nécessaires pour la formation du fuseau (Maniotis and Schliwa, 1991;
Sluder et al., 1985; Zhang and Nicklas, 1995). Par contre, quand le fuseau bipolaire est formé,

les centrosomes ne sont pas indispensables à l’organisation et à la fonction du fuseau. Il est
possible en effet d’enlever les centrosomes des pôles par micromanipulation et cela ne produit

aucun effet sur la fonctionnalité du fuseau à l’anaphase (Nicklas, 1989). De plus, 75% des

microtubules interpolaires et 50% des microtubules kinétochoriens ne sont pas directement
ancrés aux centrosomes en métaphase (Mastronarde et al., 1993). Enfin, des travaux récents

en cellules de mammifères montrent des microtubules périphériques non associés au
centrosome sont utilisés dans la formation du fuseau (Tulu et al., 2003).

Le centrosome est donc essentiel aux évènements précoces de formation du fuseau en tant que
centre organisateur des microtubules, puis facultatif quand le fuseau est déjà formé avec des

pôles bien individualisés.

ii. Sans centrioles: quelles cellules?

Certaines cellules effectuent leur division cellulaire sans centrosomes conventionnels en
utilisant une voie dépendante de la chromatine permettant de mettre en place le fuseau de

division. Leurs centres organisateurs de microtubules sont des structures composées

uniquement de matériel péri-centriolaire (Gueth-Hallonet et al., 1993). Cela inclut les cellules
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des plantes au cours de leur mitose (Smirnova and Bajer, 1992) et les ovocytes de nombreuses

espèces (de Saint Phalle and Sullivan, 1998; Maro et al., 1985; McKim and Hawley, 1995;

Theurkauf and Hawley, 1992). En pro-métaphase de méiose I dans beaucoup d’espèces, les
microtubules sont présents dans le cytoplasme de la cellule et comme pour les cellules avec

centrosomes conventionnels en pro-métaphase, ces microtubules sont courts et instables. Ces
microtubules sont nucléés à partir d’anneaux de γ-tubuline libres dans le cytoplasme, les γ-

TuRC (Zheng et al., 1995). Ces TuRC sont associés aux centrosomes conventionnels dans les
cellules somatiques (Moritz et al., 1995), mais dans les ovocytes ces complexes sont actifs

pour nucléer des microtubules sans être associés à des centrioles.

iii. Un système dépendant de la chromatine.

Des données provenant de divers systèmes démontrent que la chromatine stimule la
polymérisation des microtubules en phase M.

Des expériences réalisées dans des spermatocytes de sauterelle Melanoplus differentialis ont
montré l’importance des chromosomes dans l’assemblage des microtubules du fuseau:

l’ablation partielle des chromosomes provoque une réduction de la quantité totale des

microtubules du fuseau. Cette réduction n’est pas proportionnelle au nombre de kinétochores
absents mais à la masse de chromatine éliminée (Nicklas and Gordon, 1985).

Ce rôle de la chromatine a été confirmé par des expériences réalisées dans des extraits d’œufs
de xénope (Sawin and Mitchison, 1991). Par exemple la fréquence de catastrophes des

microtubules provenant de centrosomes mis en contact avec de la chromatine diminue

(Dogterom et al., 1996). La chromatine inverse donc localement la déstabilisation globale des
microtubules en phase M.

Dans des systèmes acentriolaires, les mêmes résultats ont été obtenus. La microinjection de
noyaux issus de karyoplastes, ou l’injection d’ADN de phage dans des œufs de xénope non

fécondés bloqués en métaphase (et dépourvus de centrioles), provoque la formation de

réseaux bipolaires de microtubules autour de la chromatine (Karsenti et al., 1984b). Des billes
recouvertes d’ADN induisent la formation d’un fuseau bipolaire autour d’elles (Heald et al.,

1996; Karsenti et al., 1984a; Karsenti et al., 1984b; Karsenti et al., 1984c). Enfin, un fuseau

bipolaire peut s’assembler dans des cellules somatiques de mammifère après ablation de leurs
centrosomes (Khodjakov et al., 2000).

Dans tous ces systèmes, la chromatine seule est donc capable d’induire l’assemblage de
microtubules dans un cytoplasme déstabilisant, indépendamment de sources prédéfinies de
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microtubules.

Ce mode de formation du fuseau dépendant de la chromatine existe dans les cellules sans et

avec centrosomes conventionnels, ajoutant un niveau plus complexe de régulation de la
formation du fuseau que le simple modèle de recherche et capture des microtubules (Carazo-

Salas and Karsenti, 2003). Dans les cellules avec centrioles, les chromosomes ne seraient pas
requis pour la morphogénèse initiale du fuseau, mais pour sa stabilisation.

iiii. effet chromatine et la voie Ran.

L’effet chromatine est médié principalement par la protéine Ran, une petite GTPase de la

famille des Ras (Mattaj and Englmeier, 1998). Pour revue voir (Dasso, 2002). Ran est un

élément majeur du contrôle du transport nucléo-cytoplasmique en interphase. Ran est
impliquée également dans l’inhibition de la re-réplication en phase S (Yamaguchi and

Newport, 2003). Enfin Ran est impliquée dans la formation des fuseaux de division dans des
extraits d’œufs de xénope: Ran, associée au GTP, déclenche l’assemblage de microtubules et

leur organisation en fuseau en l’absence de centrosomes, voir même de chromosomes

(Carazo-Salas et al., 2001).
Ran peut se trouver sous deux formes: une forme inactive liée au GDP et une forme active

liée au GTP. Le passage d’une forme à l’autre s’effectue par des facteurs d’échange (figure
21). RCC1, le facteur d’échange permettant l’accumulation de Ran-GTP, est localisée au

niveau des chromosomes via les histones H2A et H2B (Bischoff and Ponstingl, 1991; Mattaj

and Englmeier, 1998; Nemergut et al., 2001), permettant la concentration de Ran-GTP autour
des chromosomes et l’obtention d’un gradient (Joseph et al., 2002; Kalab et al., 2002). RCC1

est phosphorylée par CDK1 dans des cellules de mammifères et cette phosphorylation est
requise pour assurer la fonction de RCC1 (Li and Zheng, 2004). Ran seule peut également se

localiser aux chromosomes de manière indépendante de RCC1, via des interactions avec les

histones H3 et H4 (Bilbao-Cortes et al., 2002). Ran se localise sur les chromosomes en
méiose chez le xénope et la souris (Hinkle et al., 2002).

Ran-GAP (Bischoff et al., 1995), qui permet l’hydrolyse du GTP en GDP et donc la
concentration de Ran-GDP, se localise dans le cytoplasme, sur les fuseaux mitotiques et aux

kinétochores en mitose, alors qu’elle est cytoplasmique en interphase (Joseph et al., 2002).

Sous sa forme active liée au GTP, Ran dissocie des complexes formés des importines α et β et

de protéines cargo importantes dans la formation des fuseaux de division (Gruss et al., 2001;
Nachury et al., 2001; Wiese et al., 2001). Ran-GTP étant concentrée dans la région des
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chromosomes, elle permet l’activation des protéines cargo seulement autour de la chromatine,

restreignant la mise en place du fuseau autour des chromosomes. Ailleurs, Ran étant sous sa

forme inactive liée au GDP, les protéines cargo sont inhibées par leur association aux
importines α et β, rendant le cytoplasme non permissif à la nucléation de microtubules (figure

22).

Cependant il a été montré récemment dans des cellules de mammifère en culture que Ran-

GTP se localise aussi aux centrosomes et pas seulement sur les chromosomes, ce qui va à
l’encontre d’un gradient de Ran-GTP restreint uniquement aux chromosomes (Keryer et al.,

2003).

iiiii. les cibles de la voie Ran.

Les protéines cargo, cibles de la voie Ran, comportent dans leur séquence une NLS qui assure
l’interaction avec les importines.

NuMA est une MAP, cible mototique de la voie Ran. NuMA interagit avec l’importine β via

sa NLS et cette liaison peut être abolie par l’ajout de Ran-GTP, montrant que NuMA est une
cible de Ran (Nachury et al., 2001; Wiese et al., 2001). NuMA est une protéine nucléaire qui

s’associe au fuseau de division (Compton and Cleveland, 1994). En extraits d’œuf de xénope,

la dynéine cytoplasmique, la dynactine et NuMA forment un complexe qui est essentiel à
l’organisation des pôles du fuseau (Merdes et al., 1996). NuMA est transportée sur les

microtubules par le complexe dynéine cytoplasmique/dynactine afin d’assurer son rôle aux
pôles (Merdes et al., 2000; Merdes et al., 1996). Ces protéines interagissent uniquement en

mitose, la dynéine et dynactine étant cytoplasmiques et NuMA étant nucléaire en interphase.

La perturbation de l’une d’entre elles entraîne des défauts similaires dans la structure du
fuseau (Echeverri et al., 1996 ; Gaglio et al., 1997; Gaglio et al., 1996; Gaglio et al., 1995): le

centrosome se détache du pôle du fuseau. NuMA organise et stabilise donc les extrémités

moins des microtubules aux pôles des fuseaux.
TPX2, une MAP, est une autre cible de Ran. Elle interagit avec l’importine α via sa NLS

(Gruss et al., 2001). TPX2 est capable d’ancrer XKLP2 aux pôles du fuseau (Merdes et al.,

1996; Wittmann et al., 1998; Wittmann et al., 2000) et joue un rôle dans l’organisation et la
focalisation des pôles du fuseau (Wittmann et al., 2000). TPX2 est localisée aux pôles via la

dynéine cytoplasmique. TPX2 est capable de créer des liens entre les microtubules,

permettant l’organisation de ces microtubules en asters. Cette propriété n’est pas régulée par
l’importine α. L’activité principale de TPX2 est de nucléer des microtubules; cette activité est
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dépendante de la voie Ran (Gruss et al., 2001; Schatz et al., 2003). TPX2 est capable de

localiser Aurora A (Bayliss et al., 2003; Giet et al., 1999) aux microtubules du fuseau. La

localisation d’Aurora A aux pôles en revanche est indépendante de TPX2 (Eyers and Maller,
2004; Kufer et al., 2002; Tsai et al., 2003). Ran-GTP stimule l’interaction entre TPX2 et

Aurora A, interaction qui est réalisée sur les microtubules du fuseau et pas uniquement sur les
chromosomes, suggérant l’existence de Ran-GTP ailleurs que sur les chromosomes. TPX2

stimule alors la phosphorylation et l’activité kinase de Aurora A de façon dépendante des

microtubules en inhibant l’activité PPI qui déphosphoryle Aurora A  (Biggins et al., 1999;
Hsu et al., 2000; Katayama et al., 2001; Sassoon et al., 1999). Aurora A phosphorylée et donc

kinasiquement active (Walter et al., 2000) est requise pour établir et/ou maintenir le fuseau

bipolaire dans des systèmes variés comme la drosophile ou les cellules en culture de tissus
(Giet et al., 2002; Giet and Prigent, 2000; Glover et al., 1995; Hannak et al., 2001; Katayama

et al., 2001 ; Roghi et al., 1998; Schumacher et al., 1998). Son rôle sur le maintien du fuseau
pourrait passer par sa liaison à Eg5 (Giet et al., 1999). Par ailleurs Ran semble également

activer Eg5 dans des extraits d’œufs de xénope (Wittmann et al., 2001).

En conclusion, les importines α  et β se lient et inhibent TPX2 et NuMA, des protéines

requises dans la mise en place du fuseau. Ran-GTP près des chromosomes déstabilise ces
complexes, permettant l’activation des facteurs requis dans la mise en place du fuseau près

des chromosomes. Loin des chromosomes, Ran-GTP serait convertie en Ran-GDP,
permettant la réassociation des complexes inhibiteurs de la formation du fuseau (figure 22).

Au cours de l’interphase, les importines α et β séquestrent TPX2 et NuMA dans le noyau,

empêchant leur activation ectopique dans le cytoplasme.

e) Les kinétochores et les mouvements des chromosomes dans le fuseau

En mitose ou méiose, les chromosomes sont constitués de paires de chromatides sœurs liées
entre elles par leur centromère. Les chromosomes s’alignent sur la plaque métaphasique et

sont attachés aux microtubules par leurs kinétochores. Les kinétochores sont des structures
associées au centromère des chromosomes. Pour revue voir (Cleveland et al., 2003). Chaque

chromosome possède une paire de kinétochores, chaque chromatide sœur ayant un

kinétochore qui peut lier 1 à 40 microtubules (selon les espèces). Le kinétochore est le lieu
d’attachement des microtubules sur le chromosome. Le kinétochore contient des protéines

structurales comme CENP-A, B et C, des moteurs comme la dynéine cytoplasmique (Pfarr et

al., 1990; Steuer et al., 1990) et CENP-E (Yen et al., 1991), des protéines modulant la stabilité
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Figure 23: mouvements des
chromosomes sur le fuseau de division

a: un microtubule contacte un kinétochore au hasard et tire le
chromosome vers le pôle le plus proche.

b: mono-orientation et mise en place de la fibre kinétochorienne.

c: oscillations autour du pôle puis capture de l’autre kinétochore par un
microtubule. Le chromosome va vers la plaque équatoriale. C’est la
congression.

d: bi-orientation et oscillations autour de la plaque métaphasique.

e: séparation des chromatides sœurs à l’anaphase.
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des microtubules comme XKCM1 (Desai and Hyman, 1999; Maney et al., 1998), d’autres

protéines comme CENP-F, ZW10, CLIP170, des protéines passagères les INCENPs et des

protéines du point de contrôle du fuseau comme Mad2 et Bub1.
Toutes ces protéines médient les fonctions des kinétochores: permettre la capture, le

mouvement et l’alignement des chromosomes sur le fuseau de division (figure 23). Cela passe
par l’attachement d’un premier microtubule à un kinétochore, à la mono-orientation dûe à la

mise en place d’une fibre kinétochorienne, à l’attachement du second kinétochore au fuseau, à

la bi-orientation du chromosome et à son alignement sur la plaque métaphasique ou
congression et à la séparation des chromatides sœurs en anaphase. Ces protéines médient ces

effets grâce à la modulation de la dynamique des microtubules lors du mouvement des

chromosomes, aux forces exercées par les moteurs et à l’activation du point de contrôle du
fuseau si un kinétochore n’est pas attaché au fuseau (Rieder and Salmon, 1998; Yen and

Schaar, 1996) pour revue voir (Biggins and Walczak, 2003).
En mitose, les chomosomes sont attachés de façon bipolaire, chaque chromatide sœur étant

reliée par son kinétochore à un pôle du fuseau. En méiose I, les chromosomes sont attachés de

façon monopolaire, les deux chromatides sœurs formant un chromosome étant attachées par
leurs kinétochores au même pôle du fuseau. Cela permet de séparer les chromosomes

homologues en méiose I sans séparer les chromatides soeurs.

i. Congression.

L’acquisition de l’attachement bipolaire est favorisé par les forces d’éjection polaires qui
poussent les chromosomes mono-orientés à l’équateur de la cellule vers l’autre pôle,

permettant l’alignement des chromosomes sur la plaque métaphasique ou congression (Rieder
et al., 1994). Ces forces sont générées par les microtubules qui émanent des deux asters

centrosomiques. Acquérir un attachement bipolaire prend un certain temps, ce qui est corrélé

à la longueur de la pro-métaphase qui est en général la phase la plus longue de la mitose et de
la méiose. Là encore différents moteurs sont requis pour l’alignement des chromosomes sur la

plaque métaphasique.
Xkid (table 2), une kinésine localisée sur les bras des chromosomes, est nécessaire à

l’alignement des chromosomes et à son maintien. Xkid serait responsable des forces

d’éjection polaires sur les bras des chromosomes (Antonio et al., 2000; Funabiki and Murray,
2000; Levesque and Compton, 2001), leur permettant de se rapprocher de la plaque

équatoriale.
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Des expériences en extraits d’ovocytes de xénope et dans des cellules en culture indiquent que

CENP-E (table 2), essentielle à la formation des fibres kinétochoriennes, est impliquée dans la

congression des chromosomes (Schaar et al., 1997; Wood et al., 1997). La perturbation de la
fonction de CENP-E empêche les chromosomes de s’aligner efficacement sur la plaque

métaphasique (Schaar et al., 1997). L’ancrage et le maintien des extrémités plus des
microtubules dans le kinétochore nécessitent aussi l’action de CENP-E (Yao et al., 2000)

(figure 18d). CENP-E est donc essentielle au positionnement des chromosomes sur le fuseau

et au maintien de l’attachement des chromosomes. L’étude de souris invalidées pour CENP-E
a montré que cette protéine est indispensable au maintien de la stabilité chromosomique,

grâce à la stabilisation de la capture des kinétochores par les microtubules (Putkey et al.,

2002).
Les chromosomes une fois alignés sur la plaque métaphasique oscillent de part et d’autre de

celle-ci.

f) Fuseaux et MAP Kinase.

Les MAPK induisent in vitro la réorganisation des microtubules interphasiques vers une

organisation métaphasique dans des extraits d’ovocytes de xénope (Gotoh et al., 1991).

Depuis, Horne MM et al ont montré que la MAPK pourrait être impliquée dans la formation
des fuseaux. L’inhibition ou la déplétion de la MAPK dans des extraits d’œufs de xénope

entraîne des défauts d’organisation des fuseaux qui ressemblent à des asters ou à des hémi-
fuseaux. Une augmentation de la longueur et de la polymérisation des microtubules a pu être

mise en évidence dans de tels extraits, suggèrant que la MAPK régule la dynamique des

microtubules. L’inhibition de la MAPK après la formation des fuseaux entraîne le
désassemblage de ces fuseaux en gros asters (Horne and Guadagno, 2003). De plus, les

formes actives de ERK1/2 se localisent de la prophase à l’anaphase aux pôles du fuseau, aux
microtubules du fuseau, aux kinétochores et au mid-body pendant la cytokinèse, suggérant

que la voie MAPK pourrait réguler l’assemblage et/ou les fonctions du fuseau mitotique

(Shapiro et al., 1998; Zecevic et al., 1998). On ne sait pas encore si l’action de la MAPK est
directe ou non. Horne MM et al ont démontré que p90RSK n’est pas l’effecteur des MAPK

dans ce rôle, indiquant que la voie MAPK peut bifurquer avant p90RSK  et phosphoryler des
partenaires importants dans la mise en place et la stabilisation du fuseau mitotique (Horne and

Guadagno, 2003).
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42- Cas particulier de l’ovocyte de souris: formation, migration du fuseau de méiose I et
division asymétrique

a) Formation du fuseau de méiose I chez la souris

Les ovocytes de souris sont dépourvus de centrioles. Les pôles des fuseaux sont constitués de
centres organisateurs de microtubules multiples, qui vont se rassembler à GVBD en asters.

Après GVBD, les microtubules sont nucléés autour de l’ensemble des chromosomes et
forment une masse plus ou moins compacte. Le fuseau bipolaire se met en place à partir de

l’interaction d’asters de microtubules et de la chromatine (figure 24). Les pôles des fuseaux

sont aplatis et larges, conférant une morphologie dite « en tonneau » au fuseau (Brunet et al.,
1998) (figure 24). Ce fuseau méiotique est dépourvu de microtubules astraux reliant

généralement les fuseaux au cortex de la cellule. Le fuseau se forme au cours de la pro-
métaphase en l’absence de fibres kinétochoriennes, par interactions latérales entre les

microtubules et les kinétochores et par des interactions directes entre les microtubules et la

chromatine. La pro-métaphase I est très longue chez la souris (GVBD + 7h) et les fibres
kinétochoriennes se mettent en place très tardivement environ une heure avant expulsion du

globule polaire en début de métaphase (soit GVBD + 7h, Brunet et al., 1999) (figure 24).

b) Migration du fuseau

La vésicule germinative est centrale mais légèrement excentrée dans les ovocytes. Le fuseau

de métaphase I se forme initialement dans la zone de la vésicule germinative après sa rupture

et se met donc naturellement en place de manière légèrement excentrée dans l’ovocyte. A
GVBD+6/7h, environ 1h avant l’expulsion du globule polaire, le fuseau de division va migrer

selon son grand axe vers le cortex, selon le chemin le plus court, amplifiant la légère
asymétrie de départ. Il n’existe pas de site prédéfini dans le cortex attirant le fuseau lors de sa

migration (Verlhac et al., 2000a). Cette migration au cortex est indépendante des

microtubules, mais dépendante de l’actine. En effet si l’on dépolymérise les microtubules
avant la migration du fuseau de division (avec du nocodazole), le fuseau est dépolymérisé,

mais les chromosomes migrent en masse au cortex de l’ovocyte. Si l’on dépolymérise le
réseau d’actine (avec de la Cytochalasine D), le fuseau et les chromosomes sont incapables de

migrer au cortex (Longo and Chen, 1985; Van Blerkom and Bell, 1986). Le fuseau ne subit

pas de rotation avant l’expulsion du globule polaire dans 2/3 des cas; le plus souvent le fuseau
n’est donc pas parallèle à la surface du cortex mais perpendiculaire. Cela constitue une
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différence importante par rapport à la position du fuseau de métaphase II qui est parallèle au

cortex (Verlhac et al., 2000a). La migration du fuseau au cortex en métaphase I permet à

l’ovocyte d’effectuer une division asymétrique, donnant lieu à une grosse cellule contenant la
majeure partie du cytoplasme et des réserves, l’ovocyte et une petite cellule qui dégénèrera, le

globule polaire.

i. Migration du fuseau et voie Mos/…/MAPK

L’étude de la maturation méiotique des ovocytes issus des souris invalidées pour le gène c-
mos et qui n’activent pas la MAPK en méiose a permis de comprendre les rôles de la voie

Mos/…/MAPK. La voie est impliquée dans trois grands phénomènes (figure 25): la migration

du fuseau de métaphase I au cortex de l’ovocyte en première phase M de méiose (Verlhac et
al., 2000a), le maintien de l'état pseudo-métaphasique des microtubules et des chromosomes

en phase G permettant peut-être d'éviter la réplication de l'ADN (Furuno et al., 1994; Verlhac
et al., 1993; Verlhac et al., 1996) et l'arrêt en métaphase II de seconde phase M (Colledge et

al., 1994; Haccard et al., 1993; Hashimoto et al., 1994). Pour revue sur le rôle des MAPK au

cours de la maturation méiotique, voir (Fan and Sun, 2004). Je reviendrai sur les deux
derniers rôles ultérieurement.

La migration du fuseau de métaphase I est donc dépendante de la voie Mos/…/MAPK. Dans
les ovocytes issus de souris Mos-/-, le fuseau de métaphase I ne migre pas au cortex et les

ovocytes expulsent de très gros globules polaires, rendant la division plus symétrique (Choi et

al., 1996; Verlhac et al., 2000a). A l’anaphase, le fuseau s’allonge, un seul des deux pôles se
rapprochant du cortex (figure 26). Cette élongation du fuseau au cours de l’anaphase permet

de restaurer un peu d’asymétrie à cette première division dans les souris Mos-/-. La migration
étant dépendante du réseau d’actine, cela suggère qu’il existe des cibles de la voie

Mos/…/MAPK pouvant contrôler la migration du fuseau de métaphase I via les

microfilaments d’actine.
Parallèlement à la migration du fuseau au cortex se différentie un domaine cortical juste au

dessus du fuseau de méiose I. Ce domaine est dépourvu de microvillosités et est enrichi en
microfilaments d’actine; il déterminera la position de l’anneau de clivage, le premier globule

polaire étant formé à partir de cette région. La différentiation de ce domaine est induite par les

chromosomes. En effet si l’on disperse artificiellement les chromosomes méiotiques, chaque
lot de chromosome va induire une différenciation corticale de ce type dans la région du cortex

la plus proche (Maro et al., 1986; Sawin, 2002). Une région dépourvue de microvillosités et
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enrichie en microfilaments d’actine est présente au cortex au-dessus du fuseau de méiose II et

détermine également l’anneau de clivage.

Un article récent a mis en évidence le rôle de la formine 2, une protéine se liant aux
microfilaments d’actine, dans la migration du fuseau de méiose I (Leader et al., 2002).

ii. Migration du fuseau et Formine

Les Formines composent une famille de protéines définie par la présence d’un domaine

formine d’homologie de type FH2. Ce domaine est nécessaire et suffisant pour nucléer in
vitro des filaments d’actine. Les formines nuclééent des filaments d’actine non branchés,

induisant des réorganisations du cytosquelettes nécessaires à divers processus cellulaires tels

que la formation des jonctions adhérentes dans les cellules épithéliales, la formation des
fillopodes, la migration des cellules, la formation de l’anneau de clivage (Lew, 2002). La

formine 2, une protéine se liant aux microfilaments d’actine, est requise pour le
positionnement acentrique du fuseau méiotique en méiose I (Leader et al., 2002). Dans les

ovocytes issus de souris invalidées pour le gène codant la Formine 2, le fuseau de méiose I ne

migre pas au cortex et les globules polaires ne sont pas expulsés. La nucléation de filaments
d’actine allant du cortex aux chromosomes via la Formine 2 pourrait donc permettre

l’interaction avec des protéines se liant à l’actine associées aux chromosomes (protéines
encore à identifier) et assurer la migration du fuseau de méiose I.

Récemment, un article a fait le lien entre Formine et MAPK chez la levure. Au cours de la

conjugaison chez S.cerevisae, la cellule réoriente sa croissance vers la concentration la plus
forte en phéromones. La formine Bni1p est requise pour cette croissance polarisée en

facilitant l’assemblage de câbles d’actine corticaux. Fus3p, une MAPK activée par les
phéromones, est essentielle à la cascade de signalisation induite par les phéromones. Les

auteurs ont montré que Fus3p phosphoryle Bni1p. Fus3p serait recrutée au cortex où elle

activerait Bni1p, qui alors serait capable d’assembler les câbles d’actine et de polariser la
cellule (Matheos et al., 2004).

Même si la MAPK est localisée aux chromosomes et aux pôles du fuseau dans les ovocytes de
souris (et non au cortex comme pour Fus3p chez la levure), on peut imaginer que les MAPK

seraient responsables de l’activation et/ou de la localisation de la formine 2 au cortex, lui

permettant d’assembler des câbles d’actine capables de faire migrer le fuseau de méiose I au
cortex (Verlhac et al., 1993).
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5. Sortie de première phase M

51. Le point de contrôle du fuseau en mitose

a) Point de contrôle du fuseau et dégradation.

Le point de contrôle du fuseau permet une répartition équivalente du matériel génétique au

cours de la mitose. Pour revue voir (Castro et al., 2003). Il prévient le déclenchement de

l’anaphase tant que tous les chromosomes ne sont pas attachés au fuseau mitotique et alignés
sur la plaque équatoriale. Sa fonction est d’empêcher l’APC/C (je noterai APC par la suite

pour plus de commodité), une ubiquitine ligase, d’ubiquitiner certaines protéines dont la
dégradation est nécessaire au déclenchement de l’anaphase (figure 27). L’ubiquitination par

l’APC dirige les protéines ainsi étiquetées au 26S protéasome qui les dégrade. Durant la phase

d’attachement et d’alignement des chromosomes, le MPF reste actif et les chromatides sœurs
reste liées entre elles. Le point de contrôle du fuseau coordonne donc la phase de capture des

chromosomes, l’inactivation du MPF et la séparation physique des chromatides sœurs. Chez
les eucaryotes supérieurs, la perte de ce point de contrôle peut conduire à une mauvaise

répartition des chromosomes et contribuer ainsi à l’instabilité génomique observée dans de

nombreuses cellules tumorales (Cahill et al., 1998; Lengauer et al., 1998).

b) Les cibles du point de contrôle.

i. La Cycline B

A la transition métaphase/anaphase, la Cycline B est dégradée, induisant l’inactivation de
CDK1 et la chute de l’activité MPF.  L’analyse en temps réel de la dégradation de la Cycline

B couplée à la GFP dans des cellules humaines a montré que sa dégradation débute au

moment où le dernier chromosome est aligné sur la plaque métaphasique (Clute and Pines,
1999). La dégradation de la Cycline B nécessite son étiquetage par des molécules d’ubiquitine

(Glotzer et al., 1991), assuré par l’E3 ubiquitine ligase APC, en association avec son
activateur CDC20 (figure 27) (Lorca et al., 1998; Peters, 1999). La Cycline B est reconnue

par le complexe APC/CDC20 grâce à la présence, dans sa séquence, d’un motif

oligopeptitique appelé boîte de destruction (D-Box) (Glotzer et al., 1991). Ce motif D-box est
suffisant pour cibler les protéines à l’APC. La Cycline B ainsi ubiquitinée est reconnue et

dégradée par le protéasome 26S (figure 27).
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ii. La sécurine

La sécurine est une autre cible de l’APC (Zou et al., 1999) (figure 27). Cette protéine existe

chez S.pombe (Pds1), chez S.cerevisae (Cut2), chez la drosophile (PIM) et chez les vertébrés
(PTTG). Ces protéines n’ont pratiquement pas d’homologies de séquence mais ont des rôles

très conservés. La sécurine joue un rôle essentiel dans la cohésion des chromatides sœurs. En
effet, l’expression d’une sécurine non dégradable ou la surexpression de la sécurine bloque la

séparation des chromatides sœurs (Hagting et al., 2002; Nasmyth, 2001). La délétion de la

sécurine chez S.cerevisiae provoque la séparation des chromatides sœurs en absence d’APC
actif (Ciosk et al., 1998). Des cellules humaines invalidées pour la sécurine ont des défauts

d’anaphase et perdent des chromosomes au cours de la division (Jallepalli et al., 2001).

iii. La séparase, cible de la sécurine

La sécurine est liée jusqu’à la métaphase à une cystéine protéase appartenant à la famille des
caspases, la séparase. Cette interaction inhibe la séparase. A la transition métaphase/anaphase,

la sécurine est reconnue par l’APC et ubiquitinée, la ciblant pour être dégradée par le

protéasome 26S (figure 27). La séparase libérée est active et clive la sous-unité Scc1 des
complexes cohésines qui lient les chromatides sœurs entre elles, événement essentiel à leur

séparation (Hirano, 2000; Uhlmann et al., 1999).
Les sécurines de S.pombe ou de Drosophile sont requises pour la séparation des chromatides

sœurs en mitose (Funabiki et al., 1996; Jager et al., 2001; Stratmann and Lehner, 1996), alors

que les sécurines de S.cerevisae et des vertébrés ne sont pas essentielles ; l’invalidation du
gène codant la sécurine est viable par exemple chez la souris (Jallepalli et al., 2001; Mei et al.,

2001; Wang et al., 2001; Wang et al., 2003; Yamamoto et al., 1996).
Cela peut s’expliquer par la présence de sécurines redondantes. Il existe en effet deux autres

gènes codant des PTTG dans le génome humain (Chen et al., 2000). Une seconde explication

vient du fait que la séparase est aussi régulée négativement par CDK1 (Stemmann et al.,
2001). Cette phosphorylation inhibe l’activité de la séparase en absence de sécurine, ce qui

explique pourquoi des cellules humaines dépourvues de sécurine sont viables et capables de
réaliser l’anaphase.

Chez les vertébrés, la dissociation des cohésines mitotiques se fait en deux étapes

(Waizenegger et al., 2000). En pro-métaphase, la majorité des cohésines (95%) se dissocie des
bras des chromatides sœurs selon un mécanisme qui dépend de leur phosphorylation par la

kinase polo et qui est indépendant de l’activation de l’APC (Alexandru et al., 2001; Hauf et

al., 2001; Sumara et al., 2002). Les cohésines localisées au niveau des centromères sont donc
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les seules à assurer la cohésion des chromatides sœurs en métaphase. En métaphase, la

dégradation de la sécurine permet l’activation de la séparase et le clivage des cohésines

centromériques. Cette perte de cohésion en deux temps pourrait faciliter la condensation des
chromosomes (figure 27).

Une autre différence entre la levure et les vertébrés est que l’activation de la séparase
s’accompagne de son auto-clivage (Stemmann et al., 2001; Waizenegger et al., 2000). Le rôle

de cet auto-clivage serait de vérifier que la séparase est totalement inhibée après avoir réalisé

sa fonction.

c) les composants du point de contrôle.

Les gènes impliqués dans la voie de signalisation de ce point de contrôle ont été tout d’abord

identifiés chez la levure S.cerevisiae. Des mutants de levure pour ces gènes ne s’arrêtent pas
en mitose en présence d’agents dépolymérisants des microtubules. Il s’agit des gènes mad1,

mad2, mad3 (Li and Murray, 1991) et des gènes bub1, bub2, bub3 (figure 28) (Hoyt et al.,

1991). La protéine kinase Mps1, nécessaire pour la duplication du spindle pole body,

équivalent fonctionnel du centrosome chez la levure, a par la suite été identifiée comme un

composant essentiel du point de contrôle mitotique (figure 28) (Weiss and Winey, 1996).

Mps1 excepté, ces gènes ne sont pas essentiels chez la levure, leur délétion n’empêchant pas
la multiplication des cellules. L’identification d’homologues fonctionnels de ces gènes

suggère que ce point de contrôle est conservé chez les eucaryotes supérieurs, bien que
d’autres protéines essentielles à son fonctionnement aient été recensées, telles que la protéine

kinase BubR1 (hybride entre la protéine kinase Bub1 et Mad3) (Taylor et al., 1998), la

kinésine CENP-E (Abrieu et al., 2000b), Zw10 et Rod (Basto et al., 2000; Chan et al., 2000),
ainsi qu’une forme de MAP kinase (Minshull et al., 1994) (figure 28).

d) défauts détectés.

Le point de contrôle mitotique détecte des défauts affectant le fuseau, induits par des
modifications de l’état des kinétochores. Chez S. cerevisiae, une perturbation de l’assemblage

des kinétochores ou de leur attachement aux microtubules, provoque un arrêt mitotique. Cet

arrêt ne se produit que si les gènes mad et bub sont fonctionnels (Wang and Burke, 1995).
D’un autre côté, les levures dépourvues de la protéine Ndc10, sans laquelle les kinétochores

ne peuvent se former, ne s’arrêtent pas en mitose quand elles sont traitées par le nocodazole,
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indiquant que le signal inhibiteur doit être relayé par un kinétochore fonctionnel (Tavormina

and Burke, 1998). Dans les cellules Ptk1, la destruction au laser du kinétochore libre du

dernier chromosome non attaché rend impossible son alignement; pourtant, la cellule
déclenche l’anaphase, montrant là encore que le kinétochore doit être fonctionnel pour relayer

le signal inhibiteur (Rieder et al., 1995). L’ensemble de ces données suggère que les
kinétochores libres, ou présentant un défaut de liaison aux microtubules, émettent un signal

qui empêche la transition métaphase/anaphase et que le kinétochore doit être fonctionnel pour

émettre ce signal.
La localisation cellulaire des protéines du point de contrôle du fuseau renforce cette hypothèse

(Dobie et al., 1999). Les protéines Mad et Bub se localisent préférentiellement sur les

kinétochores libres et sur les kinétochores dirigeant le mouvement des chromosomes vers la
plaque équatoriale pendant la phase d’alignement. Elles sont très peu présentes, voire absentes

pour les protéines Mad, sur les kinétochores des chromosomes alignés (Hoffman et al., 2001).
Des expériences de micromanipulations réalisées dans des spermatocytes de la mante

religieuse (Li and Nicklas, 1997) et l’analyse de mutants de S.cerevisiae qui entrent en mitose

sans avoir répliqué leur génome et ne pouvant pas en sortir ont montré que le point de
contrôle est sensible à la tension au niveau des kinétochores. Cet arrêt dépend bien de Mad2

(Biggins and Murray, 2001; Stern and Murray, 2001). Chez les vertébrés, un blocage en
métaphase peut également être obtenu par des agents qui altèrent la dynamique du fuseau,

sans le détruire. La faible distance séparant alors les kinétochores frères démontre une

absence de tension entre eux et entraîne un blocage en métaphase, même si les chromosomes
sont alignés.

Le point de contrôle du fuseau dispose donc de deux types de senseurs, l’un sensible à l’état
d’attachement des kinétochores, l’autre à la tension. Cette double sensibilité du point de

contrôle est un caractère conservé à travers les espèces. Chez la drosophile, on peut distinguer

les mutants Bub1, dont les cellules entrent en anaphase avant que tous les kinétochores ne
soient correctement attachés (Waters et al., 1998) et les mutants Rod et Zw10, où l’anaphase

commence après l’attachement de tous les kinétochores, mais avant l’alignement de tous les
chromosomes (Basto et al., 2000).

e) Interactions des protéines du point de contrôle.

Les protéines du point de contrôle mitotique interagissent entre elles, laissant supposer

l’existence de complexes régulateurs au niveau des kinétochores.
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Mad1 est l’une des protéines en amont de la cascade de signalisation. Mad1 interagit avec

Mad2 et l’interaction du complexe Mad1-Mad2 avec les kinétochores dépend de Mad1. Cela

permet de recruter Mad2 au kinétochore non attaché (figure 28). Ce recrutement facilite la
liaison de Mad2 à CDC20, provoquant l’inhibition de l’APC (figure 28) (Chen et al., 1996;

Luo et al., 2002; Sironi et al., 2001).
Bub3 interagit avec Bub1 et BubR1, cette interaction étant essentielle à leur localisation sur

les kinétochores (figure 28) (Basu et al., 1998; Taylor et al., 1998). BubR1 est alors capable

de s’associer à CDC20 et inhibe l’APC (figure 28) (Chan et al., 1999; Fang, 2002; Wu et al.,
2000 ).

BubR1, Bub3, CDC20 et Mad2 sont retrouvés dans un complexe (MCC mitotic checkpoint

complex), capable d’inhiber l’APC plus efficacement que Mad2 seule (Musacchio and
Hardwick, 2002; Sudakin et al., 2001). Ce complexe existe quelle que soit la phase du cycle

cellulaire, à des moments où les kinétochores ne sont pas encore matures (Sudakin et al.,
2001). Seule une forme mitotique de l’APC semble sensible à leur activité inhibitrice.

Dans les extraits d’œufs de xénope, la localisation du complexe Mad1-Mad2 sur les
kinétochores dépend du complexe Bub3-Bub1, mais pas de l’activité kinase de Bub1. Elle

dépend également de CENP-E et de l’activité de la protéine kinase Mps1 (Abrieu et al., 2001)
(figure 28). CENP-E interagit directement avec BubR1 et stimule son activité kinasique

(Jablonski et al., 1998; Weaver et al., 2003; Yao et al., 2000). CENP-E est nécessaire pour

recruter Mad1 et Mad2 au kinétochore et est donc nécessaire à l’activation du point de
contrôle du fuseau. CENP-E est également nécessaire au maintien du point de contrôle du

fuseau, via la localisation de Mad2 (Abrieu et al., 2000a). Mad2 subit des phosphorylations au
cours de la mitose. Seule Mad2 non phosphorylée est capable d’interagir avec Mad1 ou

l’APC in vivo. La phosphorylation de Mad2 régulerait donc son activité dans le point de

contrôle du fuseau (Wassmann et al., 2003a). La perte de fonction de Mad2 chez la souris est
létale très tôt au cours du développement embryonnaire (Dobles et al., 2000).

La dynéine cytoplasmique est responsable de la délocalisation de Mad2 du kinétochore quand
tous les kinétochores sont correctement alignés sous tension (Howell et al., 2000) (figure 28).

Quand le point de contrôle est activé par le nocodazole, Mad2 se localise uniquement sur les

kinétochores, ce qui suggère que sa présence sur les pôles dépend exclusivement de son
transport sur les microtubules.

En conclusion, Mad2 et BubR1 pourraient agir en synergie pour inhiber l’APC (Hoyt, 2001;
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Sudakin et al., 2001), ou bien Mad2 et BubR1 pourraient reconnaître des défauts différents,

soit d’attachement soit de tension (Skoufias et al., 2001).

Les protéines Rod et Zw10 sont essentielles au fonctionnement du mécanisme de surveillance

chez les eucaryotes supérieurs. Elles sont nécessaires au recrutement de la dynéine au niveau
des kinétochores (figure 28). Lorsque deux fuseaux sont présents dans une même cellule, le

premier fuseau à atteindre la métaphase entre en anaphase. Il provoque alors une anaphase

prématurée du second fuseau, même si celui-ci présente encore plusieurs chromosomes mono-
orientés, c’est-à-dire attachés à un seul pôle. Ces observations laissent penser que la

transmission du signal inhibiteur produit par le kinétochore libre d’un chromosome mono-

orienté est liée à sa connexion au fuseau et qu’un signal positif dominant est à l’origine de la
transition métaphase/anaphase (Rieder et al., 1997).

f) L’APC et ses régulations

Les réactions d’ubiquitination nécessitent trois types d’enzymes appelées E1, E2 et E3. Le
complexe APC est un édifice moléculaire composé d’au moins 11 sous-unités. Il possède une

activité E3 ubiquitine ligase et collabore avec l’enzyme d’activation de l’ubiquitine (E1) et

l’enzyme de conjugaison (E2) pour catalyser le transfert de molécules d’ubiquitine (Ub) sur
des résidus lysine des substrats. La réitération de la réaction entraîne l’allongement de la

chaîne d’ubiquitine. Un excès d’ubiquitine méthylée inhibe la protéolyse dépendante de
l’APC et bloque la dégradation des Cyclines dans des extraits embryonnaires de palourde

(Hershko et al., 1991). Les substrats de l’APC ont dans leur séquence une D-box (Glotzer et

al., 1991) ou une KEN box (KENXXXR; Pfleger and Kirschner, 2000). Il existe aussi une A-
box, requise pour la destruction de Aurora A par APC/CDH1 en sortie de mitose (Littlepage

and Ruderman, 2002). L’APC est activé en pro-métaphase puis inactivé en fin de phase G1
par phosphorylation (King et al., 1995; Sudakin et al., 1995). L’APC peut s’associer à des

protéines activatrices comme la protéine CDC20 (ou Fizzy chez la drosophile) et CDH1 (ou

Fizzy related). Pour revue voir (Murray, 2004).
Lorsque la cellule entre en mitose, le MPF phosphoryle l’APC, ce qui augmente l’affinité de

CDC20 pour l’APC, permettant ainsi la formation de nombreux complexes APC/CDC20
actifs, nécessaires à l’ubiquitination de la sécurine et de la Cycline B au cours de la mitose.

Ces protéines ainsi  étiquetées sont reconnues et rapidement dégradées en petits peptides par

le protéasome 26S. En fin d’anaphase, l’APC se lie à CDH1, association qui perdure tout au



Figure 29: les régulations de l’APC

BubR1

pro-métaphase

Fin de Mitose

P

Interphase

Point de contrôle
du fuseau

CDC20
APC

Mad2

CDH1

CDC20

CDC20
Emi1

CDH1
APC

CDH1

MPF actif

CDK1
CyclineB

P

CDC20

CDC14

Polo



50

long de la phase G1 (figure 29) (Peters, 2002).

Les protéines CDH1 et CDC20 seraient spécifiques d’une catégorie de substrat (en fonction

de la présence d’une D-box ou d’une KEN box) et donc d’une phase donnée (Schwab et al.,
1997; Visintin et al., 1997). Des résultats récents en extraits d’oeufs de xénope montrent que

les D-box se lient directement à l’APC de façon régulée par le cycle cellulaire. Cette
interaction ne requiert pas CDC20 (Yamano et al., 2004). Ces nouveaux résultats vont à

l’encontre du modèle actuel de reconnaissance du substrat grâce à CDC20 ou CDH1, mais

restent préliminaires, ne cherchant pas à savoir le rôle de CDC20.

i. APC/CDC20.

Emi1 (Reimann et al., 2001) a été mise en évidence chez le xénope comme un inhibiteur de
l’APC. Au cours de l’interphase, Emi1 pourrait inhiber l’APC en titrant CDC20 (figure 29).

Emi1 est dégradée à l’entrée en mitose indépendamment de l’APC par le SCF, suggérant que
cette dégradation est nécessaire à l’activation de l’APC en mitose (Reimann et al., 2001).

Emi1 ne peut être dégradée tant qu’elle n’a pas été phosphorylée, peut-être par CDK1. L’APC

ubiquitine alors ses substrats comme la Cycline A en pro-métaphase et la Cycline B à la
transition métaphase/anaphase.

ii. APC/CDH1.

En fin de mitose, après dégradation de la Cycline B et de la sécurine, CDC20 est dégradée

grâce à sa KEN box et remplacée par CDH1 jusqu’en fin de G1 (figure 29) (Kramer et al.,
2000). Le niveau d’expression de CDH1 ne varie pas au cours du cycle cellulaire (Fang et al.,

1998). En interphase et en mitose jusqu’à l’anaphase, les complexes CDK/Cyclines A, B et E
maintiendraient CDH1 dans un état phosphorylé, empêchant sa liaison à l’APC (figure 29)

(Kramer et al., 2000; Zachariae et al., 1998). L’association de CDH1 avec l’APC en fin de

mitose est déclenchée par la déphosphorylation de CDH1 effectuée par la phosphatase
CDC14 (figure 29) (Kramer et al., 2000). L’APC lié à CDH1 catalyse l’ubiquitination de

CDC20 et provoque sa dégradation (figure 29) (Pfleger and Kirschner, 2000). L’inactivation
de CDH1 intervient en fin de phase G1 à l’apparition des premiers complexes CDK/Cyclines.

iii. phosphorylations et déphosphorylations de l’APC.

Un autre niveau de régulation concerne les phosphorylations et déphosphorylations de l’APC,

qui sont capables de réguler son interaction avec ses partenaires activateurs. Une des sous-

unités de l’APC, CDC27, est phosphorylée au cours de la méiose chez le xénope, l’homme, la
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palourde et la levure (Golan et al., 2002; Kotani et al., 1999; Kotani et al., 1998; Patra and

Dunphy, 1998; Peters et al., 1996; Rudner and Murray, 2000; Yamada et al., 1997).

Polo et le MPF sont capables d’activer l’APC en phosphorylant les sous-unités CDC27 ou
CDC16 (figure 29) (Brassac et al., 2000; Descombes and Nigg, 1998; Hershko et al., 1994;

King et al., 1995; Kotani et al., 1998; Lahav-Baratz et al., 1995; Patra and Dunphy, 1998;
Zachariae and Nasmyth, 1999). La mutation de sites consensus de phosphorylation de trois

sous-unités de l’APC, CDC27, CDC16 ou CDC23 par CDK1 abolit la phosphorylation de

l’APC, réduit sa liaison à CDC20 et retarde la sortie de mitose chez S.cerevisiae (Rudner and
Murray, 2000).

L’APC est donc activé par phosphorylation par CDK1 et Polo, ainsi que par sa liaison à

CDC20 et CDH1, permettant d’exercer son rôle seulement à des phases clés du cycle
cellulaire.

52. Alignement et séparation des chromosomes homologues en méiose I

En méiose I, les chromosomes « maternels » et « paternels » échangent leur matériel

génétique au niveau des chiasmas, qui établissent un lien physique entre eux. Les deux
kinétochores des deux chromatides soeurs formant un chromosome sont attachés aux

microtubules selon la même polarité (mono-orientation) (figure 30). Ceci constitue une
différence importante par rapport à la mitose où les deux kinétochores des deux chromatides

soeurs formant un chromosome sont attachés aux microtubules selon une polarité inverse (bi-

orientation). En méiose I, le chromosome paternel et le chromosome maternel seront
ségrégés, alors qu’en mitose ce sont les chromatides sœurs formant un chromosome qui seront

séparées. Pendant la métaphase de première division méiotique, la cohésion des chromatides
sœurs est assurée comme en mitose par un lien physique entre les bras et le centromère des

chromatides sœurs (figure 30). De plus, les chromosomes homologues sont liés au niveau des

chiasmas par une liaison entre une chromatide « non-sœur » de chaque chromosome. Les
chiasmas sont résolus par la dissolution des cohésines qui relient ces chromatides « non

sœurs » à la transition métaphase/anaphase, permettant la séparation physique des
chromosomes homologues. Les cohésines localisées sur les bras des chromatides sœurs sont

aussi dégradées. Seules les cohésines localisées au centromère des chromatides sœurs sont

protégées de la dégradation, leur permettant de rester liées jusqu’en métaphase II. A la
transition métaphase II/anaphase II, les cohésines centromériques seront dégradées,

permettant la séparation des chromatides sœurs comme en mitose (figure 30).



52

Certaines cohésines présentes en méiose sont différentes de celles présentes en mitose. Rec 8

par exemple remplace Scc1. Chez la levure, la dégradation de Rec 8 fait intervenir la séparase

comme en mitose. L’APC actif et l’activité séparase sont requis pour effectuer la méiose I
chez C.elegans et chez les levures S.pombe et S.cerevisae. Chez la souris, j’ai montré que

l’activité séparase est requise pour effectuer la transition méiose I/méiose II. Chez le xénope
au contraire, l’APC actif et l’activité séparase ne sont pas requis pour effectuer la méiose I. Je

reviendrai sur ce point plus loin.

Chez la Drosophile, mei-S332 assure la protection des cohésines centromériques en méiose I

et se localise dans les régions péri-centromériques (Kerrebrock et al., 1995), mais le

mécanisme potentiel d’action de cette protéine n’est pas connu. Récemment, de nouvelles
protéines capables de protéger les cohésines centromériques de la dégradation à la transition

métaphase I/anaphase I ont été mises en évidence, analogues fonctionnels de mei-S332: les
shugoshines (Kitajima et al., 2004; Rabitsch et al., 2004). Kitajima TS et al ont montré que

shugoshine 1 protégeait Rec 8 de la dégradation à la transition métaphase/anaphase en méiose

I. Les levures invalidées pour ce gène ont des problèmes de ségrégation des chromosomes en
anaphase II, Rec 8 étant dégradée totalement en méiose I. mei-S332 serait un homologue

potentiel de shugoshine 1 et il existerait des homologues chez le nématode, les plantes, la
souris, et l’homme.

53. Existence d’un point de contrôle du fuseau en méiose I?

En méiose I, les chromosomes homologues sont ségrégés, contrairement à la mitose où les

chromatides sœurs sont séparées (figure 30). Des résultats contradictoires ont été publiés

quant à l’existence d’un mécanisme de contrôle du fuseau de type mitotique, capable de
réguler la séparation des chromosomes homologues en méiose I.

a) Cas du xénope

Deux groupes ont montré que l’inhibition de l’APC et l’absence de chute de l’activité MPF
chez le xénope ne bloquent pas la séparation des chromosomes homologues ni la progression

en anaphase I (Peter et al., 2001; Taieb et al., 2001).

L’immunodéplétion de CDC20, l’injection d’oligonucléotides antisens  ciblant l’ARNm
endogène de CDC20, l’immunodéplétion de CDC27 (une sous-unité de l’APC), la

microinjection de Mad 2, la microinjection d’une forme non dégradable de la sécurine,
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l’injection d’un peptide de la boîte de destruction (contenue dans les protéines cibles de

l’APC), l’injection d’ubiquitine méthylée (inhibant l’allongement de la chaîne d’ubiquitine)

ne bloquent pas les ovocytes de xénope en métaphase I, suggérant que l’APC et l’activité
séparase ne sont pas requis pour effectuer la transition métaphase I/anaphase I. Les ovocytes

ségrègent leurs chromosomes homologues sans dégradation de la sécurine et de la Cycline B
et s’arrêtent en métaphase II comme les contrôles après expulsion du premier globule polaire.

Par contre l’APC est nécessaire pour effectuer la transition métaphase II/anaphase II dans les

ovocytes ainsi traités, suggérant que l’APC est fonctionnel et requis en méiose II.

b) Cas de la levure et du nématode

Chez les levures S.pombe et S.cerevisae (Buonomo et al., 2000; Kitajima et al., 2003) et chez

le nématode C.elegans (Davis et al., 2002; Furuta et al., 2000; Golden et al., 2000; Siomos et
al., 2001), la séparation des chromosomes homologues au cours de la méiose I requiert

l’activation de l’APC et l’activité séparase. Des mutants de l’APC (Davis et al., 2002; Furuta

et al., 2000) et de la séparase (Siomos et al., 2001) chez le nématode s’arrêtent en métaphase I
et des mutants de Rec8 (non clivable) et de la séparase chez les levures S.pombe et

S.cerevisae induisent un arrêt du cycle en métaphase I (Buonomo et al., 2000; Kitajima et al.,

2003).

c) Cas de l’homme et de la souris

Chez la souris, l’existence d’un point de contrôle fonctionnel passant par l’inhibition de

l’APC en méiose I est sujet à controverse. J’exposerai tout d’abord les arguments en faveur de
l’existence d’un mécanisme de contrôle, par ordre chronologique.

Le premier argument en faveur de l’existence d’un point de contrôle du fuseau chez la souris

est que CENP-E est localisée sur les kinétochores en pro-métaphase et en métaphase de
méiose I et serait requise pour faire la transition métaphase I/anaphase I. En effet l’injection

d’anticorps dirigés contre CENP-E bloque à 95% les ovocytes en métaphase I, suggérant
l’existence d’un point de contrôle fonctionnel (Duesbery et al., 1997).

De plus, la surexpression de la Cycline B1 dans des ovocytes de souris induit un arrêt en

métaphase I, suggérant que la dégradation de la Cycline B est requise pour la transition
métaphaseI/anaphase I et/ou que l’APC peut être saturé par un excès de substrat

(annexe1,Ledan et al., 2001).
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D’autres observations chez la souris montrent que des altérations du fuseau empêchent la

ségrégation des chromosomes en méiose I et l’inactivation du MPF. Bub1 se localise aux

kinétochores et est phosphorylé (Bub1 est phosphorylé quand le point de contrôle est actif;
Taylor and McKeon, 1997) jusqu’en anaphase des deux divisions méiotiques (Brunet et al.,

2003). Cela suggère de manière indirecte l’existence d’un mécanisme de contrôle du fuseau
actif en méiose I femelle chez la souris.

Récemment il a été montré que les ovocytes de souris répondent à des défauts transitoires du

fuseau par un arrêt réversible en métaphase I, caractérisé par une forte activité MPF
(Wassmann et al., 2003b). Cette étude a mis en évidence que Mad2 est présente au cours de la

maturation méiotique et se localise aux kinétochores non attachés. La surexpression de Mad2

induit un arrêt en métaphase I et l’expression d’un dominant-négatif de Mad2 empêche
l’ovocyte de répondre à des défauts du fuseau en métaphase I. Ces résultats renforcent

fortement les preuves de l’existence d’un mécanisme de contrôle fonctionnel en méiose I
femelle chez la souris.

J’ai montré que l’activité séparase est requise dans les ovocytes de souris pour effectuer la

transition métaphaseI/anaphase I (je détaillerai ces résultats plus loin dans Article 1, Terret et
al., 2003b).

Enfin plus récemment il a été montré que la séparation des chromosomes homologues en
méiose I dépendait de la protéolyse de la sécurine et de la Cycline B, protéolyse dépendante

de la présence de leur D-box (Herbert et al., 2003).

De plus, lors de la méiose mâle chez la souris, les changements de localisation de Rec8 sont
régulés de manière similaire aux changements de localisation de Rec8 lors de la méiose chez

la levure. Ceci suggère que la dégradation de Rec8 lors de la méiose mâle chez la souris
dépend de l’APC (Lee et al., 2003).

Toutes ces études suggèrent l’existence d’un mécanisme de contrôle de type mitotique

(passant par l’inhibition de l’APC et de la dégradation de la sécurine et de la Cycline B)
fonctionnel en méiose I chez la souris.

Néanmoins, chez l’homme, 20% des embryons conçus ont un contenu chromosomique

aberrant résultant d’erreurs au cours de la méiose I femelle (Angell, 1994; Hunt and LeMaire-

Adkins, 1998). Chez l’homme également, la plupart des trisomies sont la conséquence
d’erreurs survenues en méiose I, corrélées avec l’augmentation de l’âge de la mère

(Eichenlaub-Ritter et al., 1988). Ces arguments vont à l’encontre de l’existence d’un point de

contrôle du fuseau fonctionnel au cours de la première division méiotique femelle chez les
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mammifères. Cependant, ce point de vue est plus nuancé, car il a été montré que chez les

femmes âgées, la cohésion entre les chromosomes homologues est affaiblie par rapport aux

femmes jeunes. En conséquence en méiose I, certains bivalents ne peuvent pas s’apparier par
paire et seraient ségrégés comme des monovalents, comme lors d’une mitose. Cela ne

déclencherait pas le point de contrôle du fuseau car ces monovalents seraient attachés par les
kinétochores de leurs chromatides sœurs de manière opposée aux pôles du fuseau de division,

leurrant le point de contrôle du fuseau (Wolstenholme and Angell, 2000) (figure 31). Le point

de contrôle du fuseau fonctionnerait donc de la même manière en méiose I et en mitose,
détectant des défauts similaires. Une étude comparative à partir d’ovocytes issus de femmes

plus ou moins agées a également montré que les quantités de transcrits Mad2 et Bub1 baissent

en fonction de l’âge de la femme. Cela pourrait affaiblir le point de contrôle du fuseau chez
les femmes âgées, en corrélation avec l’augmentation du nombre d’embryons aneuploïdes en

fonction de l’âge (Steuerwald et al., 2001).
L’existence des souris XO n’ayant qu’un chromosome X et fertiles a longtemps été un

argument en faveur de la non-fonctionnalité du point de contrôle du fuseau en méiose I. En

méiose I, trois cas de figure existent pour la ségrégation du chromosome X monovalent. le
chromosome X monovalent est ségrégé de manière équationnelle entre l’ovocyte et le globule

polaire dans 30% des cas (une chromatide sœur allant dans l’ovocyte et une dans le globule
polaire), de manière réductionnelle (le chromosome X allant uniquement dans l’ovocyte) dans

49% des cas et de manière réductionnelle encore (le X allant dans le globule polaire) dans

21% des cas, sans délai de la transition métaphase I/anaphase I (LeMaire-Adkins and Hunt,
2000). Cependant dans ces ovocytes, le chromosome X univalent s’aligne sur la plaque

métaphasique en méiose I (LeMaire-Adkins et al., 1997), avec les kinétochores des
chromatides sœurs attachés aux pôles opposés comme le suggère la division équationnelle

observée dans 30% des ovocytes. Cet attachement pourrait leurrer le point de contrôle du

fuseau et permettre le déclenchement de l’anaphase. A la transition métaphase I/anaphase I,
les cohésines centromériques des chromatides soeurs sont protégées et ne sont pas dégradées.

A l’anaphase I, ce maintien de la cohésion centromérique des chromatides sœurs du X
monovalent va s’opposer aux forces de traction exercées par les fibres kinétochoriennes de

part et d’autre. Dans la plupart des cas, ces forces de traction vont entraîner des cassures entre

un des deux kinétochores des chromatides soeurs et la fibre kinétochorienne correspondante,
résultant en la ségrégation réductionnelle du X dans 70% des cas (figure 31). Par contre cela

n’explique pas pourquoi le chromosome X est préférentiellement ségrégé dans l’ovocyte

(49%) par rapport au globule polaire (21%).
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In fine, toutes ces données, notamment les plus récentes, vont plutôt en faveur de l’existence

d’un point de contrôle du fuseau fonctionnel et requis en méiose I chez la souris, permettant
de classer la souris comme plus proche de la levure et du nématode que du xénope concernant

ce point (je discuterai ces résultats dans le chapitre conclusions et perspectives).

6. Transition entre les deux phases M de méiose

A la transition métaphase I/anaphase I, l’activité MPF chute suite à la dégradation de la

Cycline B et induit l’inactivation de CDK1 (Glotzer et al., 1991; Kobayashi et al., 1991b;
Peter et al., 2001; Taieb et al., 2001). Dès l'anaphase I, la synthèse des Cyclines B entraine

une réactivation du MPF, permettant le maintien d’un niveau basal de MPF lors de la phase G
intermédiaire entre les deux phases de division et inhibant probablement la phase réplicative

(Hochegger et al., 2001; Kobayashi et al., 1991b).

Entre les deux phases M, les chromosomes restent condensés, le noyau ne se reforme pas et
l’ADN ne se réplique pas; la chromatine et les microtubules restent dans un état pseudo-

métaphasique. Chez le xénope, la réactivation rapide du MPF dès l’anaphase I permet à

l’ovocyte d’entrer en seconde phase M de méiose. L’inhibition des synthèses protéiques chez
le xénope par ajout de cycloheximide au moment de GVBD conduit à l’inactivation totale du

MPF et entraîne la décondensation des chromosomes et la formation de noyaux non réplicants
(figure 32) (Furuno et al., 1994; Huchon et al., 1993; Thibier et al., 1997). Si la

cycloheximide est ajoutée 30 minutes après GVBD, les noyaux acquièrent la capacité à

répliquer l’ADN (figure 32) (Dupre et al., 2002; Furuno et al., 1994). Ces données indiquent
d’une part que la compétence à répliquer est acquise après GVBD grâce à la néo-synthèse de

protéines nécessaires à la machinerie de réplication et d’autre part que des protéines néo-
synthétisées au cours de cette même période sont capables de maintenir cette machinerie sous

forme inactive afin d’assurer le succès de la méiose (figure 32).

61. CDC6

CDC6 est une protéine essentielle à la réplication de l’ADN et pourrait être la protéine qui
confère à l’ovocyte sa compétence à répliquer. La réplication de l’ADN se fait selon deux

étapes. Tout d’abord, de nombreux facteurs s’assemblent sur les origines de réplication pour

former des complexes de pré-réplication, constitués d’hélicases MCMs et d’ORCs. Ce
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complexe s’assemble à la sortie de mitose grâce à des facteurs d’initiation comme CDC6.

Ensuite, l’activation des CDKs à la phase S conduit à l’initiation de la réplication.

Dans l’ovocyte de xénope, CDC6 est absente en prophase et s’accumule une heure après
GVBD (figure 32). Elle subit des phosphorylations au cours de la maturation suggérant que

son activité est régulée. Des ovocytes de xénope microinjectés avec des oligonucléotides
antisens ciblants l’ARNm endogène de CDC6 et traités à la cycloheximide après GVBD ne

sont plus capables de répliquer leur ADN. En absence de synthèse de CDC6, la réplication de

l’ADN n’a pas lieu après activation parthénogénétique des ovocytes. L’injection de la
protéine recombinante est capable de restaurer la réplication dans ces deux expériences.

CDC6 est donc nécessaire et suffisante à la réplication. Elle correspond au facteur manquant

dans l’ovocyte à GVBD. CDC6 étant synthétisée après GVBD, il doit exister un ou plusieurs
mécanismes inhibiteurs, notamment la phosphorylation inhibitrice de la protéine, entre les

deux divisions de méiose (Lemaitre et al., 2002; Whitmire et al., 2002). Chez la souris, CDC6
n’est pas présente en prophase et est synthétisée au cours de la maturation méiotique comme

chez le xénope. Chez la drosophile, la situation est comparable, CDC6 étant absente en

prophase et synthétisée entre la métaphase I et la métaphase II. Chez ces trois espèces, les
ovocytes sont donc compétents à répliquer au cours de leur maturation méiotique, mais CDC6

est inhibée. Ce mécanisme permettrait d’accumuler CDC6 en prévision des phases S
embryonnaires, la transcription étant inhibée au cours du développement précoce dans ces

espèces. Chez la levure S.pombe, la situation est différente. La synthèse de CDC6 est inhibée

au cours de la méiose, les spores ne sont donc pas compétentes à répliquer. Chez cette espèce,
la transcription reprend dès la fin de la méiose et CDC6 est alors rapidement synthétisée

(Lemaitre et al., 2004, annexe 4).

62. Rôle des Cyclines

Les Cyclines B néo-synthétisées lors de la transition méiose I/méiose II pourraient participer à
l’inhibition de la phase S et à l’entrée en méiose II via la régulation de l’activité MPF. En

effet, l’injection d’une forme dominante négative de CDK1 au moment de GVBD chez le

xénope bloque l’entrée en métaphase II et suffit à induire la réplication de l’ADN (Furuno et
al., 1994). Des ovocytes de souris microinjectés avec des ARN antisens ou des ARN double-

brins ciblants l’ARNm endogène codant pour la Cycline B effectuent leur première phase M
de méiose normalement, ils expulsent leur premier globule polaire, mais ne peuvent pas

réactiver le MPF et continuent en interphase au lieu d’effectuer la seconde phase M de
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méiose. Ils reforment des membranes nucléaires et décondensent leur chromatine (Ledan et

al., 2001).

Ces données indiquent que la régulation de la transition méiose I/méiose II est directement
liée à l’activité MPF. Le reliquat d’activité MPF entre les deux divisions méiotiques pourrait

être suffisant pour éviter la reformation d’une enveloppe nucléaire et la décondensation des
chromosomes. Ainsi, la capacité à répliquer, présente au cours de cette période grâce à

l’apparition de CDC6, ne pourrait pas être utilisée tant que l’ADN reste condensé et qu’un

noyau n’est pas formé. La dégradation incomplète des Cyclines et la reprise de leur traduction
inhiberait donc le retour en interphase (figure 32). Les mécanismes permettant le maintien de

cette activité basale de MPF ne sont pas connus.

63. Rôle de la voie Mos/…/MAPK

La suppression de la phase réplicative durant la transition dépend aussi de la voie
Mos/…/MAPK. Chez les souris dont le gène Mos a été invalidé, 22% des ovocytes entrent

dans un état pseudo-interphasique après la méiose I et 78% d’entre eux entrent en métaphase

II après la réactivation du MPF (Verlhac et al., 1996). Cependant pour ces ovocytes qui
passent en métaphase II, les microtubules et la chromatine évoluent vers une organisation

interphasique lors de la transition entre les deux divisions méiotiques (Verlhac et al., 1996).
La réplication de l’ADN pouvant avoir lieu sans reformation d’une membrane nucléaire

(Lemaitre et al., 1998) il serait intéressant d’effectuer des tests d’incorporation de BrDU sur

ces ovocytes afin d’établir s’il y a ou non réplication entre les deux divisions méiotiques.
La voie Mos/…/MAPK maintient donc les microtubules et la chromatine dans un état pseudo-

métaphasique lors de la transition, ce qui aiderait à inhiber la réplication, la chromatine
condensée ne pouvant pas être répliquée (Furuno et al., 1994; Verlhac et al., 1994).

En l’absence de Mos dans les ovocytes d’étoile de mer, la méiose I est suivie par une phase

réplicative et des cycles embryonnaires répétés. Si l’on rajoute Mos, les ovocytes continuent
en méiose II (Tachibana et al., 2000).

Dans l’ovocyte de xénope, lorsque MEK est inhibée par le U0126, l’activité MPF chute
totalement, des noyaux se reforment, l’ADN est répliqué et l’ovocyte n’entre pas en seconde

division méiotique (Furuno et al., 1994; Gross et al., 2000) (figure 32). L’action de la voie

Mos/…/MAPK semble dépendre de la synthèse d’autres protéines, les Cyclines B. Mos
réprimerait la réplication via le MPF. Dans ces ovocytes traités au U0126, l’injection d’une

forme constitutivement active de p90RSK permet de restaurer l’accumulation des Cyclines,
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l’activation de CDK1 et la formation du fuseau de métaphase II (Gross et al., 2000). Ces

données indiquent que sous l’influence de la MAPK, p90RSK est capable de stimuler la

synthèse et/ou d’inhiber la dégradation des Cyclines entre les deux divisions méiotiques chez
le xénope; elle participe de cette façon à la réactivation du MPF et à l’entrée en méiose II.

Cependant, l’injection de la protéine Mos ne suffit pas à inhiber la réplication induite par
l’inhibition des néo-synthèses protéiques après GVBD (Furuno et al., 1994), indiquant que

Mos est nécessaire à la suppression de la phase S mais pas suffisante.

Cependant, des résultats récents obtenus dans les ovocytes de xénope montrent que si
l’activité de Mos est bloquée par l’injection de morpholinos oligonucléotides anti-Mos, les

ovocytes répliquent entre la méiose I et la méiose II, entrent en métaphase II puis s’activent

spontanément mimant des cycles embryonnaires mitotiques, de manière similaire à
l’inhibition de Mos chez l’étoile de mer (Dupre et al., 2002). Ces observations vont à

l’encontre des résultats obtenus avec le U0126.

64. Wee1

Le maintien de l’activité MPF dépend non seulement de l’équilibre entre la  synthèse et la
dégradation des Cyclines comme nous venons de le voir, mais également de l’inhibition de la

kinase Wee1. Wee1 est capable comme Myt1 de phosphoryler CDK1 sur les résidus
inhibiteurs Tyr 15 et Thr 14. Contrairement à Myt1, Wee1 est absente dans les ovocytes de

xénope bloqués en prophase. Wee1 est synthétisée en réponse à la progestérone après GVBD

et s’accumule progressivement jusqu’en métaphase II (figure 32) (Iwabuchi et al., 2000;
Nakajo et al., 2000). Il a été montré que l’expression ectopique de Wee1 dans les ovocytes de

xénope stimulés par la progestérone entraîne l’inactivation de CDK1 après GVBD, la
reformation de noyau et la réplication de l’ADN (Nakajo et al., 2000), indiquant qu’en temps

normal cette kinase doit être absente ou inhibée dans les ovocytes immatures. Il a été suggéré

que l’activité de CDK1 contrôle négativement la kinase Wee1 (Iwabuchi et al., 2000; Mueller
et al., 1995b; Nakajo et al., 2000). L’activité basale de CDK1 lors de la transition méiose

I/méiose II serait donc suffisante pour inhiber Wee1 et l’apparition d’une phase réplicative.

En conclusion, l’inhibition de la réplication entre les deux divisions méiotiques dépend du

maintien d’une activité MPF résiduelle (grâce à la voie Mos/…/MAPK et à l’inhibition de
Wee1), ainsi que de l’inhibition de CDC6. Il n’est pas à exclure que CDC6 puisse être inhibée

par des phosphorylations dépendantes du MPF et de la voie Mos/…/MAPK.
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7. Seconde phase M de méiose et arrêt CSF en métaphase II

71. Reformation du fuseau de division et alignement des chromosomes

Après émission du premier globule polaire, le fuseau de métaphase II se forme autour des

chromosomes et s’oriente parallèlement au cortex de l’ovocyte. La fécondation déclenche
l’anaphase et l’apparition de deux bosses corticales au-dessus des deux masses de

chromatides sœurs séparées. Une de ces bosses s’élargit tandis que l’autre rétrécit et qu’a lieu
la rotation du fuseau qui se place perpendiculairement au cortex. Quand le fuseau a fini sa

rotation, le clivage s’achève et le second globule polaire est expulsé (Gard, 1992).

72. Arrêt en métaphase II

L’ovocyte de vertébré est bloqué en métaphase II, lors de l'arrêt CSF (CytoStatic Factor), en

l’attente de la fécondation. Cet arrêt est propre aux cellules germinales femelles des vertébrés.
L’arrêt CSF est caractérisé par une forte activité MPF et par la présence d’un fuseau de

division stable avec des chromosomes alignés sur la plaque métaphasique. La nature
moléculaire du CSF n’est pas totalement connue à ce jour malgré sa mise en évidence en 1971

par Masui et Markert en même temps que le MPF (Masui and Markert, 1971).

a) Le CSF

L'activité CSF ralentit la dégradation de la Cycline B, maintenant ainsi une activité MPF forte
qui empêche la sortie de métaphase. L’activité CSF a été mise en évidence par injection de

cytoplasme d’ovocyte d’amphibien bloqué en métaphase II dans un blastomère d’embryon au
stade deux cellules. Cette injection induit l’arrêt du cycle cellulaire dans le blastomère injecté,

le blastomère contrôle non injecté continuant à se diviser (figure 33). Sur la base de ce test,

Masui a montré que le CSF apparaît au cours de la maturation méiotique après GVBD en
méiose I et qu’il disparaît après la fécondation. Physiologiquement, l’ovocyte de vertébré ne

se bloque jamais en métaphase I, suggérant qu’un mécanisme serait soit capable d’inhiber le
CSF en méiose I soit de compenser son activité afin d’effectuer la transition méiose I/ méiose

II.

Au cours de l’arrêt CSF chez la souris, les Cyclines B sont partiellement dégradées et en
permanence resynthétisées. Il existe donc un état d’équilibre synthèse/dégradation en faveur
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de l’accumulation de la Cycline B (Kubiak et al., 1993). L’inhibition des synthèses protéiques

chez la souris en métaphase II active donc parthénogénétiquement les ovocytes, la Cycline B

étant dégradée mais pas resynthétisée (Siracusa et al., 1978). En revanche, l’inhibition des
synthèses protéiques (par la cycloheximide) dans des ovocytes de xénope bloqués en

métaphase II n’entraîne qu’une inactivation partielle de CDK1 et dans ces conditions le
fuseau de métaphase reste stable (Thibier et al., 1997). Cela montre qu’en corrélation avec la

faible diminution de l’activité MPF, une petite proportion de Cyclines B est dégradée mais la

majorité reste stable chez le xénope.
L’activité CSF de l’ovocyte de xénope est donc capable de stabiliser les Cyclines, en inhibant

directement l’APC ou en protégeant les Cyclines de l’activité de l’APC. Des expériences

réalisées chez le xénope indiquent que la compartimentation des différents partenaires
pourrait jouer un rôle dans la protection des Cyclines B contre la dégradation induite par

l’APC. En effet, la centrifugation à petite vitesse d’ovocytes bloqués en métaphase II conduit
à la dégradation totale des Cyclines B (Thibier et al., 1997). Cette centrifugation modifie

l’architecture interne des cellules et pourrait induire un rapprochement artificiel de partenaires

normalement éloignés dans la cellule.

b) Voie Mos/…/MAPK et établissement de l’arrêt CSF

Mos possède une activité CSF sur la base du test fonctionnel suivant: l’injection de la protéine

dans un blastomère d’embryon de xénope ou de souris au stade deux cellules bloque la
division du blastomère injecté (Sagata et al., 1989b). Comme l’activité CSF, la protéine Mos

apparaît au moment de GVBD, reste active jusqu’en métaphase II et disparaît après la

fécondation chez le xénope (Watanabe et al., 1989). Les ovocytes des souris dont le gène Mos
a été invalidé ne s’arrêtent pas en métaphase II, mais s’activent de manière parthénogénétique,

induisant des carcinomes ovariens (Colledge et al., 1994; Hashimoto et al., 1994; Verlhac et
al., 1996). Ces souris sont hypofertiles. En métaphase II, l’activité MPF n’est pas stabilisée,

induisant l’expulsion du second globule polaire et le passage en « métaphase III » de ces

ovocytes (figure 34). Les ovocytes s’arrêtent en « métaphase III » avec des fuseaux de
division monopolaires, arrêt médié sans doute par l’activation du point de contrôle du fuseau.

Chez le xénope, l’inhibition de la synthèse de Mos par injection de morpholinos
oligonucléotides antisens conduit à une activation parthénogénétique: après GVBD, l’activité

MPF entame une série de cycles périodiques, entrecoupés de phases de réplication de l’ADN,

qui miment les cycles de division embryonnaires (Dupre et al., 2002).
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Chez l’étoile de mer, la situation est similaire. L’inhibition de la synthèse de Mos par

injection d’oligonucléotides conduit à l’activation parthénogénétique des œufs (Tachibana et

al., 2000).
Les données issues des modèles d’étoile de mer, de xénope et de souris montrent sans

ambiguité que Mos est nécessaire à l’arrêt CSF. Au cours de l’arrêt en métaphase II,
l’accumulation de Mos est sous le contrôle de l’activité MPF (Frank-Vaillant et al., 2001). Le

blocage en métaphase II repose donc sur un équilibre entre le MPF et la voie Mos/…/MAPK

qui assurent mutuellement leur stabilisation (figure 35).

Chez le xénope, l’injection de la protéine Mos ou de formes constitutivement actives de

MAPK, MEK ou p90RSK1 dans un blastomère d’embryon au stade 2 cellules entraîne la
stabilisation du MPF et le blocage en métaphase du blastomère injecté (Bhatt and Ferrell,

1999; Gross et al., 1999; Haccard et al., 1993; Huang et al., 1994; Sagata et al., 1989b),
indiquant que les composants situés en aval de Mos dans la voie Mos/…/MAPK ont une

activité CSF.

Il existe deux formes de p90RSK: RSK1 et 2. La forme RSK2 est 25 fois plus abondante que la
forme RSK1 dans l’ovocyte de xénope (Bhatt and Ferrell, 2000). L’immunodéplétion de

p90RSK2 d’extraits mitotiques de xénope artificiellement arrêtés en phase M suite à l’addition
de Mos induit une sortie de cet arrêt mitotique (Bhatt and Ferrell, 1999). L’addition de U0126

sur des ovocytes de xénope maturants induit le passage en interphase de ces œufs après la

métaphase I; l’injection d’une forme constitutivement active de p90RSK1 dans les ovocytes de
xénope traités au U0126 restaure l’arrêt CSF (Bhatt and Ferrell, 2000). L’ensemble de ces

données suggère que chez le xénope la voie MEK/MAPK/p90RSK est nécessaire et suffisante à
la mise en place de l’arrêt CSF.

Comment s’effectue la connexion entre la voie Mos/…/MAPK/p90RSK et la stabilisation des
Cyclines ? Il a été suggéré que les protéines du point de contrôle du fuseau pourraient être

responsables de l’arrêt de l’ovocyte en métaphase II, d’une façon indépendante des défauts du
fuseau. Chez le xénope, les protéines du point de contrôle du fuseau Bub1, Mad1 et Mad2

sont des cibles de la voie Mos/…/MAPK (Schwab et al., 2001; Tunquist et al., 2003; Tunquist

et al., 2002). La déplétion de Bub1 et Mad2 est capable de supprimer la mise en place d’un
arrêt CSF induit dans des extraits par Mos, indiquant qu’elles sont nécessaires à l’action de

Mos lors de ce processus (Tunquist et al., 2003; Tunquist et al., 2002).
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Bien que la voie Mos/…/MAPK/p90RSK soit requise pour l’établissement de l’arrêt CSF, il

semble qu’elle ne soit pas nécessaire à son maintien chez le xénope. L’immunodéplétion de

p90RSK2 dans des extraits CSF d’oeufs de xénope n’empêche pas le maintien de l’arrêt CSF
(Bhatt and Ferrell, 1999). De même, l’inhibition de l’activité de la MAPK par du U0126 dans

des extraits CSF d’œufs de xénope ne suffit pas à entraîner leur perte d’activité CSF. De plus,
le même résultat est obtenu lorsqu’on immunodéplète les protéines Bub1 et Mad2, mais pas

Mad1, dans des extraits d’œufs de xénope non fécondés (Tunquist et al., 2003; Tunquist et al.,

2002). Le maintien de l’arrêt en métaphase II semble donc indépendant de la voie
Mos/…/MAPK/p90RSK et des protéines Bub1 et Mad2. Il serait en revanche dépendant de

Mad1 et d’une autre protéine nommée Emi1 (Reimann et al., 2001; Reimann and Jackson,

2002) (figure 35).

p90RSK était le seul substrat connu des MAPK il y a cinq ans dans les ovocytes de xénope.
Chez le xénope, p90RSK serait l’unique effecteur de la voie Mos/…/MAPK responsable de la

mise en place de l’arrêt CSF via la phosphorylation et l’activation de Bub1 , mais pas de son

maintien (Gross et al., 1999 ; Gross et al., 2000; Palmer et al., 1998; Schwab et al., 2001;
Tunquist et al., 2002) (figure 35). La situation a l’air différente dans les ovocytes de souris. La

MAPK active p90RSK (Kalab et al., 1996), mais aussi d’autres substrats comme MISS et
DOC1R, essentiels au maintien d’une morphologie correcte du fuseau de division de

l’ovocyte au cours de l’arrêt CSF (Lefebvre et al., 2002, article3; Terret et al., 2003a, article

2). DOC1R possède un homologue chez le xénope, renforçant l’idée que l’action de la voie
Mos/…/MAPK ne passerait pas uniquement par p90RSK même chez le xénope. Cette

hypothèse est renforcée par le papier de Horne MM (Horne and Guadagno, 2003) qui montre
que la MAPK en mitose est nécessaire pour stabiliser les fuseaux bipolaires de façon

indépendante de p90RSK.  De plus chez la souris, des preuves indirectes indiquent que p90RSK

pourrait ne pas être requis pour établir et/ou maintenir l’arrêt CSF. Dans les ovocytes de
souris dont le gène Mos a été invalidé (comme dans les ovocytes de xénope injectés avec des

morpholinos oligonucléotides anti-Mos, Dupre et al., 2002), ne possédant donc pas d’activité
MAPK, l’activité de p90RSK est à 50%, cependant les ovocytes ne s’arrêtent pas en métaphase

II mais s’activent parthénogénétiquement (Kalab et al., 1996). De plus dans ces ovocytes,

Bub1 est phosphorylée et localisée de la même façon que dans les souris sauvages pour leur
maturation méiotique (Brunet et al., 2003) laissant supposer que Bub1 ne jouerait pas de rôle

au cours de l’arrêt CSF. Par ailleurs, des souris invalidées pour le gène codant p90RSK2 ont été

réalisées. Ces souris sont parfaitement fertiles et se développent normalement (mis à part des



64

problèmes d’ostéogénèse, Yang et al., 2004). Enfin, l’injection de formes constitutivement

actives de p90RSK 1 et 2 chez la souris ne restaure pas l’arrêt CSF des ovocytes Mos-/- et

n’arrête pas la division des blastomères injectés au stade 2-cellules (Marie-Hélène Verlhac,
communication personnelle).

c) Emi1 et le maintien de l’arrêt CSF

Emi1 est un inhibiteur de l’APC (Reimann et al., 2001). Au cours des cycles embryonnaires,
son expression varie: elle est maximale en phase S et est dégradée en mitose selon un

mécanisme dépendant du protéasome mais pas de l’APC (Hsu et al., 2002; Reimann et al.,

2001). Avant la mitose, elle se lie à CDC20 bloquant l’activation de l’APC, conduisant à la
stabilisation des Cyclines A, B et de la sécurine. Emi1 est présente chez le xénope durant la

maturation méiotique. CDC20 s’accumule en réponse à la progestérone chez le xénope à
partir de GVBD et constitue le seul activateur connu de l’APC assurant la dégradation de la

sécurine et de la Cycline dans l’ovocyte de xénope (Lorca et al., 1998; Peters, 2002 ; Taieb et

al., 2001). L’injection de Emi1 dans un blastomère d’un embryon de xénope au stade deux
cellules induit un arrêt en métaphase du blastomère injecté, suggérant qu’Emi1 pourrait

participer à l’arrêt CSF (Reimann et al., 2001). Dans des extraits CSF d’oeufs de xénope,

l’addition de Emi1 bloque la dégradation de la Cycline B en réponse au calcium selon un
mécanisme dépendant de Mos et de la MAPK. La déplétion de Emi1 de ces extraits CSF

conduit à la dégradation de la Cycline B , de Mos et à l’inactivation de la MAPK en absence
de calcium (Reimann and Jackson, 2002). Emi1 agirait donc en métaphase II pour stabiliser

l’activité du MPF via l’inhibition de l’APC et la stabilisation de la Cycline B. Cependant,

Emi1 étant présente dès GVBD, elle doit donc être inactivée jusqu’en métaphase II puisque
l’ovocyte ne s’arrête pas en métaphase I.

Si la voie Mos/…/MAPK/p90RSK est responsable de la mise en place de l’arrêt CSF, Emi1
pourrait être responsable du maintien de cet arrêt (figure 35). Le rôle de Emi1 dans

l’établissement de l’arrêt CSF reste à approfondir, Emi1 étant physiologiquement responsable

de l’inhibition de l’APC en phases S et G2 et permettant l’accumulation de la Cycline A
(Peters, 2003).
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d) CDK2/Cycline E.

Dans les cellules somatiques eucaryotes, CDK2 joue un rôle majeur dans la transition G1/S et
durant la phase S. Au cours de la maturation méiotique, l’accumulation de CDK2 est

maximale en métaphase II (Gabrielli et al., 1992). Chez le xénope, l’inhibition de la synthèse

de CDK2 par des oligonucléotides antisens empêche l’ovocyte de maintenir une activité
stable et élevée de MPF en métaphase II (Gabrielli et al., 1993; Rempel et al., 1995).

L’inhibition de l’activité de CDK2 est par contre sans effet sur l’activité MPF en métaphase
II, suggérant que le rôle de CDK2 dans l’arrêt CSF ne passe pas par son activité kinasique  ou

que CDK2 n’a aucun rôle dans l’arrêt CSF (Furuno et al., 1997). Le complexe CDK2/Cycline

E est capable d’induire un arrêt en métaphase dans des extraits d’œufs de xénope même en
l’absence de Mos et peut inhiber la dégradation de la Cycline B quand il est exprimé en

anaphase de méiose I (Tunquist et al., 2002). Cependant CDK2 injectée dans un blastomère
d’un embryon au stade deux cellules est incapable de bloquer la division. Cela montre soit

que CDK2 participe à l’arrêt CSF mais qu’elle doit être modifiée post-traductionnellement ou

activée pour médier son rôle, soit qu’elle n’est pas requise pour l’arrêt CSF mais stockée
uniquement pendant la maturation méiotique pour exercer son rôle rapidement dans les phases

S qui vont se succéder après la fécondation (Furuno et al., 1997).

En résumé, chez le xénope la voie Mos/MEK/MAPK/p90RSK/Bub1 est requise pour la mise en

place de l’arrêt CSF via l’inhibition de l’APC et donc la stabilisation des Cyclines. En
revanche, le maintien de l’activité CSF jusqu’à la fécondation est indépendant de cette voie et

requiert Emi1 et Mad1 qui inhibent CDC20 afin de bloquer l’APC, maintenant une activité

MPF forte. Chez la souris, la voie Mos/…/MAPK aurait d’autres substrats que p90RSK,
permettant une stabilisation du fuseau lors de l’arrêt CSF (figure 35). De plus chez la souris,

le traitement au U0126 active les ovocytes bloqués en métaphase II, suggérant que
différemment du xénope, la voie Mos/…/MAPK est nécessaire au maintien de l’arrêt CSF

(Phillips et al., 2002).

73. fécondation

La fécondation induit la sortie de l’arrêt en métaphase II. Les chromatides sœurs se séparent,
le second globule polaire est expulsé et les pronuclei se forment. La fusion du spermatozoïde

et de l’ovocyte conduit à une augmentation transitoire du calcium intracellulaire, à l’activation
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consécutive de la calmoduline Kinase II puis à l’activation de la dégradation des Cyclines B

(Glotzer et al., 1991; Lorca et al., 1993; Murray et al., 1989). L’activité CSF de Mos est donc

contournée grâce à un pic calcique qui induit directement la dégradation de la Cycline B. La
dégradation de Mos induite par la fécondation est ensuite entraînée par l’inactivation du MPF

(Bodart et al., 1999; Frank-Vaillant et al., 2001). En effet, la phosphorylation de Mos sur la
sérine 3, catalysée par CDK1, cesse, ce qui déstabilise Mos (Castro et al., 2001).
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Situation du sujet

La mitose permet la multiplication clonale des cellules. Des dérèglements de ce processus
peuvent conduire à la multiplication anarchique des cellules et à un processus de

cancérisation. La méiose est une succession de deux divisions cellulaires sans synthèse
d’ADN « intermédiaire » ce qui permet l’obtention de gamètes haploïdes.

Au cours de la mitose, l’ADN de la cellule s’organise en chromosomes condensés s’alignant

sur la plaque métaphasique du fuseau de division afin d’être ségrégés en deux lots équivalents
à l’issue de la division cellulaire. Un mécanisme de contrôle bloque la cellule en métaphase

tant que tous les chromosomes ne sont pas correctement alignés sur la plaque métaphasique,

évitant ainsi une séparation précoce et anarchique des chromatides sœurs. Ce mécanisme de
contrôle inhibe l’APC qui ne peut pas cibler ses substrats pour la dégradation par le

protéasome.
En méiose I, des résultats contradictoires selon les espèces ont été publiés quant à l’existence

d’un mécanisme passant par l’inhibition de l’APC et contrôlant la séparation des

chromosomes homologues. Chez des espèces comme le nématode et la levure, il a été montré
que l’APC actif et l’activité séparase (une activité indirectement régulée par ce mécanisme de

contrôle en mitose) sont requis pour effectuer la première division de méiose (Buonomo et al.,
2000; Davis et al., 2002; Furuta et al., 2000; Golden et al., 2000; Kitajima et al., 2003;

Siomos et al., 2001). Chez le xénope au contraire l’APC actif et l’activité séparase ne sont pas

nécessaires (Peter et al., 2001; Taieb et al., 2001). Chez la souris, l’existence d’un mécanisme
de contrôle de ce type était très controversée quand j’ai commencé mon étude.

- Beaucoup d’arguments allaient à l’encontre de l’existence d’un point de contrôle de ce type
chez l’homme et la souris. Le premier était que l’âge des femmes et des souris est corrélé avec

le pourcentage d’aberrations chromosomiques résultant d’erreurs au cours de la méiose I

femelle (Angell, 1994; Hunt and LeMaire-Adkins, 1998). Le second était l’existence des
souris XO n’ayant qu’un chromosome X et fertiles.

- Quelques arguments indirects étaient en faveur de l’existence d’un mécanisme de contrôle
de ce type chez la souris. CENP-E est requise pour faire la transition métaphase I/anaphase

I (Duesbery et al., 1997). De plus, la surexpression de la Cycline B1 dans des ovocytes de

souris induit un blocage en métaphase I, suggérant que la dégradation de la Cycline B est
requise pour la transition métaphaseI/anaphase I et/ou que l’APC peut être saturé par un excès

de son substrat (Ledan et al., 2001).
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Des erreurs en méiose I conduisant à des aneuploïdies et des problèmes de stérilité, il était

donc important de déterminer si chez la souris, un mécanisme de contrôle de ce type était

fonctionnel et requis pour la transition métaphase I/anaphase I. J’ai donc analysé l’importance
de l’activité séparase dans la transition méiose I/méiose II au cours de la maturation méiotique

chez la souris.

Résultats principaux

1. Nécessité de la dégradation via le protéasome.

Nous avons traité des ovocytes de souris par du MG132, un inhibiteur du protéasome. Le 26S
protéasome dégrade les cibles ubiquitinées de l’APC comme la sécurine et la Cycline B, mais

pas uniquement. Cette inhibition du protéasome est donc générale et ne concerne pas

uniquement les cibles du point de contrôle du fuseau. Les ovocytes incubés dans du MG132
s’arrêtent en métaphase de première division de méiose (avec une forte activité MPF et un

taux de Cycline B élevé) alors que les ovocytes contrôles passent la transition méiose
I/méiose II et s’arrêtent en métaphase II.

Cette expérience montre que la dégradation effectuée par le protéasome est nécessaire à la

transition méiose I/ méiose II chez la souris.

2. Nécessité de l’activité séparase

Nous avons microinjecté les ovocytes de souris avec un inhibiteur de séparase (Waizenegger

et al., 2002). Cet inhibiteur est un peptide dérivé du site de clivage de la cohésine Scc1
humaine qui se lie au site actif de la séparase. Les ovocytes microinjectés avec l’inhibiteur de

séparase ont une cinétique de maturation méiotique normale et expulsent leur globule polaire

comme les ovocytes contrôles microinjectés avec du DMSO, le solvant de l’inhibiteur, ou
avec un peptide contrôle. Les ovocytes sont donc à 90% arrêtés en métaphase de seconde

division (avec une activité MPF élevée et un fort taux de Cycline B). Les ovocytes contrôle
sont arrêtés avec une morphologie correcte: un fuseau de division en tonneau dont les

chromosomes sont alignés sur la plaque métaphasique. Les ovocytes microinjectés avec

l’inhibiteur de séparase présentent tous des phénotypes aberrants. 100% d’entre eux ont des
plaques métaphasiques avec un mélange de chromosomes bivalents de méiose I (en forme de

papillon) et de chromosomes monovalents de méiose II (en forme de bâtonnet). Cela montre

que des erreurs de ségrégation des chromosomes homologues ont eu lieu en méiose I. De
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plus, 15% d’entre eux ont des phénotypes de type « cut », comme il a été décrit chez la levure,

avec des chromosomes bloqués entre l’ovocyte et le globule polaire, indiquant que des erreurs

de ségrégation des chromosomes homologues sont intervenues en anaphase I.
L’injection de l’inhibiteur de séparase inhibe la séparase. Les chromosomes s’alignent

normalement sur la plaque métaphasique en méiose I, le point de contrôle du fuseau est inhibé
(ne détectant aucun chromosome pas aligné) et l’APC ubiquitine ses substrats. La dégradation

de la Cycline B est donc effectuée, déclenchant la transition métaphase/anaphase, ainsi que la

dégradation de la sécurine nécessaire à l’activation de la séparase. On peut penser que
l’inhibiteur de la séparase ne sera pas efficace à 100% sur chaque chromosome homologue, et

que certains se sépareront normalement. Par contre là où l’inhibiteur est actif, les cohésines

persistent entre les chromosomes homologues, ce qui empêche leur séparation. On peut
imaginer que la force du fuseau de méiose I est suffisante pour casser les interactions entre les

microtubules du fuseau et les kinétochores, permettant le passage des bivalents dans l’ovocyte
ou le globule polaire (comme dans le cas des souris XO). Cela explique le mélange de

bivalents et de monovalents en métaphase II.

Ces résultats montrent que l’activité séparase est nécessaire à la ségrégation correcte des

chromosomes homologue en méiose I.

3. Nécessité de la dégradation de la sécurine

Les ovocytes de souris ont été microinjectés avec un ARNm codant pour la sécurine. Les
ovocytes microinjectés avec l’ARNm codant pour la sécurine se bloquent majoritairement

(70%) en métaphase de première division de méiose (avec une forte activité MPF, un fort taux

de Cycline B et un fuseau de méiose I normal en position sous-corticale). 30% de ces
ovocytes injectés arrivent à passer la transition méiose I/méiose II et s’arrêtent en métaphase

de seconde division de méiose. 78% de ces ovocytes ont un phénotype comme celui obtenu
après injection de l’inhibiteur de séparase: des plaques métaphasiques avec un mélange de

chromosomes bivalents de méiose I et de chromosomes monovalents de méiose II, montrant

que des erreurs de ségrégation des chromosomes homologues ont eu lieu en méiose I.
A forte concentration, on peut penser que la sécurine sature l’APC, inhibant donc sa fonction.

L’APC étant inhibé, il ne peut pas ubiquitiner ses substrats et la Cycline B n’est pas dégradée,
inhibant la transition métaphase/anaphase. Les ovocytes sont donc bloqués en méiose I. A

plus faible concentration, la sécurine ne sature pas l’APC et inhibe uniquement la séparase. La

transition métaphase/anaphase s’effectue suite à la dégradation de la Cycline B, mais les



72

cohésines entre les chromosomes homologues ne sont pas totalement dégradées. On est alors

dans le même cas qu’en présence de l’inhibiteur de séparase, avec des cassures entre les

microtubules du fuseau et les kinétochores.
Ces résultats montrent à nouveau que l’activité séparase est nécessaire à la ségrégation

correcte des chromosomes homologue en méiose I et que l’APC pourrait être requis pour ce

processus.

Conclusions

Mon travail montre que l’activité séparase est requise pour la ségrégation des chromosomes

homologues lors de la méiose I femelle et suggère que l’APC actif pourrait également être
requis dans ce processus. Ces résultats rapprochent la souris du nématode et de la levure chez

lesquels l’APC actif et l’activité séparase sont requis pour effectuer la transition méiose
I/méiose II. Chez le xénope en revanche, l’inhibition de l’APC ne bloque pas la transition

méiose I/méiose II, qui peut se faire sans dégradation de la Cycline B et de la sécurine.



Current Biology, Vol. 13, 1797–1802, October 14, 2003, 2003 Elsevier Science Ltd. All rights reserved. DOI 10.1016/j .cub.2003.09.032

The Meiosis I-to-Meiosis II Transition in Mouse
Oocytes Requires Separase Activity

some inhibitor MG132, microinjection of antibodies
against the APC/C activator fizzy, depletion of fizzy by
antisense injection, microinjection of antibodies against
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Jan-Michael Peters,3 and Marie-Hélène Verlhac1,*
1Division Méiotiques the APC/C core subunit Cdc27, injection of the APC/C

inhibitor Mad2, and injection of undegradable securin)2 Division Biologie Moléculaire et Cellulaire
du Développement has no effect on the metaphase-to-anaphase transition

in meiosis I, and oocytes are able to segregate theirUMR 7622
Centre National de la Recherche Scientifique homologous chromosomes normally without degrada-

tion of cyclin B and securin, whereas reduction of APC/Université Pierre et Marie Curie
75252 Paris, cedex 05 C-mediated proteolysis in meiosis II prevents the meta-

phase-to-anaphase transition [15, 16]. On the otherFrance
3 Research Institute of Molecular Pathology (IMP) hand, previous observations suggested that the APC/C

may be required for the metaphase I-to-anaphase I tran-Dr. Bohr-Gasse 7
1030 Vienna sition in mouse oocytes. In mitosis, ubiquitination by the

APC/C and subsequent degradation of B-type cyclinsAustria
causes MPF activity to disappear, a prerequisite for the
exit of mitosis. During meiotic maturation, MPF activity
is highest in metaphase I (MI), drops as oocytes exitSummary
meiosis I, increases again, and peaks in metaphase of
meiosis II (Figure 1). In mouse oocytes, overexpressionFaithful segregation of homologous chromosomes

during the first meiotic division is essential for further of cyclin B1 leads to an arrest in metaphase I [17], sug-
gesting that degradation of cyclin B1 is required for theembryo development. The question at issue is whether

the same mechanisms ensuring correct separation of metaphase-to-anaphase transition in mouse oocytes
and/or that the APC/C can be saturated by an excesssister chromatids in mitosis are at work during the

first meiotic division. In mitosis, sister chromatids are of its substrate. Furthermore, overexpression of a com-
ponent of the spindle checkpoint, Mad2, which interactslinked by a cohesin complex holding them together

until their disjunction at anaphase [1–6]. Their disjunc- with and inhibits the APC/C in mitosis and therefore
induces a metaphase arrest, causes a metaphase I ar-tion is mediated by Separase, which cleaves the

cohesin [7, 8]. The activation of Separase requires rest in meiosis (K.W., submitted).
Immature mouse oocytes can be induced to undergoprior degradation of its associated inhibitor, called

securin [9, 10]. Securin is a target of the APC/C (Ana- meiosis I synchronously and then arrest in metaphase
II in culture (Figure 1). To determine whether degradationphase Promoting Complex/Cyclosome), a cell cycle-

regulated ubiquitin ligase that ubiquitinates securin of key substrates by the 26S proteasome was required
for the first meiotic transition, immature oocytes wereat the metaphase-to-anaphase transition and thereby

targets it for degradation by the 26S proteasome [11– allowed to progress into prometaphase I (to avoid the
observation of effects unrelated to the metaphase-to-14]. After securin degradation, Separase cleaves the

cohesins and triggers chromatid separation, a prereq- anaphase transition) and were then treated for 5–6 hr
with the 26S proteasome inhibitor MG132. Whereas con-uisite for anaphase. In yeast and worms, the segrega-

tion of homologous chromosomes in meiosis I de- trol oocytes underwent the metaphase-to-anaphase
transition of meiosis I normally and extruded their firstpends on the APC/C and Separase activity. Yet, it is

unclear if Separase is required for the first meiotic polar body (Figures 2A and 2C), MG132-treated oocytes
arrested in metaphase I (Figure 2C) with high levels ofdivision in vertebrates because APC/C activity is

thought to be dispensable in frog oocytes. We there- MPF activity (Figure 2D), a high cyclin B1 level (Figure
2E), a metaphase I spindle that has migrated to thefore investigated if Separase activity is required for
cortex, and chromosomes aligned on the metaphasecorrect chromosome segregation in meiosis I in
plate (Figure 2B). Therefore, these data suggest thatmouse oocytes.
26S proteasome activity is required for the metaphase-
to-anaphase transition in meiosis I (Figure 1).Results and Discussion

The segregation of homologous chromosomes during
the first meiotic division requires prior resolution of theWe show here for the first time that segregation of ho-
chiasmata. In S. cerevisiae and C. elegans, resolution ofmologous chromosomes in meiosis I requires the 26S
chiasmata depends on the cleavage of a meiosis-specificproteasome and Separase activities in mouse oocytes.
cohesin, Rec8 [18, 19]. At the metaphase I-to-anaphase IIn X. laevis oocytes, reduction of APC/C-mediated pro-
transition, Rec8 is cleaved by Separase along chromo-teolysis by several means (treatment with the protea-
some arms but is resistant to proteolytic cleavage in the
vicinity of centromeres. Rec8 located in the centromeric

*Correspondence: marie-helene.verlhac@snv.jussieu.fr
region will be further cleaved by Separase at the meta-4These authors contributed equally to this work.
phase II-to-anaphase II transition [18, 20]. Similarly to5Present address: Boehringer Ingelheim Austria, Dr. Boehringer-

Gasse 5-11, 1121 Vienna, Austria. mitosis, it is the activation of APC/C in metaphase I that
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Figure 1. Meiotic Maturation of Mouse Oocyte

Mouse oocytes are arrested in prophase I in the ovaries and harbor a large nucleus (in pink) called the germinal vesicle. Meiosis resumption
starts with the Germinal Vesicle BreakDown (GVBD), followed by a long prometaphase I in which chromosomes become condensed (red
hatchings) and in which spindle formation occurs (green). After separation of homologous chromosomes and first polar body extrusion (PB1),
meiosis II starts without DNA replication and oocytes arrest in metaphase II. This block is called the CSF (Cytostatic Factor) arrest and will
be bypassed by fertilization, which allows separation of sister chromatids. MPF activity appears in red. The stages at which MG132, the
Separase inhibitor, and securin will act are indicated on the scheme.

triggers securin degradation, Separase activation, and meiosis I in mouse oocytes is regulated by a mechanism
similar to that in S. cerevisiae and C. elegans, we injectedhence homologous chromosome segregation after Rec8

cleavage [21–23]. mouse immature oocytes with a Separase inhibitor [24].
This inhibitor is a derivative of the human cohesin Scc1To determine whether chromosome segregation in

Figure 2. Mouse Oocytes Arrest in Meta-
phase I upon Treatment with MG132

Mouse oocytes were treated with 5 �M
MG132 for 5–6 hr in prometaphase I where
indicated.
(A and B) Oocytes were analyzed by confocal
microscopy. Microtubules appear in green;
chromosomes appear in red. The scale bar
represents 10 �m.
(C) Percentage of polar body (PB) extrusion
with or without MG132 treatment.
(D) In vitro kinase assay showing MPF activity
in oocytes before and after polar body extru-
sion (�PB, 8 hr after GVBD) and MG132 treat-
ment with Histone H1 as a substrate.
(E) Western blot visualizing the levels of cyclin
B1 in oocytes as in (D).
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Figure 3. Aberrant Homologous Chromosome Segregation due to Microinjection of a Separase Inhibitor in Mouse Oocytes

(A–F) Mouse oocytes were microinjected with 20 mM Separase inhibitor or DMSO (at the same dilution) as indicated. Oocytes injected with
(A and B) DMSO or with the (C–F) Separase inhibitor were analyzed by confocal microscopy. (C) and (D) show examples of cut phenotype.
(E) and (F) show a mix of homologous chromosomes and sister chromatids (arrow and spot). Microtubules appear in green; chromosomes
appear in red. The scale bar represents 10 �m.
(G) Percentage of oocytes that went to metaphase II (MII) after injection of DMSO alone (�) or after injection of the Separase inhibitor (�).
(H) Percentage of spindle abnormalities in metaphase II oocytes after injection of DMSO alone (�) or after injection of the Separase inhibitor
(�). For (G) and (H) the number in parentheses corresponds to the number of injected oocytes.
(I) In vitro kinase assay showing MPF activity in oocytes injected with DMSO before or after polar body extrusion (�PB; 8 hr after GVBD) and
in oocytes injected with the Separase inhibitor collected 14 hr after GVBD (MII).
(J) Western blot visualizing the levels of cyclin B1 in oocytes as in (I). The white arrows point to bivalent chromosomes from metaphase I that
have not been segregated during the MI-to-MII transition.

cleavage site peptide and covalently binds to the active in mouse oocytes. Consistent with a missegregation
event, oocytes injected with the Separase inhibitorsite of Separase. Control oocytes injected with a control

FLAG peptide at 20 mM (data not shown) or diluted showed a perturbed metaphase II spindle organization
with misaligned chromosomes and spindles that wereDMSO, the solvent of the drug, progressed through mei-

otic maturation normally. They extruded their first polar not barrel shaped (Figure 3, compare [B] and [E] or [F]
and Figure 3H). These oocytes were indeed in meta-body and arrested in metaphase II with chromosomes

aligned on the metaphase plate and a barrel-shaped phase II since they had extruded their first polar body
and showed high MPF activity and high levels of cyclinspindle (Figures 3A, 3B, and 3G). Oocytes injected with

the Separase inhibitor also extruded their first polar B1 (Figures 3I and 3J). Our results demonstrate that
inhibition of Separase perturbed the metaphase I-to-IIbody with a percentage close to that of control oocytes

(Figure 3G). They formed normal first meiotic spindles transition and strongly suggest that Separase activity is
required for correct chromosome segregation in meiosis(data not shown). However, chromosome segregation

was completely aberrant, with a mix of homologous I (Figure 1).
To further show that Separase activity is required forchromosomes and sister chromatids in metaphase II

(Figures 3E and 3F). Furthermore, some of them (15%) proper segregation of homologous chromosomes dur-
ing the metaphase I-to-anaphase-I transition, we over-harbored chromosomes lagging between the oocyte

and the first polar body (Figures 3C and 3D); this finding expressed its protein inhibitor, securin. 70% of oocytes
microinjected with mRNA encoding securin arrested insuggests that segregation did not occur normally. This

phenotype, evoking the cut phenotype of fission yeast metaphase I (Figures 4B and 4G) with high MPF activity
(Figure 4I) and high cyclin B1 levels (Figure 4J). Chromo-(for a review, see [25]), is reported here for the first time
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Figure 4. Mouse Oocytes Arrest in Metaphase I upon Microinjection of the RNA Encoding the Securin

(A–F) Mouse oocytes were microinjected or not with the RNA encoding the securin. Oocytes injected (B, D, and F) or not (A, C and E) with
securin were analyzed by confocal microscopy; Microtubules appear in green; chromosomes appear in red. The scale bar represents 10 �m.
(G) Percentage of oocytes that went to metaphase II (MII) without (�) or with (�) injection of securin.
(H) Percentage of spindle abnormalities in oocytes that went to MII after injection (�) or not (�) of the securin. For (G) and (H) the number in
parentheses corresponds to the number of injected oocytes.
(I) In vitro kinase assay showing MPF activity in noninjected oocytes before or after polar body extrusion (�PB, 8 hr after GVBD) and in
oocytes injected with securin collected at the same time.
(J) Western blot visualizing the levels of cyclin B1 in oocytes as in (I) and in oocytes in MII (14 hr after GVBD) that were injected (�) or not
(�) with the securin.

somes were aligned on the metaphase plate, and the also observed in mouse oocytes after overexpression
of cyclin B1 and of the APC/C inhibitor Mad2 ([17]; K.W.,spindle had migrated to the cortex (Figure 4B). Most

(73%) of the remaining 30% that extruded the first polar submitted). Very recently it has been shown that Rec8
localization is regulated similarly to yeast Rec8 duringbody and progressed into metaphase II harbored abnor-

mal metaphase II spindles with misaligned chromo- male meiosis in the mouse [26]. Altogether, previous
observations and the work presented here suggest thatsomes (Figures 4D, 4F, and 4H). Therefore, overexpres-

sion of securin was more efficient than injection of a segregation of homologous chromosomes during the
first meiotic division in mouse oocytes depends on asynthetic Separase inhibitor and blocked the metaphase

I-to-anaphase I transition. Indeed, securin is a very po- mechanism similar to the one acting during meiosis in
S. cerevisiae and C. elegans: an APC/C-dependent deg-tent molecule since it can bind and inhibit Separase

molecules that have already been activated [24]. The radation of securin that triggers Separase activation and
subsequent cohesin cleavage.Separase inhibitor may not be efficient at 100% on all

homologous chromosomes, and it is possible that the How can we reconcile the requirement for APC/C dur-
ing the first meiotic division in yeast, C. elegans, and nowforce of the meiosis I spindle is strong enough to tear

apart chromosomes that are still held together by cohes- mouse and its apparent nonrequirement in X. laevis? The
X. laevis oocyte is giant compared to a mouse oocyteins; this tearing may result in the missegregation events

observed. Moreover, the arrest of mouse oocytes in (1000 times bigger), but the spindle is approximately
the same size in both. One possibility seems that, formetaphase I by overexpression of securin is the result

of both efficient Separase inhibition and saturation of technical reasons, experiments that have been per-
formed in X. laevis oocytes do not affect the localizedthe APC/C, which normally triggers securin and cyclin

B degradation at the metaphase-to-anaphase transition active pool of APC/C in meiosis I. This would be similar
to the situation previously encountered in which the(Figure 1). Differently, in X. laevis oocytes, the injection

of a nondegradable securin efficiently blocks cyclin B early syncytial divisions of D. melanogaster embryos
occurred without detectable oscillations in the totaldegradation but does not prevent first polar body extru-

sion [15]. As mentioned above, a metaphase I arrest is cyclin levels or Cdk1 activity [27]. However, it is now
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Situation du sujet

A la fin de la maturation méiotique, l’ovocyte reste bloqué en métaphase de seconde division
de méiose, en attente de la fécondation. Cet arrêt est caractéristique des ovocytes de vertébrés

et est dû à une activité CSF (CytoStatic Factor, Masui and Markert, 1971) dont la composition
moléculaire n’est pas totalement connue à ce jour. Néanmoins la voie Mos/…/MAPK est

essentielle à cet arrêt.

Afin d’identifier des régulateurs ou cibles de la voie Mos/…/MAPK, nous avons effectué un
crible double-hybride avec la MAPK ERK2 de rat comme appât. Un des clones positifs isolés

était DOC1R (Deleted in Oral Cancer 1 Related). Mon travail s’est concentré sur la

caractérisation biochimique et fonctionnelle de cette protéine au cours de la maturation
méiotique chez la souris.

Résultats principaux

1. Le crible double-hybride

Une banque d’ADNc d’ovocytes de souris au stade GV a été réalisée. Cette banque est la

première de ce type pour l’ovocyte de souris et a nécessité 2000 ovocytes, chaque ovocyte de
souris contenant 0,7pg d’ARN polyA. Chez la souris, la reprise de l’expression zygotique  a

lieu au stade deux cellules. Les ARNm présents dans l’ovocyte en prophase servent donc à la
maturation méiotique et à la première division zygotique essentiellement, permettant donc

l’obtention d’une banque très spécifique représentative des ARNm servant uniquement au

cours de la maturation méiotique. La banque a été criblée en utilisant la MAP Kinase ERK2
de rat comme appât. A partir de 107 transformants, 133 clones réellement positifs ont été

obtenus, dont deux clones différents ressortaient très fréquemment. Un clone correspond à

l’homologue murin d’un gène humain suppresseur de tumeur, mDOC1R (Deleted in Oral
Cancer-1 Related), et l’autre clone à une protéine inconnue, MISS (MAPK Interacting and

Spindle Stabilizing).
Afin de vérifier l’interaction de DOC1R avec la MAPK, des expériences de co-

immunoprécipitattion ont été réalisées dans des ovocytes de xénope, système plus approprié

que l’ovocyte de souris pour ce type d’expériences biochimiques. Des ARNm produits in
vitro codant pour MISS et DOC1R fusionnées à un épitope Myc ont été microinjectés dans

des ovocytes de xénope. Ces protéines fusionnées sont capables de co-immunoprécipiter avec
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la MAPK endogène d’extraits d’ovocytes de xénope, indiquant que ce sont des vrais

partenaires de la MAPK.

2. Structure de DOC1R

La séquence de DOC1R est peu informative. Elle est riche en résidus proline dans sa partie N-
terminale et possède trois sites potentiels de phosphorylation par la MAPK. De plus elle

possède deux domaines de liaison potentiels aux CDK/Cyclines et à CDK2. Il existe des
homologues de DOC1R chez le nématode, le poulet, le xénope et l’homme.

3. Régulations post-traductionnelles de DOC1R au cours de la maturation méiotique

Pour les analyses biochimiques, j'ai fait produire un anticorps dirigé contre un peptide présent

dans DOC1R. J'ai détecté spécifiquement la protéine DOC1R endogène dans les ovocytes en
métaphase II par immunotransfert. Cependant, mon anticorps s'est avéré peu sensible et je n'ai

pas pu m'en servir en routine dans cette étude réalisée dans un modèle biologique peu adapté
pour les études biochimiques sans outils performants (23 ng de protéines totales par ovocyte).

J'ai donc réalisé mes expériences avec une protéine exogène DOC1R étiquetée Myc ou GFP.

J'ai ainsi montré que DOC1R est régulée au cours de la maturation méiotique. DOC1R est
présente dans les ovocytes en GV et subit des modifications post-traductionnelles dès GVBD,

migrant à un poids moléculaire apparent supérieur à celui de la protéine présente dans les
ovocytes immatures. Cette forme retardée sur gel se maintient depuis GVBD jusqu'en

métaphase II. Ce retard de migration sur gel est dû à des phosphorylations car un traitement à

la phosphatase λ sur des ovocytes en métaphase II permet de retrouver le poids moléculaire

apparent de la forme présente dans les ovocytes immatures. De plus, ces phosphorylations
peuvent être en partie attribuées au MPF et à la MAPK car ces deux kinases phosphorylent in

vitro la protéine DOC1R purifiée. Cela est cohérent avec l'existence d'un site potentiel de

liaison aux Cyclines/CDK et de 3 sites potentiels de phosphorylation par la MAPK dans la
séquence de la protéine DOC1R; de plus DOC1R subit un retard électrophorétique dès GVBD

où le MPF est activé mais pas les MAPK. La voie Mos/…/MAPK est en partie impliquée in
vivo dans ces phosphorylations: la migration électrophorétique en gel à une et deux

dimensions de DOC1R est différente dans les ovocytes en métaphase II de souris Mos-/- qui

ne présentent pas d’activé MAPK.
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DOC1R est donc régulée de manière post-traductionnelle au cours de la maturation

méiotique, potentiellement par le MPF et par les MAPK.

4. Localisation et fonction de DOC1R au cours de la maturation méiotique

A l'aide de mon anticorps spécifique de DOC1R j'ai déterminé la localisation de la protéine
endogène par immunofluorescence. DOC1R est présente dans les ovocytes immatures dans le

noyau, puis elle suit les microtubules tout au long de la maturation méiotique, se localisant en
particulier sur les fuseaux méiotiques de métaphase I et II; ces changements de localisation

ont été confirmés par l'utilisation d'un construit DOC1R-GFP.

Parallèlement, j’ai entrepris une approche fonctionnelle par microinjection d'ARN antisens ou
double-brins dans les ovocytes afin d’inhiber la traduction de la protéine DOC1R. La

déplétion de l'ARNm DOC1R endogène par RNAi est très efficace en seconde division de
méiose (vérification sur la protéine endogène) et conduit à des phénotypes sévères en

métaphase II: des fuseaux enrichis de microtubules astériens et la nucléation abondante

d’asters de microtubules dans le cytoplasme. Cela suggère que DOC1R contrôle la dynamique
des microtubules en métaphase II, ce qui est en accord avec la localisation de la protéine

endogène. Les ARN double-brins n'étant pas totalement efficaces en métaphase I, nous ne

pouvons pas présager du rôle potentiel de DOC1R au cours de la première division méiotique.
Le phénotype obtenu en métaphase II est spécifique puisque la co-injection d'ARN double-

brins ciblant DOC1R endogène et d'ARNm sens codant pour l'homologue xénope de DOC1R
cloné au laboratoire restaure l'arrêt en métaphase II, avec des fuseaux sans microtubules

astériens et sans asters de microtubules dans le cytoplasme.

Ces résultats montrent que DOC1R est présente tout au long de la maturation méiotique,

associée à une localisation microtubulaire et que son rôle serait de contrôler la dynamique

des microtubules au cours de la maturation méiotique au moins en métaphase II au cours de

l’arrêt CSF.

Conclusions

DOC1R est un substrat des MAPK lors de la maturation méiotique chez la souris. Elle est

présente tout au long de la maturation méiotique, associée à une localisation microtubulaire.
Elle contrôlerait la dynamique des microtubules au cours de la maturation méiotique au moins

en métaphase II au cours de l’arrêt CSF.



5169

Introduction
After ovulation, mouse oocytes arrest for several hours in
metaphase II (MII) of the second meiotic division with a stable
spindle. Typically, mouse meiotic spindles are barrel shaped
and are devoid of astral microtubules. These meiotic spindles
organize from MTOCs (microtubule organizing centers)
that lack centrioles. During the arrest in metaphase II,
chromosomes remain aligned on the metaphase plate, waiting
for fertilization to trigger chromosome segregation. Not much
is known about the precise mechanisms that allow the second
meiotic spindle to remain correctly organized during the so-
called CSF (cytostatic factor) (Masui and Markert, 1971) arrest
in metaphase II of vertebrate oocytes. This CSF arrest is
mediated by the MOS/…/MAPK (mitogen activated protein
kinase) pathway and has been mainly studied on the aspect of
MPF (M-phase promoting factor) (Masui and Markert, 1971)
stabilization. Indeed, during the metaphase II arrest, MPF (a
complex between CDC2 and cyclin B) levels remain high,
owing to the CSF activity generated by the MOS/…/MAPK
pathway (Colledge et al., 1994; Dupre et al., 2002; Haccard et
al., 1993; Hashimoto et al., 1994; Nebreda and Hunt, 1993;
Posada et al., 1993; Verlhac et al., 1996). In Xenopusoocytes,
MAPK phosphorylates p90rsk which in turns phosphorylates
Bub1, which would inhibit the APC/C (anaphase promoting
complex/cyclosome) to target cyclin B for degradation
therefore maintaining a high MPF activity (Gross et al., 1999;

Gross et al., 2000; Tunquist et al., 2002). However, the
MOS/.../MAPK pathway also controls microtubule
organization, as mouse Mos–/– oocytes are not arrested in
metaphase II, instead they activate spontaneously and remain
arrested in a third metaphase with monopolar spindles (Verlhac
et al., 1996). Furthermore, using a two-hybrid screen with
MAPK as a bait on a mouse oocyte cDNA library, we have
recently identified MISS (MAPK interacting and spindle
stabilizing) a substrate of the MOS/…/MAPK pathway which
mediates metaphase II spindle stability during the CSF arrest
(Lefebvre et al., 2002). For the success of fertilization and
future embryo development, it is therefore a key issue to
understand at a cellular level how the MOS/…/MAPK pathway
maintains a spindle correctly organized in metaphase II.

We describe the isolation of another MAPK partner using
the same two-hybrid screen: DOC1R (D19ERTD144E –
Mouse Genome Informatics), a murine homologue of a
potential human tumor suppressor gene DOC1R (deleted in
oral cancer one related) (Zhang et al., 1999). Until now, little
was known about this protein that has been found on the basis
of its homology with human DOC1, a human tumor suppressor
gene (Todd et al., 1995). DOC1R is related to a coiled-coil
region of a kinesin (KIF14) of unknown function. Like MISS,
DOC1R is rich in proline residues in its N terminus. DOC1R
has a perfect consensus site for MAPK phosphorylation, a
potential CDK2 binding site and a potential cyclin/CDK
binding site (Zhang et al., 1999). We show here that DOC1R

For the success of fertilization, spindles of vertebrate
oocytes must remain stable and correctly organized during
the arrest in metaphase II of meiosis. Using a two-hybrid
screen with MAPK as a bait, we have recently identified
MISS (MAPK interacting and spindle stabilizing) which
controls mouse oocyte metaphase II spindle stability. Using
the same screen, we identify another MAPK partner,
DOC1R (Deleted in oral cancer one related), a murine
homologue of a potential human tumor suppressor gene.
We characterize DOC1R during mouse oocyte meiosis
resumption. DOC1R is regulated by phosphorylation
during meiotic maturation by MPF (M-phase promoting
factor) and by the MOS/…/MAPK pathway. DOC1R and
a DOC1R-GFP fusion localize to microtubules during

meiotic maturation. Consistent with this microtubular
localization, we show, by antisense and double-stranded
RNA injection, that depletion of DOC1R induces
microtubule defects in metaphase II oocytes. These defects
are rescued by overexpressing a Xenopus DOC1R, showing
that they are specific to DOC1R. Thus, the discovery of
DOC1R, a substrate of MAPK that regulates microtubule
organization of metaphase II mouse oocytes, reinforces the
importance of this pathway in the control of spindle
stability during the metaphase II arrest. 
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has been conserved from Xenopus laevis
to human, which suggests that it performs
important functions in vertebrate species.
In mouse oocytes, DOC1R is present at
all stages of meiotic maturation and is
regulated by multiple phosphorylations.
Both cyclin B/CDC2 and MAPK are
able to phosphorylate DOC1R in vitro,
and the MOS/…/MAPK pathway
phosphorylates DOC1R in vivo. This
protein is localized in dots on
microtubules especially on metaphase I
and II spindles. Consistently, a DOC1R-
GFP fusion localizes to the metaphase II
spindle. The depletion of DOC1R by
microinjection of antisense (asRNA) or
double-stranded (dsRNA) RNA directed
against its endogenous mRNA has a
strong effect on the metaphase II spindle
morphology. Injected oocytes harbor
spindles with astral microtubules, as well
as numerous asters in the cytoplasm,
suggesting that DOC1R regulates
microtubule organization during the CSF
arrest of metaphase II oocytes. We show
that this phenotype is specific to DOC1R
as it can be rescued by the overexpression
of the Xenopusprotein. Thus, we have
discovered a new class of proline-rich
proteins, MISS and DOC1R, substrates
of MAPK that regulate microtubule
organization during the CSF arrest of
mouse oocytes.

Materials and methods 
Collection and culture of mouse
oocytes
Immature oocytes arrested in prophase I of
meiosis were obtained by removing ovaries
from 11-week-old OF1 and Mos–/– female
mice. Oocytes were removed and cultured as
previously described (Verlhac et al., 1996).
Nocodazole was diluted in the culture
medium at 10 µM.

Two-hybrid screen
The two-hybrid screen was performed as
previously described (Lefebvre et al., 2002).

RT-PCR assay
For preparing RNA from mouse ovaries, total
RNA were extracted using the Rneasy mini
Kit (Qiagen). Immature mouse oocytes were
lysed in PBS without total RNA extraction.
Then 500 ng of RNA from ovaries, or 30
immature oocytes in sterile PBS were treated
with 2 U of RQ1 DNAse (Promega) for 20
minutes at 37°C and heated for 5 minutes at
85°C. The first strand cDNA synthesis was
performed with 50 U of MmuLV Superscript
(Life Technologies) using 2.5 µM random
hexamer (pdN6, Pharmacia), 1 mM dNTPs
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Fig. 1. Interaction between DOC1R and MAPK; alignments of DOC1R sequences. (A) Two-
hybrid interaction between DOC1R and MAPK. DOC1R interacts with ERK2WT and
ERK2KD but not with the negative control Su(Fu). Yeast strains transformed with LexA-
ERK2WT, LexA-ERK2KD (Waskiewicz et al., 1997), LexA-53 (positive control), LexA-
Su(Fu) or LexA alone were mated with yeast strains transformed respectively with the B42-
DOC1R, B42-AD-T (positive control), or empty B42. The diploids obtained were tested for
transactivation of both the β-galactosidase and the LEU2 reporter genes on glucose (Glu)- or
galactose (Gal/Raf)-containing mediums. The B42 constructs are under the control of the
galactose promoter. The B42-DOC1R fusion protein clearly interacts both with LexA
fusions of ERK2WT and ERK2KD as strongly as the positive control, whereas it does not
interact with the negative control Su(Fu). (B) DOC1R co-immunoprecipitates with
endogenous p42mapk(ERK2) from immature Xenopusoocyte extracts. Lanes 1 and 2: total
immature Xenopusoocyte extracts expressing either MYC-WNT11 (XenopusWNT11, a
negative control, lane 1) or MYC-DOC1R mRNA (lane 2). Lanes 3 and 4: anti-p42mapk

(ERK2) immunoprecipitates prepared from the MYC-WNT11 (lane 3) and MYC-DOC1R
(lane 4) expressing oocyte lysates. All samples were analysed by immunoblotting using the
anti-MYC antibody. This experiment was repeated twice. (C) Amino acid sequence
alignments of the DOC1R protein from different vertebrate species. DOC1R is rich in
proline in its N-terminal end and contains one potential MAPK phosphorylation site (blue),
one CDK2 binding site (red) and one cyclin/CDK-binding site (green). (D) Percentage of
identities (I) and similarities (S) between the amino acid sequences of DOC1R from different
vertebrate species (h, human; m, mouse; xt, Xenopus tropicalis; xl, Xenopus laevis).
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(Promega), in 10 mM Tris-HCl pH 8.3, 5 mM MgCl2, 50 mM KCl
for 1 hour at 37°C, followed by 5 minutes at 95°C. The PCR
amplification was performed using 5′-ATGCCTCGAGATGACG-
TACAAGCCAATCGC and 5′-ATGCGAATTCCCGTGCGGGCA-
TTGCGTTCT primers, at 55°C for 30 cycles.

Plasmid construction and in vitro synthesis of capped
RNA, asRNA and dsRNA 
The pRN3MYC2-DOC1R was constructed by RT-PCR amplification
of the DOC1R open reading frame from RNA isolated from mouse
ovaries. Total RNA were extracted using the Rneasy Mini Kit
(Qiagen). The reverse transcription was performed on 500 ng of RNA.
The PCR amplification was done on 50 ng of RNA/DNA using 5′-
GATCGAATTCATGWSNTAYAARCCNATHGCN and 5′-GATC-
GCGGCCGCTTACGTGCGGGCATTGCGTTC primers. The PCR
product was then cloned into the pRN3MYC2 vector. The
pRN3DOC1R-GFP was obtained by PCR subcloning at XhoI/EcoRI
sites using 5′-ATGCCTCGAGATGACGTACAAGCCAATCGC and
5′-ATGCGAATTCCCGTGCGGGCATTGCGTTCT primers. The
pET-DOC1R plasmid was constructed by subcloning at EcoRI/Not1
sites into the pET30a vector (Novagen). The DOC1R protein
expressed from the pET30a vector contains a 6His repeat inside 51
additional amino acids, which makes it bigger of about 5 kDa.

The XenopuscDNA was isolated from the Xenopusoocyte cDNA
library (Iouzalem et al., 1998) by PCR using the 5′-ATGCGA-
ATTCATGTCGTATAAACCAT and 3′-ATGCGCGGCCGCTCATG-
TGCGGGCACTGCGTTCTGT primers on 200 ng of library. The
PCR product was further cloned into pRN3 at the EcoRI/NotI sites. 

The in vitro synthesis of capped RNA, asRNA and dsRNA was
performed using linearized plasmids with the mMessage mMachine
kit for capped RNAs (Ambion) or with the Megascript Kit for as and
dsRNA (Ambion). The capped RNAs and asRNA were then purified
on RNeasy columns (Qiagen) and eluted in the injection buffer (10
mM Tris, 0.1 mM EDTA, pH 7.4) at a final concentration of 0.5 µg/µl.
Aliquots were then stored at –80°C. For the production of dsRNA,
each strand of complementary RNA was first precipitated with ethanol
then washed in phenol/chloroform and further incubated at 85°C for
5 minutes. After annealing for 3 hours at 37°C, 4 µl aliquots of dsRNA
were stored at – 80°C.

Microinjection of synthetic RNA
Microinjection into mouse oocytes was performed as described
(Verlhac et al., 2000).

Co-immunoprecipitation in Xenopus oocyte extracts
Xenopusoocyte microinjection as well as oocyte extraction was
performed as previously described (Gavin et al., 1999). Samples of
30 oocytes were extracted in 300 µl of lysis buffer (80 mM β-
glycerophosphate, pH 7.4, 20 mM EGTA, 15 mM MgCl2, 100 µg/ml
leupeptin, 100 µg/ml aprotinin, 1 mM sodium orthovanadate, 2 mM
PMSF). The oocyte extract was then clarified by centrifugation at
13,000 rpm at 4°C for 20 minutes. The supernatant was removed from
the overlying lipid layer and the yolk protein and was further clarified
by a second centrifugation at 13,000 rpm at 4°C for 10 minutes. The
oocyte extracts were stored at –70°C. For the immunoprecipitation of
endogenous xp42mapk, we used an anti-ERK2 antibody conjugated to
agarose (Santa Cruz Biotechnology). Xenopusoocyte extracts (300
µl) were pre-cleared with 20 µl of protein A coupled to agarose beads
for 30 minutes at 4°C. The cleared extracts were then incubated for 2
hours at 4°C with the antibody coupled to 20 µl of agarose beads. The
beads were washed four times in 1 ml lysis buffer supplemented with
150 mM NaCl and then processed for immunoblotting. 

Dephosphorylation assay
Just after collection and lysis, oocytes were incubated with or without
400 U of λ-phosphatase (New England Biolabs) in λ-phosphatase
buffer at 37°C for 1 hour and then processed for immunoblotting.

Preparation of recombinant DOC1R protein
The DOC1R recombinant protein was prepared from the HMS174 E.
coli transformed with the pET-DOC1R plasmid. The protein was
purified from bacteria under native conditions as described in the
QIAexpressionist handbook (Qiagen).

Kinase assays
The in vitro kinase assays were performed on 0.1 µg of purified
DOC1R or 2.5 µg of Histone H1 in 10 µl of Histone H1 kinase buffer
[80 mM β-glycerophosphate, 20 mM EGTA, 15 mM MgCl2, 2 µg/ml
leupeptin, 2 µg/ml aprotinin, 2.5 mM benzamidine, 1 mM 4-(2-
aminoethyl)-benzenesulfonyl fluoride and 1 mM DTT, pH 7.4] with
0.025 µg of commercial recombinant active rat ERK2 (BIOMOL, Ref
SE-137) or 0.025 µg of cyclin B/CDC2 (Biolabs) supplemented with
6.25 µCi of [γ-32P]-ATP (3000 Ci/mmole) and 50 µM cold ATP, for
30 minutes at 37°C. Reactions were stopped by the addition of sample
buffer (Laemmli, 1970) and were analyzed by SDS-PAGE followed
by autoradiography.

2D gel electrophoresis
Oocytes microinjected with MYC-DOC1R encoding RNA were
collected 14 hours after GVBD and stored at –80°C in water
containing 1 mM PMSF and 10 µg/ml leupeptin/pepstatin/aprotinin.
They were then processed as previously described (Louvet-Vallee et
al., 2001). 

Immunocytochemistry
Immunocytochemistry was performed as previously described
(Brunet et al., 1999). To visualize endogenous DOC1R, oocytes were
first fixed for 30 minutes in 3.7% formaldehyde at 30°C then treated

Fig. 2.DOC1R mRNA and protein are present in mouse oocyte.
(A) Expression of DOC1R mRNA in immature oocytes (lanes 1 and
2) and ovaries (lane 3), treated or not with reverse transcriptase (RT,
+ or –). (B) The anti-DOC1R antibody recognizes a band at 28 kDa
in 200 oocytes arrested in metaphase II (lane 2) and recognizes 1 µg
of purified DOC1R protein (lane 4). The antibody pre-incubated with
the DOC1R peptide (peptide, + or –) does not recognize either
endogenous DOC1R (lane 1) or purified DOC1R (lane 3). These
experiments were repeated twice.
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for 10 minutes in 0.25% TritonX-100 in PBS, washed in 0.1% Tween
20/PBS, incubated for 1 hour with the primary affinity-purified anti-
DOC1R antibody (at 1:50) in 3% BSA/0.1% Tween 20/PBS. They
were then washed in 0.1% Tween 20/PBS and further incubated for 1
hour with the secondary anti-rabbit FITC (1:80) in 3% BSA/0.1%
Tween 20/PBS. After incubation with the secondary antibody, all
samples were washed in 0.1% Tween 20/PBS, incubated for 5 minutes
in Propidium Iodide (5 µg/ml in 0.1%Tween20/PBS), then washed
three times in PBS before mounting in Citifluor (Chem. Lab., UCK).

Immunoblotting
Oocytes at the appropriate stage of maturation were collected in
sample buffer (Laemmli, 1970) and heated for 3 minutes at 100°C.
We used the following antibodies: an affinity-purified anti-DOC1R
antibody directed against the LVRECLAETERNART peptide (Sigma
Immunochemicals), the anti-MYC 9E10 monoclonal antibody (sc-40;
Santa Cruz Biotechnology), an anti-Ezrin antibody (Louvet-Vallee
et al., 2001) and the anti-Erk antibody (sc-94; Santa Cruz
Biotechnology).

Results
Isolation of DOC1R, a MAPK-interacting protein
MISS was isolated from a two-hybrid screen using rat ERK2 as
a bait on a mouse oocyte cDNA library that we had prepared in
the laboratory (Lefebvre et al., 2002). During the same screen,
we had identified another partial cDNA of about 500 bp
encoding a protein domain that interacts with rat ERK2. The
homology of this partial cDNA with the human DOC1R (Zhang
et al., 1999) coding sequence allowed us to isolate the full-
length ORF of the murine DOC1R. The full-length DOC1R
protein specifically interacts with ERK2 in a two-hybrid assay,
as yeast strains co-transformed with plasmids expressing LexA-
ERK2 and B42-DOC1R can induce expression of the two
reporter genes (Leu2 and β-galactosidase; Fig. 1A). A MYC-
tagged DOC1R protein also co-immunoprecipitates with
endogenous MAPK from Xenopusoocyte extracts, whereas a
negative control encoding for MYC-WNT11 does not (Fig. 1B
compare lanes 3 and 4). All these data show that DOC1R is a
MAPK partner. DOC1R, together with MISS (Lefebvre et al.,
2002) and p90rsk (Kalab et al., 1996) are the only known MAPK
substrates in mouse oocytes.

DOC1R potentially contains one MAPK phosphorylation
site (Fig. 1C, blue), one CDK2 binding site (red) and a
cyclin/CDK binding site (green) (Shintani et al., 2000). Like
MISS, this protein is very rich in proline residues in its N-
terminal end (Fig. 1C) (Lefebvre et al., 2002).

By homology searches in databases, we also isolated ESTs
encoding homologues of the DOC1R protein (Fig. 1C). The
DOC1R and human DOC1R protein are almost identical (they
present 95% of identities, Fig. 1D). Interestingly, the protein is
highly conserved from Xenopus laevis to human (about 70%
of identities, Fig. 1D). This conservation suggests that DOC1R
mediates important function(s) in vertebrate species. 

DOC1R mRNA and protein are present in mouse
oocytes
To investigate if the DOC1R mRNA was expressed in mouse
ovaries and oocytes, we performed RT-PCR using specific
primers on total RNA from ovaries and immature oocytes. The
presence of the DOC1R mRNA in ovaries and oocytes is
shown in Fig. 2A (lanes 2 and 3). 

To examine if the DOC1R protein was present in mouse
oocytes, an affinity-purified anti-DOC1R antibody was
produced and tested on a DOC1R protein produced in
bacteria. A specific band of apparent molecular weight of 28
kDa is recognized with the antibody (Fig. 2B, lane 4) that
disappears when the antibody is pre-incubated with the
immunogenic peptide (Fig. 2B, lane 3). As the expected
molecular weight of the tagged-DOC1R is ~19 kDa, the
conformation of the protein must therefore modify its
migration in SDS PAGE (see below). The antibody recognizes
one band of about 28 kDa in mature mouse oocytes (Fig. 2B,
lane 2) that also disappears when the antibody is pre-incubated
with the immunogenic peptide (Fig. 2B, lane 1). The antibody
seems highly specific for DOC1R, as it does not recognize any
other protein on the immunoblot. As one mouse oocyte
contains only 23 ng of total protein, this certainly explains
why the antibody recognizes only a very faint band in mouse
oocyte extracts (200 oocytes).

Therefore these experiments show that both DOC1R mRNA
and protein are expressed in mouse oocytes.

DOC1R is regulated by phosphorylation during
meiotic maturation of mouse oocytes
Because it required 200 oocytes to see a faint band
corresponding to DOC1R on immunoblot, we followed the
behavior of an overexpressed DOC1R protein during meiotic
maturation after microinjection of RNA encoding MYC-
DOC1R into immature oocytes. Samples of microinjected
oocytes were collected at different times during meiosis
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Fig. 3.DOC1R is regulated by phosphorylation. For A,B, immature
oocytes were injected with RNA encoding the MYC-DOC1R protein
and further cultured for different length of time. Each sample
corresponds to a pool of 25 oocytes from the same injection and to
oocytes that expressed the mRNA for at least 6 hours. (A) MYC-
DOC1R regulation during meiotic maturation. MYC-DOC1R mRNA
was injected into wild-type oocytes that were collected at different
stages of meiotic maturation: immature (lane 1, GV), at 1 hour (lane
2), 3 hours (lane 3), 6 hours (lane 4) and 14 hours (lane 5, Metaphase
II, MII) after GVBD. (B) In vitro dephosphorylation of MYC-
DOC1R from mouse oocyte extracts. Thirty oocytes were injected
with MYC-DOC1R mRNA, cultured 14 hours after GVBD, collected
and incubated without (lane 1) or with (lane 2) 400 U of λ-
phosphatase (PPase + or –). All samples were analyzed by
immunoblotting with the anti-MYC antibody. Experiments have been
repeated four times.
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resumption. In contrast to MYC-MISS protein, the MYC-
DOC1R protein accumulates in GV oocytes and at all stages
of meiotic maturation (Fig. 3A) (Lefebvre et al., 2002). The
apparent increase in MYC-DOC1R protein amount during
meiosis is due to the progressive translation of injected RNA.
In immature oocytes, the protein migrates to an apparent
molecular weight of 26 kDa (Fig. 3A, lane 1). By contrast,
during meiosis resumption the MYC-DOC1R protein up-
shifts, migrating more slowly at about 30 kDa, suggesting that
it is regulated by post-translational modifications. 

We tested if these modifications could be due to
phosphorylation. Immature oocytes in GV were injected with
RNA encoding the MYC-DOC1R protein and collected in
metaphase II. Half of the sample was treated with λ-
phosphatase and the other half served as a control. As shown
in Fig. 3B, the phosphatase treatment induces a down-shift of
MYC-DOC1R electrophoretic mobility (compare lanes 1 and
2). This result indicates that DOC1R effectively undergoes
phosphorylation during meiosis resumption.

The down-shift is not complete, suggesting that the
treatment with λ-phosphatase was not totally efficient, or that
the protein undergoes post-translational modifications other
than phosphorylation.

Both cyclin B/CDC2 and MAPK phosphorylate
DOC1R
As MYC-DOC1R undergoes post-translational modifications
in oocytes collected one hour after GVBD, when MPF is active
and MAPK inactive (Verlhac et al., 1994), we tested the ability
of both kinases to phosphorylate DOC1R in vitro. For that, we
incubated either purified cyclin B/CDC2 or active ERK2 in the
presence of [γ-32P]-ATP and purified DOC1R protein. As
shown on the autoradiograph, both purified cyclin B/CDC2 and
active MAPK are able to in vitro phosphorylate the DOC1R
protein (Fig. 4A, lanes 1 and 4) to levels close to the histone
H1 phosphorylation (Fig. 4A, lanes 2 and 5). This is consistent
with the prediction of one MAPK phosphorylation site and one
cyclin/CDK-binding site (Shintani et al., 2000) in the DOC1R
protein sequence.

We took advantage of the Mos–/– mice, which do not activate
MAPK (Colledge et al., 1994; Hashimoto et al., 1994; Verlhac
et al., 1996), to show that MYC-DOC1R is an in vivo substrate
of the MOS/…/MAPK pathway. As shown in Fig. 4B, the SDS
PAGE migration profile of MYC-DOC1R from Mos–/– oocytes
taken 12 hours after GVBD is completely different from wild-
type oocytes and is characterized by three different bands from
26 to 30 kDa (compare lanes 1 and 2). The molecular weight
of the lower band is the same as the DOC1R protein present
in immature oocytes and the upper band migrates at an
apparent molecular weight identical to the DOC1R protein
present in mature wild-type oocytes. 

To check whether the upper migrating forms of MYC-
DOC1R present both in wild-type and Mos–/– oocytes share
the same post-translational modifications, we performed 2D
gel analysis. We observed that the upper band from wild-type
oocytes resolved into two major isoforms (Fig. 4C, top
panel). To position the different isoforms of MYC-DOC1R
from one sample to the other, we used Ezrin as an internal
control (not shown) (Louvet-Vallee et al., 2001). In
metaphase II Mos–/– oocytes, the isoforms corresponding to
the upper migrating band were shifted towards the basic pole

(OH-, Fig. 4C, bottom panel). These results show first that
the band migrating in 1D at an apparent molecular weight of
30 kDa corresponds to different isoforms of DOC1R. Second
these results show that MYC-DOC1R is less phosphorylated
in Mos–/– oocytes, as phosphorylations confer negative
charges to proteins. These experiments suggest that the
protein is effectively phosphorylated by the MOS/…/MAPK
pathway and that other kinases are also responsible for
DOC1R phosphorylation.

Fig. 4.cyclin B/CDC2 and MAP kinase phosphorylate DOC1R.
(A) Purified cyclin B/CDC2 and MAPK phosphorylate DOC1R in
vitro. Purified cyclin B/CDC2 (lanes 1, 2 and 3) and recombinant
active rat ERK2 (lanes 4, 5 and 6) were incubated with (+) or without
(–) 6His-DOC1R or Histone H1 (lanes 2 and 5) in the presence of [γ-
32P]-ATP. The [32P] incorporation was detected by autoradiography.
This experiment has been repeated twice. (B) The MOS/…/MAPK
pathway phosphorylates DOC1R. MYC-DOC1R-injected oocytes
from wild-type (lane 1) or Mos–/– (lane 2) mice were cultured for 12
hours after GVBD and collected. This experiment has been repeated
three times. (C) MYC-DOC1R expression after microinjection of
RNA encoding MYC-DOC1R into immature wild-type or Mos–/–

oocytes. Forty wild-type oocytes cultured for 12 hours after GVBD
(top panel) or 40 Mos–/– oocytes cultured for 12 hours (bottom panel)
after GVBD were collected and analysed by 2D gel electrophoresis.
The migration of MYC-DOC1R is shifted towards the acidic pole
(H+) in wild-type oocytes compared with its migration in Mos–/–

oocytes. To position the different MYC-DOC1R isoforms from one
sample to the other, we re-probed all the blots using Ezrin as an
internal control (Louvet-Vallee et al., 2001). This experiment has
been repeated three times. Samples in B and C were analyzed by
immunoblotting using an anti-MYC antibody.
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DOC1R is present at all stages of meiotic maturation
and localizes on metaphase spindles
We followed the endogenous DOC1R localization during
meiotic maturation. We show that DOC1R is present in
immature oocytes (Fig. 5A) and during all stages of meiotic
maturation (Fig. 5B-E), confirming the immunoblotting
analysis of the exogenous MYC-DOC1R protein. DOC1R
accumulates in immature oocytes in the nucleus (Fig. 5A), as
previously described in interphasic human cells (Zhang et al.,
1999). During the first meiotic division (Fig. 5B-D), DOC1R
accumulates in the cytoplasm and localizes in dots in the
vicinity of the chromosomes in a region enriched in
microtubules. Microtubule re-organization has been well
described during mouse oocyte maturation (Brunet et al.,
1999); microtubules form early during the first division around
the chromosomes and organize into a bipolar spindle about 2
hours after meiosis resumption. DOC1R localization follows
microtubule organization during metaphase I. In metaphase II
(Fig. 5E), DOC1R also accumulates in the cytoplasm and
on the spindle. To prove that the DOC1R protein is associated
with microtubules, we treated metaphase II oocytes with
nocodazole, which induces microtubule depolymerization (Fig.
5F). In these oocytes, the DOC1R protein was diffusely located
in the cytoplasm, which proves that DOC1R associates
specifically with spindle microtubules. As a control, we
performed immunofluorescence after blocking the purified

antibody with the immunogenic peptide and no staining was
observed (Fig. 5G). Furthermore, like the endogenous DOC1R
protein, a DOC1R-GFP fusion localizes in the germinal vesicle
of immature oocytes (Fig. 5H) and on the metaphase II spindle
(Fig. 5I).

The DOC1R depletion induces formation of asters of
microtubules in the cytoplasm as well as at spindle
poles of metaphase II oocytes
To investigate the role of DOC1R, we microinjected antisense
RNA (asRNA), or double-stranded RNA (dsRNA) targeting
the endogenous DOC1R mRNA. Oocytes were injected at the
GV stage, collected at different stages of meiotic maturation
and immunocytochemistry was performed to examine the
chromosome and microtubule morphology (Fig. 6A-F). The
injection of control dsRNA targeting the XenopusFrizzled 7
mRNA did not affect meiotic maturation or spindle
organization (Fig. 6B,K), with injected oocytes looking like
non-injected ones in metaphase II (Fig. 6A,K). Typically,
metaphase II-arrested oocytes present barrel-shaped spindles
with no astral microtubules and no cytoplasmic asters of
microtubules (Maro et al., 1985). When we injected asRNA or
dsRNA against DOC1R mRNA, oocytes underwent their first
meiotic division normally, extruded first polar bodies of normal
size and with the same percentage as control oocytes
(84.2±8.2% of polar body extrusion in the case of dsDOC1R

Development 130 (21) Research article

Fig. 5.DOC1R localizes to
microtubules during meiotic
maturation. (A-F) Localization of the
endogenous DOC1R protein. Groups
of 20 oocytes at different stages of
meiotic maturation were fixed with
formaldehyde and further stained
with the anti-DOC1R antibody (A-
F) or with the antibody blocked with
30 µM of immunogenic peptide (G).
(H,I) Oocytes microinjected with
DOC1R-GFP encoding RNA and
collected in GV (H) or MII (I). All
oocytes were analyzed by confocal
microscopy using identical settings.
(A) Immature oocyte in GV, (B)
oocyte collected 1 hour after GVBD,
(C) 5 hours after GVBD, (D) 8 hours
after GVBD, (E,G-I) 14 hours after
GVBD in metaphase II (MII),
(F) cultured for 13 hours after GVBD
then treated with nocodazole for 1
hour (MII+NZ). The DOC1R staining
or DOC1R-GFP localization appear
in green and chromosomes in red.
Two-hundred and fifty oocytes were
scored for this experiment. Scale bar:
10 µm. 
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versus 84±12% in the control oocytes), but were arrested in
metaphase II with severe phenotypes: spindles showing astral
microtubules and numerous cytoplasmic asters (Fig. 6D,E).
The injection of the asRNA induced 50% of such phenotypes
while the injection of dsRNA was more efficient and induced
70% of elongated spindles (Fig. 6K). 

To determine the efficiency of our dsRNA, we checked the
presence of the endogenous DOC1R in the injected oocytes.

The injection of dsRNA against DOC1R induces a loss of
DOC1R localization on the MII spindle but not on the
metaphase I spindles (Fig. 6 compare G with I and H with J).

To prove that the phenotype we observed was specific, we
injected the dsRNA together with RNA encoding the Xenopus
DOC1R protein. Despite the amino acid conservation between
the murine and the XenopusDOC1R proteins, the Xenopus
cDNA diverges from the mouse, and thus is corresponding

Fig. 6.DOC1R depletion induces formation of numerous microtubule asters at spindle poles as well as in the cytoplasm of MII oocytes.
Immature oocytes were microinjected with antisense RNA (asDOC1R) or double-stranded RNA (dsDOC1R or dsFrz) directed against DOC1R
or XenopusFrizzled mRNA, or they were injected with RNA encoding XenopusDOC1R with or without dsDOC1R, further cultured and
collected at different stages of meiotic maturation. Oocytes were fixed with formaldehyde and analyzed by confocal microscopy. (A) Control
non-injected oocyte (NI) collected in metaphase II. (B) Control oocyte injected with dsFrz collected in metaphase II. (C) Control oocyte
injected with RNA encoding XenopusDOC1R and collected in metaphase II. (D) Oocyte injected with asDOC1R collected in metaphase II.
(E) Oocyte injected with dsDOC1R collected in metaphase II. (F) Oocyte injected with dsDOC1R and with RNA encoding XenopusDOC1R,
then collected in metaphase II. (G,H) Non-injected oocyte collected in metaphase I (MI, G) or metaphase II (MII, H). (I,J) Oocyte injected with
the dsDOC1R collected in metaphase I (I) or II (J). For A-F, microtubules appear in green, for G,H, the endogenous DOC1R staining appears in
green. For all images, chromosomes appear in red. Scale bars: 10 µm in A-F; 6 µm in G-J. (K) Statistics of the experiment described above.
Percent MII: percentage of oocytes presenting a normal bipolar metaphase II spindle. Percent phenotypes: percentage of oocytes presenting
spindle defects and numerous asters in the cytoplasm. The numbers in brackets correspond to the total number of oocytes analyzed. These
experiments have been repeated between three to five times.
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cDNA cannot be targeted by the dsRNA. As shown on Fig.
6F,K, the Xenopusprotein complements the microtubule defect
induced by the dsRNA. The injection of the RNA coding the
Xenopus protein has no effect by itself on microtubule
organization (Fig. 6C). So the cytoplasmic asters as well as
nucleation of microtubules from the spindle poles is solely due
to DOC1R depletion.

Altogether, our experiments demonstrate that DOC1R
regulates microtubule organization at least in metaphase II (see
Discussion). The depletion of DOC1R induces severe damage
to the microtubule cytoskeleton, which may compromise
chromosome segregation after fertilization and hence
compromise further embryo development. 

Discussion
DOC1R regulation during meiotic maturation of
mouse oocytes
DOC1R was isolated in the same screen that identified MISS,
a protein required for metaphase II spindle stability. We show
here that DOC1R is a MAPK partner as it interacts in a two-
hybrid approach and co-immunoprecipitates with endogenous
MAPK from Xenopusoocyte extracts.

DOC1R has a consensus site for MAPK phosphorylation, a
potential CDK2 binding site and a potential cyclin/CDK
binding site (Shintani et al., 2000). We show that DOC1R is
expressed at all stages of meiotic maturation and that it is
regulated by multiple phosphorylations. First, cyclin B/CDC2
is able to phosphorylate DOC1R in vitro, which is consistent
with the presence of one potential cyclin/CDK binding site
in its coding sequence. Furthermore, DOC1R becomes
phosphorylated early in metaphase I, when MPF is active but
not MAPK. Second, MAPK is able to phosphorylate DOC1R
in vitro and in vivo, in agreement with the presence of one
consensus site for MAPK phosphorylation in its sequence.

By 2D gel analysis, we show that the post-translational
modifications that affect DOC1R during meiotic maturation are
quite complex. Some modifications can be attributed to MPF
activation, some to the MOS/…/MAPK pathway and it cannot
be excluded that DOC1R is also modified by post-translational
modifications other than phosphorylations. The
characterization of DOC1R modifications by phosphorylation
will be the object of further studies.

DOC1R function during meiotic maturation of
mouse oocytes
Endogenous DOC1R is localized in dots on microtubules
during all stages of meiotic maturation in particular on
metaphase I and II spindles. These dots could reflect either an
accumulation of DOC1R into vesicular structures associated
with microtubules or macromolecular complexes containing
DOC1R multimers. 

Consistent with DOC1R association with microtubules, its
depletion leads to drastic phenotypes in metaphase II arrested
oocytes: elongated spindles enriched in astral microtubules
and numerous asters of microtubules in the cytoplasm. The
phenotype is specific to DOC1R depletion (1) because it is
observed only when the endogenous protein can no longer
be detected on the metaphase II spindle and (2) because
overexpression of the Xenopus protein complements the
defects observed after dsRNA injection. 

The phenotype can be explained by extensive microtubule
polymerization from MTOCs (microtubule organizing centers)
that in mouse oocytes are present at spindle poles as well as foci
in the cytoplasm (Maro et al., 1985). It can be interpreted as a
reduced ability of the chromatin to stabilize microtubules in its
vicinity. Normally, meiotic spindles are devoid of
astral microtubules and cytoplasmic MTOCs do not form
microtubule asters. The depletion of DOC1R promotes
microtubule nucleation and/or elongation. This suggests that
DOC1R normally increases microtubule dynamics in metaphase
II arrested oocytes. We cannot exclude that DOC1R has a similar
function in metaphase I, because we could not completely
deplete the endogenous pool of DOC1R during the first meiotic
division. The absence of a detectable phenotype in metaphase I
could be explained by a low turnover of the protein and therefore
a lack of full efficiency of the dsRNA during metaphase I. 

DOC1R localization and the phenotype observed after its
depletion are consistent with the potential tumor suppressor
role of the DOC1R gene (Zhang et al., 1999). Indeed, human
tumors are characterized by chromosomal instability primary
resulting from spindle organization defects (Saunders et al.,
2000). 

A new vision of the metaphase II arrest of vertebrate
oocytes
As for MISS, we could not find obvious invertebrate
homologues of DOC1R. However, the protein sequence of
DOC1R has been highly conserved from Xenopus laevisto
human. Moreover, we show here that the Xenopusprotein can
functionally complement the mouse DOC1R. So we believe
that both DOC1R and MISS mediate important functions
specific to vertebrate species. 

The meiotic metaphase II spindle harbors an unusual
location in the cell: it is closely associated with the cortex,
which is enriched in actin microfilaments. This association
allows spindle rotation at fertilization, a prerequisite to second
polar body extrusion that is essential for further embryo
development. It is interesting that DOC1R is related to a coiled-
coil region in a kinesin (KIF14) (for a review, see Miki et al.,
2001) of unknown function that contains both a kinesin as well
as a myosin domain. We can imagine that DOC1R somehow
regulates interactions between spindle microtubules and
microfilaments of the cortex that are necessary for maintaining
proper MII spindle organization. 

The discovery of new MAPK substrates, such as DOC1R
and MISS, involved in the regulation of microtubule
organization, is of crucial importance for our understanding of
the processes controlling the metaphase II arrest of vertebrate
oocytes. It suggests that the MOS/…/MAPK pathway not only
controls CSF arrest by maintaining a high MPF activity
through p90rsk activity (Bhatt and Ferrell, 1999; Gross et al.,
1999; Gross et al., 2000) but also ensures that the spindle
is properly organized during the arrest for the success of
fertilization. Our findings are consistent with the unpublished
data showing that the maintenance of bipolar spindles
assembled in Xenopus egg extracts requires MAPK activity,
but not p90rsk activity (Horne et al., 2003). 

In conclusion, we have discovered two proteins that seem
essential for mouse embryo development as their absence
results in severe damage to the microtubule network of
metaphase II mouse oocytes. Indeed C. elegans mei-1and
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mei-2mutants (proteins that regulate microtubule dynamics in
meiosis and induce severing of microtubules to produce small
meiotic spindles) extrude large polar bodies and show
aneuploidy (Srayko et al., 2000). 
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Situation du sujet

Le carde de cette étude est le même que celui de l’article 2. Un autre des clones positifs isolés
était MISS (MAP Kinase Interacting and Spindle Stabilizing protein). Ce travail porte sur la

caractérisation biochimique et fonctionnelle de cette protéine au cours de la maturation

méiotique chez la souris.

Résultats principaux :

- Une banque d’ADNc d’ovocytes de souris au stade GV a été réalisée. Cette banque est la

première de ce type pour l’ovocyte de souris et a nécessité 2000 ovocytes, chaque ovocyte de

souris contenant 23ng de protéines totales et 0,7pg d’ARN polyA.

- La banque a été criblée en utilisant la MAP Kinase ERK2 de rat comme appât. A partir de
107 transformants, 133 clones réellement positifs ont été obtenus (après tests de spécificité).

Après analyse des clones, deux clones différents ressortaient très fréquemment dont MISS. La

banque a été réalisée à partir d’un oilgo-dT, les parties 5’ de ces clones ont donc d’abord été
récupérées. Le clone entier de la protéine MISS a été obtenu par RT-PCR grâce aux EST

(Expressed Sequence Tag) de souris présentes dans les banques de données.

- Afin de vérifier l’interaction de MISS avec la MAPK, des expériences de co-

immunoprécipitattion ont été réalisées dans des ovocytes de xénope.

- La protéine MISS endogène n’est pas détectable dans les ovocytes immatures, mais est

présente en métaphase de seconde division de méiose.

- MISS est une protéine de 263 acides aminés, riche en résidus proline dans sa partie N-
terminale et possèdant quatre sites de phosphorylation par la MAPK. Elle contient une vraie

séquence PEST ainsi qu’un signal de localisation nucléaire bipartite (NLS) fonctionnel

contenant un site de liaison à la MAPK (Tanoue et al., 2000).

- Dans les ovocytes, la protéine MISS endogène se localise sous forme d’aggrégats le long du
fuseau de division. Cette localisation est spécifique puisqu’elle est abolie lorsque l’anticorps

est pré-incubé avec le peptide immunogène. La protéine MISS-GFP se comporte comme la

protéine endogène et n’est localisée qu’en métaphase II le long des fibres kinétochoriennes.



79

- Myc-MISS n’est pas détectable en métaphase I mais s’accumule en métaphase II. Elle n’est

pas détectable après activation parthénogénétique. Le traitement au nocodazole, qui
dépolymérise les microtubules, induit une stabilisation de Myc-MISS en métaphase I, comme

il le fait pour la Cycline B (Kubiak et al., 1993). En métaphase II, la protéine Myc-MISS subit
des modifications post-traductionnelles de type phosphorylation puisqu’elle est sensible à un

traitement à la phosphatase λ.

- Dans les ovocytes de souris Mos-/-, qui ne présentent pas d’activité MAPK, la migration
électrophorétique en une et deux dimensions de Myc-MISS est modifiée par rapport aux

ovocytes de souris sauvages.

- L’inhibition de l’expression de MISS par ARN interférence ou l’injection d’ARN antisens et

de morpholino oligonucléotides ciblant MISS n’est pas efficace en méiose I, mais est très
efficace en méiose II (vérification sur la protéine endogène). Elle conduit à des phénotypes

microtubulaires en métaphase II: des fuseaux désorganisés (monopolaires, ou même absents)

ainsi que l’apparition dans l’ovocyte d’asters cytoplasmiques en grand nombre. Le phénotype
obtenu en métaphase II est spécifique puisque la co-injection du morpholino oligonucléotide

ciblant DOC1R endogène et d'ARNm sens codant pour Myc-MISS (ARN non ciblé par la
séquence présente dans le morpholino) restaure l'arrêt en métaphase II, avec des fuseaux

normaux et sans asters de microtubules dans le cytoplasme.

- L’inhibition de l’expression de MISS par ARN interférence ne perturbe pas le

développement précoce de l’embryon de souris.

Conclusions

MISS est un substrat des MAPK lors de la maturation méiotique chez la souris. Elle est

présente uniquement en méiose II, associée à une localisation microtubulaire. La protéine est

régulée par un mécanisme de dégradation microtubule-dépendant et cette instabilité de MISS
est cohérente avec la présente d’une séquence PEST dans la protéine. MISS permet la

stabilisation du fuseau de métaphase II au cours de l’arrêt CSF. Elle ne semble pas nécessaire
à la régulation des premières divisions zygotiques.
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Meiotic spindle stability depends on MAPK-interacting 
and spindle-stabilizing protein (MISS), a new
MAPK substrate
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and Marie-Hélène Verlhac
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ertebrate oocytes arrest in the second metaphase of
meiosis (metaphase II [MII]) by an activity called
cytostatic factor (CSF), with aligned chromosomes

and stable spindles. Segregation of chromosomes occurs
after fertilization. The Mos/…/MAPK (mitogen-activated
protein kinases) pathway mediates this MII arrest. Using a
two-hybrid screen, we identified a new MAPK partner from
a mouse oocyte cDNA library. This protein is unstable
during the first meiotic division and accumulates only in
MII, where it localizes to the spindle. It is a substrate of the
Mos/…/MAPK pathway. The depletion of endogenous RNA

V

 

coding for this protein by three different means (antisense
RNA, double-stranded [ds] RNA, or morpholino oligo-
nucleotides) induces severe spindle defects specific to
MII oocytes. Overexpressing the protein from an RNA not
targeted by the morpholino rescues spindle destabilization.
However, dsRNA has no effect on the first two mitotic
divisions. We therefore have discovered a new MAPK
substrate involved in maintaining spindle integrity during
the CSF arrest of mouse oocytes, called MISS (for MAP
kinase–interacting and spindle-stabilizing protein).

 

Introduction

 

Meiotic maturation in vertebrate oocytes corresponds to the
period including the exit from the G2 block to the arrest in
metaphase of the second meiotic division (metaphase II
[MII]*). Meiotic maturation starts with the activation of
maturation-promoting factor (MPF), which triggers germinal
vesicle breakdown (GVBD), chromosome condensation,
and formation of the first meiotic spindle. This spindle
migrates to the cortex and after extrusion of the first polar
body, the second meiotic spindle forms below the cortex,
where it remains stable for hours with chromosomes aligned
on the metaphase plate.

The cascade initiated by c-mos, which activates mitogen-
activated protein kinases (MAPK) (the Mos/…/MAPK
pathway), controls many important events of meiotic
maturation (for an extensive review see Abrieu et al., 2001).
This pathway controls the migration of the germinal vesicle
(GV) to the cortex in 

 

Xenopus

 

 oocytes and the migration of
the first meiotic spindle to the cortex in mouse oocytes (Choi
et al., 1996; Gavin et al., 1999; Verlhac et al., 2000a). It is
therefore essential for the establishment of asymmetric divisions
during meiosis. This pathway also controls microtubule
organization in mouse oocytes (Verlhac et al., 1994,
1996). Moreover, the Mos/…/MAPK pathway promotes
the cytostatic factor (CSF; Masui and Markert, 1971) arrest
of vertebrate oocytes (Haccard et al., 1993; Colledge et al.,
1994; Hashimoto et al., 1994; Verlhac et al., 1996). Indeed,
vertebrate oocytes are arrested at metaphase of the second
meiosis by an egg cytoplasmic substance called CSF. Then
fertilization will release the egg from the arrest and allow it
to complete meiosis and proceed to mitosis. The CSF arrest
of the cell cycle is affected by the Mos/…/MAPK cascade,
which results in the activation of the ribosomal S6 kinase
p90

 

rsk

 

 (Bhatt and Ferrell, 1999; Gross et al., 1999, 2000).
However, the mechanism of the cell cycle arrest in MII has not
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been fully clarified. Particularly puzzling is the fact that the cell
cycle is not arrested at metaphase I (MI), whereas all the ki-
nases mentioned above have already been activated before MI.
So molecules activated only in MII and targets of the Mos/…/
MAPK pathway could also be involved in the CSF arrest.

To look for physiological effectors of the Mos/…/MAPK
pathway in meiosis, we generated a mouse immature oocyte
cDNA library that we screened by two hybrid using MAPK as
a bait. We isolated a new protein, MAP kinase–interacting
and spindle-stabilizing protein (MISS), which is rich in pro-
line residues and has four potential MAPK phosphorylation
sites, a MAPK docking site, a PEST sequence, and a bipartite
nuclear localization signal (NLS). Apart from a potential hu-
man homologue, we did not find any homologies with other
proteins in the databases. In mouse oocytes, MISS is a poten-
tial in vivo substrate for the Mos/…/MAPK pathway. The en-
dogenous protein accumulates during mouse meiotic matura-
tion and localizes as discrete dots on the MII spindle. Also, a
MISS–GFP construct localizes to kinetochore microtubules in
MII oocytes. The stability of MISS is regulated during mouse
meiotic maturation. It is unstable in MI, where its degrada-
tion is microtubule dependent, and becomes stable in MII.
MISS is again unstable after parthenogenetic activation and
the endogenous protein is no longer detected in early em-
bryos. By microinjecting both antisense (as) RNA, double-
stranded (ds) RNA, and morpholino oligonucleotides (Sum-
merton and Weller, 1997) directed against MISS endogenous
mRNA, we show that it is involved in maintaining MII spin-
dle integrity. Mouse oocytes microinjected with any of these
three different molecules, and not control molecules, display
disorganized MII spindles and numerous asters in their cyto-
plasm. Moreover, the spindle defects induced after microin-
jection of morpholino oligonucleotides directed against 25 bp
upstream of the ATG can be rescued by the overexpression of
Myc–MISS from RNA corresponding to the full-length ORF
devoid of MISS 5

 

�

 

 UTR. The injection of dsRNA against
MISS has yet no effect on the first two mitotic divisions, sug-
gesting a specific role for MISS in meiosis. MISS is the first
example of a physiological MAPK substrate that is stabilized
in MII and specifically regulates MII spindle integrity during
the CSF arrest.

 

Results

 

Isolation of MISS that binds ERK2

 

We have prepared a two-hybrid cDNA library from 1,000
mouse immature oocytes. This library was screened using rat
extracellular regulated kinase 2 (ERK2, one of the two mam-
malian MAPK) as a bait. From this screen, six clones were
isolated that encoded a partial cDNA of 

 

�

 

500 bp. We con-
firmed the specificity of the two-hybrid interaction between
this partial cDNA product and ERK2 (Fig. 1 A).

A mouse EST showing 95 overlapping base pairs with our
partial cDNA enabled us to obtain the full-length ORF
from the databases (Fig. 2 A). A full-length clone, identi-
cal to ours, has recently been pulled out from an mCAP-
enriched cDNA library (Kawai et al., 2001). The sequence of
the MISS mRNA and protein is presented in Fig. 2 B. This
protein is very rich in proline residues in its NH

 

2

 

-terminal
end and harbors a PEST sequence, a bipartite NLS that con-

tains a MAPK docking site (Tanoue et al., 2000), and po-
tential MAPK phosphorylation sites (Fig. 2 C).

We confirmed the two-hybrid interaction by showing that
MISS coimmunoprecipitates with endogenous MAPK from

 

Xenopus

 

 oocyte extracts (Fig. 1 B).

 

MISS mRNA is present in immature oocytes but MISS 
protein accumulates after meiosis resumption and 
localizes to the MII spindle

 

To check if the full-length RNA encoding MISS was present
in mouse oocytes, we performed RT-PCR using primers spe-
cific for the MISS mRNA. By RT-PCR, we could amplify a

Figure 1. Interaction between MISS and MAPK. (A) Two-hybrid 
interaction between MISS and MAPK. MISS interacts with ERK2WT 
and ERK2KD but not with a negative control. The yeast transformed 
with LexA-ERK2WT, LexA-ERK2KD (Waskiewicz et al., 1997), 
LexA-53 (positive control; CLONTECH Laboratories, Inc.), 
LexA-Su(Fu), or LexA alone were mated with yeast transformed 
respectively with B42-cDNA, B42-AD-T (positive control; CLONTECH 
Laboratories, Inc.), or empty B42. The diploids obtained were 
assayed for transactivation of both the �-galactosidase and the LEU2 
reporter genes on glucose (Glu)- or galactose (Gal/Raf)-containing 
mediums. The B42 fusion proteins are under the control of the 
galactose promoter. The B42-cDNA clearly interacts both with 
fusions of ERK2WT and ERK2KD at levels identical to the positive 
control, whereas it does not interact with a negative control (Su[Fu]). 
(B) MISS coimmunoprecipitates with endogenous p42mpk from 
Xenopus oocyte extracts. Oocyte extracts expressing Myc–Wnt11 
(Xenopus Wint11; negative control) or Myc–MISS RNA (lanes 1 and 
2). Anti-p42mpk1 immunoprecipitates (lanes 3 and 4) prepared from 
the oocyte lysates were analyzed by immunoblotting with anti-Myc 
antibody. This experiment was performed three times. (C) Expression 
of MISS RNA in immature oocytes and two cell stage embryos. For 
RT-PCR analysis, total RNA was isolated from mouse ovaries (lane 2), 
immature oocytes (lanes 3 and 4), and two cell stage embryos (lanes 
5 and 6) and treated with or without reverse transcriptase (RT, � or �). 
Lane 1 corresponds to a PCR control (water). (D) MISS accumulates 
during meiotic maturation. 2,000 immature (lane 1) or mature (lane 
2) oocytes were collected and immunoblotted using an affinity-purified 
anti-MISS antibody.
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specific band of 

 

�

 

800 bp corresponding to the full-length
MISS ORF (Fig. 1 C). As shown in Fig. 1 C, MISS mRNA is
expressed in mouse ovaries, mouse immature oocytes (at the
GV stage), and two cell stage mouse embryos. However, both
by immunoblotting (Fig. 1 D, lane 1) and immunofluores-
cence (Fig. 3 A) using an affinity-purified anti-MISS peptide
antibody, we could not detect the presence of the endogenous
protein in immature oocytes. MISS was present in mature oo-
cytes (Fig. 1 D, lane 2). The apparent molecular weight being
around 45 kD suggests that MISS undergoes posttranslational
modifications. By immunofluorescence, MISS was undetect-
able in GV oocytes (Fig. 3 A), was hardly detectable in the vi-
cinity of the chromosomes in late MI oocytes (Fig. 3 B), and
accumulated strongly and became localized in MII-arrested
oocytes (Fig. 3, C and D). Both the cytoplasmic and the MII
spindle staining are specific because they are no longer present
when the purified antibody is preincubated with the immuno-
genic peptide (Fig. 3 F). Interestingly, we could not detect any
staining in early mouse embryos (Fig. 3 E), suggesting that
MISS accumulates specifically in meiosis. A MISS–GFP con-
struct also behaves like the endogenous protein during mei-

 

otic maturation. Indeed, the overexpressed MISS–GFP pro-
tein is detected by immunoblotting in MII oocytes (Fig. 4 F),
and no localization of the MISS–GFP protein is detected in
MI oocytes (Fig. 4 A). In MII oocytes, the MISS–GFP local-
izes in patches along fibers that evoke kinetochore fibers ema-
nating from the chromosomes (Fig. 4, B, F, and G).

 

 

 

The
MISS–GFP protein also localizes along the spindle in mitotic
dividing embryos (Fig. 4 D). After activation and in inter-
phase, the MISS–GFP protein is completely excluded from
the cytoplasm and present only in the nucleus, where small
dots are observed (Fig. 4, C and E). This result suggests that
the NLS present in the protein is functional and involved in a
tight regulation of MISS localization.

 

MISS is unstable in MI and stable in MII

 

Our anti-MISS antibody was not very sensitive by immuno-
blotting, as it required 2,000 MII oocytes (one mouse gives

Figure 2. The sequence of MISS. (A) Schematic representation of 
how the full-length ORF was isolated. (B) Nucleotide and amino 
acid sequence of MISS ORF (GenBank/EMBL/DDBJ accession no. 
AK009250). The amino acid sequence is rich in proline in the 
NH2-terminal end and contains a PEST sequence, a bipartite NLS 
and four potential MAPK phosphorylation sites. The MAPK docking 
site is boxed. (C) Schematic representation of the full-length MISS 
protein indicating the different domains.

Figure 3. Immunofluorescent staining of MISS in oocytes and 
early embryos. Groups of 20–30 oocytes at different stages of meiotic 
maturation were fixed with formaldehyde and further stained with 
an affinity-purified anti-MISS antibody. All oocytes were analyzed 
by confocal microscopy using identical settings. (A) Immature 
oocytes (GV). (B) MI oocyte. (C and D) MII oocyte. (E) Two cell 
stage embryo. (F) MII oocyte stained with the affinity-purified anti-
body preincubated with 30 mM of the immunogenic peptide. This 
experiment was repeated three times. The MISS staining appears in 
green and chromosomes in red. Bar, 10 �m.



 

606 The Journal of Cell Biology 

 

|

 

 

 

Volume 157, Number 4, 2002

 

�

 

40 oocytes). To analyze more easily the behavior of MISS
during mouse meiotic maturation, we microinjected Myc–
MISS RNA into mouse immature oocytes and followed the
tagged protein during meiotic maturation.

First we checked that the Myc–MISS behaves like the en-
dogenous MISS. Indeed, the exogenous protein could not be
detected in immature oocytes, whereas it was present in ma-
ture oocytes (Fig. 5 A, lanes 1 and 2). We microinjected chi-
meric RNA that contained the MISS ORF flanked by the 5

 

�

 

and 3

 

�

 

 UTR of the 

 

Xenopus

 

 

 

�

 

-globin gene, thus the transla-
tion of the Myc–MISS encoding RNA was not submitted to
translational regulations by MISS endogenous 5

 

�

 

 and 3

 

�

 

UTR. Using the same construct, we typically observed similar
amounts of translation of the exogenous RNA both in imma-
ture and mature oocytes when allowed to overexpress for the
same amount of time (Fig. 5 A; the levels of expression of
Myc–ERK2 are similar in immature and mature oocytes).

Then, we injected a pool of GV oocytes with RNA coding
for Myc–MISS and cultured them for the same total amount
of time (14 h). We collected them at different stages after
meiosis resumption: early MI (2–6 h after GVBD); late MI
(8 h after GVBD); or MII (12 h after GVBD). This kind of
experiment is possible in mouse oocytes by releasing oocytes
after a different length of time spent in medium supple-
mented with dbcAMP. Meiosis resumption of mouse oo-
cytes occurs spontaneously by removing the oocytes from
the ovaries. However, they can be maintained at the GV
stage by keeping them in a dbcAMP-containing medium
(the dbcAMP mimics a high concentration of AMPc, which

has an inhibitory effect on meiosis resumption). In this way,
each sample belongs to a pool of oocytes that were injected
at the same time and that had expressed the protein for the
same amount of time. We could not detect Myc–MISS pro-
tein in early MI oocytes (Fig. 5 B). Myc–MISS accumulates
only late during meiotic maturation, around the first polar
body extrusion (Fig. 5 B). It suggests that the protein is un-
stable in MI. We show here that Myc–MISS accumulates
rapidly around the first polar body extrusion.

Because the kinetics of Myc–MISS accumulation are simi-
lar in wild-type compared with mos

 

�

 

/

 

�

 

 oocytes (Fig. 5 C),
which do not have MAPK activity (Verlhac et al., 1996), the
Mos/…/MAPK pathway does not regulate MISS stability.

To demonstrate that Myc–MISS is indeed unstable in MI
due to a high turnover of the protein, we examined its stabil-
ity in oocytes incubated in nocodazole. In mouse oocytes,
cyclin B1 is stabilized by nocodazole treatment, suggesting
that its degradation requires intact microtubules (Kubiak et
al., 1993). We treated Myc–MISS-injected oocytes with no-
codazole for 3 h. As shown in Fig. 5 D, this treatment in-
duces Myc–MISS and cyclin B1 accumulation before polar
body extrusion. This shows that MISS is unstable in MI and
is degraded by a microtubule-dependent mechanism.

To analyze MISS behavior after parthenogenetic activation,
we microinjected Myc–MISS RNA into MII-arrested oocytes.
Half of the injected oocytes were activated by ethanol treat-
ment, whereas the other half was not treated. As shown in Fig.
5 E, Myc–MISS accumulates during the MII arrest (lanes 3
and 4), whereas it is unstable after activation (lanes 1 and 2).

Figure 4. MISS–GFP in mouse oocytes 
and embryos. Overexpression of MISS–
GFP protein after microinjection of RNA 
coding MISS–GFP into wild-type oocytes, 
zygotes, and one blastomere of a late two 
cell stage embryo. Oocytes, zygotes, and 
embryos were fixed at the indicated 
stages and analyzed by confocal 
microscopy. For A–E, the projection of 
all confocal sections was performed. 
(A) Oocyte collected in MI. (B) Oocyte 
collected in MII. (C) Zygote with male 
and female pronuclei. (D) Two cell 
embryo injected into one blastomere 
that is in mitosis (M). (E) Eight cell 
embryo in interphase (I). (F) Oocyte 
collected in MII (only one confocal 
section). (G) Higher magnification of 
the chromatin area from the oocyte in 
D. Experiments have been repeated 
three times. The MISS–GFP staining 
appears in green and chromosomes in 
red. Bar, 10 �m. (H) 20 injected oocytes 
collected 6 h (lane 1) and 12 h after 
GVBD (lane 2) were analyzed by 
immunoblotting using an anti-GFP 
antibody.



 

 

 

MISS and mouse meiotic spindle stability |

 

 Lefebvre et al. 607

 

As we observed by immunofluorescence on the endoge-
nous protein, Myc–MISS protein accumulated late in MI.
Based on the nocodazole experiment and the behavior of
other Myc-tagged proteins in mouse oocytes (i.e., Myc–
ERK2; Fig. 5 A; Verlhac et al., 2000b), we conclude that
MISS is stabilized only during the MII stage.

 

Myc–MISS is a substrate of the Mos/…/MAPK pathway

 

The protein sequence of MISS displays four potential ERK
phosphorylation sites and a MAPK docking site. We have

 

shown that active MAPK can phosphorylate MISS in vitro
(unpublished data). To determine whether the protein is an in
vivo substrate of MAPK, we checked for its electrophoretic
mobility in oocytes from mos

 

�

 

/

 

�

 

 oocytes. In these oocytes, the
migration of Myc–MISS is faster compared with its electro-
phoretic mobility in wild-type oocytes, reflecting a posttrans-
lational modification of Myc–MISS in wild-type oocytes (Fig.
6 A). Among the posttranslational modifications, we show
that at least some of them are associated with phosphoryla-
tion. Indeed, treatment of the protein isolated from MII-
arrested oocytes with 

 

�

 

-phosphatase induced a downshift of
its electrophoretic mobility (Fig. 6 B, compare lanes 1 and 2).

Moreover, the migration of Myc–MISS in 2D gel electro-
phoresis is shifted to the acidic pole (H

 

�

 

) in wild-type oocytes
compared with its migration in mos

 

�

 

/

 

�

 

 oocytes (Fig. 6 C). Be-
cause phosphorylations are associated with negative charges,
this result suggests that the protein is more phosphorylated in
wild-type oocytes compared with mos

 

�

 

/

 

�

 

 oocytes.

Figure 5. MISS is unstable in MI and activated oocytes and stable 
in MII oocytes. For A–D, a pool of immature oocytes was injected 
with RNA and cultured for 14 h. Each sample corresponds to a pool 
of 20–40 oocytes from the same injection and to oocytes that have 
expressed the protein for the same amount of time (14 h). Experiments 
have been repeated three to four times. (A) Overexpression of Myc–
MISS protein (top) or Myc–ERK2 (bottom) after microinjection of the 
corresponding RNA into wild-type immature oocytes. 20 oocytes 
were collected as immature (lane 1) or mature (12 h after GVBD; lane 
2). (B) Myc–MISS-injected wild-type oocytes were collected 2 h (lane 
1), 4 h (lane 2), 6 h (lane 3), 8 h (before polar body extrusion; lane 4), 
8 h (after polar body extrusion; lane 5), or 12 h (lane 6) after GVBD. 
(C) Myc–MISS-injected mos�/� oocytes were collected 4 h (lane 1), 6 h 
(lane 2), 8 h (before polar body extrusion; lane 3), or 12 h (lane 4) 
after GVBD. (D) Myc–MISS-injected wild-type oocytes were collected 
5 h (lane 1), 6.5 h (lane 2), 8 h (before polar body extrusion; lane 3), 
or 12 h (lane 5) after GVBD. Oocytes microinjected with Myc–MISS 
were also cultured for 5 h after GVBD, incubated for 3 h in nocodazole 
(NZ; 10 �M), and collected (lane 4). The top panel is the anti-Myc 
immunoblot, and the bottom panel is the anti-cyclin B1 immunoblot. 
(E) Myc–MISS-injected wild-type oocytes were activated by ethanol 
treatment (lanes 1 and 2) or not (lanes 3 and 4) and further cultured 
for 1 or 6 h. All samples, except bottom blot in D, were analyzed by 
immunoblotting using an anti-Myc antibody.

Figure 6. Myc-MISS is a substrate of the Mos/…/MAPK pathway. 
(A) Myc–MISS-injected oocytes from wild-type (lane 1) or mos�/� 
(lane 2) mice were cultured for 14 h after GVBD and then collected. 
In the mos�/� oocytes (lane 2), the electrophoretic migration of 
Myc–MISS is faster compared with its mobility in wild-type oocytes 
(lane 1). (B) In vitro dephosphorylation of Myc–MISS in oocyte 
extracts. 30 oocytes were injected with RNA encoding Myc–MISS, 
cultured 14 h after GVBD, collected in water, and incubated 
without (lane 1) or with 400 U of �-phosphatase (lane 2). 
(C) Overexpression of Myc–MISS protein after microinjection of 
RNA encoding Myc–MISS into immature wild-type or mos�/� 
oocytes. 40 oocytes were collected 14 h after GVBD and were 
analyzed by 2D gel electrophoresis. The migration of Myc–MISS 
shifts toward the acidic pole (H�) in wild-type oocytes, compared 
with its migration in mos�/� oocytes. We have used an internal 
control to compare the position of dots (Louvet-Vallee et al., 2001). 
Experiments have been repeated three times. All samples were 
analyzed by immunoblotting using an anti-Myc antibody.
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Altogether our results show that Myc–MISS is an in vivo
substrate of the Mos/…/MAPK pathway.

 

Interfering with endogenous MISS mRNA induces 
severe spindle defects in MII-arrested oocytes

 

To determine the potential role of MISS during mouse meiotic
maturation, we decided to interfere with endogenous mRNA
expression. Three different types of molecules were used. First,
asRNA (asMISS) or dsRNA (dsMISS) directed against the full-
length ORF were microinjected into immature oocytes. The
microinjection of either asRNA or dsRNA directed against en-
dogenous MISS mRNA had no effect on GVBD or first polar
body extrusion (data not shown). However, both injections in-
duced severe spindle disorganization in MII-arrested oocytes.
As shown in Fig. 7, B and D, the MII spindle loses its bipolarity
and numerous asters appear in the cytoplasm. This phenotype
is visible right after the MII spindle is formed (13 h after
GVBD). It is never observed in noninjected oocytes or in oo-
cytes injected with an irrelevant dsRNA at the same concentra-
tion and directed against 

 

Xenopus

 

 frizzled 7 (Fig. 7, A and C).
As expected, the injection of dsMISS induced a disappearance
of MISS endogenous protein in MII oocytes (Fig. 7, compare E
and F). Moreover, this phenotype was highly reproducible, as it
was observed in 

 

�

 

90% of the 96 asMISS- or dsMISS-injected

oocytes (Fig. 7 E). Interestingly, this phenotype is similar to the
one observed in mos

 

�

 

/

 

�

 

 oocytes, which arrest in metaphase III
(MIII) with monopolar spindles after second polar body extru-
sion (Fig. 8 F; Verlhac et al., 1996).

To prove that the spindle phenotype we observed was spe-
cific, we then microinjected morpholino oligonucleotides di-
rected against 25 bp upstream of the first ATG (Summerton
and Weller, 1997). Again we observed the same phenotype af-
ter injection of morpholino directed against MISS endoge-
nous mRNA (Fig. 8 C), but not after injection of the same
morpholino presenting five mismatches, as recommended by
the manufacturer (Fig. 8 A). The spindle defects observed af-
ter injection of the morpholino oligonucleotide were repro-
ducible and were observed in 63% of the cases (Fig. 8 G). We
could further show that these defects were specific by rescuing
them with an RNA encoding Myc–MISS, which does not
contain the 5

 

�

 

 UTR sequence and is therefore not targeted by
the morpholino. The same oocytes were first injected with
control morpholino or anti-MISS morpholino, and then were
injected with Myc–MISS-encoding RNA. As shown in Fig. 8,
B and D, the injection of Myc–MISS alone or the coinjection
of the control morpholino together with Myc–MISS had no
effect on spindle organization. However, the injection of
Myc–MISS restored normal MII spindle organization (Fig. 8,

Figure 7. Depletion of MISS mRNA 
induces severe spindle defects in MII-
arrested oocytes. Immature oocytes 
were microinjected with asRNA (asMISS) 
or dsRNA (dsMISS or dsFz) directed 
against MISS or Xenopus frizzled mRNA, 
collected 14 h after GVBD, fixed, and 
analyzed by confocal microscopy. For 
each oocyte, the projection of all confocal 
sections was performed. (A) Noninjected 
oocyte (NI) arrested in MII. (B) Oocyte 
injected with asMISS. (C) Oocyte injected 
with dsFz (control). (D) Oocyte injected 
with dsMISS. Microtubules appear in 
green. (E and F) Oocytes stained with 
the anti-MISS peptide antibody. (E) Non-
injected oocyte in MII. (F) Oocyte injected 
with dsMISS. For all images, chromosomes 
appear in red. Bar, 10 �m. (G) Statistics of 
the experiment described above. Percent 
MII, percentage of oocytes presenting a 
normal bipolar MII spindle; % spindle 
defects, percentage of oocytes showing 
monopolar spindle, no spindle, and 
numerous asters in the cytoplasm. The 
numbers in brackets correspond to the 
total number of oocytes analyzed.
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E and G). The coinjection of anti-MISS morpholino with
Myc–MISS RNA induced 

 

�

 

2.5 times less oocytes with MII
spindle defects than injection of the anti-MISS morpholino
alone. MII spindle destabilization in the treated oocytes was
not due to cyclin B1 degradation or global drop in histone H1
kinase activity, as shown in Fig. 8 H.

The fact that we observed the same phenotype using three
different types of molecules directed against endogenous
MISS mRNA, and not with control molecules, is a strong ar-
gument in favor of the specificity of the observed spindle de-
fects. This is further demonstrated by the rescue experiment
using Myc–MISS RNA in morpholino-injected oocytes.

Altogether our results using three different approaches
demonstrate that MISS maintains a bipolar MII spindle
during the CSF arrest of mouse oocytes.

 

MISS does not induce mitotic spindle destabilization
in early embryos

 

Considering the severe phenotypes observed on MII spindles,
we can assume that if such spindle defects are observed after in-
jection of dsMISS into early embryos, they should block cell cy-
cle progression. Indeed, similar defects are observed in mos

 

�

 

/

 

�

 

oocytes (Fig. 8 F) and induce an MIII arrest. To test this hy-

pothesis and therefore see whether MISS also stabilizes mitotic
spindles, we microinjected dsMISS into either zygotes or two
cell embryos and checked whether cell cycle progression was in-
hibited. The injection of dsMISS into zygotes does not block
the division from the one to two cell stage: 99% (

 

n

 

 

 

	

 

 38) of ds-
MISS-injected zygotes undergo the one to two cell division like
the control (

 

n

 

 

 

	 

 

36) dsFz-injected ones. Also, dsMISS injection
does not block the two to four cell division: 79% (

 

n

 

 

 

	 

 

68) of
dsMISS-injected two cell blastomeres divided to four cell blas-
tomeres, comparable to 81% (

 

n

 

 

 

	 

 

70) of dsFz-injected blas-
tomeres. We checked that our dsMISS were indeed efficient by
coinjecting them together with MISS–GFP RNA (Fig. 9). As
for zygotes in interphase (Fig. 4 C), the MISS–GFP protein ac-
cumulated in the nuclei of the injected blastomeres (Fig. 9 B).
However, the MISS–GFP accumulation was very weak when
coinjected with dsMISS, compared with its coinjection with
dsFz (Fig. 9, B and D). We confirmed this by immunoblotting
with an anti-GFP antibody (Fig. 9 E). The MISS–GFP protein
accumulated in dsFz- but not in dsMISS-injected blastomeres.

These experiments demonstrate the specificity and high ef-
ficiency of our dsMISS; it can almost completely abolish ex-
pression of a protein from an abundant exogenous and nor-
mally overexpressed RNA. These experiments are consistent

Figure 8. Myc–MISS rescues the 
depletion of endogenous MISS mRNA 
after morpholino injection. Immature 
oocytes were microinjected, collected 
14 h after GVBD, fixed, and analyzed by 
confocal microscopy. For each oocyte, 
the projection of all confocal sections 
was performed. (A) Oocyte injected with 
MISS morpholino containing five 
mismatches (Cont Mo) as a control. 
(B) Oocyte injected with Myc–MISS 
RNA (MISS). (C) Oocyte injected with 
MISS morpholino (MISS Mo). (D) Oocyte 
coinjected with both control morpholino 
and Myc–MISS RNA (Cont Mo�MISS). 
(E) Oocyte coinjected with both MISS 
morpholino and Myc–MISS RNA (MISS 
Mo�MISS). (F) Noninjected (NI) mos�/� 
oocyte arrested in MIII with a monopolar 
spindle. Microtubules appear in green 
and chromosomes in red. Bar, 10 �m. 
(G) Statistics of the experiment described 
above. Percent MII, percentage of oocytes 
presenting a normal bipolar MII spindle; 
% spindle defects, percentage of oocytes 
showing monopolar spindle, no spindle, 
and numerous asters in the cytoplasm. 
The numbers in brackets correspond to 
the total number of oocytes analyzed. 
(H) Histone H1 kinase activity and 
amount of cyclin B1 in treated oocytes. 
Oocytes either noninjected (NI; lane 1) 
or injected with dsMISS (lane 2) or dsFz 
(lane 3) were collected 12 h after GVBD 
and analyzed for histone H1 kinase 
activity (top) and amount of cyclin B1 
(bottom).
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with the lack of endogenous MISS staining observed in early
mouse embryos and suggest that MISS does not regulate early
mitotic divisions.

 

Discussion

 

Construction of the cDNA library and isolation of MISS

 

When we started this project, two two-hybrid screens had
been performed using MAPK as a bait (Cook et al., 1996;
Waskiewicz et al., 1997). However, no screen had been per-
formed with a mammalian library prepared from synchro-
nized cells where MAPK is known to play an important role.
We therefore chose mouse immature oocytes for construc-
tion of our cDNA library. These oocytes do not contain
mRNA involved in the support of the whole development,
as is the case for 

 

Xenopus

 

 oocytes, but they present only
mRNA essential for supporting meiotic maturation as well
as the first zygotic division. Despite the low amount of RNA
present in a mouse oocyte (

 

�

 

1 pg of polyA per oocyte), we

were able to construct a cDNA library. To our knowledge
our cDNA library is the sole library of this kind available. It
provides an opportunity for the functional screening and
discovery of mouse genes involved in meiotic maturation as
well as early development.

From the screen performed using ERK2 as bait, we iso-
lated a novel protein, MISS, to which, except for a potential
human homologue, we cannot find any obvious homologues
in the databases. MISS is very rich in proline residues in its
NH

 

2

 

-terminal end and has four potential ERK2 phosphory-
lation sites, a perfect PEST sequence, and a bipartite NLS
that contains a potential MAPK docking site. We confirmed
biochemically the two-hybrid interaction by showing that
MISS coimmunoprecipitates with endogenous MAPK.

We show by RT-PCR that the mRNA is present in imma-
ture oocytes as well as early mouse embryos. We also show
by immunoblotting and immunofluorescence using an af-
finity-purified antipeptide antibody that MISS protein is
present in mouse mature oocytes.

 

MISS is stabilized only in MII and is phosphorylated by 
the Mos/…/MAPK pathway

 

Both by immunoblotting and immunofluorescence, we show
that although the mRNAs are present in immature oocytes,
MISS protein is absent from these oocytes. The endogenous
protein starts to accumulate late in MI, around the first
polar body extrusion. RNA encoding MISS, fused either
to a Myc epitope in an NH

 

2

 

-terminal position or to a GFP
epitope in a COOH-terminal position, cannot induce MISS
accumulation in GV or early MI oocytes, whereas RNA en-
coding Myc–ERK2 is typically associated with similar accu-
mulation of Myc–ERK2 in GV and MII oocytes. Moreover,
treatment of injected oocytes with nocodazole induces accu-
mulation of the protein in MI, where it normally does not
accumulate. Altogether, these data show that MISS is unsta-
ble in MI. The stabilization of the protein occurs in MII, af-
ter the first polar body extrusion. After parthenogenetic acti-
vation, the Myc–MISS protein does not accumulate and is,
therefore, probably degraded. This observation is consistent
with the fact that we cannot detect endogenous MISS in
early embryos by immunofluorescence. The regulation of
MISS stability during meiosis is in agreement with the pres-
ence of a true PEST sequence in the protein.

The activity that is involved in MISS degradation during
MI and disappears in MII does not depend on the Mos/…/
MAPK pathway because Myc–MISS also accumulates in
mos

 

�

 

/

 

�

 

 oocytes.
From studies in 

 

Xenopus

 

 oocytes, we know that MISS is
phosphorylated by active MAPK in vitro (unpublished
data), and we show that in vivo, MISS is partly phosphory-
lated by the Mos/…/MAPK pathway. First, we show that
MISS is hyperphosphorylated in MII oocytes. Indeed, both
endogenous and Myc-tagged MISS migrate at an apparent
molecular weight much higher than the calculated one (45
instead of 29 kD), suggesting the presence of posttransla-
tional modifications. Second, Myc–MISS protein migrates
as discrete spots in 2D gel electrophoresis, which suggests
different phosphorylation states. Third, treatment of Myc–
MISS from MII oocytes with 

 

�

 

-phosphatase induces a severe
downshift of the protein. Eventually, we show by 1D and

Figure 9. Injection of dsMISS does not block early mitotic divisions. 
Late two cell embryos were coinjected into one blastomere either 
with dsRNA against Xenopus frizzled 7 (dsFz; A and B) or dsRNA 
against MISS (dsMISS; C and D) together with the MISS–GFP RNA, 
and were collected after one division. Live embryos were first 
observed using a video microscope equipped with a CCD camera 
(transmitted light on the left; GFP staining on the right), and then 
embryos were analyzed by immunoblotting using an anti-GFP (top) 
and an anti-ERK (bottom) antibody (E). The anti-ERK immunoblot 
serves as a loading control.
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2D electrophoresis that Myc–MISS is in part phosphory-
lated by the Mos/…/MAPK pathway.

As MISS is stable only in MII, it is reasonable to assume
that the protein is regulated in two steps: (1) stabilization,
which is independent of the Mos/…/MAPK pathway but
might depend on phosphorylation events by other kinases,
and, most likely, (2) full activation through phosphorylation
by the Mos/…/MAPK pathway. This implies that the pro-
tein is mainly active in MII, when CSF activity is present
(Masui and Markert, 1971).

 

MISS is localized in dots on the MII spindles and 
disappears after fertilization

 

The endogenous MISS accumulates in dots on the MII spin-
dles. Also, a MISS–GFP fusion protein shows a strong local-
ization of the protein as bigger patches along fibers that
evoke kinetochore microtubules of the MII spindles. In in-
terphase, although we cannot detect the endogenous MISS
protein, the MISS–GFP protein concentrates into dots in-
side the nucleus and is excluded from the cytoplasm. This
suggests that the NLS present in the protein is functional.

We cannot explain why the MISS–GFP protein accumu-
lates in early embryos when the endogenous protein does
not. One explanation could be that the activity that degrades
MISS in GV, early MI, and activated oocytes is no longer
present in early embryos, and therefore allows accumulation
of an exogenous MISS–GFP protein, whereas it does not al-
low its accumulation in GV or early MI oocytes. This would
imply that a mechanism specific to meiotic maturation con-
trols MISS stability, and this mechanism disappears in early
embryos. Alternatively, MISS could undergo other post-
translational modifications during early development that
prevent its recognition by the antipeptide antibody.

Nonetheless, we believe that MISS is no longer synthe-
sized during early development. First, we showed that Myc–
MISS, which behaves like endogenous MISS and can res-
cue the depletion of the endogenous protein, is no longer
accumulated after parthenogenetic activation. Second, we
showed that dsMISS has no effect on the first two mitotic
divisions, although we demonstrated its activity on abun-
dant exogenous MISS–GFP RNA.

 

MISS is involved in MII spindle stability during the CSF 
arrest of mouse oocytes

 

The localization of MISS and MISS–GFP to MII spindles is
consistent with the phenotypes obtained after asRNA, dsRNA,
and morpholino injection. Indeed, interfering with the endog-
enous mRNA by three different means induces severe spindle
defects only in MII oocytes, where the protein is present, sta-
ble, and probably active. Moreover, we show that the pheno-
type is associated with a lack of accumulation of endogenous
MISS protein in MII. Oocytes that do not possess MISS pro-
tein show disorganized spindles often lacking one pole, or have
long microtubules emanating from both poles and numerous
cytoplasmic asters, which are likely nucleated by cytoplasmic
microtubule organizing centers (Maro et al., 1985). The phe-
notype is specific, because it is rescued by reintroducing Myc–
MISS-encoding RNA into anti-MISS morpholino–injected
oocytes. This phenotype is also very consistent with the micro-

 

tubule defects observed in mos

 

�

 

/

 

�

 

 oocytes and with the local-
ization of MAPK at spindle poles of mouse oocytes (Verlhac et
al., 1994, 1996). The fact that mos

 

�

 

/

 

�

 

 oocytes present some
spindle defects could be due to MISS, which is not fully phos-
phorylated in this strain and probably not active.

Our results suggest that MISS is a spindle-associated pro-
tein that is involved in the stabilization of the MII spindle
during the CSF arrest. As mentioned in the introduction, it
is puzzling that although the Mos/…/MAPK cascade is ac-
tive in MI, it does not induce CSF arrest in MI. MISS could
be an important target of the MAPK cascade that is only sta-
ble in MII (Fig. 10). Because we do not observe a significant
drop in histone H1 kinase activity as well as a degradation of
cyclin B1 in oocytes treated with dsMISS, we think that
MISS plays a role in controlling microtubule dynamics,
through an interaction with a microtubule associated pro-
tein, rather than a direct role in CSF arrest (Fig. 10).

The discovery of this new protein brings some very impor-
tant insights concerning the CSF arrest in vertebrate oo-
cytes: some substrate(s) of the Mos/…/MAPK pathway is
only stable during MII and the Mos/…/MAPK pathway
acts not only on the stabilization of maturation-promoting
factor (MPF) activity but also on spindle stability. It will be
interesting to analyze the relationships between MII spindle
stability and CSF arrest.

 

Materials and methods

 

Collection and culture of mouse oocytes
Immature oocytes arrested at prophase I of meiosis were obtained by remov-
ing ovaries from 11-week-old OF1(WT) and mos�/� female mice. Oocytes
were removed and cultured as previously described (Verlhac et al., 1996).
Immunofluorescence was performed as previously described (Polanski et al.,
1998). Nocodazole was diluted in the culture medium at 10 �M. Activation
by ethanol was performed as previously described (Kubiak, 1989).

Preparation of the mouse oocyte cDNA expression library
Immature oocytes were removed as previously described (Verlhac et al.,
1996), collected in sterile PBS, frozen immediately in dry ice, and stored at
�80
C. Samples corresponding to 1,200 oocytes were lysed by freezing
and thawing. RNA was prepared using the Rneasy Mini Kit (QIAGEN). The
genomic DNA was digested by adding 2 U of RQ1 Dnase (Promega) and
treating with 40 U of RNase inhibitor (Promega). The RNA was precipi-

Figure 10. Proposed model for the role of MISS during mouse 
meiotic maturation. See text for details.
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tated with ethanol and resuspended in water treated with 0.1% diethyl-
pyrocarbonate (H2O-DEPC). Double-stranded cDNA was synthesized from
RNA using a commercial cDNA synthesis kit (SMART PCR cDNA Synthe-
sis Kit; CLONTECH Laboratories, Inc.), as recommended by the manufac-
turer, and using 5�-AAGCAGTGGTAACAACGCAGAGTGAATTCGCGGG
and 5�-GAGAGAGAGAGAGAGAGAGAACTAGTCTCGAG(T)18 primers
for the first strand cDNA synthesis. PCR amplification was performed as
described in the cDNA synthesis kit using 5�-AAGCAGTGGTAACAACG-
CAGAGTGAATTCGCGGG and 5�-GAGAGAGAGAGAGAGAGAGAAC-
TAGTCTCGAGTT primers. The cDNAs between 500 pb and 1 kb were gel
purified and cloned into pYESTrp (Invitrogen) at EcoRI and XhoI sites. We
estimated that the cDNA library consisted of �3 � 106 transformants.

Two-hybrid screen
A two-hybrid screen was performed using the Hybrid Hunter Kit (Invitro-
gen). The bait constructs were generated by PCR amplification from plexA-
ERK2WT and plexA-ERK2KD (Waskiewicz et al., 1997) using 5�-TGAC-
TAGGATCCGTATGGCGGCGGCGGCG and 5�-TGCATCGAGTTAAG-
ATCTGTATCCTGG primers and cloned as a BamH1/XhoI fragment into
pEG202. plexA-Su(Fu) (mouse suppressor of fused) was a gift of A. Plessis
(Institut Jacques Monod, Paris, France). We thank J. Cooper for the gift of
the pLexA-ERKWT and plexA-ERKKD plasmids.

The pEG202-lexA-ERK2WT construct was introduced into the yeast
EGY48 (MAT� ura3 trp1 his3 6lexAop-LEU2) strain transformed with
pSH18-34. pEG202-lexA-ERK2WT was tested for spontaneous activation
of the LEU2 and lacZ reporter genes. The EGY48 strain transformed with
pEG202-lexA-ERK2WT and pSH18-34 was further transformed with the
cDNA library cloned into pYESTrp. We screened 4 � 106 transformants.

The two-hybrid tests of specificity were performed using different baits
in the strain RFY206 mated with the strain EGY48 containing the potential
positive clones.

RT-PCR assay
RT-PCR was processed as previously described (Ledan et al., 2001). PCR
amplification was performed using 5�-ATGTATCCCTTCATCCCTCCA and
5�-TCATTTAGACCCTTCACTTTC primers.

Plasmid construction and in vitro synthesis of RNA
pRN3Myc–MISS was constructed by RT-PCR amplification from mouse ova-
ries. Total RNA was extracted using the Rneasy Mini Kit (QIAGEN). The re-
verse transcription was performed on 500 ng of RNA. The PCR amplification
was done on 50 ng of RNA/DNA using 5�-ATGCGAATTCAGAATGTATC-
CCTTCATCCCT and 5�-ATGCGCGGCCGCTTAAATTAAACTGTTTATTA
primers. The 814-bp PCR product was then cloned into pRN3Myc2.
pRN3MISSGFP was obtained by PCR subcloning at XhoI/EcoRI sites using
5�-ATGCCTCGAGATGTATCCCTTCATCCCTCC and 5�-ATGCGAATTC-
CTTTAGACCCTTCACTTTCA primers. The in vitro synthesis of capped RNA
was performed as previously described (Verlhac et al., 2000b).

Microinjection
Microinjection of in vitro–transcribed RNA was performed as previously
described (Verlhac et al., 2000b). The sequence of the control morpholino
oligonucleotide is 5�-CATACTTCTTGCTGCTGCCCCGTAG and the se-
quence of the anti-Miss morpholino oligonucleotide is 5�-CATTCTTGTTG-
GTGCTGCTCCGAAG.

Coimmunoprecipitation in Xenopus oocyte extracts
Xenopus oocyte microinjection as well as extraction were performed as previ-
ously described (Gavin et al., 1999). For the immunoprecipitation of xp42mpk1,
we used an anti-ERK2 antibody conjugated to agarose (Santa Cruz Biotechnol-
ogy, Inc.). Xenopus oocyte extracts (300 �l) were precleared with 20 �l of pro-
tein A coupled to agarose beads for 30 min at 4
C. The cleared extracts were
then incubated for 2 h at 4
C with the antibody coupled to agarose beads. The
beads were washed four times in lysis buffer supplemented with 150 mM
NaCl and then processed for immunoblotting.

Dephosphorylation assay
Just after collection and lysis, oocytes were incubated with or without
400 U of �-phosphatase (New England BioLabs, Inc.) in �-phosphatase
buffer at 37
C for 1 h and then processed for immunoblotting.

2D gel electrophoresis
Oocytes were stored at �80
C in water containing 1 �M okadaic acid (LC
Laboratories) and 80 �M �-glycerophosphate. They were then processed
as previously described (Louvet-Vallee et al., 2001).

Immunoblotting
Oocytes at the appropriate stage of maturation were collected in sample
buffer (Laemmli, 1970) and heated for 3 min at 100
C. We used the fol-
lowing antibodies: an affinity-purified anti-MISS antibody directed against
the peptide TMLHVNSQHESEGSK; the 9E10 monoclonal antibody (sc-40;
Santa Cruz Biotechnology, Inc.) for Myc-tagged MISS; the monoclonal an-
tibody (no. 1814460, Boehringer) against GFP-tagged MISS; the mono-
clonal antibody (no. M3530; Dako) against cyclin B1; and the anti-ERK an-
tibody (sc-94; Santa Cruz Biotechnology, Inc.).
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Xénope

- 1,2mm
- Vitellus
- 30 mg protéines

Souris

- 70 mm
- transparent
- 20 ng protéines
- Expulsion du globule

polaire visible

Figure 36: principales différences
entre les ovocytes de xénope et de

souris

- Expulsion du globule
polaire invisible
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I. TRANSITION MEIOSE I/MEIOSE II CHEZ LA SOURIS

J’ai montré que l’activité séparase est requise pour la ségrégation des chromosomes

homologues en méiose I, suggèrant que l’APC pourrait être requis dans ce processus. Ces
résultats vont dans le même sens que ceux obtenus par Lee et collaborateurs, qui ont montré

qu’en méiose mâle, la localisation de Rec8 est régulée de la même façon que celle de Rec8 de
levure, suggérant que l’APC actif est requis pour faire la transition méiose I/méiose II en

méiose mâle chez la souris (Lee et al., 2003). Ces résultats rapprochent la souris du nématode

et de la levure chez lesquels l’APC et l’activité séparase sont requis pour effectuer la
transition méiose I/méiose II. Chez le xénope en revanche, l’inhibition de l’APC ne bloque

pas la transition méiose I/méiose II, qui peut se faire sans dégradation de la Cycline B et de la
sécurine. Pourquoi une telle différence chez cette espèce ?

Le xénope peut avoir évolué différemment et avoir mis en place une voie spécifique,

indépendante de l’APC, qui contrôlerait la ségrégation des chromosomes en méiose I et le
déclenchement de l’anaphase.

L’ovocyte de xénope est géant comparé à l’ovocyte de souris (1000 fois plus gros, figure 36),

mais les fuseaux de division ont la même taille. On peut imaginer que les expériences
d’inhibition de l’APC faites chez le xénope n’affectent pas tout le pool d’APC actif en méiose

I. Une fraction active de l’APC, par exemple localisée au niveau du fuseau de méiose I,
n’aurait pas été inhibée (car protégée ?). La Cycline B serait donc globalement protégée de la

dégradation, mais serait dégradée très localement par exemple au niveau du fuseau de méiose

I. Cette dégradation de la Cycline B locale pourrait être suffisante pour déclencher l’anaphase
et la séparation des chromosomes homologues. En mesurant une activité globale de MPF,

peut-on détecter une baisse localisée de l’activité MPF? Chez l’embryon de drosophile par
exemple, les divisions syncytiales précoces se font sans oscillations détectables du niveau

global de Cycline ou d’activité CDK1 (Edgar et al., 1994). Pourtant il est établi que

l’inactivation de CDK1 est locale et s’effectue près des pôles des fuseaux dans ces embryons
(Su et al., 1998). Ce pourrait être aussi le cas chez le xénope. De plus, dans les ovocytes de

cette espèce, l’expulsion du globule polaire est très difficile à suivre ainsi que la réalisation
d’expériences d’immunofluorescence afin d’examiner l’état des chromosomes. Les auteurs

ont peut-être été dans l’impossibilité de détecter des erreurs de ségrégation des chromosomes

homologues survenues en méiose I, ou bien des défauts de cinétique de la maturation
méiotique (avec un arrêt transitoire en métaphase I par exemple). Cependant les mêmes
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expériences ont été réalisées en métaphase II dans des ovocytes de xénope, montrant que

l’APC est nécessaire à la transition métaphase II/anaphase II.

Le xénope semble donc pour l’instant une exception. La compréhension de son mode de
division original en méiose I est importante et pourra peut-être se rapprocher d’autres modèles

encore peu étudiés à l’heure actuelle comme l’Axolotl (où l’expulsion du globule polaire est
visible à l’œil nu).

PERSPECTIVES

Des approches génétiques utilisant des souris transgéniques permettront de tester si l’APC est

requis pour effectuer la méiose I, si Rec8 doit être clivée sur les bras des chromatides et
protégée aux centromères et étudier le rôle de la séparase au cours de la transition méiose

I/méiose II (souris invalidées pour le gène de la séparase, souris exprimant une cohésine Rec8

non dégradable).
Récemment, il a été montré que les souris invalidées pour la sous-unité APC2 de l’APC sont

létales à l’état embryonnaire (Wirth et al., 2004). En croisant les souris APC2flox/Δ avec des

souris Cre-ZP3 (ZP3 est le promoteur de la zona pellucida 3, spécifique de l’ovogénèse), il

sera possible d’invalider APC2 uniquement dans la lignée germinale femelle afin
d’appréhender le rôle de l’APC au cours de la méiose I.

Katja Wassmann a montré qu’il existait un point de contrôle du fuseau dépendant de Mad2 au
cours de la méiose I chez la souris (Wassmann et al., 2003b) et Stéphane Brunet a montré que

des altérations du fuseau empêchent la ségrégation des chromosomes en méiose I et

l’inactivation du MPF. Bub1 se localise aux kinétochores et est phosphorylée jusqu’en
anaphase des deux divisions méiotiques (Brunet et al., 2003). Ces résultats vont dans le sens

d’un point de contrôle du fuseau fonctionnel en méiose I avec les mêmes acteurs qu’en
mitose, suggérant que l’APC est requis pour la transition méiose I/méiose II. Pour prouver de

façon directe que l’APC est impliqué dans la transition méiose I/méiose II, on peut penser à

des stratégies visant à inhiber directement celui-ci (autres que la surexpression de Mad2 qui a
déjà été réalisée, Wassmann et al., 2003b). Par exemple la microinjection d’ARN double-

brins ciblant CDC27, la surexpression de Emi1 en méiose I, la surexpression d’une forme

modifiée méthylée de l’ubiquitine, la microinjection d’ARN double-brins ciblant CDC20 ou
la microinjection du peptide de la destruction box.
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II. NOUVEAUX SUBSTRATS DES MAPK DANS
L’OVOCYTE DE SOURIS ET ARRET CSF

MISS et DOC1R jouent des rôles essentiels sur la stabilité du fuseau de métaphase II et sur

l’organisation des microtubules durant l’arrêt CSF. L’arrêt CSF était jusqu’à présent
caractérisé uniquement d’un point de vue moléculaire par une activité MPF élevée, passant

par la voie Mos/…/MAPK et un effecteur unique, p90RSK.

Ces travaux apportent une nouvelle vision de l’arrêt CSF. L’arrêt CSF se caractérise par une
forte activité MPF, mais aussi par la présence d’un fuseau stable pendant des heures avec des

chromosomes alignés sur la plaque métaphasique. La stabilité du fuseau est essentielle au

maintien de la fécondité du gamète et à la réussite du développement ultérieur du zygote. On
peut penser que des ovocytes microinjectés avec des ARN double-brins ciblant MISS ou

DOC1R auront des défauts de ségrégation des chromatides soeurs à l’anaphase.

Ces travaux suggèrent que la voie Mos/…/MAPK aurait des substrats autres que p90RSK,
impliqués dans le maintien de l’organisation du réseau de microtubules de l’ovocyte lors de

l’arrêt CSF. Ces résultats sont à rapprocher de l’étude menée par Horne MM et al qui a
montré que la MAPK permet la stabilité du fuseau de division mitotique via des cibles

différentes de p90RSK.

Enfin, DOC1R étant conservée entre le xénope et la souris, on peut imaginer que son rôle soit

aussi conservé entre ces deux espèces.

PERSPECTIVES

1. Relation entre DOC1R et l'importine-α

Le phénotype obtenu après inhibition de la traduction de DOC1R pourrait s'apparenter à une

diminution de l’influence stabilisatrice de la chromatine, des asters de microtubules se
formant partout dans le cytoplasme. Ce phénotype est similaire de ce point de vue à la

surexpression de Ran-GTP dans des extraits CSF de xénope. Nous avons donc émis
l’hypothèse que le rôle de DOC1R sur l’organisation des microtubules pourrait passer par la

voie Ran. De plus, DOC1R se comporte comme les cibles connues de la voie Ran: nucléaire

en interphase et sur le fuseau au cours de la division cellulaire. De façon préliminaire, nous
avons donc testé si DOC1R est capable d’interagir avec l’importine α . Par co-

immunoprécipitation, j’ai mis en évidence une interaction de DOC1R avec l'importine-α
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endogène d'extraits d'ovocytes de Xénope (figure 37). Ce résultat suggère que DOC1R régule

l'organisation des microtubules peut-être par un mécanisme dépendant de la Ran-GTPase.

2. Relation entre DOC1R et les microtubules

J'aimerais comprendre comment DOC1R régule l'organisation des microtubules en métaphase

II. Sachant qu’il ne ressemble ni à une MAPs ni à un moteur, son rôle sur le contrôle de
l'organisation des microtubules pourrait être indirect. Cependant il sera important de

déterminer si DOC1R interagit avec les microtubules directement ou non in vitro. Cette

expérience sera effectuée en mettant en présence des microtubules polymérisés et de la
protéine purifiée DOC1R puis par centrifugation des microtubules sur un gradient de sucrose.

Si DOC1R n’interagit pas avec les microtubules directement, c’est que son rôle sur
l’organisation des microtubules est indirect. Dans ce cas, il sera intéressant d’effectuer un

crible double-hybride de de la banque d’ADNc d’ovocytes de souris avec DOC1R comme

appât. Les partenaires isolés nous permettront de mieux comprendre le rôle de DOC1R sur
l’organisation des microtubules.

3. Relation entre fonction, régulation et localisation de DOC1R

Mon hypothèse de travail est que DOC1R, lorsqu’elle est active, déstabiliserait les

microtubules (en se liant directement aux microtubules, ou de manière indirecte). Son état
d’activation serait couplé à sa liaison ou non à l’importine α. DOC1R serait liée à l’importine

α dans le cytoplasme et aux pôles du fuseau (hors du gradient de Ran-GTP). Cette interaction

changerait la conformation de DOC1R et la rendrait accessible à la phosphorylation par la
MAPK  (et par d’autres kinases). Ces phosphorylations activeraient DOC1R. DOC1R liée à

l’importine α et phosphorylée serait donc active et déstabiliserait les microtubules dans le

cytoplasme et aux pôles du fuseau, impliquant l’absence de microtubules dans le cytoplasme
et aux pôles des fuseaux dans des ovocytes contrôles (figure 38). A côté des chromosomes,

dans le gradient de Ran-GTP, DOC1R et l’importine α se dissocieraient, DOC1R serait

déphosphoryée et inactivée, permettant la stabilisation des microtubules autour de la

chromatine et la formation du fuseau (figure 38). L’existence de ces différentes populations
de DOC1R phosphorylée est confirmée par la présence de plusieurs points en électrophorèse

bi-dimentionnelle en métaphase II au cours de l’arrêt CSF, indiquant que la population de
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DOC1R présente en métaphase II n’est pas phosphorylée de la même manière (Terret et al.,

2003a).

Les résultats obtenus avec le RNAi vont dans le sens de cette hypothèse: lorsque DOC1R est
déplétée de l’ovocyte, selon notre hypothèse, ça ne devrait rien changer près des

chromosomes car dans le cas sauvage DOC1R serait inactive autour des chromosomes dans le
gradient de Ran-GTP (figure 38). Dans le cytoplasme et aux pôles du fuseau en revanche,

DOC1R active n’étant plus là pour déstabiliser les microtubules, ils devraient au contraire être

stabilisés, d’où l’apparition d’asters dans le cytoplasme et de microtubules astraux. Nous
observons en effet ce phénotype: asters dans le cytoplasme, microtubules astraux développés

et fuseau normal (figure 38) (Terret et al., 2003a, article 2).

Afin de tester si les phosphorylations par la MAPK sont nécessaires à la fonction de DOC1R,

j'ai effectué des mutagénèses dirigées des 3 sites potentiels de phosphorylation par la MAPK
(mutant inactif S/T en A, ou mimant une phosphorylation S/T en D) (figure 39). Il faudra

ensuite caractériser ces mutants en produisant les protéines purifiées correspondantes et en

vérifiant qu'elles ne sont pas phosphorylables par la MAPK.
De manière préliminaire, j’ai injecté dans des ovocytes immatures de souris des ARN

transcrits in vitro codant ces formes mutantes et j’ai analysé les effets sur la maturation
méiotique.

- Selon notre hypothèse, le mutant des trois sites de phosphorylation par la MAPK (T13D,
T18D, T23D que j’appellerai TD pour plus de commodité), s’il est constitutivement

actif, devrait se comporter comme la fraction de DOC1R complexée avec l’importine α et

phosphorylée par la MAPK dans le cas sauvage (figure 38). Dans le cytoplasme et près des
pôles, ce mutant n’induirait pas de phénotype, car dans le cas sauvage la situation est la

même, DOC1R étant active dans ces compartiments; il déstabiliserait les microtubules (figure

38). Par contre près des chromosomes, ce mutant déstabiliserait les microtubules
indépendamment du gradient de Ran-GTP, induisant la formation de petits fuseaux (figure

38). C’est effectivement ce que j’observe dans les ovocytes de souris en métaphase II dans

40% des cas après microinjection des ARN codant pour la forme TD, sur un total de 70
ovocytes microinjectés (figure 40).
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- Suivant notre raisonnement, le mutant des trois sites de phosphorylation par la MAPK

(T13A, T18A, T23A que j’appellerai TA pour plus de commodité), s’il est constitutivement

inactif, devrait se comporter comme la fraction de DOC1R libre et non phosphorylée par la
MAPK. Si ce mutant se comporte comme un dominant négatif, on peut s’attendre à une

stabilisation des microtubules autour des chromosomes comme dans le cas sauvage où
DOC1R est inactive, mais aussi dans le cytoplasme et aux pôles du fuseau comme dans le cas

du RNAi (figure 38). Par contre si ce mutant ne se comporte pas comme un dominant négatif,

il restera toujours du DOC1R endogène actif dans le cytoplasme et aux pôles du fuseau,
permettant d’avoir un ovocyte normal. C’est effectivement le cas, les ovocytes que j’ai

injectés n’ont aucun phénotype, à part dans 7% des cas sur un total de 64 œufs microinjectés

(figure 40). Pour m’affranchir de cette population de DOC1R endogène, je microinjecterai les
ARN double-brins ciblant DOC1R endogène et ce mutant, ce qui devrait mimer du DOC1R

inactif partout et induire le même phénotype que l’injection d’ARN double-brins ciblant
DOC1R seule.

Finalement, ces résultats fourniront des réponses quant à l'importance de l’activité MAPK

sur le contrôle de l'organisation des microtubules via DOC1R en métaphase II. Si notre

hypothèse se confirme, DOC1R sera au carrefour de deux voies, la voie Mos/…/MAPK et la

voie Ran.

4. Voie Ran et relation avec DOC1R

Avant tout, il s’agit de tester si Ran contrôle l'organisation (dynamique/nucléation) des

fuseaux de division dans les ovocytes de souris comme c’est le cas dans divers organismes
mitotiques et méiotiques. De manière préliminaire, j’ai microinjecté des ARN codant des

formes mutantes de Ran liées au GDP (Ran T24N) ou au GTP (Ran Q69L) et j'ai analysé
l'effet de ces injections sur la mise en place et l'organisation des fuseaux méiotiques. Ce projet

continue actuellement et fait l’objet d’un sujet de thèse au laboratoire. Je n’en parlerai donc

pas.
Ensuite, il faudra tester si l’interaction entre DOC1R et l’importine α est régulée par la voie

Ran. Ces expériences seront réalisées en extraits d’œufs de xénope, système de choix pour ce

type de manipulations. Pour cela, des œufs de xénope seront microinjectés avec de l’ARN

codant pour DOC1R fusionnée avec un épitope Myc. Du Ran-GTP sera additionné dans les
extraits d’œufs de xénope obtenus (en utilisant un mutant de Ran, du Ran-Q69L). Des
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expériences de co-immunoprécipitation entre DOC1R-Myc et l’importine α endogène seront

ensuite réalisées. Si l’interaction entre DOC1R et l’importine α est régulée par la voie Ran,

ces deux protéines ne devraient pas interagir dans un extrait additionné de Ran-GTP. La
même expérience sera réalisée en ajoutant du Ran-T24N à l’extrait, permettant l’accumulation

de Ran-GDP. Si l’interaction des deux protéines est régulée par la voie Ran, elles devraient
interagir dans un contexte saturé en Ran-GDP.

Si l’interaction entre DOC1R et l’importine α est régulée par la voie Ran, une mutagénèse de

DOC1R sera réalisée afin de déterminer son site d’interaction avec l’importine α. DOC1R ne

possèdant pas de NLS évidente, cette mutagénèse sera indispensable pour déterminer le site

d’interaction.
Une fois le site d’interaction de DOC1R avec l’importine α déterminé, un mutant de ce site

sera injecté dans des ovocytes de souris. Selon notre hypothèse, ce mutant ne pouvant pas se

lier à l’importine α devrait être inactif et se comporter comme le mutant de phosphorylation

TA (figure 38).

A plus long terme, DOC1R étant conservée chez le xénope, il serait intéressant de tester si son
rôle au cours de la maturation méiotique est conservé et d’effectuer toutes les expériences en

extraits d’œufs de xénope avec DOC1R endogène de xénope. De plus, chez le xénope, les
expériences de déplétion peuvent être réalisées (l’anticorps fabriqué contre DOC1R souris

reconnaît potentiellement DOC1R xénope, le peptide étant contenu en C-terminal dans les

deux séquences conservées), ce qui permettra par exemple de dépléter xDOC1R endogène et
d’analyser le phénotype obtenu, puis de rajouter les formes  xTD et xTA et d’analyser les

résultats obtenus.

5. Rôle en mitose ?

Nous n’avons jamais testé la présence de DOC1R ailleurs que dans l’ovocyte de souris. Afin

de déterminer si DOC1R est spécifique de la méiose, nous testerons la présence de la protéine
DOC1R dans des cellules en culture et dans des embryons précoces de souris grâce à nos

anticorps spécifiques. Si DOC1R est présente dans les cellules en culture ou dans les
embryons de souris, nous testerons son rôle potentiel en microinjectant des ARN double-brins

ciblant DOC1R dans un blastomère d’un embryon au stade deux cellules ou dans les cellules

en culture. Nous vérifierons l’organisation des microtubules dans les blastomères injectés. Si
un phénotype microtubulaire est observable, les mutants de phosphorylation de DOC1R nous

permettront de disséquer le mécanisme d’action de cette protéine en mitose.
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Enfin, l’ADN génomique de DOC1R étant clôné (Sheng et al., 2001), il serait intéressant de

réaliser des souris transgéniques invalidées pour le gène DOC1R (des KO), ou exprimant une

forme de DOC1R mutante (KI). Si DOC1R ne joue un rôle qu’en méiose, le KO sera viable et
étudiable. Par contre si DOC1R a un rôle ubiquitaire, il faudra restreindre l’invalidation à

l’ovocyte de souris, en plaçant par exemple sous contrôle d'un promoteur spécifique de la
lignée germinale (comme le promoteur ZP3) une séquence permettant de produire du double-

brin DOC1R.
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RINGO was identified as a Cdc2-binding and activating protein which is necessary and sufficient to trigger
G2/M progression in Xenopus oocytes. We have investigated whether the function of RINGO is conserved
in mouse oocytes. We show that RINGO induces Germinal Vesicle BreakDown (GBVD) in mouse oocytes.
Mos is known to induce GVBD in mouse oocytes, and is also involved in the metaphase II arrest, which is
due to the CSF (CytoStatic Factor) activity. We found that RINGO also has CSF activity and induces cleavage
arrest after injection into one blastomere of a late two-cell mouse embryo, like Mos. However, RINGO also
inhibits polar body extrusion of wild type mouse oocytes. The same effect of RINGO on first and second
polar body extrusion was observed in Mos- /- mouse oocytes. The injection of RINGO mimics Mos effects:
GVBD induction and efficient cleavage arrest. However, our results in mouse oocytes suggest that RINGO
may have additional functions in meiosis regulation. © 2001 Éditions scientifiques et médicales Elsevier SAS

RINGO / meiosis / oocyte maturation / mitosis / CSF

1. INTRODUCTION

Vertebrate oocytes are arrested in the G2 phase in the
ovaries. The period of time from meiosis resumption to
the block in metaphase II is called meiotic maturation.
Meiotic maturation is composed of two M-phases:
during the first M-phase, which starts at Germinal
Vesicle Breakdown (GVBD), a long prometaphase I
takes place where spindle formation occurs and ends
with the extrusion of the first polar body; during the
second M-phase, oocytes are arrested in metaphase II
until fertilization. This block in metaphase II is called

the Cytostatic Factor (CSF) arrest (Masui and Markert,
1971). There is no interphase between these two
M-phases. At least, two kinases are very important in
the control of oocyte maturation: MPF (M-phase Pro-
moting Factor; Masui and Markert, 1971) and MAPK
(Mitogen Activated Protein Kinase; Boulton et al.,
1990).

MPF is a key molecule that controls the entry and
the exit of any eukaryotic cell into M-phase. This factor
is composed of two sub-units: a catalytic subunit Cdc2,
which has the kinase activity, and a regulatory subunit,
Cyclin B. The activation of MPF allows cells to enter
into mitosis or meiosis (Choi et al., 1991). The exit of
M-phase is a consequence of the drop of MPF activity,
due to Cyclin B degradation. In mouse oocytes, MPF is
activated at GVBD (which corresponds to meiosis re-
sumption) and allows the entry into the first M-phase
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of meiosis. MPF activity increases slowly and gradu-
ally during prometaphase, to reach a plateau at the end
of the first division, 1 hour before the entry in
metaphase I, corresponding to the formation of the
kinetochore fibers (Brunet et al., 1999). The degradation
of Cyclin B induces the drop of MPF activity, and the
exit of the first M-phase (Ledan et al., 2001; Polanski et
al., 1998). Then MPF is reactivated, inducing the entry
in the second M-phase. This activity stays high until
fertilization. The rise in MPF activity during the first
M-phase of meiosis is very different from the rise
observed in mitosis: in mitosis, MPF activity increases
abruptly, and stays high until the exit from metaphase.
The difference in MPF activation between mitosis and
meiosis could be a consequence of a control of the
Cdc22 activity by molecules others than Cyclin B, and
specific to meiosis. A new molecule, characterized in
Xenopus, is a good candidate as a modulator of MPF
activity: RINGO/Speedy (Ferby et al., 1999; Lenor-
mand et al., 1999). The RINGO protein contains 300
amino acids, whith no previously characterised do-
mains and has a potential nuclear export signal (NES)
motif. Injection of mRNAs encoding RINGO in imma-
ture Xenopus oocytes induces meiosis resumption very
rapidly without progesterone treatment, and injection
of antisense oligonucleotides inhibits meiosis resump-
tion induced by progesterone, suggesting that RINGO
is synthesized during meiotic maturation (Ferby et al.,
1999).

Finally, RINGO can bind and activate Cdc2 in vitro,
in the absence of Cyclin B, but is not able to bind MPF,
and associates weakly with Cyclin B1 (Ferby et al.,
1999). In addition, overexpression of RINGO in Xeno-
pus oocytes results in MAPK and MPF activation (Le-
normand et al., 1999) (Ferby et al., 1999). Therefore, it
has been proposed that RINGO controls meiosis re-
sumption through its association with Cdc2.

We used Mos as a control in our study, because Mos
is also able to induce G2/M progression in Xenopus
(Sagata et al., 1989a) and in mouse oocytes (Verlhac et
al., 2000b). Mos is a MAPKKK that initiates the MAPK
pathway in vertebrate and invertebrate oocytes (Ne-
breda and Hunt, 1993; Posada et al., 1993; Tachibana et
al., 2000). The injection of RINGO mimics Mos injec-
tion on meiosis resumption in Xenopus. Mos phospho-
rylates MEK, a MAPKK that itself phosphorylates and
activates MAPK. The MAPK are key regulators of
meiotic maturation. In mouse oocytes, MAPK are acti-
vated after meiosis resumption, they induce the migra-
tion of the first meiotic spindle to the cortex during
metaphase I (Verlhac et al., 2000a) and they are respon-
sible for the CSF (CytoStatic Factor) arrest in
metaphase II (Colledge et al., 1994; Hashimoto et al.,
1994; Verlhac et al., 1996).

We show here that the mRNA encoding a protein
related to RINGO is present in immature mouse oo-

cytes. We also show that the effect of RINGO injection
on meiosis resumption is conserved between Xenopus
and mouse oocytes. In addition, the overexpression of
RINGO induces a cleavage arrest after injection into
one blastomere of a late 2-cell mouse embryo, and
blocks first and second polar body extrusion in wild
type and Mos-/- oocytes.

2. MATERIALS AND METHODS

2.1. Collection and culture
of mouse oocytes and embryos

Immature oocytes arrested in prophase I of meiosis
were obtained by removing ovaries from 11-week-old
OF1 and from Mos-/- female mice. Oocytes were re-
moved and cultured as previously described (Brunet et
al., 1998).

Female OF1 mice were superovulated by intraperi-
toneal injection of 5 UI pregnant mare serum gonadot-
rophin (PMSG; Intervet) and human chorionic
gonadotrophin (hCG; Invervet) 48h later. Then, females
were mated overnight with OF1 males and checked for
vaginal plugs the next morning (Louvet-Vallee et al.,
2001). In these conditions, fertilization occurs about 12
h post-hCG. Embryos were collected by flushing ovi-
ducts in medium containing 4 mg/ml bovine serum
albumin (M2+BSA), after which they were cultured in
T6 medium containing BSA (T6+BSA) under paraffin
oil in sterile culture dishes at 37°C, in an atmosphere of
5% CO2 in air.

2.2. RT-PCR

For preparing RNA from mouse ovaries, total RNA
were extracted using the Rneasy mini Kit (Qiagen). For
mouse immature oocytes, the RNA were not extracted
but directely used as template for the RT. Then 500 ng
of RNA from ovaries, or 30 immature oocytes in sterile
PBS were treated with 2U of RQ1 Dnase (Promega) for
20 min at 37°C, heated for 5 min at 85°C. The first
strand cDNA synthesis was performed with 50 U of
MmuLV Superscript (Life Technologies) using 2.5 µM
random hexamer (pdN6, Pharmacia), 1 mM dNTPs
(Promega), in 10 mM Tris-HCl, pH 8.3, 5 mM MgCl2,
50 mM KCl for 1 h at 37°C, followed by 5 min at 95°C.
The PCR amplification was performed using 5’-
GAAGCTAAAATGCGGCATAATC and 5’-CTCACG-
TATCTTCTTTTTACC primers, at 55°C for 30 cycles.

2.3. Immunocytochemistry

Immunocytochemistry was performed as previously
described (Brunet et al., 1998). To visualize the micro-
tubules and the chromosomes, oocytes were first fixed
for 10 min in 0,1% glutaraldehyde in PBS at 30°C, and
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permeabilized for 30 min in 2% tritonX-100 in PBS,
then washed in 0.1% Tween 20/PBS, incubated for 1
hour in the first antibody YL1/2 (1:100) in 3% BSA/
0,1% Tween 20/PBS. They were then washed in 0.1%
Tween 20/PBS, and further incubated for 1 hour in the
second antibody anti-rat FITC (1:400) in 3% BSA/0,1%
Tween 20/PBS. They were washed in 0.1% Tween
20/PBS, and finally incubated 5 min in Propidium
Iodide (5 µg mL–1 in 0.1%Tween 20/PBS), washed
three times in PBS before mounting in Citifluor (Chem.
Lab, UCK).

2.4. In vitro synthesis of RNA

The Mos mRNA were produced from the pRN3-Mos
plasmid (Verlhac et al., 2000b). The DRaf mRNA were
produced from the pKS:∆Raf expression vector (Fabian
et al., 1993), and the RINGO mRNA were produced
from the FTX5-Ringo plasmid (Ferby et al., 1999). The
in vitro synthesis of capped RNAs was performed
using linearized plasmids with the mMessage mMa-
chine kit (Ambion). The mRNAs were then purified on
RNeasy columns (Qiagen) and eluted in injection
buffer (10 mM Tris, 0.1 mM EDTA, pH 7.4) at a final
concentration of 0.5 µg µL–1. Aliquots were then stored
at – 80°C.

2.5. Microinjection of synthetic RNA

The synthetic RNA were microinjected into the cyto-
plasm of immature oocytes using an Eppendorf pres-
sure microinjector and sterile micro-pipettes. The
oocytes were kept at 37°C in M2 medium supple-
mented with dbcAMP (100 µg µL–1) during injection.
They were further cultured for 5 hours at 37°C, in an
atmosphere of 5% of CO2 in air, in M2 medium supple-
mented with dbcAMP (100 µg µL–1) to allow overex-
pression of the exogenous proteins. When GVBD did
not occur in dbcAMP containing medium due to over-
expression of proteins, the resumption of meiotic
maturation was triggered by removal of the injected
oocytes from the dbcAMP-containing medium and
transfer into dbcAMP-free medium.

3. RESULTS

3.1. RINGO induces GVBD in oocytes
maintained in a dbcAMP supplemented
medium

RINGO is necessary and sufficient to trigger G2/M
progression in xenopus oocytes (Ferby et al., 1999;
Lenormand et al., 1999). To test if the function of
RINGO is conserved in Xenopus and mouse, we inves-

tigated the effect of injecting mRNAs encoding RINGO
on the resumption of meiosis in mouse oocytes. Mouse
oocytes are arrested in prophase I in the ovaries,
characterised by the presence of the germinal vesicle
(GV), the oocyte nucleus. Oocytes undergo spontane-
ously meiotic maturation when separated from follicu-
lar cells, as evidenced by the rupture of the nuclear
membrane, GVBD. To block meiosis resumption,
mouse oocytes are cultured in a medium supple-
mented with dibutyril-cAMP (dbc-AMP), which mim-
ics a high concentration of AMPc (Bornslaeger et al.,
1986).

Immature mouse oocytes were injected with mRNAs
encoding RINGO, or with mRNAs encoding Mos as a
control (Mos is known to induce GVBD in oocytes
blocked in dbcAMP; Verlhac et al., 2000b), and GVBD
was scored.

As shown in figure 1, 50% of mouse oocytes injected
with mRNAs encoding RINGO undergo GVBD in
dbcAMP during the first 3 hours after injection, wheres
5 to 6 hours are necessary for those injected with the
Mos mRNAs.

These results suggest that the effect of RINGO on
GVBD is conserved in Xenopus and mouse. Moreover,
RINGO appears to be more efficient than Mos for
triggering GVBD.

Figure 1. RINGO efficiently triggers GVBD in dbcAMP. Immature
mouse oocytes were injected either with mRNA encoding RINGO,
or with mRNA encoding Mos, and kept in a medium supplemented
with dbcAMP (which inhibits spontaneous meiosis resumption).
The percentage of injected oocytes undergoing GVBD in dbcAMP
was plotted, relatively to the time spent by injected oocytes in the
medium containing dbcAMP after mRNA injection.
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3.2. RINGO induces a cleavage arrest
after injection into one blastomere
of a late 2-cell mouse embryo

Injection of Mos and ∆Raf, which are both activators
of the MAPK pathway, in one blastomere of a late
2-cell mouse embryo induces a cleavage arrest Verlhac
et al., 2000b). This cleavage arrest is caused by ectopic
activation of MAPK. Differently from what is seen in
Xenopus embryo (Haccard et al., 1993; Sagata et al.,
1989b), the overexpression of Mos and ∆Raf induces an
arrest in interphase in mouse, and not in metaphase as
shown in figure 2A and B. Active MAPK also induces
arrest in the G1 or G2 phases of the cell cycle in starfish
embryos (Abrieu et al., 1997; Tachibana et al., 1997).
This may be due to the fact that G1 and G2 phases of
the cell cycle appear as soon as the first embryonic
mitotic cycle in starfish and mouse, while they appear
later in Xenopus. We tested the ability of RINGO to
induce a cleavage arrest, by injecting mRNA encoding
RINGO in one blastomere of a late 2-cell mouse em-
bryo, using Mos and ∆Raf injections as control.

Blastomeres injected with RINGO arrest mainly
(77% of the arrested blastomeres) as one cell, whereas
the majority of blastomeres injected with Mos or ∆Raf
arrest as two cells, as shown in table I. This result
suggests that RINGO blocks the division of blas-
tomeres at a step earlier than the arrest caused by Mos
or ∆Raf injection. Blastomeres arrested after RINGO
injection present an unusual aspect: chromosomes are
condensed as in metaphase, but the microtubules are
long as in interphase and there is no metaphase
spindle (figure 2C and D).

The overexpression of RINGO induces a cleavage
arrest in the mouse embryo, as does the activation of
the MAPK signalling pathway. However the blas-
tomeres arrested after RINGO injection appear to be in
a different state, probably in prophase.

3.3. Overexpression of RINGO protein
blocks first and second polar body extrusion

The injection of RINGO mimics Mos injection on
GVBD and partially on blastomere division. We de

Figure 2. RINGO blocks the division
of late two-cell blastomeres more effi-
cientely than Mos or ∆Raf. Late two-
cell mouse embryos were injected
into one blastomere with mRNA en-
coding ∆Raf (A), Mos (B) or RINGO (C
and D) and were cultured then fixed to
examine the effect of mRNA injection
on blastomere behavior (the non-
injected blastomere serves as a con-
trol, and develops normally).
Microtubules appear in green and
chromatin in red. The white arrows
indicate the position of the injected
blastomere.
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cided to determine whether RINGO could also have
other roles in common with Mos. In Xenopus, Mos is
involved not only in meiosis resumption, but also in
the metaphase II arrest, which is due to the CSF
activity (Haccard et al., 1993). We investigated whether

RINGO could also have CSF activity and could com-
pensate for the lack of Mos and CSF arrest in Mos-/-
oocytes (Colledge et al., 1994; Hashimoto et al., 1994).

Injection of mRNAs encoding Mos in wild type
oocytes has no effect on the first polar body extrusion,
and injection of mRNA encoding Mos in Mos-/- oo-
cytes rescues the phenotype: all the injected oocytes
arrest in metaphase II, and do not extrude a second
polar body as shown in figure 3A (Colledge et al., 1994;
Hashimoto et al., 1994; Verlhac et al., 1996).

In wild type oocytes injected with RINGO, there is a
strong inhibition of first polar body extrusion: more
than 30% of oocytes are blocked in metaphase I. A
similar effect on first and second polar body extrusion
is observed in RINGO injected Mos-/- oocytes. A
fraction of the oocytes is blocked in metaphase I (55%
in oocytes injected with RINGO versus 15% in non-

Table I. The percentage of injected blastomeres blocked as one
cell (before any division) was scored, in comparison with the
total percentage of blastomeres blocked (as one cell before any
division, and as two cells after one division). Numbers in
brackets correspond to the number of blastomeres injected.

% blocked % blocked as one cell

Mos (43) 89 30
∆raf (31) 81 20
XRingo (30) 73 77

Figure 3. Overexpression of RINGO
into mouse oocytes inhibits polar body
extrusion. Wild type and Mos-/- imma-
ture mouse oocytes were injected with
mRNA encoding RINGO or Mos, and
were cultured to evaluate the effect of
the mRNA injection on meiotic matura-
tion. A. The percentage of injected and
non-injected oocytes blocked in
Metaphase I (MI), blocked in Metaphase
II (MII), and which have extruded a sec-
ond polar body (PB2) were scored. Num-
bers in brackets correspond to the
number of oocytes injected. B. Immuno-
cytochemistry was performed on wild
type non-injected oocytes blocked in
Metaphase II (NI) and on wild type oo-
cytes blocked in Metaphase I (MI) after
injection with mRNA encoding RINGO.
Microtubules appear in green, and chro-
matin in red.
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injected ones) and II (45% in oocytes injected with
RINGO versus 25% in non-injected ones) as shown in
figure 3A.

The oocytes arrested in metaphase I or metaphase II
after the injection of RINGO mRNA show a normal
phenotype with condensed chromosomes and microtu-
bule spindles (figure 3B).

The fact that overexpression of RINGO inhibits polar
body extrusion suggests that RINGO may have other
functions than Mos in the regulation of meiotic matu-
ration.

3.4. The mRNA encoding a potential RINGO
homologue is present in mouse immature
oocytes

Since we overexpressed a Xenopus molecule into
mouse oocytes, we wanted to check whether a poten-
tial homologue of RINGO could be present in our
system. By looking in the DNA databases, we found a
mouse EST, isolated from adult testis, which encodes a
protein related to RINGO. As shown on figure 4A, this
protein has 48% amino acids identical and 62% homo-
logus to the Xenopus RINGO. This suggests that it may
be a true homologue of Xenopus RINGO. By using
specific primers for this mRNA, we show by RTPCR
that the corresponding mRNA is present in mouse
ovaries as well as mouse immature oocytes (figure 4B).

4. DISCUSSION

We show that RINGO injection partially mimics Mos
injection: GVBD induction in mouse oocytes and effi-
cient cleavage arrest in mouse embryos. However, our
results in mouse oocytes and embryos suggest that
RINGO acts at a different level than Mos during
meiotic maturation, especially concerning the extru-
sion of the polar bodies: the overexpression of RINGO
in mouse oocytes blocks first and second polar body
extrusion.

4.1. RINGO and the Mos/…/MAPK pathway

It was proposed that RINGO, in a mos-independent
fashion, could lead directly or indirecly to the activa-
tion of the MAPK pathway (maybe via a non-identified
MAPKKK; Lenormand et al., 1999). To test this hypoth-
esis, we investigated the possible role of RINGO in
mouse oocytes and embryos, in comparison with Mos,
which initiates the MAPK pathway. In mouse embryos,
Mos injection induces a cleavage arrest of injected
blastomeres in interphase with decondensed chromatin
and interphase microtubules; RINGO induces also a
cleavage arrest, but in a different state: blastomeres
arrested after injection seem to be in prophase, with
interphase microtubules and condensed chromatin. So
the arrest due to RINGO injection occurs at a different
cell cycle stage than the one induced by activation of
the MAPK pathway. It may reflect that RINGO does
not act through the MAPK pathway. Moreover, we
show here that the injection of RINGO in wild type
and mos-/- oocytes inhibits polar body extrusion,
while Mos does not. RINGO is able to rescue partially
the mos-/- phenotype (mos-/- oocytes injected with
RINGO don’t extrude a second polar body), but not by
activating the MAPK pathway, just by inhibiting polar
body extrusion during the first and second M phase of
meiosis. These results suggest that RINGO blocks the
meiotic cell cycle in M-phase and that it acts through a
pathway different from the MAPK pathway in mouse
oocytes and embryos.

4.2. RINGO and the MPF

RINGO can bind and activate Cdc2 (Ferby et al.,
1999). Our results in mouse oocytes and embryos are
consistent with the fact that blastomeres injected with
RINGO arrest mainly at one-cell, before division,
whereas blastomeres injected with Mos or ∆Raf arrest
at two-cell, after one division. We can imagine that the
injected RINGO can interact with Cdc2 in the blas-
tomere and induce some MPF activity, blocking the
blastomere at the entry in M-phase. On the contrary,

Figure 4B. A mouse homologue of RINGO. A. amino acid se-
quence conservation between mouse RINGO and Xenopus RINGO.
Key to sequences: mouse RINGO (AK014910) and Xenopus
RINGO (XLA133499). Identical amino acids are boxed in dark grey
and homologous amino acids are boxed in light grey. B. RT-PCR
from RNAs isolated from mouse ovaries (lane 1), from 30 imma-
ture mouse oocytes (lanes 2 and 3, + or – RT respectively). The
band corresponding to the mouse RINGO mRNA is about 700 bp
long. The molecular weight markers are on the right side in Kb.
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when Mos or ∆Raf are injected, they will be able to
activate the MAPK pathway; which may take more
time or be less efficient and could explain why blas-
tomeres injected with activators of the MAPK pathway
arrest after one division. The results obtained in mouse
oocytes can also be explained by a direct interaction
between RINGO and Cdc2. Overexpression of RINGO
in wild type and mos-/- oocytes blocks first and
second polar body extrusion. RINGO could interact
directly with Cdc2 and maintain a high MPF activity
despite the degradation of Cyclin B1 that occurs before
the metaphase to anaphase transition. This high MPF
activity could be responsible for the block in
metaphase.

4.3. Potential role for RINGO during meiotic
maturation

Overexpression of RINGO in mouse oocytes and
embryos indicates that this molecule could play a role
in meiotic maturation via its interaction with Cdc2, and
not by activating the MAPK pathway. RINGO could be
a modulator of MPF activity at critical events of mei-
otic maturation: entry into first and second M-phases,
and exit from first and second M-phases. RINGO could
play a role in meiosis resumption by initiating the
increase in MPF activity before GVBD, and could
contribute to the maintenance of a high level of MPF
activity in oocytes arrested in the second M-phase by
the CSF arrest.

4.4. Functional conservation between
Xenopus and mouse

We have used a Xenopus protein in our experiments,
performed in a mouse system. We first checked that a
potential structural homologue of RINGO was present
in mouse immature oocytes. We then checked that the
effect known for RINGO in Xenopus oocytes is con-
served in mouse oocytes. We show that indeed the
effect of RINGO injection on GVBD is similar in Xeno-
pus and Mouse. This result suggests that there is a
functional conservation between these two species,
and that RINGO could play a role during meiotic
maturation.
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ABSTRACT

DNA replication licensing is an important step in the cell cycle at which cells become

competent for DNA replication. When the cell cycle is arrested for long periods of time, this

competence is lost. This is the case for somatic cells arrested in G0 or vertebrate oocytes

arrested in G2. CDC6 is a factor involved in replication initiation competence which is

necessary for the recruitment of the MCM helicase complex to DNA replication origins. In

Xenopus, we have previously shown that CDC6 is the only missing replication factor in the

oocyte whose translation during meiotic maturation is necessary and sufficient to confer DNA

replication competence to the egg before fertilization (Lemaitre et al. 2002; Whitmire et al.

2002). Here, we report that this oogenesis control has been acquired by metazoans during

evolution and conserved up to mammals. We also show that, contrary to eukaryotic

metazoans, in S. pombe cdc18 (the S. pombe CDC6 homologue), CDC6 protein synthesis is

down regulated during meiosis. As such, the lack of cdc18 prevents DNA replication from

occuring in spores, whereas the presence of cdc6 makes eggs competent for DNA replication.

INTRODUCTION

Cells have developed mechanisms to replicate their genome once and only once during

S phase. This is achieved by mechanisms that allow the DNA to become competent to

replicate just before S phase and prevent re-initiation of DNA replication during the same S

phase and in G2. DNA replication initiation requires the regulated assembly of pre-replicative

complexes (pre-RCs) onto DNA during G1 phase (Bell and Dutta 2002). Cdc18 in the yeast

Schizosaccharomyces pombe was identified as a temperature-sensitive cell-cycle mutant

showing defects in the initiation of replication (Kelly et al. 1993). Cdc18 protein was later

shown to be essential for the initiation of DNA replication, for loading of the MCM putative

replication helicase onto chromatin (Nishitani et al. 2000; Nishitani and Nurse 1997). Cdc6

binding to mammalian and Xenopus chromatin in in vitro replication systems has also been

shown to be a crucial early step in higher-eukaryotic DNA replication Once the DNA has

been licensed, S phase promoting factor, consisting of kinase activities including Cdc7 and

cyclin-dependent kinases (CDKs), triggers the prereplication complexes to fire (Bell and

Dutta 2002). Recent studies on control of DNA replication in different organisms have

underlined the importance of carefully regulating the function of the replication protein
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CDC6, not only during cell proliferation but also during cell death. Reduction in levels of

CDC6 is commonly associated with loss of proliferative capacity in human cells.

Meiotic maturation, the final step of oogenesis, is a crucial stage of development in

which an immature oocyte becomes a fertilizable egg. During meiosis, oocytes lose the ability

to replicate during a period whose length depend on the organism (2 years in Xenopus oocyte

and 15 to 50 years in women). After a single round of pre-meiotic S-phase, oocytes enter

meiosis and rapidly arrest at prophase of meiosis I. Upon hormonal stimulation, arrested

oocytes resume meiosis, and re-establish DNA replication competence but maintain

repression of DNA replication until fertilization. We previously showed that in Xenopus, the

acquisition of the ability to replicate DNA during maturation at the end of meiosis I was due

to accumulation of CDC6, a factor essential for recruiting the MCM complex to the pre-

replication complex. We showed that CDC6 protein is synthesized during maturation from

mRNA stored in the oocyte and that CDC6 was the only missing replication factor whose

translation was necessary and sufficient to confer DNA replication competence to the egg

before fertilization. In this report, we show that this oogenesis control has been acquired by

metazoans during evolution and conserved up to mammals to ensure rapid development. We

also show that in contrast to metazoans, in S. pombe, protein synthesis of the CDC6

homologue cdc18 is down regulated during meiosis to prevent DNA replication from

occuring in spores, whereas the presence of cdc6 makes eggs competent for DNA replication,

activated by fertilization.

RESULTS

Vertebrates oocytes are arrested at the prophase stage of the first meiotic division (GV

stage for Germinal Vesicle) and are not fertile at this stage. Various stimuli induce the

resumption of meiotic maturation which starts with nuclear envelope breakdown (GVBD for

Germinal Vesicle Breakdown) then completion of meiosis I (MI) with extrusion of the first

polar body followed by an arrest in M-phase of meiosis II (MII) at metaphase (Figure 1A).

Figure 1B shows that in the mouse, as well as in Xenopus, MCM2 protein is already

present in the fully grown immature oocyte, but CDC6, a factor involved in MCM loading at

replication origins, is absent. CDC6 is syntheized during mouse oocyte maturation (Figure

1B) as previously observed in Xenopus (Lemaitre et al. 2002; Whitmire et al. 2002). Since no

transcription is detectable  during meiotic maturation in vertebrates, we conclude that, like in
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Xenopus, translation of CDC6 in mouse oocyte occurs from messenger RNA already stored in

the prophase I oocyte. The amount of protein accumulated at Metaphase I suggests that

translation of CDC6 during maturation in mouse starts soon after GVBD, as in Xenopus.

Immunolocalization analysis reveals that MCM2 is already stored in the germinal vesicle in

mouse oocytes, as previously observed for Xenopus, and released into the cytoplasm at

GVBD (Figure 1C). No staining was detected for CDC6 at the prophase I, either in cytoplasm

or in GV, whereas CDC6 protein is detected at Metaphase I. Although CDC6 is synthesized at

the end of meiosis I, no replication occurs between the two meiotic divisions and oocytes

arrest at Metaphase II due to CSF (cytostatic factor). Repression of replication between

meiosisI and meiosisII requires the mos/MAP kinase pathway for stabilisation of cdc2 kinase

activity which inhibits licensing (Colledge et al. 1994; Dupre et al. 2002; Furuno et al. 1994;

Hashimoto et al. 1994; Verlhac et al. 1996). This negative regulation of the license to

replicate by CDK activity and (or) by the mos/MAPK pathway before fertilization can be

generalized to vertebrates. Moreover a shift in electrophoretic mobility of CDC6 protein also

suggests a posttranslationnal modification potentially involved in the regulation of its activity

(Figure 1B).

We then investigated whether this regulation of CDC6 also applies to invertebrate

organisms Of the established model organisms, Drosophila melanogaster provides a

particularly tractable system to study oogenesis and ovulation. As in mammals, female D.

melanogaster generate oocytes arrested at the prophase I  stage (from stage 2 to 10) during

growth  (Figure 2A). Oocytes then progress to metaphase I (stage 14) and are surrounded by a

vitelline envelope and a chorion. Activation permits resumption of meiosis with the

progression to metaphase II and the release of mature eggs from the ovaries (Bloch Qazi et al.

2003; Heifetz et al. 2001).

We first identified a CDC6-related protein in the Drosophila genome / EST database

(Flybase and supplementary information). In vitro translation of the corresponding cDNA

produces a 75 kDa protein that is present in embryos and recognized by Xenopus CDC6

antibody (supplementary Figure) as well as human CDC6 antibody (data not shown). The

increased molecular weight when compared to mouse, human or Xenopus is explained by 5

blocks of supplementary sequences in the N-terminal of the protein (see supplementary

Figure). Sequence analysis indicates that previously identified structural motifs are also

conserved in the Drosophila homologue (Williams et al. 1997). The degree of sequence
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identity between Mouse, S. Pombe and Drosophila CDC6-related protein is highest in the mid

portion of the protein that contains the nucleotide binding/ATPase domains (Walker A,

Walker B), sensor I, sensor II motifs that are hallmarks of AAA+ proteins (Takahashi et al.

2002). Drosophila CDC6-related also includes a conserved consensus site for phosphorylation

by CDK at the N-terminus (Jans et al. 1995).

Immunolocalization experiments indicate that, CDC6 is present in the cytoplasm of nurse

cells and follicle cells which surround the oocyte during growth (stage 2 to stage 10), but not

in the oocyte blocked at the prophase I stage (Figure 2B). However, MCM2 is already

present and localized in the nucleus of Drosophila oocytes, as observed in Xenopus and

mouse oocytes, as well as in nuclei from nurse cells and follicle cells (Figure 2B). Figure

2C,(a) shows that CDC6 protein is present in eggs laid from both virgin and fertilized

females. Whereas MCM2 is already present in stage14 oocytes at metaphase I, CDC6 is

absent and is only synthesized during ovulation in Drosophila, between metaphase I and

metaphase II (Figure 2C, b). Therefore, in the invertebrate D. melanogaster, as in Xenopus

and the Mouse, CDC6 is absent from prophase I oocyte and translated between Metaphase I

and Metaphase II.

Is CDC6 also synthesized during meiosis in a unicellular organism that does not

couple meiosis to early embryogenesis? S. Pombe Cdc18 is the CDC6 homologue. In this

species of yeast, meiosis is induced by nutrient deprivation, which promotes conjugation

between haploid cells of opposite mating type, followed by premeiotic S phase and nuclear

divisions leading to 4 spores (Figure 3A). Cdc18 expression was analyzed in a strain (P1279)

where the protein was tagged with cyan fluorescent protein (CFP) and which also contained a

conditional pat1temperatures mutation. Pat1 encodes a negative regulator of meiosis, and the

pat1ts strain can be induced to enter meiosis synchronously by using a temperature shift from

25°C to 34°C (Bahler et al. 1991). In the experiment shown in Figure 3, cells were arrested in

G1 by nitrogen starvation, then released from the block after the temperature shift to induce

meiosis. Progress through meiosis was monitored by flow cytometry (Figure 3C) and DAPI

staining of cells to monitor nuclear divisions (Figure 3B(b) “Dapi”; Figure 3B(d)). This

showed that pre-meiotic S phase took place about 1.5-2 h after the temperature shift, meiosis I

around 4-5 h and meiosis II around 5-7 h. Western blotting (Figure 3B(a)) and analysis of

CFP by fluorescence microscopy (Figure 3B(b)”Cdc18”) showed that Cdc18 is not detectable

in G1, but levels increase prior to pre-meiotic S phase, as expected. After this step in oocytes,
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a block of variable length occurs (a few days in Drosophila, and 12-50 years in women)

without synthesis of CDC6. In S. pombe, no prophase block occurs and Cdc18 is absent after

pre-meiotic S phase, as in oocytes (Figure 3B). During S. pombe meiotic nuclear divisions,

Cdc18 remains undetectable (Figure 3B), whereas it is synthesized, but is presumably not

active in the presence of CDK activity, in maturing metazoan oocytes (Figures 1-2).

Therefore, two different modes of cdc6 regulation lead to a similar result: repression

of CDC6 activity during meiosis, with the difference that eggs are competent to replicate

whereas spores are not.

DISCUSSION

Under certain conditions, the cell cycle can be arrested for a long period of time.

Vertebrate oocytes are arrested at G2 phase, while somatic cells arrest at G0 phase. In both

cells, nuclei have lost the ability to initiate DNA synthesis due to the absence of CDC6.

CDC6 is absent in the nuclei of quiescent cells rending them unable to form preRCs

(Williams et al. 1998). In rat fibroblasts, Cdc6 expression has been shut off both

transcriptionally and post-transcriptionally, when the cell ceases proliferation in the absence

of anchorage (Jinno et al. 2002). Quiescent NIH 3T3 nuclei, devoid of CDC6, are

incompetent to replicate their DNA in S-phase cytosol of HeLa cells (Stoeber et al. 1998). We

recently reported that Xenopus oocytes prevent DNA synthesis during the long G2 arrest by

preventing CDC6 translation (Lemaitre et al. 2002) and we show here that the regulation of

cdc6 synthesis appears to be a common strategy used in the control of fertilization in both D.

melanogaster, Xenopus and the Mouse. CDC6 protein is absent from prophase I oocytes in all

these species. Cdc6 mRNA, accumulated during the prophaseI-block in oocytes is only

translated during oocyte meiotic maturation in Xenopus (Lemaitre et al. 2002), and similarly,

translation of Cdc6 mRNA occurs only after GVBD in the Mouse. In D. melamogaster, as in

vertebrates, transcription is prevented during ovulation, indicating that the regulation of the

acquisition of the competence to replicate by CDC6 synthesis before fertilization is under

translational control. Strikingly, similar strategies for preventing the untimely replication in

cells blocked in G2 for a long period of time or cells arrested in G0 suggest that the

suppression of replication licensing due to lack of  CDC6 could be a universal mechanism for

securing a prolonged arrest of the cell cycle (Kubota and Takisawa 2003).

When a G0 cell is released from quiescence to G1, replication competence is acquired, before
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the cell enters S phase, by accumulating Cdc6 and MCM onto chromatin. In quiescent REF52

fibroblasts, overexpression of Cdc6 induces MCM binding to chromatin. Furthermore,

coexpression of CyclinE/Cdk2 with Cdc6 is sufficient to initiate DNA replication in these

cells (Cook et al. 2002). The absence or presence of CDC6 could thus be viewed as a switch

for the competence to replicate.

During ovulation, CDC6 is synthesized conferring on the egg the competence to

replicate before fertilization. Consequently, a second mechanism for preventing replication

licencing before fertilization must be activated to prevent DNA replication before sperm

entry. Phosphorylation, might mediate this second level of regulation of CDC6 activity.

CDC6 contains several CDK phosphorylation sites involved in the regulation of its activity

(Pelizon et al. 2000; Weinreich et al. 2001). In the Mouse and in Xenopus, we observed a shift

in the electrophoretic mobility at Metaphase II (Figure 1), that could be due to

phosphorylation by a CDK. This shift could not be experimentally detectable between

metaphaseI and II during drosophila ovulation, although among potential sites located in the

N terminal of mouse and human CDC6, Ser/thr 54, involved in the regulation of subcellular

localisation in the mouse is conserved in Xenopus and D. melanogaster suggesting a similar

regulation.

 Recently, evidence for a similar regulation in the acquisition and repression of the

competence to replicate before fertilization has been shown in echinoderm starfish Asterina

pectinifera (Tachibana et al. 2000). Ablation of c-mos messenger RNA in starfish oocytes

caused them to initiate DNA replication immediately after meiosis I and triggers

parthenogenetic activation (Tachibana et al. 2000), as previously observed in Xenopus (Dupre

et al. 2002; Furuno et al. 1994). This indicates that the competence to replicate is present

between meiosis I and meiosis II but is normally repressed by the Mos/MAPK patway

directly or indirectly.

The regulation of CDC6 synthesis and activity appears to be a common strategy used

both for cell proliferation and the control of fertilization (Figure 4). The lack of CDC6 in

oocytes can be viewed as a safeguard strategy that will prevent any risk of recruiting the

MCM helicase on DNA, thereby preventing illegitimate DNA synthesis during the long

period of quiescence in female ovaries. Interestingly, CDC6 synthesis appears to be essential

both for the license to replicate in the egg, and for sperm binding competence to the oocyte in
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vertebrates (Tian et al. 1997). Immature prophase I oocytes do not bind sperm, and under

normal physiological conditions sperm binding activity is acquired at meiotic maturation.

Injection of Cdc6 can induce sperm binding in immature oocytes (Tian et al. 1997). The

induction of two apparently unrelated events, competence for replication and sperm-binding

ability (which are both essential for fertilization), by the same protein is unexpected, and

reveals a link between DNA replication controls and developmental controls, which might be

important in multicellular eukaryotes.

In fission yeast, cdc18 is absent during meiosis, preventing DNA replication during the

meiosis I-II interval (Lindner et al. 2002), whereas in Xenopus and mouse, CDC6 is present

but its activity is negatively regulated by CDK activity and (or) the MAPK pathway. Ectopic

expression or surrexpression of cdc18 between meiosisI and meiosisII in S. pombe could

indicate whether it is the only one to be missing to induce illegitimate DNA replication during

this period. In yeast, cdc18 remains absent from spores, whereas in Drosophila, Xenopus, and

the mouse, CDC6 is present in the gamete prior to fertilization (Figure 4). In these species,

however, the first cell cycles after fertilization occur without transcription and a store of

CDC6 is therefore essential. In fission yeast, the absence of Cdc18 may be a safeguard against

inappropriate re-replication during the later stages of meiosis in a manner that does not

require additional controls (such as involving c-mos) to repress licensing. Fission yeast spores

subsequently re-enter the cell cycle with new transcription of Cdc18 as in somatic cells.

CDC6 can be viewed therefore both as a security system for preventing unscheduled

replication (Kubota and Takisawa 2003), and as a licensing signal to compensate the lack of

transcription during early development.

MATERIAL AND METHODS

Collection and culture of mice and Xenopus oocytes

Immature oocytes arrested at prophase I of meiosis were obtained by removing ovaries

from 5- to 6-week-old Swiss female mice. The ovaries were placed directly into warmed

(37°C) M2 medium (Whittingham 1971), and ovarian follicles were punctured to release the
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enclosed oocytes. Only those immature oocytes displaying a germinal vesicle (GV) were

collected and cultured further in M2 medium under liquid paraffin oil at 37°C in an

atmosphere of 5% CO2 in air. The resumption of meiotic maturation was typically observed 1

hour after release from the follicles. The oocytes were scored for GVBD, for the extrusion of

the first polar body and for the extrusion of the second polar body.

Xenopus oocytes were sorted for stage 6 and maturation was triggered by progesterone

addition as previously described (Lemaitre et al. 2002). Low-speed extracts of maturing

oocytes were prepared as described for egg extracts in Eppendorf tubes (Menut et al. 1999).

After the excess buffer was removed, the oocytes were centrifuged at 8,000g for 5 min at

4 °C, and then at 12,000g for 2 min at 4 °C. The upper phase was collected and centrifuged

again at 12,000g for 2 min at 4 °C. The extract was adjusted in Laemmli Buffer for SDS

PAGE analysis (Laemmli 1970).

Ovaries from flies were hand dissected and placed in ice cold PBS. In situ hybridization to

whole-mount ovaries was carried out essentially as described above. Protein extracts with

stage 14  and laid eggs from fertilized or virgin female were prepared directly by

resuspending in Laemmli buffer immediately after dechorionation as described in (Tautz and

Pfeifle 1989).

Immunoblotting

Oocytes at the appropriate stage of maturation were collected in sample buffer

(Laemmli, 1970) and heated to 100°C for 3 minutes. The proteins were separated by 10%

SDS PAGE and transferred onto nitrocellulose membranes. Following transfer and blocking

for 1 hour in 5% skimmed milk in PBS, containing 0.1% Tween-20, the membrane was

incubated overnight at 4°C with the primary antibody diluted at the appropriate dilution in 1%

BSA in PBS. We then used a secondary antibody conjugated to horseradish peroxidase

(Amersham) diluted 1:1000 in 1% BSA in PBS/Tween. The membranes were washed three

times in TBS/Tween and then processed using the ECL detection system (Amersham).

Immunofluorescence

Isolation, fixation and labelling of mouse oocytes were performed as described by

(Kubiak et al. 1992) and as described by (Tautz and Pfeifle 1989) for Drosophila oocytes. In

both cases specific primary antibodies were incubated at the appropriate dilution one hour at
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room temperature in 1% BSA. We then used secondary antibodies, conjugated either to

fluorescein or rhodamine (Miles). The chromatin was visualized using propidium iodide

(Molecular Probes; 1 µg/ml in PBS) because DAPI was not suitable for confocal analysis.

Samples were observed with a Bio-Rad MRC-600 confocal microscope.

Antibodies

CDC6 human/mouse antibody was provided by (Santa Cruz Biotechnology,  Inc.) and

Xenopus CDC6 antibody was prepared as previously described (Lemaitre et al. 2002). Both

CDC6 antibodies directed against Human and Xenopus CDC6 protein recognized Drosophila

CDC6 protein (supplementary datas). Antibody against MCM2 Drosophila protein was kindly

provided by TT Sue (Su et al. 1996).

Yeast Strains and Methods

Cdc18 was tagged CFP  in the background of a pat1ts allele (pat1-114) using the

pSMUC2+ plasmid, to generate strain P1279,  as described in (Gregan et al. 2003).

Expression of Cdc18 expression during fission yeast meiosis was analyzed using G1  block

and release as described in (Lindner et al. 2002). Basically, a cdc18-CFP  pat1ts strain

(p1279) was arrested in G1 by nitrogen starvation for 16 h at 25°C, after which cells were re-

fed at 34°C to induce meiosis. Samples were taken every 30 minutes and analyzed by flow

cytometry, fluorescence microscopy and Western blotting, as described previously (Grallert et

al. 2000; Lindner et al. 2002), using anti-GFP monoclonal antibody 3E1 to detect Cdc18-CFP

and a-tubulin was detected with Sigma T5168 used at  a dilution of 1/10000. DNA was

stained with sytox green for flow cytometry and DAPI (4',6-Diamidino-2-phenylindole) for

fluorescence microscopy.
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Figure Legends

Figure 1 : CDC6 control in meosis in vertebrates

A Scheme for vertebrate meiosis.

B Extracts from 5 Xenopus maturing oocytes or 85 maturing mouse oocytes were separated

by SDS PAGE and examined by immunoblotting with anti CDC6 and anti MCM2 antibodies

as described in methods.

C Immunolocalization of CDC6 and MCM2 proteins in mouse maturing oocytes. The very

weak signaldetected for CDC6 in prophaseI is due to background as non-immune IgG used as

control give similarly weak signal.

Figure 2 : CDC6 control in meiosis in D. melanogaster

A schematic drawing of Drosophila meiosis.

B Immunolocalization of CDC6 and MCM2 during D. melanogaster oogenesis. Right panels

are enlargements of the covering cells at the posterior end of the stage 14 oocyte.

C Western blot analysis. In (a) the proteins were prepared from eggs newly laid by 25 virgin

(1), and fertilized female (2). In  (b) the protein extracts were prepared from 25 stage 14

oocytes directly taken from ovaries (1), or 25 newly laid eggs from non fertilize females (2).

The egg chorion and vitelline membrane were removed prior to protein extraction.

Figure 3 : Cdc18 regulation in meiosis in S. pombe, showing Cdc18 is repressed after

pre-meiotic S phase.

A Scheme for meiosis in S. pombe.

B Cdc18 levels during meiosis. (a) Western analysis of Cdc18 levels during meiosis. A pat1ts

cdc18-CFP strain (P1279) was arrested in G1 by transferring to EMM medium lacking

nitrogen for 16h at 25°C, after which cells were re-fed and shifted to 34°C to induce meiosis.

The blot shows Cdc18 levels (assessed using an anti-GFP antibody) at different times after the

shift. The “nda3” lane is a control sample from an nda3 cdc18-CFP strain(P1280) arrested in

mitosis when Cdc18 level is high. a-tubulin is shown as a loading control. (b) Analysis of

Cdc18-CFP fluorescence during meiosis. Cells were fixed with ethanol before imaging for

CFP  (top panel) and DNA (DAPI staining). The lower DAPI-staining panels are merged with

the phase images to show the positions of cells. The levels of fluorescence seen at 0, 3.5, 5
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and 7 h are not higher than background levels seen in a non tagged strain (not shown). (c)

Flow cytometric analysis showing execution of premeiotic S phase around 1.5-2 h after the

shift. “exp” is an exponential mitotic culture. (d) The average number of nuclei per cell during

the time course of meiosis was counted to indicate the timing of the meiosis I and II nuclear

divisions.

Figure 4 : Acquisition of the competence to replicate by CDC6 during eukaryote meiosis.

Synthesis of CDC6 during meiosis is described in vertebrates (Xenopus, mouse and

invertebrates (Drosophila and starfish). In starfish, competence to replicate has been shown to

be present after GVBD, implying that CDC6 is present at this stage (hatched bars). This

reentry in the cell cycle is achieved at fertilization by the relief of CDC6 repression CDKs

(Masui 2000; Sagata et al. 1989), whereas in S. pombe, Cdc18 remains absent until

gemination.

Supplementary Figure : Characterisation of  D.melanogaster CDC6 homologue.

A Sequence alignement of D.melanogaster CDC6 homologue with X; laevis, mouse,

and S. pombe yeast. Conserved functional motifs, the nucleotide binding/ATPase domains

(Walker A, Walker B), sensor I, sensor II motifs that are hallmarks of AAA+ proteins

(Takahashi et al. 2002) are underlined with dark line. A conserved consensus site in N-

terminal for phosphorylation by CDK (Jans et al. 1995) is marked by a star.

B Immunoblot analysis of protein extracts from 5 Xenopus eggs (1), 25 D.melanogaster eggs

and a S35 labelled in vitro translation of the Drosophila CDC6 cDNA (LD 25083 CDC6) (3)
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Contrôle de la transition méiose I/méiose II et rôle de DOC1R au cours de l’arrêt CSF lors de
la maturation méiotique chez la souris

La maturation méiotique des vertébrés diffère de la mitose par plusieurs aspects. J’ai étudié

deux de ces particularités. 1) En méiose I, les chromosomes homologues sont ségrégés, en

mitose, les chromatides sœurs sont séparées. En mitose, un mécanisme de contrôle bloque la
cellule en métaphase en inhibant l’APC/C tant que tous les chromosomes ne sont pas

correctement alignés sur le fuseau. En méiose I, des résultats contradictoires existent selon les
espèces quant à l’existence d’un mécanisme de! contrôle de ce type. J’ai montré que l’activité

séparase (activité indirectement régulée par l’APC/C) est requise pour effectuer la transition

métaphase/anaphase en méiose I, suggérant qu’un mécanisme de contrôle de ce type est
requis chez la souris, organisme proche de l’homme. 2) A l’issue de la maturation méiotique,

l’ovocyte reste bloqué en métaphase de méiose II en attendant la fécondation, alors que la

mitose s’achève toujours. Ce blocage est dû à l’activité CSF et requiert la voie
Mos/…/MAPK. J’ai montré que DOC1R, un nouveau substrat des MAPK, contrôle

l’organisation des microtubules au cours de l’arrêt CSF. Ces résultats font évoluer la vision de
l’arrêt CSF qui était considéré comme une voie linéaire aboutissant à la stabilisation du MPF.

L’arrêt CSF est une voie non linéaire contrôlant aussi la morphologie de l’ovocyte.

Control of the meiosis I to meiosis II transition and role of DOC1R during CSF arrest of
meiotic maturation in mouse

Meiotic maturation of vertebrate oocytes differs from mitosis on many aspects. I was
interested in two characteristics. 1) In meiosis I, homologous chromosomes are segregated, in

mitosis sister chromatids are separated. In mitosis, a checkpoint blocks the cell in metaphase
via APC/C inhibition until all chromosomes are properly aligned on the spindle. In meiosis,

contradictory results exist, depending on the species, about the requirement of such a

checkpoint in meiosis I. I have shown that separase activity (an activity indirectly regulated
by APC/C) is required for metaphase to anaphase transition in meiosis I, suggesting that such

a checkpoint is required in the mouse, an organism close of human. 2) At the end of meiotic
maturation, oocytes are blocked in metaphase of meiosis II waiting for fertilization, whereas

mitosis always ends. This block is due to a CSF activity and requires the Mos/…/MAPK

pathway. I have shown that DOC1R, a new MAPK substrate, controls microtubule
organization during the CSF arrest. These results establish a new view of the CSF arrest

which was considered as a linear pathway responsible for MPF stabilization. The CSF arrest
is a non linear pathway which also controls oocyte morphology.
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