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Résumé 

δes dommages de l’ADN interfèrent avec sa réplication et sa transcription. Ils 

sont en général éliminés par des mécanismes de réparation, en particulier par la 

réparation par excision de nucléotides (NER). Ils peuvent également être tolérés grâce à 

la synthèse translésionnelle (TLS). Au cours de mon travail de thèse, nous avons étudié 

l’implication de la voie NER et de l’ADN polymérase Ș (PolȘ) associée à la TLS dans 

la réponse aux lésions de l’ADN induites par les rayons ultraviolet (UV) et par une 

drogue chimiothérapeutique, la doxorubicine.  

Les principales lésions induites par les rayons UV sont les dimères de 

pyrimidine cyclobutane (CPDs) et les pyrimidines (6-4) pyrimidones (6-4PPs) qui sont 

éliminées par la NER. Les données obtenues sur la formation de régions d’ADN simple 

brin et celles du cycle cellulaire suggèrent que les lésions 6-4PPs sont tolérées par un 

mécanisme de réparation post-réplicative dans des cellules XP-C déficientes en NER 

(xeroderma pigmentosum du groupe C). Dans un second temps, mon objectif a été de 

déterminer la contribution de PolȘ dans la prise en charge des lésions induites par les 

rayons UV dans les cellules XP-C. En effet, il est connu que PolȘ est responsable de la 

réplication des CPDs, mais l’absence de PolȘ dans des cellules proficientes en NER ne 

les rend pas hypersensibles aux rayons UV. De plus, il a été suggéré que PolȘ  soit 

impliquée dans la TLS des 6-ζPPs. En réprimant par shARN l’expression du gène 

codant PolȘ dans les cellules XP-C, j’ai réussi à établir la première lignée stable de 

fibroblastes humains déficients à la fois en NER et en PolȘ (XP-C/PolȘKD). Cette 

réduction fonctionnelle de l’expression de PolȘ dans les cellules XP-C irradiées à faible 

dose d’UV a entraîné un arrêt irréversible du cycle cellulaire, la génération de cassures 

simple- et double-brin de l’ADN et une mortalité cellulaire significative. Ces résultats 

montrent un rôle crucial de PolȘ dans la survie des cellules déficientes en NER après 

irradiation UV et suggèrent que PolȘ puisse participer aussi à la TδS des θ-4PPs. 

Par ailleurs, nous avons montré que les cellules déficientes en NER ou en PolȘ 

ont été sensibilisées par un traitement à la doxorubicine indiquant que la NER et PolȘ 

participent également de la prise en charge des lésions induites par cet agent.  

Donc au cours de mon travail de thèse, j’ai mis en évidence des interconnexions 

complexes entre PolȘ et la voie NER en réponses à différents agents génotoxiques. 
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Resumo 

Os danos do DNA interferem com a sua replicação e transcrição. Eles são 

normalmente removidos por mecanismos de reparo, como o reparo por excisão de 

nucleotídeos (NER). Lesões não removidas também podem ser toleradas por processos 

específicos de síntese de translesão (TLS). Durante este trabalho de tese, estudamos a 

implicação da via NER e da DNA polimerase Ș (PolȘ), associada à TLS, na resposta aos 

danos no DNA provocados pela irradiação ultravioleta (UV) e por um agente 

quimioterápico, a doxorrubicina. 

As principais lesões provocadas pela luz UV são os dímeros de pirimidina 

ciclobutano (CPDs) e as pirimidinas (6-4) pirimidonas (6-4PPs) que são removidas pelo 

NER. Os resultados obtidos sobre a formação de regiões de DNA simples fita e os 

dados de ciclo celular indicam que as lesões 6-4PPs são toleradas por un mecanismo de 

reparo pós-replicativo em células XP-C deficientes em NER (xeroderma pigmentosum 

do grupo C).  Em seguida, buscamos determinar a contribuição da PolȘ na tolerância de 

lesões UV em células XP-C. De fato, é conhecido que a PolȘ é responsável pela 

replicação dos CPDs, porém a ausência dessa em células proficientes em NER não as 

torna hypersensíveis à irradiação UV. Além disso, foi sugerido que PolȘ poderia estar 

envolvida na TLS dos 6-4PPs. A expressão do gene POLH, que codifica PolȘ, foi 

silenciada através de shRNA em células XP-C, sendo assim estabelecida a primeira 

linhagem estável de fibroblastos humanos deficientes em ambas proteínas XPC e PolȘ. 

Essa redução funcional da expressão de PolȘ em células XP-C provocou, em células 

irradiadas com doses baixas de luz UV, uma parada irreversível no ciclo celular, a 

formação de quebras no DNA (incluindo quebras simples e dupla fita) e morte celular. 

Esses resultados revelam um papel crucial da PolȘ na sobrevida das células deficientes 

em NER após irradiação UV e sugerem que PolȘ possa também participar da TLS de 

lesões tipo 6-4PP. 

Por outro lado, participei de trabalho no qual demonstramos que células 

deficientes em NER ou em PolȘ são sensibilizadas pelo tratamento com doxorrubicina, 

o que indica que o NER e a PolȘ participam da resposta aos danos induzidos por esse 

agente. 

Em conclusão, ao longo do meu trabalho de tese, eu coloquei em evidência 

interconexões complexas entre a PolȘ e o NER em resposta a diferentes agentes 

genotóxicos. 
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Liste d’abréviations 
# Cellules : nombre de cellules 

6-4PP : pyrimidines (6-4) pyrimidones 

A, T, C, G : Adénine, Thymine, Cytosine, Guanine  

ADN : acide désoxyribonucléique 

ADNsb : ADN simple-brin 

ARN : acide ribonucléique 

ARNm : ARN messager 

ATM: Kinase mutée pour ataxia telangiectasia (Ataxia telangiectasia mutated) 

ATR: Kinase liée à ATM e Rad3 (ATM- and Rad3- related kinase) 

ATRIP μ protéine d’interaction avec ATR (ATR interacting protein) 

BER: réparation par excision de bases (base excision repair) 

BRCA : cancer du sein (breast cancer) 

BrdU : 5-bromo-2-deoxyuridine 

CAF : caféine 

CDB : cassure double-brin de l’ADN 

Chk1 : kinase de point de surveillance 1 (checkpoint kinase 1) 

CPD : dimère de pyrimidine cyclobutane (cyclobutane pyrimidine dimer) 

CS : syndrome de Cockayne (Cockayne syndrome) 

CSB : cassure simple-brin de l’ADN 

DAPI: 4',6' di Amidino-2-Phényl Indole 

DDB μ protéine de liaison au dommage de l’ADN (DNA damage binding protein) 

DNA-PKcs : sous-unité catalytique de la kinase dépendante d’ADN (DNA-dependent protein 
kinase, catalytic subunit) 

DOX : doxorubicine 

EBNA-1 : antigène nucléaire d’Epstein-Barr 1 (Epstein-Barr nuclear antigen 1) 

FANC : groupe de complémentation de l’anémie de Fanconi (Fanconi anemia complementation 
group) 

GGR : réparation du génome global (global-genome repair) 

IF : immunofluorescence 

J/m² : joule par mètre carré 
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KD μ réduction de l’expression d’un gène par shRNA (knock down) 

lin : linéaire 

log : logarithmique 

LY : LY294002 (inhibiteur de PI3K) 

MDC1: Protéine 1 de point de surveillance médiatrice de dommage de l’ADN (Mediator of 
DNA damage checkpoint protein 1) 

MMR : réparation de mésappariements (mismatch repair) 

NER : réparation par excision de nucléotides (nucleotide excision repair) 

NER + : fibroblastes compétents en NER 

NHEJ : ligature d’extrémités non-homologues (non homologous end joining) 

NLS : signal de localisation nucléaire  

pBD1045 : vecteur pEBV exprimant une séquence de shRNA ciblant le cadre ouvert de 
l’ARNm codant pour PolȘ 

pBD1047 : vecteur pEBV exprimant une séquence de shRNA ciblant la région non traduite en 
γ’ de l’ARNm codant pour PolȘ 

PCNA : facteur de processivité des ADN polymérases (proliferating cell nuclear antigen)  

pEBVμ vecteur dérivé du virus d’Epstein-Barr 

Phase G1: phase Gap 1 du cycle cellulaire 

Phase G2: phase Gap 2 du cycle cellulaire 

Phase S μ phase de synthèse d’ADN du cycle cellulaire 

PI : iodure de propidium  

PI3K : phosphatidylinositol 3-kinases 

PIKK : kinases liées aux PI3K (Phosphatidylinositol 3-kinases-related kinases) 

PIP μ domaine d’interaction avec le PCNA  

Pol : polymérase 

PolȘ : ADN polymérase Ș 

RH : recombinaison homologue 

ROS : espèces réactives de l’oxygène (reactive oxygen species) 

RPA : protéine de réplication A (replication protein A) 

s.e.m.: erreurs standars (standard error of the mean) 

shCTL : vecteur pEBV portant une séquence de shRNA contrôle 

shPOLH : shRNA dirigé contre le gène POLH 
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shRNA μ petite séquence d’ARN en épingle à cheveux (short hairpin RNA) 

siRNA μ petite séquence d’ARN d’interférence (small interfering RNA) 

SSA : hybridation simple-brin (single strand annealing) 

Sub-G1 : phase du cycle cellulaire où le contenu en ADN est inférieur à 2N (G1) 

SV40 : virus simien 40 (simian virus 40) 

TCR : réparation associée à la transcription (transcription-coupled repair) 

TFIIH : facteur de transcription II H (transcription factor II H) 

TLS: synthèse d’ADN à travers une lésion (translesionnal DNA synthesis) 

TOPBP1 μ protéine 1 de liaison à l’ADN topo-II (DNA topoisomerase 2-binding protein 1) 

Topo-II  : ADN topoisomérase II 

TTD : syndrome de Trichothyodistrophie 

U2OS : lignée cellulaire humaine d’ostéosarcome 

UBZ/UBM μ domaines d’interaction avec l’ubiquitine 

UDS: synthèse d’ADN non programmée (unscheduled DNA synthesis) 

XP : xeroderma pigmentosum 

XP-C : XP du groupe de complémentation C (fibroblastes XP4PA) 

XP-C/PolȘKD : cellules XP-C dont l’expression de PolȘ a été réduite par shRNA 

XP-C+: cellules XP-C corrigées par recombinaison homologue 

XP-V: XP Variant (fibroblastes XP30RO) 

ȖHβAXμ forme phosphorylée sur la serine 1γ9 de l’histone variante HβAX 
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I. Les dommages de l’ADN et la réponse de la cellule à 

ces dommages 

 

δ’acide désoxyribonucléique (ADN) est le support de l’information génétique et 

il doit donc être extrêmement stable. Cependant, il est constamment soumis à des agents 

génotoxiques, d’origine externe ou interne. La composition physico-chimique de l’ADN 

rend cette molécule susceptible à des modifications de sa structure sous l’action de ces 

agents. Ces modifications de l’ADN sont de nature très variée et elles sont réunies sous 

le terme générique de lésions de l’ADN. δe plus souvent, les lésions représentent un 

danger pour la cellule voire même pour l’ensemble de l’organisme. En effet, la 

persistance de lésions dans le génome peut conduire à la mort cellulaire ou à une 

instabilité génétique, point de départ de la tumorigénèse. La Figure 1 résume les 

origines des différentes lésions de l’ADN ainsi que leur prise en charge différentielle 

par les voies de réparation et leurs conséquences à court et long terme. 

δes dommages de l’ADN peuvent être provoqués par des agents d’origine 

externe, comme les radiations ionisantes, les rayonnements ultraviolets, l’exposition à 

des polluants, comme la fumée de cigarette qui contient, entre autres, des hydrocarbures 

aromatiques cycliques. D’autre part, les produits du métabolisme, comme les espèces 

réactives de l’oxygène (en anglais, reactive oxygen species, ROS), sont capables 

d’induire des dommages au niveau de l’ADN (Hoeijmakers 2001; Hoeijmakers 2009) et 

sont ainsi un danger constant pour la cellule. 

δes lésions de l’ADN sont très diverses. Par exemple, la formation de liaisons 

covalentes entre deux bases présentes sur le même brin ou sur l’un et l’autre brin 

d’ADN conduit respectivement à des pontages intra- ou inter-brin. Par ailleurs, la 

rupture du squelette ribose-phosphate d’un brin ou des deux brins d’ADN correspond 

respectivement à des cassures simple- (CSB) ou double-brin (CDB). De plus, l’addition 

d’un groupement sur une base de l’ADN par liaison covalente produit un adduit sur 

l’ADN. Et, les bases de l’ADN peuvent également être oxydées. δes erreurs de 

réplication, les insertions ou les délétions et la présence de sites sans base (abasique), 

ainsi que celle de l’uracile représentent également des dommages de l’ADN (voir Figure 

1) (Hoeijmakers 2001; Rass et al. 2012). Il est important de noter que, très souvent, 

différents types de lésions de l’ADN sont induits en même temps par un agent 

génotoxique.  
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Figure 1. Dommages de l’ADN, mécanismes de réparation et conséquences. A gauche, les 
agents génotoxiques les plus communs (en haut), des exemples de lésions de l’ADN induites par 
ces agents (au milieu) et les mécanismes de réparation plus importants responsables de 
l’élimination de ces lésions (en bas). A droite, les effets à court terme de lésions de l’ADN sur 
la progression du cycle cellulaire, conduisant à un arrêt transitoire en phases G1, S, G2 ou M 
(en haut), ou à l’apoptose (au milieu) et les effets à long terme des dommages de l’ADN 
(modifications permanentes dans la séquence de l’ADN) et ses conséquences (en bas). (D’après 
Hoeijmakers, 2001). 

 

 La présence de dommages au niveau de la molécule d’ADN peut être létale 

pour la cellule ou induire une instabilité génétique, quelle soit liée à des mutations 

ponctuelles comme celles induites par les lésions provoquées par les rayons UV ou à 

des réarrangements chromosomiques induits par les CDB, par exemple. δ’instabilité 

génétique peut mener à la tumorigénèse chez l’individu ou à des anomalies chez sa 

descendance. Pour contrecarrer les effets délétères des lésions, les cellules possèdent 

des mécanismes de réparation de l’ADN, conservés au cours de l’évolution. Différentes 

voies de réparation ont été mises en place, ce qui permet de recouvrir le large spectre de 

dommages de l’ADN (Figure 1). Cinq mécanismes de réparation ont été décrits et sont 

actuellement bien connus. La réparation par excision de bases (en anglais, base excision 

repair, BER) permet d’éliminer les uraciles, les bases oxydées, ainsi que de réparer des 
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CSB de l’ADN. δ’importance de ce mécanisme est liée au fait que l’ADN est à tout 

instant susceptible de réagir avec des ROS produits constamment dans la cellule. Par 

ailleurs, la voie de réparation par excision de nucléotides (en anglais, nucleotide 

excision repair, NER) est impliquée dans la prise en charge de lésions qui provoquent 

une distorsion importante de la double hélice de l’ADN. Celles-ci peuvent être des 

pontages intra-brins de l’ADN ou encore des adduits encombrants. Cette voie sera 

détaillée ultérieurement. De plus, les CDB de l’ADN sont les lésions les plus graves car 

elles peuvent conduire à des réarrangements chromosomiques. Il existe deux 

mécanismes qui permettent de réparer ce type de dommage, la recombinaison 

homologue (RH) et la voie de ligature d’extrémités non-homologue (en anglais, non 

homologous end joining, NHEJ). Ces voies seront présentées dans la dernière section de 

cette introduction. Enfin, les erreurs de réplication ou d’appariement sont prises en 

charge spécifiquement par la voie de réparation des mésappariements (en anglais, 

mismatch repair, MMR) (Figure 1) (Hoeijmakers 2001; Rass et al. 2012). 

Il est intéressant de noter que si aujourd’hui nous associons chaque mécanisme 

de réparation à un certain type de lésion, il est de plus en plus admis que ces voies se 

croisent et que les protéines connues pour agir au sein d’une voie peuvent également 

être impliquées dans une autre (Rass et al. 2012). Par exemple, il a été proposé que les 

ponts inter-brins de l’ADN (en anglais, DNA interstrand crosslink, ICL) comme ceux 

provoqués par le cisplatine peuvent être réparés par un mécanisme qui dépend à la fois 

de la NER et du mécanisme de RH (McHugh et al. 2001; Deans & West 2011). 

Pour que la réparation de dommages de l’ADN soit correctement effectuée, la 

cellule doit arrêter sa progression dans le cycle cellulaire. Le cycle cellulaire est 

composé de la mitose (étape de division d’une cellule en deux cellules-filles identiques) 

et de l’interphase. Celle-ci est subdivisée en trois phases, la phase G1 (de l’anglais, Gap 

1), la phase S, de synthèse d’ADN et la phase Gβ (de l’anglais, Gap 2). A la transition 

de chaque phase du cycle cellulaire, il existe des points de surveillance (en anglais, 

checkpoints) qui contrôlent l’intégrité du matériel génétique au moment du passage de 

la cellule à la phase suivante de son cycle (Hoeijmakers 2001; Jackson & Bartek 2009; 

Rass et al. 2012). En effet, une cellule qui présente un ADN endommagé en phase G1 

doit pouvoir réparer la lésion avant son entrée en réplication. Si la cellule endommagée 

est arrivée en phase S ou si elle a été exposée à un agent génotoxique à ce moment, il est 

important qu’elle ne puisse pas entrer en mitose.  
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Les mécanismes de réparation et les points de surveillance font partis des 

réponses aux dommages de l’ADN (en anglais, DNA damage response, DDR) qui 

représentent un réseau complexe de signalisation et de maintien de l’intégrité 

génomique (Jackson & Bartek 2009). De façon schématique, ces réponses ont lieu de 

façon séquentielle, la première étape étant la détection de la lésion. Celle-ci peut être 

due au blocage physique de la transcription ou de la réplication par ces lésions ou par 

des protéines capables de reconnaître les dommages de l’ADN. Ceci déclenche une 

cascade de signalisation cellulaire dont la transduction du signal dépend des kinases clés 

ATε (de l’anglais, Ataxia Telangiectase Mutated), ATR (de l’anglais, ATM and rad3- 

related) et DNA-PKcs (de l’anglais, DNA-dependent protein kinase, catalytic subunit), 

membres de la famille PIKK (de l’anglais, phosphoinositol-3-kinase, PI3K, like kinase) 

(Shiloh 2003). δ’amplification du signal aboutit à l’arrêt transitoire du cycle cellulaire, 

au remodelage de la chromatine, à la modulation de la transcription, et à la réparation de 

la lésion (Jackson & Bartek 2009).  

Lorsque les dommages sont trop importants, la cellule peut être détruite suivant 

un mécanisme de mort programmée, ou apoptose (Hoeijmakers 2001). D’ailleurs, la 

stratégie des traitements anti-tumoraux, qu’ils soient par radiation ionisante ou via 

administration de drogues chimiothérapeutiques, porte sur l’endommagement du 

matériel génétique des cellules cancéreuses afin de les conduire à la mort. 

Des défauts dans la signalisation ou dans la réparation des dommages sont 

associés à une instabilité génétique et au développement tumoral. Et, les mutations de 

gènes impliqués dans la DDR prédisposent les individus aux cancers héréditaires. Par 

exemple, des mutations hétérozygotes sur le gène codant BRCA1, protéine impliquée 

dans la RH (Rass et al. 2012), chez les femmes augmentent leur probabilité de 

développer un cancer du sein et des ovaires (Miki et al. 1994). Ceci met en évidence 

l’importance de l’efficacité de la DDR pour le maintient de l’intégrité génomique d’une 

cellule normale. Néanmoins, de la même façon, la DDR peut être responsable de la 

résistance à un traitement anti-tumoral d’une cellule cancéreuse (Jackson & Bartek 

2009).  
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II.  Les dommages de l’ADN provoqués par les rayons 

ultraviolets 

Un des agents génotoxiques d’origine exogène le plus étudié et le plus 

carcinogène chez l’homme est le rayonnement ultraviolet.  

1. Le rayonnement ultraviolet  

Le Soleil émet un spectre lumineux très hétérogène. Celui-ci est composé de 

lumière visible (longueurs d’onde comprises entre ζ00 et 700 nm) et invisible (les 

rayons ultraviolets entre 200 et 400 nm et les rayons infrarouges compris entre 700 et 10 

000 nm) (Figure 2). Les effets maléfiques du soleil sur la santé des individus sont dus à 

l’émission des rayons ultraviolets (UV), même si ceux-ci ne représentent que près de 

6% du spectre électromagnétique solaire. En effet ces rayons présentent les plus courtes 

longueurs d’onde émises par le soleil et sont par conséquent les plus énergétiques. Ils 

sont ainsi capables de modifier la structure de différentes biomolécules des organismes 

vivants. δ’effet le plus dangereux est celui sur le matériel génétique car, comme nous 

l’avons déjà décrit, la formation de dommages au niveau de l’ADN peut conduire à la 

mort cellulaire ou à la tumorigénèse.  

 

 

Figure 2. Spectre électromagnétique en fonction de la longueur d’onde. Le spectre 
électromagnétique solaire est détaillé et les trois types de rayonnements ultraviolets (UV) sont 
représentés. 
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Les rayons UV peuvent modifier la structure de la molécule d’ADN de façon 

directe ou indirecte. En fonction de leur activité biologique, les rayons UV ont été 

subdivisés en trois plages de longueurs d’onde (Figure β). δes rayons UV de plus 

longue longueur d’onde, dits rayons UVA (entre γ1η et ζ00 nm), sont les moins 

énergétiques et donc peu absorbés par l’ADN. Néanmoins, ils peuvent conduire à la 

formation d’espèces réactives de l’oxygène (ROS), et par conséquent, endommager 

l’ADN via oxydation des bases (Piette et al. 1986; Darr & Fridovich 1994). Par ailleurs, 

les photons émis par les rayons UVB et en particulier les rayons UVC, dont la longueur 

d’onde (entre β00 et βκ0 nm) est proche de celles des rayons X (Figure β), sont très 

énergétiques et leur absorption par l’ADN conduit à la formation de pontages intra-brins 

(Kuluncsics et al. 1999). Donc la nature chimique ainsi que l’efficacité de formation de 

lésions au niveau de l’ADN dépendent étroitement de la longueur d’onde du rayon UV 

incident sur la cellule. 

Près de 95% des rayons UV qui atteignent la superficie terrestre sont de type A. 

Les autres 5% correspondent à des rayons UVB alors que ceux de type C sont 

entièrement bloqués par les molécules d’oxygène et d’ozone qui constituent la couche 

d’ozone. Bien que les rayons UVC ne représentent pas le rayonnement UV qui irradie 

les organismes terrestres, ceux-ci constituent le bon modèle expérimental pour étudier 

spécifiquement les pontages intra-brins de l’ADN provoqués par une exposition aux 

UV. Effectivement, une étude a montré que le rapport entre ce type de lésion de l’ADN 

et les bases oxydées après une irradiation aux UVA était de γ à η alors qu’une 

exposition aux UVC a provoqué près 170 fois plus de pontages intra-brins de l’ADN 

que de bases oxydées (Kuluncsics et al. 1999).  

 

2. Lésions de l’ADN provoquées directement par les rayons UV : 

les dimères de pyrimidine  

Les principales lésions de l’ADN directement provoquées par les rayons UV 

sont des pontages intra-brins de l’ADN. Plus précisément, l’énergie émise par des 

photons UV peut conduire à une liaison covalente entre deux bases de type pyrimidine 

adjacentes, formant ainsi un dimère de pyrimidines (Pfeifer 1997; Gillet & Schärer 

2006). δes deux types de lésions de l’ADN majoritairement formées après exposition 

aux rayons UV sont les cis-syn dimères de pyrimidines cyclobutane (en anglais, 

cyclobutane pyrimidine dimer, CPD) et les pyrimidines (6-4) pyrimidones (6-4PP). 
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Les CPDs sont formés par cycloaddition sur les doubles liaisons entre les 

carbones 5 et 6 de deux pyrimidines côte à côte. Il se forme un cycle cyclobutane entre 

les deux bases adjacentes qui sont ainsi dimérisées (Figure 3). La majorité des CPDs est 

formée entre deux thymines consécutives (TT-CPD), mais des dimères TC-CPD, CT-

CPD et CC-CPD peuvent également se former en fonction de la longueur d’onde et de 

la dose d’UV (Gillet & Schärer 2006; Li et al. 2006). 

Les 6-ζPPs résultent de la formation d’une liaison covalente entre les carbones θ 

et ζ, comme le nom de la lésion l’indique, de deux pyrimidines adjacentes (Figure γ). 

Ce type de dommage implique des TC, CC et TT, selon la longueur d’onde des rayons 

UV et les séquences de nucléotides adjacentes (Pfeifer 1997; Gillet & Schärer 2006). 

 

 

Figure 3. Structure des dimères de pyrimidine induits par exposition aux UV. Formation de 
dimères de pyrimidine cyclobutane (CPD) et de pyrimidine (6-4) pyrimidone (6-4PP) à partir de 
deux pyrimidines adjacentes  (D’après δi, J. et coll., 2006)  

Bien que les CPDs et les 6-4PPs soient formés simultanément suite à une 

exposition aux rayons UV, ces deux types de dommages de l’ADN sont très différents. 

Tout d’abord, les CPDs, et en particulier les TT-CPD, sont les lésions de l’ADN 

provoquées majoritairement par les rayons UV. Et, même si les 6-4PPs sont le 

deuxième type de lésion plus fréquemment induit par les rayons UV, ils sont formés 

avec un taux de 25-30% de celui des CPDs (Mitchell 1988). Par ailleurs, la différence 

dans la structure de chacun des types de dimère (Figure 3) conduit à une déformation 

plus ou moins importante de la double hélice de l’ADN. δes CPDs induisent une légère 
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distorsion dans la structure de l’ADN, pouvant varier de ι à γ0º par rapport à la 

conformation normale de l’ADN, sans affecter l’appariement de bases entre les deux 

brins. A l’inverse, les θ-4PPs provoquent des distorsions de près de 44º de la double 

hélice d’ADN, ce qui conduit à la perte d’appariement de bases au site de la lésion. 

(Gillet & Schärer 2006; Rastogi et al. 2010) La Figure 4 montre les distorsions de la 

double hélice provoquées par des dimères de type CPD et 6-4PP. 

 

Figure 4. Distorsions de la double hélice d’ADN provoquées par chacun des types de 
dimères de pyrimidine, CPD et 6-4PP. Les lésions sont représentées en vert et nous pouvons 
voir que le dimère de type 6-4PP induit une déformation beaucoup plus importante de l’ADN 
que celui de type CPD. (D’après Rastogi R.P. et. coll., 2010) 

La dimérisation de bases pyrimidiques adjacentes interfère avec des mécanismes 

moléculaires essentielles pour la cellule, comme la réplication (Lehmann 1978; 

Hoeijmakers 2001) et la transcription (Tornaletti & Hanawalt 1999; Hoeijmakers 2001). 

En effet, la distorsion de la double hélice d’ADN bloque la progression des ADN 

polymérases réplicatives, en particulier les ADN polymérases (Pol) į et İ chez les 

eucaryotes, ainsi que la transcription effectuée par des ARN polymérases, telle que 

l’ARN Pol II. δa présence de telles lésions de l’ADN peut ainsi conduire d’une part à la 

mort cellulaire et d’autre part à la mutagénèse (Hoeijmakers 2001; Batista et al. 2006; 

Batista et al. 2009). Le principe de la mutagénèse induite par irradiation UV sera 

détaillé dans le chapitre IV. La mort cellulaire et la mutagénèse sont impliquées, 

respectivement, dans les processus de vieillissement et de tumorigénèse. 

Il est établi que la formation de CPDs est impliquée dans la mutagénèse et 

l’induction d’apoptose (Donahue et al. 1994; You et al. 2001). Il a été proposé que le 

rôle de ce type de lésion est plus important que celui des 6-4PPs dans ces processus 

induits par les rayons UV mais ceci est encore controversé (de Lima-Bessa et al. 2008; 

Batista et al. 2009). 
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III.  Réparation par excision de nucléotides 

1. La voie de réparation de lésions de l’ADN la plus versatile 

Les lésions de l’ADN provoquées par les rayons UV, CPDs et 6-4PPs, décrites 

ci-dessus, sont normalement éliminées par un mécanisme de réparation par excision de 

nucléotides (en anglais, nucleotide excision repair, NER). Ce mécanisme a été mis en 

évidence à partir d’ADN endommagé par les rayons UV (Boyce and Howard-Flanders, 

1964 ; Petitjohn and Hanawalt, 1964 ; Rasmussen and Painter, 1964 ; Setlow and 

Carrier, 1964), mais il est maintenant établi que la voie de NER est capable de réparer 

une large gamme de lésions de l’ADN (Gillet & Schärer 2006). En effet, depuis les 

années 2000, divers travaux ont montré que le mécanisme de NER est également 

impliqué dans la prise en charge de dommages de l’ADN provoqués par des 

hydrocarbures aromatiques polycycliques (présents dans la fumée de cigarette) mais 

aussi par des drogues chimiothérapeutiques comme le cisplatine (Bowden et al. 2010; 

Graf et al. 2011; Enoiu et al. 2012) et la doxorubicine (Spencer et al. 2008; Carvalho et 

al. 2010; Saffi et al. 2010).  

2. Le mécanisme de la voie NER 

Le principe du mécanisme de NER est retrouvé chez des procaryotes ainsi que 

des eucaryotes, bien que les protéines impliquées ne soient pas conservées. Nous 

expliciterons ici les différentes étapes et protéines de ce mécanisme telles quelles sont 

connues chez les eucaryotes (Hanawalt 2002; Costa et al. 2003; Gillet & Schärer 2006; 

Hoeijmakers 2009). 

δa voie de NER est composée d’une machinerie complexe de protéines recrutées 

de façon séquentielle au site de la lésion de l’ADN. De façon schématique, le 

mécanisme se décompose en quatre étapes : (1) Reconnaissance de la lésion, (2) 

Ouverture de la double hélice de l’ADN, (γ) Excision du fragment de nucléotides 

portant la lésion et (ζ) Synthèse d’un nouveau fragment d’ADN et ligature. 

Le mécanisme de NER est divisé en deux sous-voies, en fonction du mode selon 

lequel le dommage de l’ADN est reconnu (Hanawalt 2002). En effet, le blocage de 

l’ARN polymérase II par des lésions de l’ADN est la première étape de la réparation par 

excision de nucléotides couplée à la transcription (en anglais, transcription coupled 

repair, TCR). La sous-voie TCR est donc responsable de l’élimination des lésions sur le 

brin transcrit de l’ADN au niveau des gènes exprimés (Hanawalt 2002). Par ailleurs, les 
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lésions présentes tout au long du génome sont prises en charge par la voie de réparation 

par excision de nucléotides du génome global (en anglais, global genome repair, GGR) 

après avoir été reconnues par le complexe XPC/hHR23B (Sugasawa et al. 1998). 

Je détaillerai brièvement les différentes étapes de la voie NER telles qu’elles 

sont présentées dans la Figure θ et d’après des révisions sur le sujet (Costa et al. 2003; 

Gillet & Schärer 2006; Fagbemi et al. 2011; Naegeli & Sugasawa 2011). 

2.1. Initiation du mécanisme NER : reconnaissance de la lésion de l’ADN 

Dans le cas de la sous-voie GGR, le complexe XPC-hHR23B est responsable de 

la détection des dommages de 1’ADN. La protéine XPC se trouve complexée avec le 

produit du gène hHR23B et présente sous cette conformation une affinité pour une 

variété de lésions de l’ADN. La protéine XPC est capable de reconnaître directement la 

lésion au niveau de l’ADN. Il a été proposé que la protéine XPC reconnait d’abord les 

bases non appariées à cause de la déformation de l’ADN (voir chapitre II) en amont de 

la lésion puis se fixe sur le l’ADN en face de la lésion (Figure η) (Camenisch et al. 

2009).  

 

Figure 5. Détection du dommage de l’ADN par la protéine XPC en deux étapes. Modèle 
présentant le changement entre un senseur dynamique de dommage et un complexe de 
reconnaissance ultime dans lequel les domaines ȕ-hairpin (BHD) 1, 2 et 3 de la protéine XPC 
sont impliqués. (A) Reconnaissance rapide de bases non appariées par un senseur, composé de 
BHD1 et BHD2, résultant dans un intermédiaire nucléoprotéique labile ; (B) BHD3, capable de 
se lier à de l’ADN simple-brin, se fixe sur le fragment d’ADN extrudé (en face de la lésion) et 
permet ainsi la transition à un complexe de reconnaissance stable (D’après Camenisch et coll. 
2009). 
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Lorsque le complexe XPC-hHRβγB est fixé sur l’ADN, la structure locale de la 

double hélice est déformée (Janicijevic et al. 2003) facilitant ainsi le recrutement des 

autres protéines de la voie de NER. Toutefois, dans certains cas, l’affinité de ce 

complexe est réduite, comme dans le cas des dimères de pyrimidine de type CPD. Une 

explication possible est que la distorsion de la double hélice d'ADN provoquée par ces 

lésions n’affecte pas l’appariement de bases et est donc trop subtile pour être reconnue 

par le complexe XPC-hHR23B. Néanmoins d'autres facteurs peuvent coopérer avec ce 

complexe dans la détection des lésions. En effet, le complexe UV-DDB (de l’anglais, 

DNA damage binding protein) composé des protéines XPE (ou DDB2) et p127 (ou 

DDB1) augmente l’affinité de la protéine XPC pour certains types de lésions (Fei et al. 

2011). UV-DDB recruterait le complexe XPC-hHR23B au niveau de lésions pour 

lesquelles ce complexe seul a peu d’affinité (Fei et al. 2011).  

Par ailleurs, les complexes XPC-hHR23B et UV-DDB ne sont pas nécessaires à 

l’initialisation de la TCR. Dans ce cas, la première étape du mécanisme de réparation est 

l’arrêt de la transcription via le blocage de l'ARN polymérase II par des lésions de 

l'ADN (Hanawalt 2002). δ’ARN polymérase II bloquée est déplacée et/ou dissociée de 

l'ADN, afin de permettre l'accès à la machinerie de NER au site de la lésion. Les 

protéines nécessaires à ce stade sont CSA et CSB. Bien qu’il soit établi que ces deux 

protéines jouent un rôle essentiel dans la TCR, leurs fonctions exactes restent à être 

élucidées. 

2.2. Ouverture de la double hélice de l’ADN 

Après la détection de la lésion, les voies GGR et TCR se chevauchent et une 

structure ouverte complexe est formée dans le voisinage de la lésion. Ceci nécessite 

l'action coordonnée des protéines TFIIH, XPA et RPA.  

Le complexe TFIIH (de l’anglais, transcription factor II H) est constitué de 

plusieurs sous-unités telles que les protéines XPB et XPD. Celles-ci présentent une 

fonction hélicase dépendante de l’ATP et ont des activités complémentaires. Tandis que 

la protéine XPB ouvre le double-brin de l’ADN de 3’ vers 5’, l’hélicase XPD le fait 

dans la direction opposée (Naegeli & Sugasawa 2011). 

δorsque la double hélice est ainsi ouverte, l’ADN se trouve sous sa forme 

simple-brin. Afin de stabiliser cette forme et éviter son clivage par des endonucléases, la 

protéine de réplication A (en anglais, replication protein A, RPA) se lie à l’ADN 

simple-brin. Ce complexe de trois sous-unités est impliqué dans la pleine ouverture de 
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la double hélice autour de la lésion puisqu’il  se lie au brin intact de l'ADN. De plus son 

association avec la protéine XPA conduit au recrutement des protéines impliquées dans 

la formation du complexe de pré-incision (Gillet & Schärer 2006).  

2.3. Excision du fragment de nucléotides portant la lésion 

Après l'ouverture de l'hélice d'ADN et la formation d'un complexe protéique 

autour de la lésion, un fragment d’ADN est incisé de part et d’autre du dommage par 

des endonucléases XPG et ERCC1-XPF. L'assemblage de ces endonucléases ne se 

produit pas simultanément. En effet, l'endonucléase XPG est recrutée précocement au 

complexe de pré-incision. Bien que la présence de la protéine XPA semble ne pas être 

nécessaire à son recrutement, l’activité endonucléase de la protéine XPG dépend de la 

coopération entre les protéines XPA et RPA. Contrairement à l’endonucléase XPG, le 

recrutement du complexe ERCC1-XPF à l'ADN endommagé dépend de la protéine 

XPA (Fagbemi et al. 2011).  

Le positionnement correct de ces deux endonucléases est un élément crucial 

pour l'incision correcte autour du fragment endommagé. δa liaison de l’ADN simple-

brin intact par la protéine RPA est nécessaire au recrutement du complexe ERCC1-XPF 

au brin endommagé, et l’interaction de RPA avec XPA peut faciliter ou même stabiliser 

le positionnement de ce complexe sur le brin lésé (Gillet & Schärer 2006). 

Lorsque le complexe de pré-incision est assemblé, l’activité catalytique des  

endonucléases se met en place de façon séquentielle. Les protéines ERCC1-XPF et 

XPG catalysent respectivement les incisions en η’ et γ’du brin d’ADN. δe clivage de 

l’ADN de part et d’autre de la lésion est catalysé d’abord par le complexe ERCC1-XPF 

puis par l’endonucléase XPG (Fagbemi et al. 2011). Un fragment de 24-30 nucléotides 

portant la lésion est ainsi excisé. 

2.4. Re-synthèse du fragment excisé et ligature 

Le complexe XPF-ERCC1, après l’étape d’incision de la voie NER, laisse un 

groupement hydroxyle (OH) à l’extrémité γ' de la brèche (en anglais, gap) créée par 

l’excision de l'oligonucléotide endommagé. Cette extrémité γ’OH libre peut être utilisée 

comme une amorce d'ADN par les ADN polymérases et aucune modification 

additionnelle n’est nécessaire pour démarrer la synthèse d'ADN.  

A ce stade la plupart des protéines de la machinerie du NER se dissocient de 

l’ADN sauf la protéine RPA. En effet cette protéine est, d’une part, indispensable pour 
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protéger l’ADN simple-brin de l’action de nucléases et, d’autre part, centrale dans 

l’assemblage de la machinerie de réplication.   

La re-synthèse d'ADN est faite à partir du brin complémentaire d’ADN intact. 

Elle est prise en charge par les Pol réplicatives į et İ, par la Pol de translésion ț (Ogi et 

al. 2010), ainsi que par la protéine PCNA (de l’anglais, Proliferating Cell Nuclear 

Antigen), facteur de processivité pour les polymérases.  

Enfin, la cascade de la machinerie de NER est complétée par une ligature de 

l'extrémité 5’ du brin d’ADN au nouveau fragment synthétisé par les Ligases I et III 

(Moser et al. 2007).  

 

 

Figure 6. Schéma simplifié de la voie de réparation par excision de nucléotides (NER) dans 
les cellules de mammifères.  La première étape, celle de reconnaissance de la lésion, est la 
seule différence entre la réparation globale du génome (GGR) et celle couplée à la transcription 
(TCR). Les étapes suivantes sont identiques pour les deux sous-voies : ouverture de la double 
hélice de l’ADN, double incision de part et d’autre de la lésion permettant l’excision du 
fragment portant la lésion puis re-synthèse de ce fragment d’ADN et sa ligature. (D’après 
Ortolan, T., 2008) 
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3. Cinétique de réparation des dommages de l’ADN par la voie 

NER 

Étant donné la complexité de la voie de NER et du large spectre de lésions de 

l’ADN pris en charge par ce mécanisme, la cinétique de réparation des dommages par 

cette voie est également très variable (Costa et al. 2003). 

Dans le cas des deux lésions majoritairement provoquées par les rayons UV, les 

6-4PPs sont réparés beaucoup plus rapidement que les CPDs. En effet, les 6-4PPs sont 

complètement éliminés du génome en ζ heures suivant l’irradiation à 1η J/m² d’UVC 

alors que βζ heures après l’irradiation près de η0% des CPDs sont toujours détectés 

(Riou et al. 1999). Les mêmes résultats ont été obtenus après irradiation avec 10 J/m² 

d’UVC (Matsumoto et al. 2007). Ceci peut s’expliquer par le fait que les θ-4PPs 

induisent une distorsion plus prononcée de la double hélice que les CPDs et seraient 

ainsi plus rapidement reconnus par le complexe XPC-hHR23B du GGR. 

Par ailleurs, il a été proposé que les lésions présentes dans les régions transcrites 

de l’ADN sont réparées plus rapidement que celles dans les régions non codantes 

(Pfeifer 1997). En effet, 80% des CPDs sur les régions codantes de l’ADN sont réparés 

κ heures après l’irradiation, en contraste avec 1η-30% de ceux présents sur les régions 

non codantes (Mellon et al. 1987). La réparation plus rapide des lésions dans les régions 

codantes est attribuée à une plus grande efficacité de la sous-voie TCR par rapport à la 

GGR (Pfeifer 1997). Cependant, l’efficacité de la TCR peut dépendre des séquences de 

bases environnant la lésion (Pfeifer 1997) . 

En résumé, la cinétique d’élimination des lésions par la voie NER dépend du 

type de lésion et, en particulier de l’importance de la distorsion de l’ADN provoquée, 

mais aussi de sa localisation dans le génome. Dans le cas des CPDs, sa réparation 

dépend de l’efficacité de la TCR et est très peu prise en charge par la GGR, alors que 

celle-ci assure l’élimination rapide des 6-4PPs. Nous pouvons ainsi conclure que les 

dimères de pyrimidine de type 6-4PP sont complètement éliminés dans les premières 

heures suivant une exposition aux UV, alors que les dimères CPDs persistent pendant 

plus de 24 heures dans le génome des cellules humaines. 
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IV.  Le Xeroderma pigmentosum  

Il existe trois maladies génétiques autosomiques récessives liées à une déficience 

en NER, le xeroderma pigmentosum (XP), la trichothiodystrophie (TTD) et le syndrome 

de Cockayne (en anglais, Cockayne syndrome, CS). Bien que les phénotypes présentés 

par les patients atteints de chacun de ces syndromes soient très variables, les trois 

syndromes conduisent à des conditions de vie très dures et très souvent à une mortalité 

très précoce par rapport à la population générale. Ceci met en évidence l’extrême 

importance du mécanisme de NER.  

Dans ce manuscrit je me concentrerai uniquement sur la seule de ces trois 

maladies qui est associée à la survenue de cancers, le xeroderma pigmentosum (Stary & 

Sarasin 2002; Cleaver 2005).  
 

1.  Le xeroderma pigmentosum « classique » 
 

1.1.  Description clinique 

 Le xeroderma pigmentosum (XP) est une maladie monogénique autosomique 

récessive rare dont la fréquence est d’environ 1:250,000 en Europe et en Amérique du 

Nord mais varie selon le pays. Elle est caractérisée par une hypersensibilité aux rayons 

UV du soleil associée à l’apparition très précoce de nombreuses altérations cutanées sur 

les parties du corps du patient exposées au soleil, comme des kératoses actiniques et des 

cancers de la peau.  

Cette maladie a été décrite pour la première fois en 1882 par le dermatologue 

Moritz Kaposi Kohn, qui a baptisé cette maladie héréditaire à ce terme en raison de ses 

caractéristiques cliniques. Dès sa première exposition aux rayons du soleil, le bébé 

atteint de XP a de graves brûlures (dermatite solaris), érythème et la présence de bulles 

au niveau de la peau exposée. Les symptômes suivants sont sécheresse (xeroderma) et 

épaississement prononcés de la peau et apparition de taches de rousseur ainsi qu’une 

hyperpigmentation de la peau (pigmentosum). L'âge moyen de l'apparition de tumeurs 

cutanées chez les patients XP est de 8 ans, 50-60 ans plus tôt que celui dans la 

population générale. Entre 20 et 30% des patients XP présentent des anomalies 

neurologiques caractérisées par mort neuronale précoce, retard mental progressif et 

microcéphalie (Stary & Sarasin 2002). 
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1.2. Les groupes de complémentation  

 δ’étude de cellules isolées à partir de biopsies de patients XP a permis de révéler 

que l’hétérogénéité du phénotype XP est associée à une hétérogénéité génétique. Des 

tests de complémentation basés sur la correction de la synthèse non programmée de 

l’ADN (en anglais, unscheduled DNA synthesis, UDS) après irradiation UV, 

correspondant à l’étape de re-synthèse d’ADN de la NER (chapitre III), ont été réalisés 

à partir de la fusion de cellules issues de deux patients XP différents. Si la cellule 

hybride résultante de la fusion des cellules est capable de faire de l’UDS après 

irradiation UV, alors elle a été complémentée et par conséquent les deux cellules de 

départ présentent des défauts dans deux protéines différentes et constituent ainsi deux 

groupes de complémentation. Ceci a conduit à l’identification de sept groupes de 

complémentation pour le XP : de XP-A à XP-G, dits XP classique (Deweerdk.Ea et al. 

1972; Stary & Sarasin 2002; Lehmann et al. 2011). 

Des mutations dans les gènes XP conduisent à la déficience en NER et à 

l’hypersensibilité aux rayons UV. δa fréquence et la distribution géographique varient 

selon le groupe de complémentation (Stary & Sarasin 2002). Les groupes les plus 

fréquents, représentant près de 90% des patients XP classiques, sont XP-A (surtout au 

Japon), XP-C et XP-D (en Europe et aux EUA). Les autres 10% sont constitués des 

groupes XP-B, XP-E, XP-F et XP-G, pour lesquels moins de 20 patients ont été 

registrés dans chaque groupe (Stary & Sarasin 2002). 

δ’hypersensibilité aux rayons du soleil, la prédisposition au cancer ainsi que les 

anomalies neurologiques sont associés à un défaut dans une des protéines impliquées 

dans la voie de réparation des lésions provoquées par les rayons UV, la NER. Le gène 

impliqué et le type de mutation de ce gène déterminent les caractéristiques cliniques de 

la pathologie du patient XP ainsi que son espérance de vie. Les patients présentant des 

mutations dans des gènes impliqués uniquement dans la sous-voie GGR (XPC et XPE) 

ne présentent quasiment pas de symptômes cliniques en dehors des cancers cutanés. En 

particulier, les cellules issues de patients XP du groupe C ont une activité résiduelle de 

NER de 15 à 30% grâce à la TCR et sont ainsi moins sensibles que les cellules XP du 

groupe A ou D pour lesquelles plus de 95% de la fonctionnalité de NER est perdue (de 

Boer & Hoeijmakers 2000). Les patients avec des mutations dans les gènes dont les 

produits constituent la voie commune du mécanisme de NER (XPA, XPB, XPD, XPF et 
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XPG) présentent des symptômes cliniques très complexes qui impliquent le système 

nerveux central et d’autres organes (Cleaver 2005).  

De façon intéressante, un phénotype moins grave comme celui observé chez les 

patients XP du groupe F peut être le résultat d’une activité résiduelle de la voie NER. 

En fait, les rares patients XP-F présentent une fraction de protéine XPF fonctionnelle et 

les mutations conduisant à l’absence totale de cette protéine ne sont probablement pas 

viables chez l’homme (Lehmann 2003). 

 

1.3. La prédisposition au cancer  

Les patients XP ont près de 2000 fois plus de tumeurs de la peau que les 

individus de la population générale. Et, l’inactivation des gènes murins homologues aux 

gènes XPA et XPC clonés chez l’homme conduit à une augmentation de la survenue de 

cancers de la peau chez des souris (Kraemer 1997). Étant donné que la tumorigénèse 

implique des multiples mutations, en particulier de gènes suppresseurs de tumeurs ou 

des proto-oncogènes, le fait que l’absence de réparation de dommages provoqués par les 

rayons UV conduise à des tumeurs indique une corrélation directe entre la persistance 

de ces dommages et l’induction de mutations. En effet, toutes les cellules isolées de 

patients XP présentent une fréquence élevée de mutations (Stary & Sarasin 2002). Le 

spectre de mutations montre la signature typique des mutations ponctuelles induites par 

les UV qui sont majoritairement des transitions entre les pyrimidines C et T aux sites où 

deux pyrimidines sont adjacentes pouvant aboutir aussi à des doubles transitions entre 

CC et TT (Dumaz et al. 1993; Sarasin 1999). Cette signature est retrouvée dans le gène 

p53 (gène suppresseur de tumeur muté dans près de 50% des tumeurs de la peau) des 

cancers de la peau de patients XP, ce qui indique fortement que les lésions induites par 

les UV non réparées conduisent à l’initiation de la tumorigénèse (Stary & Sarasin 

2002). Actuellement, il est établit que la mutagénèse induite par les rayons UV est due à 

la réplication des lésions provoquées par les UV par des ADN polymérases spécialisées 

capables de répliquer l’ADN endommagé, mais souvent au prix de mutations (Stary & 

Sarasin 2002; Sale et al. 2012). Ce mécanisme sera détaillé dans le chapitre V. 
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2.  Le xeroderma pigmentosum variant 

Un huitième groupe de complémentation XP a été identifié et puisque les 

cellules appartenant à ce groupe présentent un phénotype très différent de celles des 

groupes A à G, il a été nommé XP variant (XP-V) (Lehmann et al. 1975; Stary & 

Sarasin 2002) 

Les patients XP-V correspondent à 20-25% des patients XP et sont plus 

sensibles aux rayons UV que les individus normaux mais moins que les patients XP 

classiques. Ils développent des cancers de la peau à l’âge de β0-30 ans et présentent peu 

ou pas d’anomalies neurologiques (Stary & Sarasin 2002; Cleaver 2005). 

Les cellules XP-V présentent un défaut dans la réplication des dommages de 

l’ADN provoqués par les UV mais sont proficientes en NER (Lehmann et al. 1975; 

Kaufmann & Cleaver 1981; Cordonnier & Fuchs 1999). Bien qu’elles soient un peu 

plus sensibles aux rayons UV que les cellules normales (Cordonnier & Fuchs 1999), les 

cellules XP-V ne deviennent hypersensibles à l’irradiation UV qu’en présence de 

caféine (Cleaver 1989; Broughton et al. 2002). Actuellement, l’hypersensibilisation des 

cellules XP-V irradiées aux UV par la caféine est considérée une caractéristique de ces 

cellules et est même utilisée comme test diagnostic pour les patients XP-V (Broughton 

et al. 2002).  

La forme variante du syndrome XP résulte de mutations dans le gène POLH (ou 

XPV) qui code pour l'ADN polymérase Ș (PolȘ) (Johnson et al. 1999; Masutani et al. 

1999; Yamada et al. 2000). Cette dernière est une polymérase spécialisée, impliquée 

dans la synthèse translésionnelle de l’ADN (en anglais, translesion synthesis, TLS) 

(Cordonnier & Fuchs 1999; Broughton et al. 2002). En particulier, elle est capable de 

répliquer les dimères de thymine cyclobutane, TT-CPD (Svoboda et al. 1998; 

Cordonnier & Fuchs 1999). En absence de PolȘ, comme dans les cellules XP-V, les 

cellules deviennent hypermutagènes (Maher et al. 1976; Cordonnier & Fuchs 1999) et 

le spectre de mutations présente un nombre similaire de transitions et de transversions 

aux sites G/C et A/T. Ceci indique que les dommages peuvent être pris en charges par 

des mécanismes infidèles conduisant à des mutations, expliquant ainsi l’incidence 

élevée de cancers chez les patients XP-V (Cordonnier & Fuchs 1999; Stary & Sarasin 

2002; Stary et al. 2003). 
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V. La synthèse translésionnelle  

1. Mécanismes de tolérance des lésions de l’ADN 

Lorsque les lésions provoquées par les rayons UV ne sont pas éliminées par les 

mécanismes de réparation, elles bloquent physiquement la progression des ADN 

polymérases réplicatives. En effet, le site catalytique de ces polymérases est compact et 

intolérant à la grande majorité des lésions (Sale et al. 2012). Le blocage des fourches de 

réplication peut avoir lieu dans les cellules où les voies de réparation sont fonctionnelles 

car, d’une part, toutes les lésions ne sont pas réparées avant la réplication et, d’autre 

part, l’ADN peut être endommagé en cours de réplication. De plus, le blocage des 

fourches de réplication par les lésions conduit à la formation d’ADN simple-brin 

(ADNsb) alors que la voie de NER dépend d’un brin intact face à la lésion pour l’étape 

de re-synthèse de l’ADN après excision du fragment endommagé. δe blocage prolongé 

des fourches de réplication peut conduire à l’effondrement (en anglais, collapse) de la 

fourche, à des cassures double-brin (CDB) et à une instabilité génétique. Le sauvetage 

des fourches de réplication bloquées et l’achèvement de la réplication sont donc 

essentiels pour la survie de la cellule et la préservation du génome. La résolution du 

blocage des fourches de réplication est prise en charge par des mécanismes de tolérance 

qui permettent de dépasser la lésion bloquante sans l’éliminer. Il existe deux stratégies 

universelles pour tolérer les lésions de l’ADN, la synthèse translésionnelle (de l’anglais, 

translesion synthesis, TLS) et le contournement de la lésion (en anglais, template 

switching) (Chang & Cimprich 2009; Livneh et al. 2010; Lange et al. 2011). La TLS 

sera détaillée dans ce chapitre. En ce qui concerne le contournement de lésion, la 

chromatide sœur, intacte et complètement synthétisée, sert de modèle pour la synthèse 

d’ADN en face de la lésion. Ceci peut avoir lieu par transfert physique du brin 

complémentaire dans un processus appelé recombinaison homologue (RH). 

Alternativement, la tolérance dépendante d’homologie peut également avoir lieu par  

régression de la fourche (Hoeijmakers 2001; Friedberg 2005; Chang & Cimprich 2009). 

δes mécanismes basés sur l’homologie sont connus pour être impliqués dans la 

réparation des CDB. Leur rôle au niveau de fourches de réplication bloquées est connu 

chez les procaryotes et aussi chez la levure, mais chez les cellules de mammifères, cela 

reste encore controversé (Friedberg 2005; Livneh et al. 2010; Petermann & Helleday 

2010). De plus, il a été récemment proposé que, dans des cellules humaines, les 

protéines FANCD1 et FANCD2, connues pour leur rôle dans la réparation des pontages 
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inter-brins (en anglais, inter-strand crosslink, ICL) ainsi que les protéines impliquées 

dans la RH, Rad51, BRCA1 et BRCA2 prennent en charge les fourches de réplication 

bloquées de façon indépendante des voies établies de réparation de ICL et RH 

(Schlacher et al. 2012). 

 

2. Les ADN polymérases de la synthèse translésionnelle  
 

 La TLS repose sur des ADN polymérases spécialisées (Pol TLS) qui sont 

capables de répliquer l’ADN à travers la lésion. En effet, les Pol TδS présentent un site 

actif large et sont ainsi capables d’accommoder une déformation de l’ADN, à l’inverse 

des ADN polymérases réplicatives į et İ dont le site actif est très compact et intolérant 

au désalignement entre la base du brin à répliquer et le nouveau nucléotide. (Sale et al. 

2012) (Voir Figure ι). Par conséquent, les Pol TδS ont une faible processivité, c’est-à-

dire une faible capacité à étendre la synthèse d’ADN avant de se décrocher de l’ADN, 

ainsi qu’une faible fidélité. Celle-ci est renforcée par le fait que ces Pol ne possèdent pas 

d’activité exonucléase γ’ vers η’ et qu’elles ne sont donc pas capables de corriger les 

erreurs d’incorporation dans le brin d’ADN en synthèse. δa tolérance de lésions de 

l’ADN par TδS permet donc la progression de la réplication, souvent au prix de 

l’induction de mutations. D’ailleurs la TδS est fréquemment impliquée dans la 

résistance à divers agents génotoxiques (Lange et al. 2011; Sale et al. 2012).  

 

Dans les cellules de mammifères, il existe au moins sept enzymes avec une 

activité TδS substantielle. Quatre d’entre elles font partie de la famille Y des 

polymérases μ PolȘ, PolȚ, Pol ț et REV1. Une TδS Pol appartient à la famille B de 

polymérases, Pol ȗ dont la sous-unité catalytique est REV3L et deux autres font partie 

de la famille A des polymérases, Polș et PolȞ. Chacune d’entre elles présente un profil 

unique de tolérance des lésions et de fidélité (Lange et al. 2011). 



 

38 
 

 

Figure 7. Structure d’ADN polymérases. Les ADN polymérases ont un domaine structural 
souvent comparé à une « main droite », dans laquelle l’ADN se lie à la « paume » et est entouré 
par les domaines dits « doigts » et « pouce ». Les polymérases de la famille Y ont des domaines 
doigts et pouce plus petits que ceux des polymérases réplicatives, ainsi qu’un site actif spacieux 
qui leur permet de dépasser les lésions déformant l’ADN. δe domaine « petit doigt » qui est 
uniquement codé chez les enzymes de la famille Y aide les domaines courts, doigts et pouce, à 
stabiliser le brin d’ADN lié, mais joue aussi un rôle dans la fidélité et l’activité de réplication à 
travers le dommage. La figure montre une comparaison structurale du large fragment de l’ADN 
polymérase I de Thermus aquaticus, un membre de la famille A et PolȘ (membre de la famille 
Y). δa molécule d’ADN est représentée en jaune. (D’après δange et coll., 2011) 

 

Je détaillerai uniquement les Pol TLS des familles Y et B décrites ci-dessus et je 

présenterai quelques caractéristiques de chacune de ces Pol TLS ainsi que les 

mécanismes de TLS proposés de façon non exhaustive (Lange et al. 2011; Sale et al. 

2012). Bien que de nombreuses études montrent une implication de ces Pol TLS en 

réponse à d’autres types de dommages, les mécanismes de TLS ont été proposés à partir 

d’études de lésions UV, sur lesquelles je me concentrerai. 
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3. L’ADN Polymérase Ș et le mécanisme de changement de 

polymérases 

Le prototype des Pol TLS est l'ADN polymérase Ș (PolȘ), dont l’altération chez 

l’Homme conduit à la forme variante du syndrome XP (XP-V) (Lehmann et al. 1975) 

que nous avons décrit dans le chapitre précédent. PolȘ est la seule Pol TδS connue 

actuellement dont la déficience prédispose les hommes à la survenue de cancers (Lange 

et al. 2011). 

 δa PolȘ est principalement connue pour sa capacité à répliquer de façon fidèle et 

rapide les TT-CPD qui sont les lésions majoritairement provoquées par les rayons UV 

(Cordonnier & Fuchs 1999; Masutani et al. 2000). En effet, elle est capable d’insérer 

deux adénines en face d’un TT-CPD (Johnson et al. 2000b) et peut dans ce cas allonger 

l’amorce, ce qu’elle n’est pas capable de faire si elle insère un nucléotide incorrect 

(Masutani et al. 2000). Le mécanisme proposé actuellement est celui de changement de 

polymérases (en anglais, polymerase switch) (Friedberg et al. 2005). Selon ce modèle, 

lorsque la Pol réplicative est bloquée par un TT-CPD, elle est remplacée par PolȘ qui 

prend en charge la réplication de cette lésion. Et, lorsque la tolérance du dommage est 

finie, la Pol réplicative est à nouveau recrutée au niveau de l’ADN afin de continuer la 

réplication. 

 PolȘ est localisée dans le noyau et est recrutée au niveau de foyers de réplication 

pendant la phase S du cycle cellulaire (Kannouche et al. 2001; Kannouche & Stary 

2003). La principale régulation de son activité est faite via son recrutement au niveau 

des fourches de réplication bloquées (Lehmann 2006; Sale et al. 2012). Plus 

précisément, le recrutement ainsi que l’efficacité de l’activité de PolȘ dépendent de son 

interaction avec le PCNA (Kannouche et al. 2004). Le PCNA est le facteur de 

processivité des Pol réplicatives chez les eucaryotes. Il est composé de trois sous-unités 

formant un anneau qui encercle l’ADN et peut interagir directement avec les Pol 

réplicatives ainsi qu’avec PolȘ (Kannouche et al. 2004) via le domaine PIP (de 

l’anglais, PCNA-interacting protein) (Naryzhny 2008). Des modifications post-

traductionnelles du PCNA telles que ubiquitination, sumoylation et phosphorylation, 

déterminent pour quelle Pol elle a le plus d’affinité, la Pol réplicative ou PolȘ. δe 

changement de la polymérase pour laquelle le PCNA a le plus d’affinité est la base du 

changement de polymérases lors de la TLS (Kannouche & Lehmann 2004; Friedberg et 

al. 2005) (Figure 8).  
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Plus précisément, le blocage des fourches de réplication conduit à l’exposition 

d’ADNsb après découplage entre l’hélicase εCε (de l’anglais minichromosome 

maintenance) et la polymérase réplicative (Chang et al. 2006). δ’ADNsb est rapidement 

recouvert par des protéines RPA. δ’association de RPA avec une ubiquitine ligase Eγ, 

Rad18, stimule la monoubiquitination du facteur PCNA par cette dernière (Kannouche 

et al. 2004; Davies et al. 2008). Le PCNA monoubiquitiné présente une affinité plus 

importante pour PolȘ et cette dernière est ainsi recrutée au niveau de la fourche bloquée 

(Kannouche et al. 2004). PolȘ synthétise les deux adénines en face du dimère TT-CPD 

mais aussi quelques nucléotides après la lésion, ce qui augmente la probabilité qu’elle 

se décroche de l’ADN (McCulloch et al. 2004). Enfin, un deuxième changement de 

polymérases permet le retour de Polį et de la réplication de l’ADN par cette Pol (Figure 

8).  

 

Figure 8. Modèle de synthèse translésionnelle (TLS) de TT-CPD par PolȘ : changement de 

polymérases. (A) La Pol réplicative į est bloquée par la lésion. RPA et Rad6/18 sont recrutés à 

l’ADN simple-brin (ADNsb) en aval de la lésion après l’ouverture par l’hélicase εCε. (B) 

Ensuite, Rad6/18 ubiquitine le PCNA (C) ce qui conduit au remplacement de la Pol réplicative 

par PolȘ. (D) PolȘ synthétise quelques nucléotides en face et après la lésion. (E) Un deuxième 

changement de polymérase permet le retour de Polį qui continue la réplication (D’après Jansen 

et coll., 2007). 
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4. Mécanisme à deux polymérases de translésion 

δorsque PolȘ est absente, comme c’est le cas des cellules XP-V, d’autre Pol 

TLS prennent en charge les TT-CPDs, PolȚ, Polț et Polȗ (Dumstorf et al. 2006; Ziv et 

al. 2009) et seraient ainsi responsable de la mutagénèse des cellules XP-V (Wang et al. 

2007). Par contre, en opposition à la réplication des TT-CPDs par PolȘ, aucune de ces 

Pol TδS n’est capable de répliquer ces dommages seules (Johnson et al. 2000a; Ziv et 

al. 2009). Par exemple, PolȚ est capable d’insérer un nucléotide mais n’est pas capable 

de continuer la synthèse de nucléotides alors que Polȗ n’est capable de répliquer la 

lésion qu’en présence de PolȚ (Ziv et al. 2009). δ’équipe de Prakash a proposé un 

modèle selon lequel la TδS a lieu en deux étapes, chacune d’entre elles prise en charge 

par une Pol TLS différente (Johnson et al. 2000a; Prakash & Prakash 2002). La 

première étape est « l’insertion », dans laquelle un nucléotide est placé en face de la 

lésion et la deuxième étape est « l’extension » où l’amorce d’ADN insérée est allongée 

à travers la lésion. Par conséquent, les Pol TLS peuvent fonctionner de façon spécifique 

en tant que Pol d’insertion ou d’extension (Prakash & Prakash 2002). Ainsi, en absence 

de PolȘ, les TT-CPD sont répliqués par un mécanisme de deux polymérases constitué 

de PolȚ ou Polț en tant que Pol TδS d’insertions et la Pol TLS d’extension, Polȗ (Ziv et 

al. 2009). 

Polȗ est constituée d’une sous-unité catalytique, REVγ et d’une sous-unité 

accessoire, REV7 (Murakumo et al. 2001) et elle est capable de répliquer différents 

types de dommages (Johnson et al. 2000a). Étant donné que la Polȗ de mammifère n’a 

pas encore été purifiée, les propriétés de son homologue chez S. cerevisiae constituent 

un modèle utile, bien que la protéine des mammifères soit deux fois plus grande que 

celle des levures (Livneh et al. 2010). Une propriété clé de Polȗ chez la levure est sa 

capacité à allonger des amorces d’ADN portant des mésappariements ou des amorces en 

face d’une lésion (Johnson et al. 2000a; Prakash & Prakash 2002). Plus récemment, ceci 

a été confirmé dans les cellules de souris et humaines dont l’expression de Polȗ a été 

réprimée (Gueranger et al. 2008; Shachar et al. 2009; Yoon et al. 2010; Diamant et al. 

2012; Temviriyanukul et al. 2012). Cette propriété de Polȗ a été la base du modèle de 

deux polymérases pour la TLS (Johnson et al. 2000a; Prakash & Prakash 2002).  

δa Polț humaine peut jouer un rôle comme Pol d’extension, comme Polȗ 

(Haracska et al. 2002). Néanmoins, l’étude de la TδS à travers des cisPt-GG, adduit 

provoqué par le cisplatine, dans des cellules de mammifères a montré d’une part, que 
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PolȘ ainsi que Polț ne présentaient que des faibles activités de Pol d’extension et, 

d’autre part que Polȗ coopérait avec ces deux Pol dans la prise en charge de ces lésions 

(Shachar et al. 2009). Les auteurs ont proposé un modèle selon lequel les cisPt-GG sont 

répliqués en deux étapes où l’insertion serait effectuée par les PolȘ ou Polț et 

l’extension par Polȗ. Ils ont ainsi démontré pour la première fois un mécanisme à deux 

polymérases dans des cellules de mammifères. 

 Par ailleurs, en réponse à d’autres lésions, PolȚ et Polț peuvent également jouer 

le rôle de Pol d’insertion. Donc malgré le fait que Polț présente une activité de Pol 

d’extension in vitro, le scénario proposé actuellement est celui de plusieurs Pol 

d’insertion, comme PolȘ, PolȚ et Polț et une seule Pol d’extension, Polȗ (Bresson & 

Fuchs 2002; Prakash et al. 2005; Livneh et al. 2010).  

 De façon intéressante, plusieurs Pol TLS d’insertion peuvent être impliquées en 

réponse à un même type de lésion. Et en fonction de la combinaison de Pol TLS, la 

réplication d’une lésion donnée peut être fidèle ou infidèle.  

 Prenons le cas des 6-ζPPs. δ’équipe de Prakash a proposé qu’aucune Pol TδS 

est capable de répliquer seule les 6-4PPs (Prakash & Prakash 2002) et a montré, in vitro, 

que PolȘ est capable d’insérer un premier nucléotide face au dimère TT-6-4PP et en 

particulier, un G face au premier T du dimère (Johnson et al. 2001). Or, lorsque PolȘ 

insère un nucléotide incorrect, elle n’est pas capable d’allonger l’amorce (Masutani et 

al. 2000) et ceci a été vérifié dans le cas précis des TT-6-4PP (Johnson et al. 2001). Ce 

résultat a été retrouvé à partir de plasmides portant un seul dimère TT-6-4PP transfectés 

dans des cellules de levure ou humaines (Bresson & Fuchs 2002; Yoon et al. 2010). 

Donc contrairement aux TT-CPDs, PolȘ peut jouer un rôle de Pol d’insertion mais doit 

nécessairement agir de concert avec la Pol TLS d’extension, Polȗ (Johnson et al. 2001; 

Bresson & Fuchs 2002; Yoon et al. 2010).  Ceci est cohérent avec le fait que les 6-4PPs 

provoquent une distorsion plus prononcée de la double hélice que les CPDs. Bien que 

PolȘ ait un site catalytique plus important que celui des Pol réplicatives, celui-ci ne 

serait pas assez large pour prendre en charge une telle lésion. Par ailleurs, différents 

travaux ont montré que PolȚ peut également être une Pol TLS d’insertion lors de la 

réplication des TT-6-4PPs (Johnson et al. 2000a; Yoon et al. 2010). La réplication des 

6-ζPP par PolȘ (Johnson et al. 2001; Bresson & Fuchs 2002; Yoon et al. 2010) ainsi 

que celle prise en charge par PolȚ (Yoon et al. 2010) sont impliquées dans la 

mutagénèse induite par ce type de lésion. Néanmoins, il a été proposé qu’une autre Pol 
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d’insertion, encore inconnue, doit être impliquée dans la tolérance fidèle des 6-4PPs 

(Bresson & Fuchs 2002; Yoon et al. 2010). 

 Un travail récent sur des fibroblastes embryonnaires de souris a proposé que le 

rôle de PolȘ se limite principalement à la réplication des CPDs et n’est pas impliqué 

dans celui des 6-4PPs présents dans le génome (Temviriyanukul et al. 2012). Par 

conséquent, il est actuellement établi que les 6-4PPs sont répliqués par un mécanisme 

de deux polymérases. Néanmoins, l’identité de la ou les Pol TδS d’insertion est encore 

objet d´étude et l’implication de PolȘ reste controversée.  

 Nous avons vu que dans le modèle où une seule polymérase prend en charge la 

réplication du dommage de l’ADN il y a deux changements successifs de polymérases. 

Selon le modèle à deux polymérases il doit y en avoir trois et différentes études 

proposent que la Pol TLS REV1 soit impliquée dans ce mécanisme. REV1 est une Pol 

TδS très limitée car elle n’est pas capable de synthétiser un polymère d’ADN mais elle 

peut insérer un seul C à l’extrémité d’une amorce d’ADN face à un G ou un site 

abasique (Lin et al. 1999). Par ailleurs, REV1 possède non seulement un domaine 

d’interaction avec le PCNA monoubiquitiné mais elle peut aussi interagir directement 

avec les autres Pol TLS (Figure 9), ce qui suggère que REV1 pourrait avoir un rôle 

d’adaptateur entre le PCNA et les autres Pol TδS (Guo et al. 2006a; Guo et al. 2006b; 

de Groote et al. 2011; Sale et al. 2012). Il a été proposé que REV1 pourrait ainsi jouer 

un rôle dans le changement entre la Pol d’insertion et la Pol d’extension au niveau de la 

lésion de l’ADN et que ce serait son principal rôle dans la TδS (Friedberg 2005; 

Friedberg et al. 2005; Lange et al. 2011). 

 Les Pol TLS possèdent comme le PCNA des domaines d’ubiquitination 

(domaine UBZ/UBM) (Figure 9) et leur ubiquitination module leur affinité pour le 

PCNA monoubiquitiné et par conséquent leur recrutement à l’ADNsb (Bienko et al. 

2005; Sale et al. 2012). Il y a donc au moins deux niveaux de régulation du recrutement 

des Pol TδS à l’ADN, les modifications post-traductionnelles du facteur PCNA et celles 

des Pol TδS. δa réduction de l’affinité du facteur PCNA pour une Pol et l’augmentation 

de son affinité pour une autre Pol conduit au changement de polymérase au niveau de 

l’ADN.  
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Figure 9. Les domaines des polymérases de la famille Y. Les sites actifs des polymérases 
(Pol) sont compris dans les domaines paume, doigt, pouce et petit doigt. Les domaines 
additionnels sont impliqués dans la localisation et la régulation des Pols. PIP : domaine 
d’interaction avec le PCNA, UBε et UBZ μ domaines de liaison avec l’ubiquitine, NδS : signal 
de localisation nucléaire. (D’après Sale et coll., 2012) 

  

 Par ailleurs, ces Pol TLS peuvent être également impliquées dans la tolérance 

d’autres types de dommages que ceux provoqués par les UV. Par exemple, PolȘ est 

également impliquée dans la TδS d’adduits encombrants (Chou 2011), tels que le cisPt-

GG induit par le cisplatine (Lange et al. 2011). Ceci est confirmé par le fait que les 

cellules XP-V sont plus sensibles au cisplatine que les cellules où PolȘ est fonctionnelle 

(Albertella et al. 2005). Par conséquent, PolȘ peut jouer un rôle dans la résistance de 

cellules cancéreuses à ce traitement (Ummat et al. 2012). Et, l’implication de PolȘ dans 

la prise en charge d’autres types de dommage est actuellement objet de nombreuses 

études. 

  

 Enfin, il est intéressant de noter que ces Pol TδS et, en particulier PolȚ et Polț, 

peuvent également jouer un rôle dans l’étape de re-synthèse d’ADN des mécanismes de 

réparation BER et NER respectivement (Lange et al. 2011). Par ailleurs, ces Pol TLS 

sont aussi importantes dans l’hypermutation somatique, processus selon lequel les 

immunoglobulines sont gérées dans les lymphocytes B. En effet, la mutagénèse induite 

par ces Pol TLS permet la variabilité des immunoglobulines, essentielle pour un 

système immunitaire efficace (Sale et al. 2012).  
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5. TLS à la fourche de réplication ou derrière la fourche de 

réplication ? 

 La résolution du blocage des fourches de réplication par des lésions de l’ADN 

grâce à la TLS est connue depuis longtemps. Cependant si elle intervient directement au 

site de la fourche bloquée ou derrière elle est encore en débat (Figure 10). 

 δes premiers travaux sur la TδS proposaient qu’elle pouvait avoir lieu derrière 

la fourche de réplication (Rupp & Howard-Flanders 1968; Lehmann et al. 1975; 

Meneghini 1976). Néanmoins, avec la découverte des Pol TLS, il a été proposé, à 

l’inverse, que la TδS aurait lieu directement au site de la fourche bloquée (Cordonnier 

& Fuchs 1999; Friedberg et al. 2005; Lehmann & Fuchs 2006). Depuis l’année β00θ, de 

plus en plus de publications sont en faveur d’un modèle post-réplicatif de la TLS 

(Heller & Marians 2006; Lehmann & Fuchs 2006; Lopes et al. 2006; Jansen et al. 2009; 

Diamant et al. 2012).  

 

 

 

Figure 10. Modèles pour la réplication de l’ADN endommagé. Les flèches indiquent la 
direction de la progression des fourches de réplication. Pour simplifier, seule la réplication sur 
le brin direct (en anglais, leading strand) est montrée. (A) Des brèches d’ADN simple-brin 
(ADNsb) derrière la fourche μ la réplication de l’ADN est faite de façon discontinue (trait fin), 
des brèches d’ADNsb sont laissées en face des lésions sur le brin parental (trait épais). La 
réaction de comblement de brèches (en anglais, gap-filling) (en orange) implique des Pol TLS et 
réplicatives ou échange de chromatides sœurs et a lieu derrière la fourche de réplication qui 
avance. (B) TLS à la fourche : dans ce modèle la fourche est bloquée à chaque lésion et les Pol 
TδS synthétisent un fragment court d’ADN (en orange) avant la reprise de la réplication. Et, le 
même processus a lieu à chaque lésion (D’après δehmann et Fuchs, 2006). 
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 Afin de mieux expliquer les mécanismes de ces deux modèles, des schémas 

simplifiés sont présentés dans la Figure 11. Dans ces schémas, j’ai également pris en 

compte le mécanisme à deux polymérases de la TLS. Le modèle selon lequel la TLS a 

lieu à la fourche de réplication (Figure 11A) repose sur des multiples changements de 

polymérase (en anglais, polymerase switch). Tout d’abord, la Pol réplicative bloquée est 

échangée par une Pol TδS d’insertion qui insère un nucléotide face à la lésion. Celle-ci 

est ensuite remplacée par la Pol TLS d’extension qui complète la TLS. Enfin, un dernier 

échange de Pol permet le retour de la 

Pol réplicative qui poursuit la réplication jusqu’à la prochaine lésion bloquante 

(Friedberg et al. 2005). Ce modèle correspond à celui que j’ai présenté pour la 

réplication des TT-CPDs par PolȘ (Figure κ).  

 Par ailleurs, selon le modèle post-réplicatif, la synthèse d’ADN redémarre en 

aval des lésions et la réplication arrive ainsi à son terme, en laissant derrière elle des 

brèches d’ADN simple-brin (ADNsb) (en anglais, gap) (Figure 10A). Ces brèches 

d’ADNsb sont alors comblées derrière la fourche de réplication par un mécanisme 

appelé « réparation post-réplicative » (en anglais, post-replication repair) ou encore 

comblement de brèches post-réplicatif (en anglais, post-replication gap filling). Ce 

processus peut être dépendant d’homologie (en anglais, template switch) comme celui 

que nous avons décrit précédemment, soit un mécanisme de TLS (Friedberg 2005; 

Lehmann & Fuchs 2006). Nous nous concentrerons sur l’implication des Pol TδS dans 

le comblement des brèches. 

 Les mécanismes moléculaires de la réparation post-réplicative sont actuellement 

objets de nombreuses recherches. Il a été proposé que le redémarrage de la réplication 

en aval de la lésion (en anglais, repriming) est pris en charge par la polymérase Į (You 

et al. 2002; Jansen et al. 2007; Yan & Michael 2009). PolĮ est la seule polymérase 

capable de synthétiser des amorces d’ADN de novo sur une matrice d’ADNsb (Yan & 

Michael 2009). Le redémarrage de la réplication par PolĮ conduirait au recrutement du 

complexe Rad9/Hus1/Rad1, aussi appelé 9-1-1 (Yan & Michael 2009). Celui-ci est un 

hétérotrimère qui encercle l’ADN de façon comparable au PCNA. Si son rôle dans 

l’activation des points de surveillance est de plus en plus établi (Jansen et al. 2007; Yan 

& Michael 2009), son importance dans la TLS est encore mal compris (Lange et al. 

2011). 

A partir du modèle de réparation post-réplicative proposé par Jansen et coll. 

(2007) et de résultats obtenus par Lopes et coll. (2006), deux scénarios sont possibles 
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(Figures 11 B et C). Jansen et coll. (2007) ont proposé, pour la TLS des 6-4PPs, un 

modèle (Figure 11B) selon lequel la Pol réplicative bloquée serait remplacée par une 

Pol TδS d’insertion, Pol (ou une autre Pol encore non identifiée) incapable d’insérer 

un second nucléotide ce qui provoquerait un second blocage de la fourche. A ce 

moment là, la réplication redémarrerait grâce à Pol en aval laissant une brèche 

d’ADNsb. Pol (ainsi que Polassociée à REV1est recrutée sur l’ADN via le facteur 

9-1-1, et comblerait alors la brèche d’ADNsb (Jansen et al. 2007). Il est également 

possible (Figure 11C) qu’il y ait redémarrage de la réplication initiée par PolĮ en aval 

de la fourche bloquée sans aucune intervention de Pol TδS d’insertion. δe comblement 

de la brèche serait assuré derrière la fourche par l’action de concert la Pol d’insertion et 

la Pol d’extension. En accord avec cette hypothèse, Lopes et coll. (2006) ont montré 

lorsque les cellules de S. cerevisiae irradiées aux UV sont dépourvues d’activité TδS, 

les fourches de réplications ne sont pas affectées, mais plus de brèches sont détectées 

(Lopes et al. 2006). Ces résultats suggèrent que toutes les Pol TLS agiraient derrière la 

fourche et non pas directement à la fourche bloquée.  

 

 

Figure 11. Schéma simplifié des deux modèles de TLS : TLS à la fourche de réplication (A) 
et TLS post-réplicative (B) et (C). La lésion représentée ici est un pontage intra-brin de 
l’ADN. L’ovale bleu représente l’ADN polymérase réplicative et l’ovale violette une 
polymérase prenant en charge le redémarrage de la réplication en aval de la lésion. Les 
rectangles rouge et orange correspondent respectivement à des Pol TLS d’insertion et 
d’extension. (A) δa polymérase réplicative est bloquée par une lésion de l’ADN. Elle est ensuite 
remplacée successivement par des Pol TLS d’insertion et d’extension avant d’être recrutée à 
nouveau en aval de la lésion pour poursuivre la réplication. (B) La polymérase réplicative 
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bloquée est remplacée par une Pol TLS d’insertion incapable de poursuivre la TLS entraînant un 
second blocage de la fourche. Une polymérase, probablement PolĮ, redémarre la réplication en 
aval de la lésion, laissant ainsi une brèche. Cette brèche est comblée ensuite, à la fin de la phase 
S ou en G2 par la Pol TLS d’extension. (C) Le redémarrage de la réplication a lieu en aval de la 

polymérase réplicative bloquée. La brèche créée est remplie en fin de phase S ou en 
phase G2 par les Pol TLS d’insertion et d’extension séquentiellement.  

Dans le cas de la prise en charge d’une lésion de l’ADN par une seule Pol TδS 

comme PolȘ au niveau des TT-CPD, le modèle de TLS à la fourche repose sur deux 

changements de polymérase et le seul scénario possible pour la réparation post-

réplicative est celle représentée dans la Figure 11C. Il est à noter qu’il n’est pas encore 

établit si la réplication des CPDs par PolȘ a lieu directement à la fourche (Friedberg et 

al. 2005; Jansen et al. 2007; Despras et al. 2010) ou selon le modèle post-réplicatif  

(Lehmann et al. 1975; Elvers et al. 2011; Diamant et al. 2012). 

VI.  Les réponses aux dommages provoqués par les rayons 

ultraviolets  

1. ATR : régulateur majeur de la réponse aux lésions UV 

δe principal régulateur de la réponse cellulaire aux dommages de l’ADN 

provoqués par les rayons UV est la kinase ATR. Celle-ci peut être activée par des 

régions d’ADNsb lié à la protéine RPA (Cimprich & Cortez 2008). Les régions 

d’ADNsb induites par l’irradiation UV peuvent être générées par le découplage entre 

l’hélicase εCε  et la Pol réplicative bloquée par la lésion UV (Chang et al. 2006). La 

protéine RPA présente une grande affinité pour l’ADNsb et elle couvre tout le long du 

fragment d’ADNsb (Cimprich & Cortez 2008; Jones & Petermann 2012). Cette 

structure nucléoprotéique recrute la kinase ATR et son partenaire ATRIP (de l’anglais, 

ATR-interacting protein) et active ainsi la voie ATR (Cimprich & Cortez 2008; Jones & 

Petermann 2012) (Figure 12).  

En fait, l’activation de cette voie dépend également du recrutement du complexe 

9-1-1 à l’extrémité de l’ADNsb (Cimprich & Cortez 2008; Yan & Michael 2009). Ce 

complexe recrute la protéine TOPBP1 (de l’anglais, topoisomerase binding protein 1) 

qui active la kinase ATR via son interaction avec la protéine ATRIP (Cimprich & 

Cortez 2008; Jones & Petermann 2012). Lorsque la kinase ATR est activée, elle 

phosphoryle de nombreuses cibles impliquées, non seulement dans les points de 
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surveillance du cycle cellulaire, mais aussi dans la réparation de l’ADN (Cimprich & 

Cortez 2008; Auclair et al. 2009) et l’induction de l’apoptose (Jones & Petermann 

2012).  

 

Figure 12.  Modèle simplifié pour l’activation d’ATR. Deux complexes, 9-1-1 et celui 
composé de ATR-ATRIP, sont recrutés indépendamment à l’extrémité de l’ADNsb recouvert 
par RPA. Cette dernière interagit avec à la fois ATRIP et 9-1-1 et recrute la protéine TOPBP1. 
Celle-ci active ATR via son interaction avec ATRIP, ce qui conduit à la phosphorylation de 
plusieurs substrats d’ATR dont Chk1. En réponse à un stress réplicatif, représenté ici, ATR et 
ses effecteurs conduisent à l’inhibition de l’activation de nouvelles origines de réplication, 
induisent un arrêt du cycle cellulaire et stabilisent la fourche de réplication bloquée. Cette voie 
serait également impliquée dans le redémarrage des fourches de réplication. (D’après Cimprich 
et coll., 2008) 

Une des cibles de la voie ATR la plus étudiée est la protéine Chk1 (de l’anglais, 

checkpoint 1). Il s’agit d’une kinase dont l’activation par la voie ATR est faite via la 

phosphorylation des Serines 317 et 345. La phosphorylation de Chk1 par la kinase ATR 

dépend également des protéines claspin, TIε (de l’anglais, timeless homologue) et 

Tipin (de l’anglais, Timeless interacting protein) (Jones & Petermann 2012). Lorsque 

Chk1 est phosphorylée, elle phosphoryle à son tour ses substrats. Les cibles clés de cette 
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kinase sont impliquées dans le contrôle des transitions entre les phases du cycle 

cellulaire et la voie ATR-Chk1 représente le mécanisme majeur qui régule le point de 

surveillance intra-S (Kaufmann 2010) ainsi que l’entrée en mitose (Cimprich & Cortez 

2008). Par ailleurs, cette voie contrôle également l’activation de nouvelles origines de 

réplication. Et il a été récemment proposé que l’activation de la voie ATR stabilise les 

fourches bloquées (Despras et al. 2010; Jones & Petermann 2012). Un schéma simplifié 

de la voie ATR/Chk1 est présenté dans la Figure 12. 

Une autre cible importante de la kinase ATR est le facteur de transcription p53 

qui joue un rôle central dans la réponse des cellules aux dommages de l’ADN (Auclair 

et al. 2009). En ce qui concerne le cycle cellulaire, l’activation de pηγ est 

particulièrement importante dans le point de surveillance de la transition entre les 

phases G1 et S.  

2. Phosphorylation de l’histone H2AX et lésions UV 

Une des protéines ciblées par la kinase ATR en réponse aux dommages de 

l’ADN provoqués par les UV est l’histone HβAX (Lukas et al. 2011). 

Les histones sont des protéines qui permettent l’empaquetage et le repliement de 

l’ADN dans des nucléosomes, unités structurales de base de la chromatine. En effet, les 

nucléosomes correspondent à l’enroulement de l’ADN autour de disques protéiques 

constitués d’un assemblage de huit histones qui agissent ainsi en tant que bobines. Les 

modifications post-traductionnelles de ces protéines (acétylation, méthylation, 

ubiquitination, phosphorylation) permettent de moduler la condensation de la 

chromatine et, par conséquent, de réguler l’expression génique (Kinner et al. 2008). Il 

existe quatre histones, H2A, H2B, H3 et H4. Et depuis l’année 1998, la forme 

phosphorylée sur la sérine 1γ9 de l’histone variante HβAX, ȖHβAX, est l’objet de 

nombreuses études.  

Rogakou et coll. ont montré, pour la première fois, la modification post-

traductionnelle d’une histone en réponse à des dommages de l’ADN. δ’histone HβAX 

est phosphorylée au niveau de la sérine 139 en réponse à la formation des cassures 

double-brin (CDB) (Rogakou et al. 1998; Rogakou et al. 1999). Les kinases ATM, ATR 

et DNA-PKcs peuvent phosphoryler HβAX et former ainsi ȖHβAX (Ismail & Hendzel 

2008). δa formation de ȖHβAX a lieu aux sites des CDBs et elle est visualisée par 

immunofluorescence en foyers (Ismail & Hendzel 2008). Il a été estimé que près de 

β000 molécules de ȖHβAX sont formées par CDB (Ismail & Hendzel 2008), ce qui fait 
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de l’analyse des foyers ȖHβAX la technique la plus sensible pour détecter ce type de 

dommage. De plus, la cinétique de formation et de disparition de foyers ȖHβAX 

coïncide avec celle de la formation et de la réparation des CDB (Ismail & Hendzel 

2008). δ’analyse de la formation de ȖHβAX en réponse à des agents génotoxiques était 

devenue une stratégie très sensible pour évaluer, de façon spécifique, la formation de 

CDB. En effet, les mécanismes impliqués dans la réponse aux CDB sont mieux connus 

actuellement (Lukas et al. 2011) et seront abordés dans la dernière section de 

l’introduction. Néanmoins, des études de la forme phosphorylée de H2AX en réponse 

aux rayons UV ont remis en question le résultat établi que ȖHβAX était formé 

uniquement en réponse à des CDB (Ismail & Hendzel 2008; Cleaver 2011; Cleaver et 

al. 2011).  

Ward et coll. ont montré que ȖHβAX pouvait être formée au niveau des fourches 

bloquées par les dommages provoqués par les rayons UV (Ward & Chen 2001; Ward et 

al. 2004). Étant donné que les rayons UV ne provoquent pas directement des CDB, il a 

été proposé que les fourches de réplication bloquées s’effondrent, conduisant à la 

formation de CDB induites par les UV (Limoli et al. 2000; Limoli et al. 2002). Par 

contre, la formation de ȖHβAX après exposition aux rayons UV n’est pas dépendante du 

cycle cellulaire (Halicka et al. 2005) et la formation de CDB pendant la réplication ne 

permet donc pas d’expliquer la formation de ȖHβAX après irradiation UV. 

δa formation de ȖHβAX en dehors de la phase S du cycle cellulaire est liée à la 

présence des brèches d’ADNsb induites par la double incision au cours da la voie de 

NER et est effectuée par ATR (Marti et al. 2006; Hanasoge & Ljungman 2007; 

Matsumoto et al. 2007). Et, lorsque les cellules sont déficientes en NER, la formation 

tardive de ȖHβAX s’expliquerait par le clivage des θ-4PPs par une endonucléase 

(Vrouwe et al. 2011). Par conséquent, il a été proposé que ȖHβAX est formé en réponse 

à la présence d’ADNsb, par la kinase ATR (Vrouwe et al. 2011).  De plus, Cleaver et 

coll. ont montré, par observation de la colocalisation de foyers ȖHβAX et de ηγBP1, (de 

l’anglais p53 binding protein 1), utilisé comme marqueur de CDB, que, même au sein 

de la phase S, la formation de ȖHβAX n’est pas toujours liée à des CDB (de Feraudy et 

al. 2010). 

En conclusion, si la formation de CDB conduit à la phosphorylation de H2AX, 

la formation de ȖHβAX ne correspond pas forcément à la présence de CDB. Suite à une 

exposition aux rayons UV, ȖHβAX semble être formé en réponse à la présence 

d’ADNsb mais ceci n’est pas encore établi, à ma connaissance. 
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VII.  Les cassures double-brin de l’ADN  

1. Réparation des cassures double-brin 

 Les cassures double-brin de l’ADN (CDB) sont les dommages le plus 

dangereux pour la cellule car ils peuvent conduire à des réarrangements ou aberrations 

chromosomiques, et par conséquent à une instabilité génétique prononcée. 

Il existe deux mécanismes de réparation des CDB, la recombinaison homologue 

(RH) et la ligature d’extrémités non-homologue (en anglais, non homologous end 

joining, NHEJ). δe principal défi dans la réparation des CDB est l’absence de brin 

intact pour faire la re-synthèse d’ADN. Une des stratégies repose sur l’homologie 

présente dans la chromatide sœur, la RH (Figure 1γ). Ce mécanisme est extrêmement 

régulé et conduit, dans la majorité des cas, à la réparation fidèle des CDB (van Gent et 

al. 2001; Rass et al. 2012).  

 

Figure 13. La recombinaison homologue. Une séquence homologue intacte est utilisée pour 
réparer la cassure double-brin et est initiée par une résection d’ADN simple-brin. Le modèle 
proposé aujourd’hui est que le complexe MRN, en association avec CtIP, initie la résection 
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(étape 1), ce qui permet le recrutement d’autres nucléases (comme Exo1), responsables de la 
formation d’extrémités sortantes simple-brin (étape 2). Ces régions simple-brin sont couvertes 
par la protéine RPA. BRCAβ déplace RPA et charge la protéine Radη1. δ’invasion du brin lésé 
de la séquence homologue est médiée par le filament d’ADN simple-brin couvert de Rad51 
(étape 3). Selon le sens de résolution des intermédiaires par les résolvases, la conversion 
génique est associée ou non à un crossing-over (D’après Rass et coll., 2012) 

 

Néanmoins, étant donné que la base de ce mécanisme reporte sur la présence de 

la chromatide sœur et que la recherche de l’homologie dans le chromosome homologue 

serait très difficile du fait de la condensation de la chromatine (Hoeijmakers 2001), cette 

voie ne peut avoir lieu qu’après la réplication de l’ADN. Elle est donc limitée aux 

phases S et G2 du cycle cellulaire. Un autre mécanisme peut alors prendre en charge la 

réparation de ces lésions, la voie de ligature d’extrémités non-homologue (NHEJ) qui 

repose sur la jonction et ligature des extrémités (Figure 14) (Rass et al. 2012). 

 

 

Figure 14. La ligature d’extrémités non-homologue (NHEJ). Le NHEJ ne nécessite pas 
d’homologie de séquence. δes extrémités d’ADN sont reconnues par l’hétérodimère 
Ku70/Ku80 et la sous-unité catalytique DNA-PKcs. δ’activation de celle-ci permet le 
recrutement du complexe XRCC4/ADN ligase IV aidé par Cernunnos/XL-F. Une préparation 
des extrémités par la protéine Artémis et l’intervention de polymérases peuvent être nécessaires 
avant l’étape de ligature (D’après Rass et coll., 2012). 
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2. La réponse aux dommages de l’ADN dans le cas des cassures 

double-brin 

 La kinase considérée centrale dans ce cas est ATM dont le défaut conduit au 

syndrome qui donne son nom à la protéine Ataxia Telangiectase mutated. Les cellules 

de patients atteints de cette maladie sont particulièrement sensibles aux radiations 

ionisantes connues pour provoquer directement des CDB  (van Gent et al. 2001). De 

façon schématique, la kinase ATM est activée par la présence de CDB. Comme la voie 

ATR, l’activation d’ATε déclenche une cascade de phosphorylations qui conduit à une 

série de conséquences comme le remodelage de la chromatine, et la réparation de 

l’ADN (van Gent et al. 2001; Shiloh 2003) (Voir Figure 15).   

 

 

Figure 15. La kinase ATM et la réponse aux cassures double-brin (CDB). La présence de 
CDB conduit à l’activation d’ATε. ATε phosphoryle en aval la protéine pηγ, le complexe 
εRN et l’histone HβAX. ATε module la progression du cycle cellulaire, la réparation des 
CDB et éventuellement la mort programmée de la cellule (apoptose). (D’après van Gent et coll., 
2001) 

 

Bien que la voie ATR soit activée en présence d’ADNsb et la voie ATε par la 

formation de CDB, il est de plus en plus établie que ces deux voies se croisent et 

collaborent dans la réponse aux dommages de l’ADN (Bensimon et al. 2011). 
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δ’action la plus connue de la kinase ATε sur la modulation de la chromatine est 

la formation de ȖHβAX, citée précédemment. Si l’implication de ȖHβAX est méconnue 

au sein de la voie ATR, celle-ci est établie en réponse à des CDBs (Lukas et al. 2011).  

3. La formation de ȖH2AX en présence de cassures double-brin 

δ’histone HβAX est phosphorylée de façon constitutive au niveau de la tyrosine 

142. La phosphorylation de H2AX sur la sérine 139 par la kinase ATM a lieu 

simultanément à la déphosphorylation du résidu Tyr 142. Cette dernière est nécessaire à 

la reconnaissance de ȖHβAX par son senseur εDC1 (de l’anglais, mediator of DNA 

damage checkpoint protein 1). Grâce à la phosphorylation constitutive de la protéine 

εDC1, dès qu’elle interagit avec ȖHβAX, la kinase ATε activée est temporairement 

« ancrée » dans la chromatine grâce à la protéine Nbs1 qui fait partie du complexe MRN 

constitué des protéines Mre11/Rad50/Nbs1. Cette protéine Nbs1 se lie ainsi à la fois aux 

protéines ATM et MDC1. Ceci permet à la kinase ATM de phosphoryler les histones 

HβAX des nucléosomes voisins et d’amplifier ainsi le signal. Enfin, ȖHβAX est 

déphosphorylée par la phosphatase Wip1 (de l’anglais, wild-type p53-induced 

phosphatase 1) pour permettre le retour de la structure initiale de la chromatine (Lukas 

et al. 2011) (Voir Figure 16). 

 

 

Figure 16. Les réponses de la chromatine à des cassures double-brin de l’ADN (CDB) sont 
orchestrées par une série de modifications post-traductionnelles. En rouge : 
phosphorylation, en vert : activité qui altère la condensation de la chromatine. Les activités qui 
inversent les modifications sont en noir à la transition entre le schéma de gauche et celui de 
droite (D’après δukas et coll., 2011). 

Les conséquences biologiques de cette succession d’événements ne sont pas 

encore élucidées mais elles jouent certainement un rôle dans la décondensation de 
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l’ADN, permettant ainsi le recrutement et l’action des protéines impliquées dans la 

réparation des CDB (Lukas et al. 2011). De plus, le complexe MRN activé par la kinase 

ATM est connu pour être impliqué dans les voies de réparation de CDB (van Gent et al. 

2001). 

4. Cassures double-brin de l’ADN et lésions UV 

Lorsque les fourches de réplication sont bloquées par des lésions provoquées par 

les rayons UV et qu’elles ne sont pas prises en charge, par la TδS par exemple, elles 

deviennent des structures fragiles et ceci peut conduire à la formation des CDB 

(Dunkern & Kaina 2002; Limoli et al. 2002; Garinis et al. 2005; Temviriyanukul et al. 

2012). Par ailleurs, il a été proposé que les régions d’ADNsb au niveau des brèches 

formées lors de la réplication post-réplicative peuvent également conduire à des CDB si 

elles ne sont pas comblées (Elvers et al. 2011).  

 Les mécanismes proposés pour la formation de CDB à partir de régions 

d’ADNsb induites par la présence de lésions provoquées par les rayons UV sont 

l’effondrement de ces régions ou l’action d’une endonucléase (Petermann & Helleday 

2010; Cleaver 2011). 

δes CDB ainsi induites indirectement par l’irradiation UV au niveau des 

fourches de réplication ainsi qu’au niveau des brèches d’ADNsb peuvent être réparées 

par RH (Limoli et al. 2005; Elvers et al. 2011; Eppink et al. 2011). De façon 

intéressante, la formation de CDB à partir d’une fourche de réplication bloquée ne peut 

avoir lieu par la voie NHEJ car dans ce cas, la cassure n’a qu’une seule extrémité.  

Néanmoins, il a également été proposé que les CDB induites par le blocage 

prolongé des fourches de réplication par les lésions UV sont cytotoxiques 

(Temviriyanukul et al. 2012) et même qu’elles sont à l’origine de l’induction de 

l’apoptose induite par les UV dans les cellules de mammifères (Dunkern & Kaina 2002; 

Batista et al. 2009). 

5. Cassures double-brin de l’ADN et la doxorubicine 

Par ailleurs, certaines drogues chimiothérapeutiques, comme la doxurubicine, 

induisent des CDB de l’ADN. δa doxorubicine est un antibiotique de type anthracycline 

couramment utilisé pour le traitement de cancers, comme les cancers du sein (Hurley 

2002).  
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Cet agent génotoxique agit sur la topoisomérase II (Topo-II) (Yue et al. 2012). 

La Topo-II est impliquée dans le relâchement de l’ADN via la formation de CDB, 

l’introduction de supertours négatifs puis ligature par une ligase. δa doxorubicine est 

capable de s’intercaler dans l’ADN et de se lier de façon covalente à cette molécule 

après le double clivage par la Topo-II, structure appelée complexe de clivage. Ceci 

stabilise le complexe de clivage et empêche ainsi la ligature des deux cassures simple-

brin (CSB) (Zunino & Capranico 1990; Hurley 2002). Lorsque cette structure bloque la 

progression des fourches de réplication et la transcription elle conduit à la formation de 

CDB (Figure 17) (Hurley 2002, Yue et al. 2012 ). 

 

Figure 17. Mode d’action de l’inhibiteur de la topoisomérase II (Topo-II), doxorubicine. 
Normalement, la Topo-II provoque une CDB transitoire, insère des supertours négatifs et 
religue la CDB afin de réduire le superenroulement de l’ADN (à gauche). En présence de la 
doxorubicine, le complexe de clivage est stabilisé, ce qui empêche sa religature. Après la 
rencontre de ce complexe stabilisé avec des fourches de réplication ou l’ARN polymérase, cela 
conduit à la formation définitive de  CDB (Adapté de Willmore et al. 2004). 

La protéine DNA-PK, cruciale pour la voie de réparation de CDB NHEJ (Figure 

14), joue un rôle particulièrement important dans la réparation de CDB induites par des 

inhibiteurs de la Topo-II. En effet, elle peut être impliquée dans la résistance de cellules 

cancéreuses à l’induction de l’apoptose par des inhibiteurs de la Topo-II (Willmore et 

al. 2004) et en particulier de la doxorubicine (Friesen et al. 2008).  
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Bien que l’inhibition de la Topo-II par la doxorubicine soit le mode d’action le 

mieux connu de cette drogue chimiothérapeutique, elle induit également des dommages 

oxydatifs sur l’ADN (Keizer et al. 1990). La doxorubicine est en fait un agent 

intercalant de l’ADN non spécifique de la Topo-II et peut par conséquent provoquer des 

pontages inter-brins ainsi que des adduits de l’ADN (Hurley 2002, Swift et al. 2006). 

6. Apoptose 

Le principe de l’utilisation de drogues chimiothérapeutiques est l’induction 

d’une quantité importante de lésions au niveau de l’ADN des cellules cancéreuses afin 

d’induire leur mort cellulaire programmée, l’apoptose. De la même façon, lorsqu’une 

cellule normale d’un organisme présente un excès de lésions, elle est conduite vers la 

voie apoptotique afin d’éviter qu’elle accumule des mutations et devienne ainsi une 

cellule cancéreuse. 

δ’apoptose est considérée une mort régulée, programmée, en opposition à la 

nécrose qui peut impliquer un groupe de cellules ou même un tissu dont les membranes 

plasmiques sont lysées, libérant ainsi le contenu intracellulaire dans le milieu, ce qui 

peut activer une réponse inflammatoire. δ’apoptose implique de façon schématique des 

cellules isolées dont la chromatine nucléaire est compactée et marginalisée avant d’être 

fragmentée. Le cytoplasme se condense et les éléments du noyau (ADN fragmenté) et 

du cytoplasme sont protégés par une enveloppe membranaire issue de la convolution 

des membranes cytoplasmique et nucléaire, constituant ainsi les corps apoptotiques. 

Ceux-ci sont ensuite phagocytés par des macrophages. δ’intégrité des membranes étant 

conservée au cours du processus apoptotique, il n’y a pas de réaction inflammatoire. Il 

existe deux voies d’activation de l’apoptose, la voie extrinsèque qui implique des 

récepteurs membranaires et la voie intrinsèque qui met en jeu la mitochondrie. Les 

dommages de l’ADN activent en particulier la voie intrinsèque (Hengartner 2000, 

Pustisek & Situm 2011).  

δes différentes étapes de la voie de l’apoptose sont médiées par des caspases, 

qui sont des protéases à cystéine, activées de façon spécifique au cours l’apoptose. Ces 

protéases clivent d’autres protéines au niveau de résidus juste après un résidu aspartate. 

δa spécificité des caspases est due à la séquence des ζ résidus à l’extrémité amino-

terminale du site de clivage. Le clivage par des caspases peut être à l’origine de 

l’activation de protéines. D’ailleurs les propres caspases sont en réalité des enzymes 

zymogènes et sont activées suite à leur clivage par une autre caspase. La voie de 
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l’apoptose est donc médiée par une cascade d’activation de caspases (Martin et al. 2012). 

Une autre enzyme caractéristique de l’apoptose dont l’activation dépend de caspases est 

la DNase responsable du clivage de l’ADN entre nucléosomes au cours de l’apoptose, la 

CAD (de l’anglais, caspase-activated DNase) (Hengartner 2000, Widlak & Garrard 

2009). 

Tous les processus impliqués dans la voie de l’apoptose sont régulés par des 

caspases et par conséquent, l’inhibition de ces protéines, qu’elle soit par ARN 

interférence ou par des inhibiteurs de caspases, conduit à la suppression de l’apoptose 

(Hengartner 2000, Carvalho et al. 2010). 

Objectifs de la thèse 

δ’objectif principal de mon travail de thèse était d’étudier l’implication de 

l’ADN polymérase Ș (PolȘ) dans des cellules déficientes en réparation par excision de 

nucléotides exposées à une faible dose d’UVC. 

Tout d’abord, je me suis intéressée à la réponse aux dommages de cellules 

déficientes en NER irradiées à faible dose d’UVC. En effet, mon objectif était d’évaluer 

les conséquences moléculaires et cellulaires de la persistance des lésions UV dans le 

génome mais sans qu’elles soient cytotoxiques. Nous avons vu que les principaux types 

de lésions de l’ADN provoqués par les rayons UV sont les CPD et les 6-4PP. Bien que 

les CPD soient formés en plus grande quantité que les 6-4PP, ceux-ci provoquent une 

déformation beaucoup plus prononcée que les CPD. Ceci a principalement deux 

conséquences : les 6-4PP sont plus rapidement détectés par la machinerie de réparation 

et sont ainsi éliminés en 3-ζ heures après l’irradiation ν par contre s’ils persistent ils 

seront plus difficilement tolérés que les CPD. εon premier objectif était d’évaluer les 

effets de la persistance des lésions UV provoquées par une faible dose d’UVC sur la 

prolifération cellulaire, le cycle cellulaire et formation de ȖHβAX lorsque la cellule est 

capable de survivre. Ainsi nous avons choisi de travailler avec des cellules déficientes 

uniquement en GGR, les cellules XP-C. Elles présentent l’avantage d’être incapables de 

réparer les lésions présentes dans l’ADN non codant, et par conséquent la grande 

majorité des lésions, et de ne pas être extrêmement sensibles à l’irradiation UV, comme 

les cellules XP-A par exemple. Les cellules XP-C représentent donc un bon modèle 

cellulaire pour étudier les réponses aux dommages de l’ADN provoqués par les rayons 

UV. 
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Dans un deuxième temps, je me suis intéressée à l’implication de PolȘ dans la 

survie des cellules XP-C. En effet, dans une cellule où la NER est fonctionnelle, nous 

avons vu que l’absence de PolȘ ne conduit qu’à une légère sensibilisation des cellules. 

Dans ce cas, les 6-4PP sont rapidement réparés par la NER et les CPD, plus lentement 

réparés par la NER, sont répliqués par l’action de concert d’autres polymérases de 

translésion. Par ailleurs, si l’implication de PolȘ dans la tolérance des CPD est établie, 

elle reste controversée pour les 6-4PP. En effet, nous avons vu que différentes études 

ont montré que PolȘ est capable d’insérer le premier nucléotide face à un θ-4PP et jouer 

ainsi le rôle de Pol d’insertion au niveau de la réplication de ces lésions. Par contre, un 

travail récent sur des fibroblastes embryonnaires de souris a proposé que le rôle de PolȘ 

se limite principalement à la réplication des CPDs et n’est pas impliqué dans celui des 

6-4PP présents dans le génome. Par conséquent, l’implication de PolȘ dans la tolérance 

des 6-ζPP présents dans le génome est encore controversée. Afin d’évaluer la 

contribution de PolȘ dans la prise en charge des θ-4PP dans le génome de cellules 

humaines, nous avons décidé d’établir un modèle de fibroblastes humains déficients à la 

fois en XPC et PolȘ. Plus précisément, l’expression du gène XPV codant PolȘ serait 

réduite de façon stable par des vecteurs dérivés du virus d’Epstein-Barr portant une 

séquence de shRNA spécifique dans les cellules XP-C utilisées dans la première partie 

de l’étude. δ’extinction de PolȘ devrait être validée d’un point de vue fonctionnel. A 

partir de ce modèle, mon objectif était d’évaluer l’effet de l’absence de PolȘ dans la 

prolifération, cycle cellulaire et formation de ȖHβAX ainsi que de cassures de l’ADN 

dans les cellules XP-C irradiées à faible dose d’UVC.  

 

Par ailleurs, les protéines impliquées dans la NER et PolȘ prennent en charge 

différents types de dommages, autres que ceux provoqués par les rayons UV, comme 

ceux induits par des drogues chimiothérapeutiques. Nous nous sommes intéressés en 

particulier à l’intervention des protéines PolȘ et XPA dans la réponse aux dommages 

induits par la doxorubicine. Plus précisément, nous voudrions savoir si l’absence de ces 

protéines aurait une conséquence au niveau de la prolifération, du cycle cellulaire, de la 

formation de ȖHβAX ainsi que de l’induction de l’apoptose et de la nécrose dans les 

cellules humaines traitées avec des doses cliniques de doxorubicine.  
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I. Lignées et culture cellulaire 

J’ai utilisé des fibroblastes humains transformés par l’antigène T du virus simien 

40 (SV40) XP4PA (Daya-Grosjean et al. 1987) et XP30RO (Cleaver 1989) issus de 

biopsies de peau de patients atteints respectivement de XP du groupe C et V. Ces 

fibroblastes seront nommés respectivement cellules XP-C et XP-V tout au long de ce 

manuscrit. Les fibroblastes MRC5-SV (Jacobs et al. 1970) issus de poumon fœtal 

humain et des cellules XP4PA dont la mutation du gène XPC a été corrigée par 

recombinaison homologue (cellules XP-C+) ont été utilisés comme témoin. 

Les cellules ont été cultivées à 37ºC en incubateur dans une atmosphère CO2 à 

η%, en milieu essentiel minimum d’Eagle de Dulbecco (DεEε, δGC Biotecnologia, 

Cotia, SP, Brésil) complété avec 10% de sérum de veau fœtal (SVF, Cultilab, 

Campinas, SP, Brésil), 0,1 mg/mL de pénicilline, 0,1 mg/mL de streptomycine, 0,25 

mg/mδ d’amphotéricine B (Gibco, δife Technologies, Carlsbad, CA, USA) et κ µg/mδ 

de tylosin (Sigma-Aldrich, Saint Louis, MO, USA).  

δ’expression du gène POLH a été réprimée via l’utilisation de vecteurs dérivés 

du virus d’Epstein Barr (pEBV) portant des séquences de shRNA (short hairpin RNA) 

et le gène de résistance à l’hygromycine B (Biard et al. 2005; Biard 2007). Nous avons 

utilisé deux vecteurs pEBV portant une séquence de shRNA dirigée contre l’ARN 

messager (ARNm) codant l’ADN polymérase Ș (PolȘ). δe vecteur pEBV BD10ζη porte 

un shRNA qui cible le cadre ouvert de lecture (en anglais, open reading frame, ORF) de 

l’ARNm de PolȘ alors que le vecteur pEBV BD10ζι cible la région non traduite en γ’ 

de cet ARNm (en anglais, γ’ untranslated region, γ’UTR) (Bétous et al. 2009; Rey et 

al. 2009). Les fibroblastes XP-C ont été transfectés avec l’agent transfectant FuGENE 

HD (Promega, Madison, WI, USA). Les populations et les clones contenant les vecteurs 

ont été sélectionnés avec 1βηµg/ml d’ hygromycine B (Invitrogene, δife Technologies) 

et ils ont été maintenus en culture en présence de cet antibiotique. Le clone pour lequel 

la répression de l’expression de PolȘ a été la plus efficace a été choisi pour la suite de 

l’étude et nous l’avons nommé « XP-C/PolȘKD ». En parallèle, les fibroblastes XP-C et 

XP-C+ ont été transfectés avec un vecteur pEBV contrôle (shCTL) portant une séquence 

de shRNA avec deux mésappariements. Les populations transfectées de façon stable ont 

été sélectionnées puis maintenues en présence d’hygromycine B. Toutes les expériences 

avec les cellules XP-C/PolȘKD ont été réalisées avec les cellules contrôle XP-C shCTL 

et XP-C+ shCTL. 
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II.  Traitements 

Les cellules en croissance exponentielle ont été ensemencées 16 heures avant 

l’irradiation. Pour l’irradiation aux UVC, les cellules sont lavées au PBS (de l’anglais, 

phosphate buffered saline) incubé préalablement à 37ºC puis exposées à un irradiateur 

UVC (254 nm). A partir de la puissance de la lampe UVC mesurée par un radiomètre 

VLX 254 (exprimée en mW.cm-²), nous calculons le flux exprimé en J.m-2. s-1. 

δ’exposition pendant différents temps correspond à des irradiations à diverses doses 

d’UVC. J’ai travaillé avec un flux de 0,1 J.m-2. s-1. Après l’irradiation, les cellules ont 

reçu du milieu DεEε complet frais avant d’être remises à l’étuve pendant différents 

temps de récupération. 

Lorsque les cellules ont été exposées à la fois aux rayons UVC et à la caféine 

(Sigma-Aldrich), du milieu complet frais avec caféine à une concentration finale de 1 

mM a été ajouté aux cellules immédiatement après leur irradiation. La caféine a été 

préparée dans du PBS à partir d’une solution stock de ιι,β mε, gardée à température 

ambiante après avoir été filtrée pour des conditions stériles.  

III.  Prolifération cellulaire 

Toutes les lignées cellulaires ont été ensemencées à une densité de 5.104 cellules 

par puits de plaques 6-puits, sauf les cellules XP-C/PolȘKD qui ont été ensemencées à 

105 cellules par puits. Les cellules ont été incubées pendant 72 heures après 0, 2, 5 et 10 

J/m² de rayons UVC et comptées à l’aide d’un compteur de cellules et particules (Z1 

Coulter Particle Counter, Beckman Coulter, Brea, CA, USA), après avoir été 

soigneusement lavées au PBS. La prolifération cellulaire a été exprimée en pourcentage 

du contrôle non irradié.  

La prolifération cellulaire en absence de traitement a été suivie en temps réel 

grâce à un système appelé xCELLigence system (Roche, Basel, Switzerland). Les 

cellules XP-C et XP-C/PolȘKD ont été ensemencées à 3500 cellules par puits dans une 

plaque de 96 puits contenant des microélectrodes (E-Plate, Roche). δ’impédance de 

chaque puits a été ainsi mesurée toutes les heures pendant 96 heures après 

l’ensemencement. A partir de la valeur de l’impédance, le logiciel détermine l’index 

cellulaire qui est directement proportionnel au nombre de cellules adhérées par puits. 

Afin d’évaluer la sensibilité des cellules aux rayons UVC et à la caféine, les 

cellules ont été ensemencées à 2.104 cellules par puits de plaques 12-puits et leur 

prolifération ιβ heures après l’irradiation en présence ou en absence de caféine a été 
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déterminée grâce au test colorimétrique XTT (Cell Proliferation Kit II, XTT, Roche) 

selon les instructions du fabricant. Brièvement, 400 µL de solution XTT ont été mises 

en contact avec les cellules pendant 2 heures à 37ºC. Cette solution change de couleur 

en fonction de l’activité mitochondriale et, par conséquent, selon le nombre de cellules 

viables. δ’absorbance a été mesurée à ζ9β et θη0 nm et les résultats finaux 

correspondent à la différence entre ces deux mesures. La prolifération cellulaire a été 

exprimée en pourcentage du contrôle non irradié. 

IV.  Immunofluorescence  

Dans des plaques 6 puits, 8.104 cellules par puits ont été ensemencées sur des 

lamelles stériles. Différents temps après l’irradiation, les cellules ont été lavées au PBS 

puis fixées au paraformaldéhyde 4% pendant 10 minutes. Les cellules ont ensuite été 

perméabilisées pendant 10 minutes dans du tampon Triton (0,5% de Triton X-100, 20 

mM de Hepes KOH, pH 7,9, 50 mM de NaCl, 3 mM de MgCl2 et 300 mM de sucrose). 

δes cellules ont été incubées dans la solution d’hybridation BSA-T (3% de BSA, bovine 

sérum albumine, 0,05% de Tween-20, Sigma-Aldrich) avant d’être hybridées à 

température ambiante avec un anticorps primaire anti-ȖH2AX (Millipore, Billerica, MA, 

USA) dilué au 1/10000ème dans du BSA-T pendant 2 heures. Après plusieurs lavages au 

BSA-T, les cellules ont été hybridées avec un anticorps secondaire Alexa Fluor 

(Invitrogen) de chèvre anti-souris couplé à une molécule fluorescente, Texas Red (TxR, 

594 nm, rouge) dilué au 1/1000ème pendant 1 heure dans le noir. Les lamelles ont été 

fixées sur des lames à l’aide d’une solution de montage (Vectashield mounting medium, 

Vector laboratories) contenant un intercalant fluorescent bleu de l’ADN, le ζ’,θ’ di 

amidino Phenyl lndole (DAPI). Les lames ont été ainsi conservées à 4°C pendant la 

première nuit, puis à -20°C.  

Les cellules ont été observées grâce au microscope Zeiss Axio Imager ZI à 

l’objectif à immersion dans l’huile 100x et prises en photo par une caméra digitale. Pour 

chaque expérience, près de 100 cellules ont été observées par lame. Chaque point 

clairement distinguable est considéré comme un foyer, structure formée par le 

recrutement et accumulation de protéines à un site donné (Misteli & Soutoglou 2009). 

Les cellules contenant plus de quinze foyers ȖHβAX ont été considérées positives pour 

cette histone phosphorylée étant donné que même en absence de traitement, les cellules 

normales et déficientes présentent une dizaine de foyers ȖHβAX.  
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Pour les irradiations locales, des filtres contenant des micropores de 5µm de 

diamètre (Millipore) ont été placés sur les lamelles à travers lesquels les cellules ont été 

irradiées. Des filtres ont également été placés pour les contrôles non irradiés. Pour le 

marquage des lésions provoquées par les rayons UVC, 6-4PPs et CPDs, le protocole 

suivi a été le même que pour le marquage ȖH2AX avec une étape supplémentaire de 

dénaturation de l’ADN avec βε de HCδ (acide chloridrique) pendant 10 minutes à 

γι°C avant l’hybridation avec les anticorps primaires dirigés contre ces dommages. 

Pour le marquage de cellules en réplication, nous avons introduit 3µM de BrdU 

(Bromodeoxyuridine, analogue de la thymine, Sigma-Aldrich) dans le milieu 

immédiatement après l’irradiation locale. Puis nous avons procédé à 

l’immunomarquage des cellules en phase S avec un anticorps anti-BrdU comme décrit 

ci-dessus. Les anticorps utilisés pour les irradiations locales ont été les suivants : anti-

CPD and anti-6-4PP de souris (Cosmo Bio Co., Ltd, Tokyo, Japan) dilués au 1/200ème,  

anti- ȖH2AX de lapin (ab-2893 Abcam, Cambridge, MA, USA) au 1/100ème, anti-

BrdU de souris (Dako, Danemark) et anti-RPA p34 de souris (Neomarkers, Fremont, 

CA, USA) au 1/2000ème. 

V. Cytométrie en flux (analyses de cycle cellulaire, ȖH2AX et SubG1) 

Les cellules ont été ensemencées à 1,5.105 cellules par plaque de 60 mm. 

Différents temps après traitement, les cellules adhérées ont été détachées par l’action de 

la trypsine et ajoutées aux cellules mourantes détachées présentes dans le milieu de 

culture. Les cellules ont été fixées avec 1% de formaldéhyde sur glace, lavées au PBS, 

resuspendues dans une solution glaciale de ι0% d’éthanol et gardées à -20ºC pendant au 

moins 24 heures. Après une étape de blocage et de perméabilisation avec le tampon 

BSA-Triton (0,2% de Triton X-100, 1% de BSA dans du PBS), les échantillons ont été 

incubés avec l’anticorps primaire anti-ȖHβAX de souris (εillipore) dilué au 1/η00ème 

pendant une nuit à 4ºC. Les cellules ont été lavées deux fois au tampon BSA-Triton puis 

incubées avec un anticorps secondaire (Sigma-Aldrich) anti-souris FITC (fluorescein 

iso-thiocyanate) dilué au 1/200ème pendant 1 heure à température ambiante dans le noir. 

Après deux lavages, l’ADN a été marqué avec β0 µg/mδ d’iodure de propidium (PI), 

200 ȝg/mL de RNase A (Invitrogen) et 0,1% de Triton X-100 dans du PBS pendant 40 

minutes à température ambiante.  

Pour l’analyse du cycle cellulaire et de la réplication de l’ADN en particulier, les 

cellules ont été traitées, incubées pendant les temps indiqués et marquées avec 10 µM 
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de BrdU pendant 20 minutes avant la collecte des cellules. Les cellules ont alors été 

détachées par la trypsine, lavées deux fois au PBS, fixées avec ιη% d’éthanol glacial 

puis gardées à -β0ºC pendant au moins une nuit. δa veille de l’acquisition des données, 

les échantillons ont été incubés avec pepsine (14 µM, 250 U/mg, 1,5%  HCl 2 M dans 

l’eau, Sigma-Aldrich) pendant 20 minutes à 37ºC puis avec HCl 2M pendant encore 20 

minutes à température ambiante. Les cellules ont ensuite été lavées au PBS puis 

perméabilisées avec le tampon Bu (0,5% de SVF, 0,5% de Tween-20, 20 mM de Hepes 

dans du PBS), avant l’incubation avec l’anticorps anti-BrdU (Dako) dilué au 1/100ème 

pendant 1 heure. Les échantillons ont ensuite été lavés puis incubés pendant 30 minutes 

avec l’anticorps secondaire anti-souri FITC au 1/200ème.  Enfin, l’ADN a été marqué 

avec PI comme décrit ci-dessus. 

δ’acquisition des données a été faite par Guava Flow Cytometer et les analyses 

ont été effectuées avec le logiciel CytoSoft Data Acquisition and Analysis Software 

(Millipore). Au moins 5000 cellules ont été comptées par échantillon. 

VI.  Western Blot 

Les culots de cellules ont été obtenus après trypsinisation des cellules, centrifugation 

pendant 1 minute à 10 000 rpm, à 4°C et un lavage au PBS froid. Ils ont ensuite été 

resuspendus dans un volume de tampon de lyse (50 mM de Tris pH 7,5, 20 mM de 

NaCl, 1 de mM MgCl2, 0,1% SDS, anti-protéases (Cocktail Set III, Calbiochem, 

Merck, White House Station, NJ, USA) auquel une nucléase, la benzonase (Novagen, 

Merck) a été ajoutée pour une concentration finale de 0,25 U/µL juste avant son 

utilisation. Les cellules ont ainsi été lysées pendant 20 minutes à 4°C puis centrifugées 

pendant 10 minutes à 13000 rpm à 4°C. Les surnageants contenant les protéines 

extraites ont été gardés et des aliquotes de chaque échantillon ont été utilisées pour la 

quantification de la concentration en protéines par Bradford. Les protéines ont été 

dénaturées pendant 10 minutes à 90°C avec du tampon laemmli 4X (187,5 mM de Tris-

HCl, 125 mM de DTT, 6% de SDS, 30% de glycérol et 0,03% de bromophénol blue). 

δ’équivalent de β0 µg de protéines par échantillon ont été séparés par sodium dodecyl 

sulfate polyacrylamide gel electrophoresis (SDS-PAGE). Après transfert des protéines 

sur une membrane de nitrocellulose (GE Healthcare, Waukesha, WI, USA), et son 

blocage avec une solution de lait 5%, les membranes ont été hybridées avec des 

anticorps dirigés contre les protéines d’intérêt : anti-Pol Ș (ab-17725Abcam), anti-XPC 

(ab-6264 Abcam) et anti-GAPDH (sc-32233 Santa Cruz, Santa Cruz, CA, USA).  
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VII.  Test des comètes en conditions alcalines et neutres 

Afin de détecter des cassures de l’ADN (conditions alcalines), 105 cellules ont 

été ensemencées dans des plaques de 35 mm. Juste après ou 24 heures après le 

traitement, les cellules ont été détachées par la trypsine et resuspendues dans 180 µL 

d’agarose à un point faible de fusion (en anglais low melting point, LMP) à 37 ºC. Les 

cellules ont alors été étalées de façon homogène sur deux lames de microscope 

recouvertes avec 1,η% de gel d’agarose et puis immédiatement couvertes avec des 

lamelles. Afin de solidifier l’agarose δεP,  les lames ont été placées à ζºC pendant 10 

minutes. Après avoir retiré soigneusement les lamelles, les cellules ont été lysées 

pendant une nuit à ζºC dans une solution de lyse (β,η ε de NaCl, 100 mε d’EDTA, 10 

mM de Tris, puis 1% de Triton X-100 et 10% de dimethyl sulfoxide, DMSO, pH 10 

ajoutés juste avant son utilisation). Les lames ont ensuite été placées horizontalement 

dans une cuve d’électrophorèse remplie de tampon alcalin froid (300 mM de NaOH, 1 

mε d’EDTA, pH > 1γ) pendant βη minutes. δ’électrophorèse a été réalisée pendant βη 

minutes à 25 V et 300 mA. Pour la détection uniquement des cassures double-brin de 

l’ADN par le test des comètes en conditions neutres, après la lyse pendant la nuit, les 

lames ont été lavées trois fois avec un tampon neutre froid d’électrophorèse (γ00 mε 

d’acétate de sodium, 100 mε de Tris, pH 8,η ajusté avec de l’acide acétique). δes 

lames ont été placées pendant 1 heure horizontalement dans ce tampon neutre avant 

l’électrophorèse pendant encore 1 heure à 1ζ V et 1β mA. Ensuite, dans les deux 

conditions, alcalines et neutres, les lames ont été neutralisées avec trois lavages de 5 

minutes avec un tampon de neutralisation (0,4 M de Tris, pH 7,5) puis fixées avec 

éthanol 100% glacial. δes lames ont été marquées avec un intercalant de l’ADN le 

bromure d’éthidium et observées au microscope à fluorescence (Axiovert β00, Zeiss). 

Au moins 100 comètes par lame ont été analysées avec le logiciel Comet Assay IV 

software (Perceptive instruments).  δes corps apoptotiques n’ont pas été pris en compte. 

VIII.  Statistiques 

Les différences statistiquement significatives ont été évaluées par test t ou two-

way ANOVA suivie du test de Bonferroni par le logiciel Prism 5 (GraphPad Software 

Inc., CA, USA).  
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I)  L’ADN polymérase Ș est cruciale pour la survie des cellules 

humaines XP-C irradiées à une faible dose d’UVC 

 

1.  Étude des réponses aux lésions provoquées par les rayons UVC dans des 

cellules humaines XP-C 
 

Mon objectif était d’étudier les réponses cellulaires et moléculaires aux lésions 

de l’ADN induites par les rayons UV dans des cellules humaines. Étant donné que, dans 

un contexte où la NER est fonctionnelle, les 6-4PP sont rapidement éliminés, nous 

avons décidé d’utiliser des cellules déficientes en réparation du génome global (GGR). 

Mon étude concerne donc les réponses de la cellule à la persistance dans le génome des 

deux lésions majeures induites par les rayons UVC, les CPD et les 6-4PP. 

 

1.1. Conséquences d’une irradiation à faible dose d’UVC sur la 

prolifération, le cycle cellulaire et la fragmentation de l’ADN des cellules 

XP-C 

 

Tout au long de mon travail, j’ai utilisé les fibroblastes humains transformés par 

le virus simien 40 (SV40) : les cellules XP-C déficientes en GGR et les cellules témoins 

fonctionnelles en NER (MRC5 et XP-C+, NER+) (Figure 18). La première étape de mon 

travail a été de déterminer la dose d’UVC adéquate pour notre étude, c’est-à-dire la dose 

qui a un effet sur la prolifération des cellules XP-C mais qui leur permet néanmoins de 

survivre malgré leur hypersensibilité aux rayons UV.  

 

Figure 18. Détection de la protéine XPC endogène par western blot. 

Tout d’abord, je me suis intéressée à la prolifération des cellules suite à 

l’exposition à différentes doses d’UVC (Figure 19). Les lignées NER+ et XP-C ont été 

irradiées à β, η et 10 J/m² d’UVC et les cellules ont été comptées ιβ heures après UV. 
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La prolifération de chaque type cellulaire après ces expositions est exprimée en 

pourcentage du contrôle non irradié et représentée dans la Figure 19. 

La prolifération de la lignée cellulaire XP-C a été affectée dès 2 J/m² 

d’irradiation, dose à laquelle les cellules ont néanmoins atteint 65% du contrôle non 

irradié. δ’altération de la multiplication de ces cellules était dose-dépendante et les 

expositions à η et 10 J/m² d’UVC ont réduit la prolifération à respectivement β9% et 

16% du contrôle. 

Par contre, les cellules NER+ n’ont eu leur taux de prolifération altéré qu’après 

10 J/m² (80% du contrôle). J’ai donc obtenu un effet sur la prolifération des cellules XP-

C à partir d’une faible dose d’UVC, 2 J/m². A cette dose, les fibroblastes XP-C irradiés 

réussissent néanmoins à se multiplier jusqu’à ιβ heures malgré la présence des lésions 

(5.104 cellules à t=0, 3.105 cellules 72 h après une irradiation à 2 J/m²). Nous avons 

donc choisi 2 J/m² pour la suite de notre étude. 
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Figure 19. Prolifération des cellules NER+ et XP-C 72 heures après irradiation à 
différentes doses d’UVC (2, 5 et 10 J/m²). Les résultats sont exprimés en pourcentage du 
contrôle non irradié. Chaque point représente la moyenne et les barres d’erreur correspondent à 
l’erreur standard d’au moins trois expériences réalisées de façon indépendante. δa significativité 
des différences entre les cellules XP-C et XP-C+ est indiquée (**P < 0,01; ***P < 0,001) 

Ensuite, je me suis demandée si les cellules XP-C continueraient à proliférer au-

delà de 72 heures après 2 J/m² ou si elles seraient bloquées à cause des lésions non 

réparées. J’ai donc évalué la prolifération des cellules NER+ et XP-C après irradiation à 

2 J/m² tous les jours pendant une semaine (Figure 20). En parallèle, la prolifération de 

ces cellules en absence de traitement a également été suivie. Toutes les lignées 

cellulaires ont un taux de prolifération comparable, c'est-à-dire environ une division 
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toutes les 24 heures, bien que les cellules XP-C aient présenté une prolifération 

légèrement plus rapide. Comme le montre la Figure 20, le ralentissement de la 

prolifération des fibroblastes XP-C irradiés est détectable à partir de 48 heures après UV 

alors que les cellules témoins NER+ ne présentent aucune altération de leur 

prolifération après ce traitement. De plus, entre 72 et 168 heures après irradiation, la 

prolifération des cellules XP-C reste quasiment constante, environ 60% du contrôle non 

irradié. Donc, malgré la persistance des lésions non réparées dans leur génome, les 

cellules XP-C continuent de proliférer plus d’une semaine après traitement.  
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Figure 20. Prolifération des cellules MRC5, XP-C+ et XP-C au cours du temps après 0 et 2 
J/m² d’UVC. Les cellules ont été comptées 24, 48, 72, 96, 120, 144 et 168 h après traitement. 
Chaque point représente la moyenne et les barres d’erreur correspondent à l’erreur standard d’au 
moins trois expériences réalisées de façon indépendante. La significativité des différences entre 
0 et 2 J/m² pour les cellules XP-C est montrée (***P < 0,001).  

 

Les fibroblastes XP-C irradiés à 2 J/m² sont donc ralentis à partir de 48 heures 

après exposition aux UVC par rapport à leur contrôle non irradié. Cependant, ces 

cellules parviennent à poursuivre leur prolifération. Puisque la seule différence entre les 
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cellules isogéniques XP-C+ et XP-C est la déficience en GGR de ces dernières, il est 

possible de conclure que ce sont les lésions induites par les UVC, qui sont à l’origine du 

ralentissement de la prolifération des cellules XP-C. 

 

Ce ralentissement pouvait être le reflet d’un arrêt du cycle cellulaire et /ou de 

l’induction de mort cellulaire. Pour lever cette ambiguïté, j’ai étudié le cycle cellulaire 

des cellules XP-C par cytométrie en flux à différents temps après 2 J/m² (Figures 21 à 

23).  

 

Les cellules ont été exposées à 2 J/m² puis marquées avec un analogue de la 

thymine, le BrdU, juste avant la collecte. J’ai ensuite analysé par cytométrie en flux les 

cellules marquées avec un anticorps anti-BrdU et un intercalant de l’ADN, l’iodure de 

propidium (PI) qui permet de mesurer le contenu en ADN. Les cellules en phase Gap 2 

(Gβ) sont les cellules qui contiennent le double de quantité d’ADN (ζN chromosomes) 

par rapport aux cellules en Gap 1 (G1, 2N chromosomes). Les cellules positives pour le 

marquage au BrdU et ayant un contenu en ADN de 2N à 4N chromosomes sont les 

cellules en phase de synthèse de l’ADN (phase S, réplication de l’ADN) (voir Figure 

β1). δ’analyse des cellules ainsi marquées permet de quantifier précisément le 

pourcentage de cellules dans chaque phase du cycle. Le marquage des cellules avec le 

BrdU permet en plus d’évaluer la phase de synthèse de l’ADN de façon très précise. Il 

est possible de déterminer si les cellules sont bloquées en phase S, lorsque la fraction de 

cellules traitées ayant incorporé le BrdU est plus importante que celle du contrôle non 

traité. De plus, en fonction du contenu en ADN (entre 2N et 4N), nous pouvons même 

déterminer si le blocage a lieu en début, fin ou tout au long de la phase S. Par ailleurs, il 

est également possible d’évaluer la progression des fourches de réplication. En effet, si 

l’incorporation de BrdU (en ordonnée) n’est pas maximale, c’est-à-dire au même niveau 

que celle observée en absence de traitement, alors, les fourches de réplication sont 

perturbées et ne sont pas capables d’incorporer  correctement le BrdU. 
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Figure 21. Cycles cellulaires des fibroblastes NER+ et XP-C aux temps courts après 
l’exposition à 2 J/m². δes graphiques représentent l’incorporation de BrdU, analogue de la 
thymine en fonction du contenu en ADN. Les trois phases du cycle sont indiquées dans le 
premier graphique en haut à gauche. Cette expérience a été faite 2 fois et des graphiques 
représentatifs sont montrés. En haut à droite de chaque graphique, la distribution correspondante 
des cellules dans les phases du cycle observée uniquement par le marquage du contenu en ADN 
par PI est indiquée. 

La distribution des cellules NER+ et XP-C dans les phases du cycle cellulaire 

après β J/m² a été évaluée à différents temps (Figures β1 à βγ). Tout d’abord, j’ai 

observé qu’en absence de traitement, les cellules XP-C avaient la même distribution que 

les cellules témoins dans les différentes phases du cycle.    

D’après la Figure β1, nous observons une diminution de l’incorporation de BrdU 

(en ordonnée) β0 minutes après l’exposition aux UVC dans les lignées cellulaires NER+ 

et XP-C par rapport à leurs contrôles non irradiés, ce qui est en accord avec le fait 

reconnu que les lésions bloquent la réplication, et donc l’incorporation de BrdU. Dans 

les cellules XP-C et XP-C+, ce ralentissement de la réplication est plus faible 2 heures 

après UV et, ι heures après irradiation, l’incorporation de BrdU est comparable à celle 

des cellules non irradiées. Par ailleurs, d’après la quantification du pourcentage de 

cellules dans chacune des phases du cycle (Figure 23), les cellules XP-C et XP-C+ se 

sont accumulées en phase S 7 heures après UV. En effet, 64 et 67% respectivement de 
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cellules XP-C et XP-C+ ont été détectées en phase S 7 heures après UV comparés à 49% 

de cellules en phase S pour les deux lignées en absence de traitement. Donc, en ce qui 

concerne les temps courts (jusqu’à ι heures) après l’exposition à β J/m², je n’ai pas 

observé de différence prononcée dans les cycles cellulaires entre les fibroblastes 

isogéniques XP-C et XP-C+. Un résultat similaire a été observé pour les cellules MRC5, 

bien qu’à ι heures, la diminution de l’incorporation de BrdU soit encore détectable et 

l’accumulation de cellules en phase S ne soit pas aussi marquée que celles des cellules 

XP-C et XP-C+ (59% de cellules en phase S 7 heures après traitement par rapport à 49% 

en absence de traitement). Cette disparité entre les cellules MRC5 par rapport aux 

lignées XP-C, XP-C+ peut être due à la différence de fond génétique.   

Cependant, βζ heures après l’irradiation, les cellules εRC5 et XP-C+ ont 

récupéré un cycle cellulaire normal, alors que les cellules XP-C se sont accumulées en 

phase G2 (24% contre 12% des cellules en G2, 24 heures après UVC et sans traitement 

respectivement) (Figures 22 et 23). De plus, à ce temps le pourcentage de cellules XP-C 

en phase S était identique en présence et en absence de traitement avec respectivement, 

50 et 48% de cellules en réplication. Donc, en réponse à une irradiation avec 2 J/m² 

d’UVC, les cellules XP-C se sont arrêtées en phase G2 alors que la réplication de l'ADN 

avait procédé normalement. Cet arrêt du cycle cellulaire des cellules XP-C était encore 

détectable ιβ heures après l'exposition à β J/m² d’UVC, bien que moins important (24% 

de cellules en G2 à 24 heures et 15% à 72 heures). Il est intéressant de noter que, 24 

heures après une dose plus élevée d’UVC (η J/m²), les cellules XP-C se sont clairement 

accumulées à la fin de la phase S ainsi qu’en phase G2 (Figure 22). 

Par ailleurs, j’ai quantifié le pourcentage de cellules en phase Sub-G1 24, 48 et 

ιβ heures après l’exposition aux UVC (données non montrées) et j’ai constaté que 

seulement à 72 heures, les fibroblastes XP-C ont présenté une fraction de cellules en 

Sub-G1. Ceci correspond à des cellules dont le contenu en ADN est inférieur à celui des 

cellules en G1, et par conséquent à des cellules avec un ADN fragmenté. Cette stratégie 

est souvent utilisée pour évaluer l’induction d’apoptose (de Lima-Bessa et al. 2008) car, 

en effet, une des étapes de cette mort programmée consiste dans la fragmentation du 

matériel génétique. D’après la Figure βγ, l’irradiation avec β J/m² d’UVC n’a pas induit 

d’apoptose dans les cellules NER+ ιβ heures après, alors que j’ai détecté un faible 

niveau de fragmentation de l'ADN (8,5% de Sub-G1) dans les cellules XP-C irradiées.  
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Figure 22. Cycles cellulaires des fibroblastes NER+ et XP-C aux temps longs après 
l’exposition à 2 J/m². δes graphiques représentent l’incorporation de BrdU en fonction du 
contenu en ADN. Les trois phases du cycle sont indiquées dans le premier graphique en haut à 
gauche. Cette expérience a été faite 3 fois individuellement et des graphiques représentatifs sont 
montrés. En haut à droite de chaque graphique, la distribution correspondante des cellules dans 
les phases du cycle observée uniquement par le marquage du contenu en ADN par PI est 
indiquée. 

 

Figure 23. Distribution dans les phases du cycle cellulaire des cellules NER+ et XP-C à 
différents temps après 2 J/m². Les histogrammes représentent la moyenne des pourcentages de 
cellules dans chaque phase du cycle obtenus à partir du co-marquage de BrdU et du contenu en 
ADN réalisé au moins 2 fois de façon indépendante. Le contrôle non irradié (NI) correspondant 
au temps 24 heures est indiqué. La fraction de cellules en Sub-G1 est indiquée 72 heures après 2 
J/m². 
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δ’ensemble de ces résultats indique que, dans les fibroblastes XP-C, l’exposition 

à 2 J/m² conduit à une diminution de la prolifération de ces cellules. Celle-ci s’explique 

essentiellement par un arrêt temporaire de leur cycle cellulaire en phase G2, et, dans une 

moindre mesure, par l’induction de mort cellulaire. 

 

1.2. Etude de la phosphorylation de la serine 139 de l’histone H2AX 

(formation de ȖH2AX) dans les cellules XP-C irradiées aux UVC 

 

 δ’histone HβAX est phosphorylée au site de la sérine 1γ9, formant ȖHβAX, au 

voisinage de cassures de l'ADN simple-brin (CSB) et des cassures double-brin (CDB) 

(Rogakou et al. 1998; Rogakou et al. 1999; Vrouwe et al. 2011). La formation de 

ȖHβAX est donc couramment utilisée comme marqueur de ces types de dommages. 

Cependant, il a été montré que l'irradiation aux UVC induit également la formation de 

ȖHβAX en réponse à la présence d’ADN simple-brin (ADNsb), qu’il soit formé au 

moment de l’excision du brin endommagé pendant la NER (Marti et al. 2006; 

Matsumoto et al. 2007), suite à l’incision d’un brin de l’ADN par une endonucléase, 

comme Ape1 (Vrouwe et al. 2011) ou encore au niveau des fourches de réplication 

bloquées (Ward & Chen 2001; Limoli et al. 2002; Cleaver 2011). Donc, afin 

d’approfondir l’étude des effets de l’exposition à une faible dose d’UVC dans des 

cellules déficientes en GGR, la phosphorylation de H2AX a été étudiée dans des 

cellules XP-C asynchrones.  

 

1.2.1. Etude de la formation de ȖH2AX au niveau des lésions 6-4PPs 

et CPDs après une irradiation locale aux UVC  

Tout d'abord, j’ai cherché à déterminer si la phosphorylation de H2AX se 

produisait précisément aux sites endommagés par les rayons UVC. Les cellules ont été 

irradiées à 1η0 J/m² d’UVC à travers des filtres contenant des micropores (dite 

irradiation locale) suivie par une analyse en immunofluorescence des lésions 6-4PPs ou 

CPDs et de ȖHβAX. Cette stratégie permet d’observer la formation des lésions au 

niveau de sites restreints du noyau qui ont été en effet irradiés et d’évaluer ainsi le 

recrutement ou des modifications post-traductionnelles de protéines à ces sites irradiés. 

δorsque les cellules ont été fixées tout de suite après l’irradiation, j’ai pu établir qu’il 
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n’y avait pas de formation de ȖHβAX immédiatement après irradiation dans les cellules 

NER+ et XP-C, bien que les lésions 6-4PPs et CPDs étaient déjà détectables (Figure 

24). Par contre, 2 heures après l’irradiation à 1η0 J/m² d’UVC, plus de 80% des lésions 

6-4PPs et CPDs ont co-localisé avec ȖH2AX dans toutes les lignées cellulaires. À 7 

heures post exposition aux UVC, les lignées compétentes en NER ne présentaient plus 

de lésion 6-4PP, en accord avec la rapide réparation de ces photoproduits alors que 70% 

des CPDs ont co-localisé avec ȖHβAX. Néanmoins, dans les cellules XP-C, la quasi-

totalité des lésions, à la fois 6-4PPs et CPDs, ont co-localisé avec ȖH2AX (Figure 24). 

 

 

Figure 24. Co-localisation de ȖH2AX avec les photoproduits CPD et 6-4PP aux sites 
irradiés localement avec 150 J/m² d’UVC. Les cellules NER+ et XP-C ont été irradiées à 
travers des filtres contenant des micropores et les formations de ȖHβAX et des CPD (à gauche) 
et des 6-4PP (à droite) ont été observées par immunofluorescence aux temps indiqués. Les 
photos sont représentatives d’au moins deux expériences indépendantes.  

 Nous pouvons ainsi conclure que (i) ȖHβAX n'est pas un marqueur direct de 

photoproduits puisqu’il n’y a pas de marquage sous l’action directe des rayons UV, 

mais (ii) la phosphorylation de H2AX est induite en réponse à la présence de CPDs et 6-

4PPs dans le génome. 
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1.2.2. Etude de la formation de ȖH2AX en réponse à une faible dose 

d’UVC 

 

Afin d’évaluer la phosphorylation de l’histone HβAX après irradiation à faible 

dose d’UVC, les fibroblastes MRC5 et XP-C ont été irradiés à 2 J/m² d’UVC et la forme 

phosphorylée de H2AX a été marquée par immunofluorescence. A la différence du 

marquage de ȖHβAX après irradiation locale (Figure βζ), en réponse à une irradiation 

dite globale, c’est-à-dire sans l’utilisation des filtres, le marquage de ȖHβAX est observé 

sous la forme de points dans tout le noyau (Figure 25). Et, chaque point clairement 

distinguable est considéré comme un foyer, structure formée par le recrutement et 

accumulation de protéines à un site donné (Misteli & Soutoglou 2009). Etant donné que 

les fibroblastes transformés par le virus SVζ0 ont des foyers ȖHβAX en condition 

basale, seuls les noyaux présentant plus de 1η foyers ȖHβAX ont été considérés comme 

positifs pour le marquage de ȖHβAX (Figure 25).  

 

Figure 25. Immunofluorescence de ȖH2AX dans les cellules MRC5 et XP-C 24 heures 
après 2 J/m² d’UVC. Des photos représentatives de trois expériences individuelles sont 
montrées. 

 

A partir de l’observation microscopique des foyers ȖHβAX des cellules MRC5 

et XP-C, j’ai quantifié le pourcentage de cellules positives pour ȖHβAX à différents 

temps après exposition aux UVC. La cinétique obtenue à 2 J/m² pour les deux lignées 

cellulaires est représentée dans la Figure 26.  
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Figure 26. Quantification des cellules positives pour ȖH2AX 10 minutes, 2, 7 et 24h après 2 
J/m² d’UVC visualisées par immunofluorescence. Les cellules présentant plus de 15 foyers 
ȖH2AX ont été considérées comme positives. Chaque point correspond à la moyenne d’au 
moins deux expériences indépendantes. Les erreurs standards sont représentées. La 
significativité des différences entre les cellules MRC5 et XP-C est indiquée (**P < 0,01; ***P < 
0,001). 

 

Dans les deux types cellulaires, il y a eu une augmentation de plus de 50% de 

cellules positives pour ȖHβAX entre 10 minutes et β heures post UV. Cependant, la 

proportion de cellules XP-C positives pour ȖHβAX a continué d’augmenter entre 2 

heures et 24 heures suivant l’irradiation jusqu’à atteindre ικ% de cellules positives pour 

ȖHβAX, alors que le pourcentage de cellules εRCη positives pour ȖH2AX a diminué 

avec le temps et est revenu à sa valeur initiale à 24 heures post UV (Figure 26).  

 

Par ailleurs, j’ai pu quantifier la formation de ȖHβAX induite par les UV dans 

les cellules NER+ et XP-C grâce à la technique de cytométrie de flux (Figure 27). A 

partir du contrôle non irradié (0 J/m²), j’ai défini une fenêtre au-dessus de laquelle les 

cellules étaient considérées comme positives pour le marquage de ȖHβAX. J’ai exclut 

les cellules en Sub-G1 (dans les fenêtres à gauche) et j’ai donc déterminé le pourcentage 

de cellules vivantes positives pour ȖHβAX (dans la fenêtre en haut à droite) par rapport 

à la totalité de cellules vivantes (fenêtres à droite, en haut et en bas). 
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Figure 27. Formation de ȖH2AX après irradiation aux UVC détectée par cytométrie de 
flux. Les cellules MRC5, XPC+ et XP-C ont été marquées pour ȖHβAX à différents temps après 
exposition à 2 J/m² d’UVC ou en absence d’irradiation. Des fenêtres ont été définies pour 
chaque contrôle non irradié, à partir desquelles les pourcentages de cellules vivantes positives 
pour ȖHβAX ont été déterminés. Des graphiques représentatifs d’au moins β expériences 
individuelles sont montrés. 

La cinétique du pourcentage de cellules NER+ et XP-C positives pour ȖHβAX 

obtenue à 2 J/m² est montrée dans la Figure 28.  
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Figure 28.  Quantification de la formation de ȖH2AX dans les cellules NER+ et XP-C 
exposées à 2 J/m² au cours du temps par cytométrie de flux. Chaque point correspond à la 
moyenne (± s.e.m.) d’au moins deux expériences indépendantes. La significativité des 
différences entre les cellules XP-C+ et XP-C est indiquée (*P < 0,05; ***P < 0,001). 
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J’ai observé que, jusqu’à β heures après β J/m² d’UVC, le niveau de ȖHβAX 

était augmenté dans toutes les lignées étudiées. Il a diminué dans les cellules NER+ 

jusqu’à atteindre son niveau basal βζ heures après UV mais il a continué d’augmenter 

dans les fibroblastes XP-C et a persisté jusqu’à au moins βζ heures après irradiation. Il 

est à noter que les pourcentages obtenus à 0 heure après exposition sont comparables à 

ceux en absence d’irradiation (voir Figure 27). En effet, j’ai déterminé des fenêtres qui 

n’annulaient pas totalement le pourcentage de cellules positives pour ȖHβAX, afin de 

mimer la quantité basale de foyers ȖHβAX dans les cellules non traitées observée en 

immunofluorescence. Ces résultats sont donc qualitativement identiques à ceux obtenus 

par quantification des foyers ȖHβAX observés par immunofluorescence (Figure 25). 

J’ai donc montré par deux techniques différentes, l’immunofluorescence et la 

cytométrie de flux, que l’irradiation aux UVC conduit à la formation de ȖHβAX dans 

les lignées cellulaires NER+ et XP-C mais de façon plus importante au cours du temps 

dans ces dernières. Considérant que ces cellules ne sont pas capables d’éliminer les 

dommages provoqués par les UV, la phosphorylation de H2AX est donc liée à la 

présence des lésions provoquées par ce traitement.  

 

1.2.3. Etude de la formation de ȖH2AX en réponse aux rayons UVC 

en fonction du cycle cellulaire  

Afin de mieux comprendre la formation de ȖHβAX induite par une faible dose 

d’UVC dans les fibroblastes humains, nous avons déterminé ensuite dans quelles phases 

du cycle cellulaire l’exposition aux UV induit la phosphorylation de H2AX.   

 

En co-marquant ȖHβAX avec un anticorps anti-ȖHβAX et le contenu en ADN 

par l'iodure de propidium (PI), j’ai pu déterminer la formation de ȖHβAX en fonction du 

cycle cellulaire par cytométrie de flux (Figure 29). J’ai défini des fenêtres pour chaque 

phase du cycle cellulaire en fonction du contenu en ADN. Ceci m’a permis d’évaluer le 

marquage de ȖHβAX séparément dans chacune des phases du cycle (Figure 30).  
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Figure 29. Formation de ȖH2AX en fonction des phases du cycle cellulaire après 
irradiation aux UVC. Distribution des cellules MRC5, XPC+ et XP-C marquées pour ȖHβAX 
dans les phases du cycle à différents temps après l’exposition à 2 J/m² d’UVC ou en absence 
d’irradiation. Des fenêtres ont été définies pour chaque contrôle non irradié, à partir desquelles 
les pourcentages de cellules positives pour ȖHβAX ont été déterminés. Des graphiques 
représentatifs d’au moins β expériences individuelles sont montrés. 

Afin de mieux évaluer la formation de ȖHβAX, le marquage obtenu pour chaque 

phase du cycle en absence de traitement, considéré ainsi comme le niveau basal, est 

représenté en même temps que ceux obtenus après traitement. Ainsi un décalage vers la 

droite du pic de cellules marquées correspond à la formation de  ȖHβAX (Figure 30). 

Dans les fibroblastes NER+, β heures après l’exposition à β J/m², le marquage de 

ȖHβAX a augmenté dans les cellules en phases S et G2, et de façon plus importante en 

phase S, ainsi que dans une minorité de cellules en G1 (Figure 30). Une tendance 

similaire a été observée pour les cellules XP-C en phases S et G2, mais un signal plus 
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fort de ȖHβAX a également été observé dans la totalité des cellules en phase G1, en 

particulier à des temps plus tardifs. En fait, 24 heures après l'irradiation aux UVC, les 

cellules XP-C ont présenté une augmentation significative du marquage de ȖHβAX dans 

toutes les phases du cycle cellulaire, en opposition aux fibroblastes NER+. Le signal de 

ȖHβAX dans les cellules XP-C a diminué 72 heures après l’exposition dans toutes les 

phases du cycle cellulaire, sans toutefois revenir au niveau de base (Figure 30). Ces 

résultats démontrent que la persistance de lésions induites par les UVC dans les cellules 

XP-C entraîne la phosphorylation de H2AX, qui ne se limite pas à une phase du cycle 

cellulaire spécifique. 

 

Figure 30. Distribution des cellules marquées pour ȖH2AX dans les phases du cycle 
cellulaire à différents temps après irradiation aux UVC. Distribution des cellules MRC5, 
XPC+ et XP-C marquées pour ȖHβAX dans chaque phase du cycle à différents temps après 
l’exposition à 2 J/m² d’UVC ou en absence d’irradiation. δes graphiques obtenus en absence 
d’irradiation pour les cellules εRCη ou au moment de l’irradiation à β J/m² pour les cellules 
XP-C+ et XP-C sont montrés en noir et ceux obtenus β, ι, βζ ou ιβ heures après l’irradiation 
sont représentés en gris. Des graphiques représentatifs d’au moins β expériences individuelles 
sont montrés. 
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J’ai confirmé une partie de ces résultats par immunofluorescence en co-

marquant le BrdU incorporé par les cellules en réplication et ȖH2AX après une 

irradiation locale de 150 J/m² d’UVC. δe marquage de ȖH2AX a été observé dans des 

noyaux positifs et négatifs pour le BrdU (résultat non montré). Par conséquent ȖH2AX a 

été formé à la fois dans des cellules en réplication et dans des cellules en une autre 

phase du cycle cellulaire que celle de synthèse d’ADN. 

 En résumé, les rayons UVC induisent la formation de ȖH2AX dans toutes les 

phases du cycle cellulaire dans les cellules déficientes en NER, et ce, de façon 

persistante au cours du temps jusqu`à au moins βζ heures après l’exposition. De plus, à 

ce temps, les cellules XP-C irradiées s’accumulent en phase Gβ du cycle cellulaire, 

malgré une progression normale de la réplication. 

 

2. Étude de lignées cellulaires déficientes en XPC et/ou en PolȘ en réponse aux 

rayons UVC  

 

Un des objectifs de notre travail portait sur l’étude de l’importance de l’ADN 

polymérase Ș (PolȘ) dans la survie de cellules humaines déficientes en GGR exposées à 

une faible dose d’UVC. Afin de mieux répondre à cela, j’ai établi une lignée cellulaire 

stable déficiente à la fois en protéines XPC et PolȘ. Et, j’ai évalué les réponses 

cellulaires et moléculaires de ces cellules ainsi que celles des lignées déficientes 

uniquement en XPC ou en PolȘ à β J/m² d’UVC. 

  

2.1 Etablissement de clones XP-C dont l’expression de l’ADN polymérase Ș est 

réduite par des vecteurs pEBV-shRNA  

 

J’ai établi une lignée stable de fibroblastes humains déficients à la fois en XPC 

et PolȘ. δa stratégie a consisté à réprimer l’expression du gène POLH dans les cellules 

XP-C avec un siRNA (small interfering RNA) spécifique. Les siRNA sont des séquences 

d’ARN complémentaires à l’ARN messager (ARNm) codant la protéine d’intérêt et, 

leur hybridation conduit à leur dégradation grâce à un système endogène de régulation 

d’expression de gènes. Nous avons utilisé des vecteurs dérivés du virus d’Epstein-Barr 

(pEBV) portant un gène codant une séquence shRNA (short hairpin RNA) dont la prise 

en charge par la machinerie enzymatique cellulaire conduit à la formation d’une 
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séquence de siRNA. Ces vecteurs sont réplicatifs et stables, ce qui nous a permis de 

réprimer de façon physiologique et stable dans le temps le gène cible. En effet, les 

vecteurs pEBV portent l’origine de réplication latente et une séquence codante la 

protéine EBNA-1 de l’EBV, ce qui maintient le plasmide sous forme épisomale i.e. non 

intégrée dans le génome. Par conséquent, il n’y a pas de risque d’intégration aléatoire 

dans une séquence d’un gène vital. De plus, la réplication de ce vecteur a lieu une fois 

par cycle cellulaire, garantissant un faible nombre de copies par cellule. Ceci représente 

un avantage dans la mesure où un nombre trop important de copies de plasmides par 

cellule peut saturer la machinerie d’ARN interférence et provoquer des effets 

secondaires indésirables comme la mort de la cellule (Biard et al. 2005; Biard 2007).  

 La transfection de cellules avec des vecteurs est faite via l’utilisation d’agents 

transfectants et elle est plus difficile lorsqu’il s’agit de cellules primaires. εême si 

celles-ci représentent un meilleur modèle cellulaire, nous avons effectué cette étape de 

l’étude à partir de cellules transformées qui sont plus facilement transfectables. D’où 

notre choix de travailler avec des cellules transformées dès la première partie du projet, 

pour pouvoir comparer directement les différentes lignées cellulaires simples-et double- 

déficientes. 

Tout d’abord, j’ai transfecté les fibroblastes XP-C utilisés dans l’étude 

précédente avec deux vecteurs pEBV portant deux séquences différentes de shRNA 

dirigé contre l’ARNm codant la protéine PolȘ. δe vecteur pEBV BD10ζη porte un 

shRNA qui cible le cadre ouvert de lecture de l’ARNm de PolȘ alors que le vecteur 

pEBV BD1047 cible la région non traduite en γ’ de cet ARNm (Bétous et al. 2009; Rey 

et al. 2009). Les deux vecteurs contiennent en plus une cassette portant un gène dont 

l’expression confère une résistance à un antibiotique, l’hygromycine B. δes cellules 

effectivement transfectées par ces vecteurs ont été sélectionnées grâce à la mise en 

culture en présence de cet antibiotique. En parallèle, j’ai sélectionné les cellules XP-C et 

XP-C+ transfectées avec un vecteur pEBV portant un shRNA contrôle (shCTL). 

Ensuite, j’ai validé la réduction du niveau d’expression de la protéine PolȘ 

(Figure γ1). J’ai vérifié que le vecteur portant le shCTδ ne modifie pas l’expression de 

cette protéine par rapport aux cellules XP-C non transfectées. La sélection de cellules 

XP-C transfectées avec le vecteur pBD10ζη m’a permis d’obtenir une population de 

cellules dont l’expression de PolȘ a été significativement réduite par rapport aux 

cellules d’origine, comme le montre le western blot (Figure γ1, gauche). Néanmoins, 

j’ai observé par immunofluorescence que cette population était hétérogène et que toutes 
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les cellules n’étaient pas « éteintes » pour l’expression de PolȘ (Figure γ1, droite). J’ai 

donc isolé des clones afin de pouvoir travailler avec un modèle homogène et choisir 

ceux dans lesquels le niveau d’extinction de PolȘ était maximal. 

 

Figure 31. Validation de la réduction de l’expression de PolȘ dans les cellules XP-C par 
western blot (gauche) et immunofluorescence (droite). 
 

J’ai isolé des clones à partir des populations de cellules XP-C transfectées avec les 

vecteurs pBD10ζη et pBD10ζι et j’ai évalué leur niveau d’extinction de PolȘ par 

western blot et immunofluorescence (Figure γβ). D’après la Figure γβ, nous pouvons 

observer que le niveau d’expression de PolȘ était nettement réduit dans un des clones 

étudiés, le clone XP-C pBD10ζη clone 1. Il a ainsi été choisi pour l’étude de la 

contribution de PolȘ dans la survie des cellules XP-C et a été nommé XP-C/PolȘKD. 

 

Figure 32. Détermination de l’efficacité de l’inactivation du gène POLH dans les 
différents clones isolés par western blot (gauche) et immunofluorescence (droite). Le clone 
pour lequel l’expression de PolȘ a été la plus réduite est indiqué par les deux flèches.  
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 En résumé, j’ai réussi à mettre au point un modèle clonal inédit de fibroblastes 

humains déficients à la fois en XPC et en PolȘ. Ces cellules ont été cultivées pendant 

plus de 200 jours et l'efficacité de l'inactivation du gène POLH a été régulièrement 

vérifiée par western blot. Elles présentent un phénotype en culture tout à fait 

comparable à celui d’autres fibroblastes humains tels que les cellules parentales 

isogéniques XP-C. εalgré l’importance de ces protéines impliquées respectivement 

dans le syndrome du xeroderma pigmentosum de groupe C et V, les cellules déficientes 

à la fois en XPC et en PolȘ sont donc viables en l'absence de dommages exogènes. 

Néanmoins, nous n’avons réussi à isoler qu’un seul clone satisfaisant, ce qui corrobore 

le rôle crucial de ces deux protéines dans des cellules humaines.  

2.2  Étude des effets de l’irradiation à une faible dose d’UVC sur les cellules 

XP-C/PolȘKD 

2.2.1 Les cellules humaines déficientes en XPC et PolȘ présentent 

les deux phénotypes XP-C et XP-V et sont très sensibles à 

l'irradiation aux UVC 

 

J’ai ensuite étudié les fibroblastes humains double-déficients XP-C/PolȘKD 

(Figure 33). Il est important de préciser que toutes les expériences avec ces cellules ont 

été faites en parallèle avec les cellules isogéniques XP-C et XP-C+ portant un shRNA 

contrôle (shCTL), même lorsque « shCTL » n’est pas précisé dans les figures.  

 

 

Figure 33. Les cellules XP-C/PolȘKD sont déficientes en XPC et en PolȘ. δ’expression 
endogène des protéines XPC et PolȘ a été détectée par western blot dans les cellules XP-V, XP-
C, XP-C+ et XP-C/PolȘKD 

Tout d’abord, j’ai observé, pendant la culture, que le clone XP-C/PolȘKD avait 

une vitesse de prolifération plus lente que celle des cellules parentales XP-C. Afin de 

vérifier cela, la prolifération de ces cellules a été analysée en temps réel grâce à un 
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système qui permet de suivre l’impédance électrique à travers des microélectrodes 

intégrées en dessous de chaque puits (xCelligence system, Roche). À partir de 

l’impédance, l’index cellulaire est déterminé par un logiciel. Cette donnée correspond à 

l’espace du puits occupé par les cellules. δ’index cellulaire est donc directement 

proportionnel au nombre de cellules dans un puits. J’ai ainsi évalué l’index cellulaire 

des cellules XP-C/PolȘKD et des cellules XP-C en absence de traitement toutes les 

heures environ, jusqu’à 9θ heures (Figure γζ). Et, j’ai ainsi confirmé que les XP-

C/PolȘKD prolifèrent plus lentement que les cellules isogéniques XP-C. Ceci est en 

accord avec des résultats publiés précédemment avec des cellules U2OS (lignée de 

cellules humaines d’ostéosarcome) dont l'expression de PolȘ a été réduite par le même 

pEBV-shRNA (Rey et al. 2009). 
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Figure 34. Prolifération des cellules XP-C et XP-C/PolȘKD en absence de traitement. 
δ’index cellulaire de ces deux lignées cellulaires a été suivi en temps réel par xCelligence 
system. 

Par ailleurs, la caractéristique du phénotype XP-V (déficience en PolȘ dans un fond 

NER+) est l’hypersensibilisation des cellules XP-V aux UV après addition de caféine 

(Lehmann et al. 1975; Cleaver 1989). Afin d’évaluer si le niveau d’expression de PolȘ 

était suffisamment faible, j’ai donc étudié la prolifération des cellules XP-C/PolȘKD 

exposées à différentes doses d’UVC en présence de 1 mM de caféine. Comme nous 

l’avons vu, les cellules XP-C sont très sensibles aux UVC et leur prolifération est 

fortement affectée déjà après exposition à 5 J/m² (Figure 19). Afin de pouvoir observer 

un éventuel effet de la caféine sur les cellules isogéniques XP-C/PolȘKD, j’ai décidé de 
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tester l’effet combiné des rayons UVC et de la caféine uniquement à des faibles doses 

d’UVC (1, β et γ J/m²). Dans un premier temps, j’ai vérifié d’une part, que les 

conditions choisies permettaient d’observer la sensibilisation des cellules XP-V aux 

UVC par la caféine et d’autre part, que la prolifération des cellules XP-C+ n’était pas 

atteinte par ce double traitement (Figure 35). En effet, la prolifération des cellules XP-

C+ irradiées n’a pas été affectée par la présence de caféine et est restée constante autour 

de 95% du contrôle non irradié quelque soit la dose d’UVC, en présence et en absence 

de caféine. Cependant, la prolifération des cellules XP-V a été réduite de presque moitié 

lorsque la caféine a été ajoutée aux cellules exposées à 1 J/m² (82% du contrôle non 

irradié en absence de caféine et ζθ% en présence de caféine). Suite à l’exposition à β 

J/m², cet effet a été encore plus prononcé avec 74% de cellules par rapport au contrôle 

en absence de caféine contre 19% du contrôle en présence de caféine. Donc, les cellules 

naturellement déficientes en PolȘ ont été fortement sensibilisées par la présence de 

caféine dès l’exposition à 1 J/m². 
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Figure 35. Prolifération cellulaire 72 heures après différentes doses d’UVC en présence ou 
en absence de 1 mM de caféine (CAF). La prolifération des cellules XP-C+ et XP-V a été 
évaluée par le test XTT et est représentée en pourcentage par rapport au contrôle non irradié 
correspondant. Chaque point représente la moyenne (± s.e.m.) de 3 expériences indépendantes. 
La significativité des différences entre l’irradiation aux UVC en présence et en absence de 
caféine dans les cellules XP-V est indiquée (***P < 0,001). 

 

D’après la Figure γθ, la présence de la caféine a également diminué la prolifération 

des cellules XP-C/PolȘKD dès la dose de 1 J/m² par rapport à celle des cellules exposées 

uniquement aux UVC. En effet, les cellules XP-C/PolȘKD ont présenté une prolifération 
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à ιη% du contrôle non irradié en réponse uniquement à l’exposition à 1 J/m² contre βη% 

en présence en plus de caféine. δ’effet de la caféine sur ces cellules double-déficientes a 

été encore plus prononcé après 2 J/m² où la caféine a provoqué une réduction de 90% 

dans la prolifération cellulaire par rapport à celle en absence de caféine. Par contre, la 

prolifération des cellules XP-C n’a pas été affectée par la présence de caféine après 1 

J/m² (94% et 86% du contrôle respectivement en absence et présence de caféine après 1 

J/m²). Néanmoins, à partir de 2 J/m², la prolifération de ces cellules a été modifiée par 

ce double traitement. À cette dose, la prolifération des cellules XP-C a été réduite de 

50% lorsque la caféine a été ajoutée au milieu de culture (Figure 36). Ces résultats 

montrent que le niveau d’expression de PolȘ dans les cellules XP-C/PolȘKD est 

suffisamment faible pour que la caféine aggrave leur sensibilité aux UV, comme elle le 

fait pour les cellules XP-V. Par conséquent, ces résultats confirment fonctionnellement 

l’extinction de PolȘ dans les fibroblastes humains XP-C.  
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Figure 36.  Prolifération cellulaire 72 heures après différentes doses d’UVC en présence ou 
en absence de 1 mM de caféine (CAF). La prolifération des cellules XP-C et XP-C/PolȘKD a 
été évaluée par test XTT et est représentée en pourcentage par rapport au contrôle non irradié 
correspondant. Chaque point représente la moyenne (± s.e.m.) de 3 expériences indépendantes. 
δa significativité des différences entre l’irradiation aux UVC en présence et en absence de 
caféine dans les cellules XP-C et XP-C/PolȘKD est indiquée (**P < 0,01; ***P < 0,001). 

Ensuite, j’ai caractérisé les conséquences de l’extinction de PolȘ dans les 

réponses cellulaires et moléculaires des cellules XP-C. Tout d’abord,  j’ai pu constater 

lors de l’étude de prolifération des cellules irradiées en présence et en absence de 

caféine (Figure 36), que les cellules XP-C/PolȘKD présentaient une prolifération 

diminuée par rapport à celle des cellules XP-C en réponse uniquement aux UV. Afin de 

confirmer cette observation, les fibroblastes isogéniques XP-C et XP-C/PolȘKD  ont été 
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irradiés à β, η et 10 J/m² d’UVC et comptés 72 heures plus tard (Figure 37). Les 

résultats montrent clairement que la prolifération des cellules XP-C/PolȘKD a été 

beaucoup plus perturbée par l'irradiation aux UVC que celle des cellules XP-C. En effet, 

72 heures après 2 et 5 J/m² les cellules XP-C étaient respectivement à 69% et à 48% de 

leur contrôle non irradié alors que les cellules XP-C/PolȘKD étaient respectivement à 

45% et à 18% de leur contrôle non irradié. Après 10 J/m², les cellules XP-C étaient à 

près de 20% de leur contrôle alors que la quasi-totalité des cellules XP-C/PolȘKD étaient 

mortes (Figure 37).  
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Figure 37. Prolifération des fibroblastes XP-C+, XP-C et XP-C/PolȘKD 72 heures après 2, 5 
et 10 J/m² d’UVC. Chaque point représente la moyenne et les barres d’erreur correspondent à 
l’erreur standard d’au moins trois expériences réalisées de façon indépendante. La significativité 
des différences entre les cellules XP-C et XP-C+ ainsi que celle entre les cellules XP-C et XP-
C/PolȘKD sont indiquées (***P < 0,001). 

A partir de ce résultat obtenu pour le clone dont l’extinction de PolȘ était 

maximale par rapport aux autres clones isolés, je me suis demandée si l’inactivation du 

gène POLH obtenue dans ces autres clones (Figure 32) ne serait tout de même pas 

suffisante pour avoir un effet sur la diminution de l’expression de PolȘ. Et, d’après la 

Figure 38, le clone choisi (XP-C pBD1045 clone 1, XP-C/PolȘKD) a effectivement été le 

seul à présenter une diminution de la prolifération après exposition aux UVC par 

rapport aux cellules isogéniques XP-C. Ce résultat confirme que l’extinction de PolȘ 

doit être maximale pour que la cellule présente un phénotype associé. 
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Figure 38. Prolifération des différents clones isolés 72 heures après 2, 5 et 8 J/m² d’UVC. 
Chaque point représente le pourcentage de prolifération des cellules irradiées par rapport à celle 
du contrôle non irradié. 

La prolifération des cellules XP-C/PolȘKD était donc plus fortement altérée 72 

heures après exposition aux UVC que celle des fibroblastes XP-C. Néanmoins, ces 

cellules semblaient survivre aux plus faibles doses d’UVC testées, β et η J/m². Je me 

suis demandée quel serait l’effet de ces doses sur une période post UVC plus longue. 

J’ai donc étudié la prolifération cellulaire six jours après l’irradiation à ces β doses 

d’UV (Figure γ9). Et, j’ai pu constater que les cellules XP-C/PolȘKD n’ont survécu qu’à 

2 J/m².  

 

Figure 39. Prolifération des cellules XP-C/PolȘKD 6 jours après 2 et 5 J/m². Les cellules XP-
C/PolȘKD ont été fixées et colorées au crystal violet θ jours après l’exposition aux UVC. 
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J’ai quantifié la prolifération des fibroblastes XP-C+, XP-V (déficients en PolȘ), 

XP-C et XP-C/PolȘKD  θ jours après l’exposition à β J/m² (Figure 40). Comme attendu, 

un défaut en PolȘ sur un fond NER+ (cellules XP-V) sensibilise les cellules aux UVC 

(60% du contrôle non irradié) mais pas autant que les cellules XP-C déficientes en GGR 

(ββ% du contrôle). De plus, j’ai observé de nouveau que l’extinction de PolȘ dans les 

cellules XP-C a conduit à une sensibilité très importante de ces cellules même à une 

faible dose d’UVC avec une prolifération à θ% du contrôle non irradié  (Figure ζ0). Par 

conséquent, la sensibilisation des cellules XP-C par l’extinction de PolȘ observée à γ 

jours après exposition à 2J/m² (prolifération des cellules XP-C/PolȘKD à 65% de celle 

des fibroblastes XP-C) a été encore plus prononcée 6 jours après (prolifération des 

cellules XP-C/PolȘKD était à 27% de celle des fibroblastes XP-C). 
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Figure 40.  Prolifération des fibroblastes XP-C+, XP-V, XP-C et XP-C/PolȘKD 6 jours 
après l’exposition à 2 J/m² d’UVC. Les résultats sont exprimés en pourcentage du contrôle 
non irradié. 

Afin de mieux comprendre les effets de l’exposition aux UVC sur la 

prolifération des cellules XP-C/PolȘKD, j’ai analysé le cycle cellulaire et l’induction de 

la fragmentation de l’ADN de ces cellules irradiées avec β J/m² par cytométrie de flux.  

Tout d’abord, j’ai observé qu’en absence de traitement, les cellules XP-C/PolȘKD 

présentaient un cycle cellulaire comparable à celui des cellules isogéniques XP-C, 

malgré un taux de prolifération réduit (Figures 41-43 et 21). Jusqu’à ι heures après β 

J/m², les fibroblastes XP-V et XP-C/PolȘKD avaient une distribution dans les phases du 

cycle cellulaire (Figures 41 et 43) comparable à celle observée pour les cellules NER+ 

et XP-C (Figures 21 et 22). 
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Figure 41. Cycles cellulaires des fibroblastes XP-V et XP-C/PolȘKD aux temps courts après 
l’exposition à 2 J/m². δes graphiques représentent l’incorporation de BrdU en fonction du 
contenu en ADN. Les trois phases du cycle sont indiquées dans le premier graphique en haut à 
gauche Cette expérience a été faite 2 fois individuellement et des graphiques représentatifs sont 
montrés. En haut à droite de chaque graphique, la distribution correspondante des cellules dans 
les phases du cycle observée uniquement par le marquage du contenu en ADN par PI est 
indiquée. 

Néanmoins, 24 heures après 2 J/m², les fibroblastes XP-V se sont accumulés en 

phase S avec 11% de cellules en réplication en plus qu’en absence de traitement (θθ% 

versus 55%) (Figures 42 et 43). En outre, 72 heures après l'exposition aux UVC, les 

cellules XP-V ont présenté une légère accumulation de cellules en phase G2 (21% de 

cellules en G2 après irradiation versus 17% de cellules non traitées). De façon 

comparable, 24 heures après irradiation, les fibroblastes XP-C/PolȘKD se sont accumulés 

en phase S (58% de cellules en réplication après UVC et 45% en absence de traitement). 

Cependant, ces cellules se sont également accumulées en phase G2, comme les cellules 

isogéniques XP-C (Figure 22, 42 et 43). A 72 heures post UVC, les fibroblastes XP-

C/PolȘKD étaient toujours arrêtés en phase G2 (24% et 36% de cellules en G2, 

respectivement 24 et 72 heures après UVC, par rapport à 14% sans aucun traitement). 

De plus, l’incorporation du BrdU était totalement hétérogène, ce qui indique que la 

réplication de l'ADN était complètement perturbée 72 heures après 2 J/m² (Figure 42). 

Enfin, 24 heures après une dose plus élevée d’UVC (5 J/m²), les cellules XP-V se sont 

clairement accumulées en début de phase S, tandis que les cellules XP-C/PolȘKD ont 

présenté une accumulation accrue de cellules à la fois en phases S et G2 conjointement 

à une diminution drastique de l'incorporation de BrdU (Figure 42). 
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Figure 42. Cycles cellulaires des fibroblastes XP-V et XP-C/PolȘKD
 aux temps longs après 

l’exposition à 2 J/m². Cette expérience a été faite 3 fois individuellement et des graphiques 
représentatifs sont montrés. En haut à droite de chaque graphique, la distribution correspondante 
des cellules dans les phases du cycle observée uniquement par le marquage du contenu en ADN 
par PI est indiquée. 

En outre, 22% de cellules XP-C/PolȘKD ont été retrouvées en Sub-G1 72 heures 

après 2 J/m², alors qu'aucune fragmentation significative de l'ADN n'a été détectée dans 

les cellules XP-V irradiés (Figure 43).  

 

Figure 43. Distribution dans les phases du cycle cellulaire des cellules XP-V et XP-
C/PolȘKD

 à différents temps après 2 J/m². Les histogrammes représentent la moyenne des 
pourcentages de cellules dans chaque phase du cycle obtenus à partir du co-marquage de BrdU 
et du contenu en ADN réalisé au moins 2 fois de façon indépendante  Le contrôle non irradié 
(NI) correspondant au temps 24 heures est indiqué. La fraction de cellules en Sub-G1 est 
indiquée 72 heures après 2 J/m². 
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En résumé, j’ai réussi à valider l’extinction de PolȘ dans les cellules XP-

C/PolȘKD d’un point de vue fonctionnel. En effet, j’ai montré que l’extinction de PolȘ a 

provoqué, d’une part, une diminution de la prolifération des cellules XP-C en absence 

de traitement, et d’autre part, une sensibilisation de ces cellules à une exposition aux 

UVC par la caféine, caractéristique des cellules XP-V. Ensuite j’ai étudié les réponses 

aux dommages provoqués par les UVC de ces cellules déficientes en NER et en PolȘ. 

Tout d’abord, j’ai observé que la prolifération de ces cellules a été plus affectée par des 

faibles doses d’UVC que celle des cellules isogéniques XP-C. Par ailleurs, 24 heures 

après irradiation, les cellules XP-C/PolȘKD se sont accumulées à la fois en phases S et 

Gβ de leur cycle cellulaire, montrant ainsi qu’elles ont à la fois le phénotype d’une 

cellule XP-V et d’une cellule XP-C. Par contre, à la différence des lignées déficientes en 

NER ou en PolȘ, ιβ heures après UV, leur cycle cellulaire était complètement altéré. En 

effet, la progression des fourches de réplication était perturbée d’une part, et d’autre part 

l’arrêt en Gβ était encore plus prononcé qu’à βζ heures après l’irradiation. Enfin, à ce 

temps, l’exposition à β J/m² n’a induit une fraction significative de cellules en Sub-G1 

que dans les cellules XP-C/PolȘKD. 

 

2.2.2 L’exposition à une faible dose d’UVC induit des niveaux élevés de 

ȖH2AX dans les cellules XP-C/PolȘKD 

 

J’ai ensuite étudié le niveau de phosphorylation de H2AX dans les cellules 

humaines déficientes à la fois en XPC et en PolȘ. δa quantification du marquage de 

ȖHβAX au cours du temps après β J/m² par cytométrie de flux a montré que le nombre 

de cellules XP-C et XP-V positives pour ȖHβAX étaient similaires aux différents temps 

étudiés (Figure 44). A 24 heures post UVC, respectivement 38% et 31% des cellules 

XP-C et XP-V étaient positives pour ce marquage alors que pratiquement deux fois plus 

de cellules XP-C/PolȘKD (θ0%) étaient positives pour ȖHβAX.  
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Figure 44. Quantification de la formation de ȖH2AX dans les cellules NER+, XP-C, XP-V 
et XP-C/PolȘKD exposées à 2 J/m² au cours du temps par cytométrie de flux. Chaque point 
correspond à la moyenne (± s.e.m.) d’au moins deux expériences indépendantes. Les 
significativités des différences entre les cellules XP-C et XP-V par rapport aux cellules MRC5 
ainsi que celle entre les cellules XP-C/PolȘKD et les cellules XP-C et XP-V sont indiquées (*P < 
0,05; ***P < 0,001). 

Le double marquage de ȖHβAX et du contenu en ADN m’a permis d’évaluer la 

formation de ȖHβAX en fonction des phases du cycle cellulaire (Figure 45). A partir du 

contenu en ADN, j’ai défini chaque phase du cycle. J’ai pu ainsi analyser la formation 

de ȖHβAX dans chacune des phases du cycle cellulaire (Figure 46). 

 

Dans les fibroblastes XP-V, le marquage de ȖHβAX a augmenté jusqu'à 24 heures 

après UVC dans les cellules en phase G2, dans une minorité de cellules en phase G1 et, 

de façon plus importante, dans les cellules en phase S (Figure 46). Ce marquage était 

presque indétectable 72 heures plus tard. Comme pour les cellules XP-C, les 

fibroblastes XP-C/PolȘKD ont présenté une augmentation du signal ȖHβAX dans toutes 

les phases du cycle cellulaire en réponse à β J/m² d’UVC (Figure 46). 

Toutefois, j’ai mis en évidence une population de cellules XP-C/PolȘKD présentant 

un marquage plus intense de ȖHβAX, qui se distingue clairement du reste des cellules 

marquées (Figure 46). Ce signal important de ȖHβAX a été décrit précédemment par 

Cleaver et coll., en tant que niveaux élevés de ȖHβAX (en anglais, high levels of 

ȖH2AX) (de Feraudy et al. 2010; Cleaver 2011). Cette population a été détectée à plus 

de 10e2 en log FITC (« hauts niveaux de ȖHβAX », Figure 46) et je l’ai observée, pour 

la première fois, dans les cellules XP-C/PolȘKD en phases S et G2 du cycle cellulaire 24 

heures après 2 J/m² (Figures 45 et 46). A ιβ heures après l’exposition, des cellules XP-

C/PolȘKD présentant des niveaux élevés de ȖHβAX ont été retrouvées dans toutes les 

phases du cycle (Figure 46). 
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Figure 45. Formation de ȖH2AX en fonction des phases du cycle cellulaire après 
irradiation aux UVC. Distribution des cellules XP-C, XP-V et XP-C/PolȘKD marquées pour 
ȖHβAX dans les phases du cycle à différents temps après l’exposition à βJ/m² d’UVC ou en 
absence d’irradiation. Des graphiques représentatifs d’au moins β expériences individuelles sont 
montrés. Le rectangle indique les cellules XP-C/PolȘKD présentant des niveaux élevés de 
ȖHβAX (« hauts niveaux de ȖHβAX »). 
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Figure 46. Distribution des cellules marquées pour ȖH2AX dans les phases du cycle 
cellulaire, différents temps après irradiation aux UVC. Les graphiques obtenus au moment 
de l’irradiation à β J/m² sont montrés en noir et ceux obtenus β, ι, βζ ou ιβ heures après 
l’irradiation sont représentés en gris. Des graphiques représentatifs d’au moins β expériences 
individuelles sont montrés. Les barres horizontales en gras indiquent les niveaux élevés de 
ȖHβAX (« hauts niveaux de ȖHβAX »). 

En résumé, une exposition à β J/m² d’UVC a conduit à la formation de ȖHβAX dans 

toutes les phases du cycle cellulaire des cellules XP-C/PolȘKD 24 heures après 

traitement. Néanmoins, j’ai détecté des cellules XP-C/PolȘKD présentant des niveaux 

élevés de ȖHβAX uniquement dans les phases S et G2. 
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2.2.3 L’exposition à une faible dose d’UVC induit des cassures simples- et 

double-brins de l’ADN dans les cellules XP-C/PolȘKD 

Afin de mieux comprendre la pertinence du marquage de ȖHβAX en termes de 

cassures de l'ADN, j’ai évalué la formation de cassures simples- (CSB) et doubles-brins 

(CDB) de l’ADN, grâce au test des comètes en conditions alcalines (dénaturantes pour 

l’ADN). Tout d’abord, j’ai voulu vérifier que, dans nos conditions expérimentales, 

l’exposition à β J/m² d’UVC ne provoquait pas directement de cassures de l’ADN 

(Figure ζι). J’ai ainsi réalisé le test des comètes immédiatement après l’irradiation des 

cellules XP-C+, XP-V, XP-C et XP-C/PolȘKD. Les résultats sont exprimés en moyenne 

des moments de la queue de la comète, le moment de la queue étant le produit de la 

longueur de la queue de la comète par la fraction d’ADN présent dans la queue de la 

comète par rapport à l’ADN total. Par conséquent, le moment de la queue est 

directement proportionnel à la quantité de cassures de l’ADN. D’après la figure ζι, il 

n’y a pas eu de différence entre les moments de la queue obtenus sans irradiation et 

après 2 J/m² pour aucune lignée cellulaire testée. Donc, comme attendu, les rayons UVC 

ne cassent pas directement l’ADN.  
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Figure 47. Détection de cassures de l’ADN immédiatement après exposition aux UVC par 
le test des comètes en conditions alcalines. Les histogrammes représentent la moyenne 
(±s.e.m) des moments de la queue obtenus à partir d’au moins β expériences indépendantes. 

Ensuite, j’ai évalué si une exposition aux UVC pourrait conduire à la formation 

de cassures de l’ADN. Et, ce test a été effectué dans les conditions pour lesquelles le 

marquage de ȖHβAX a été maximum pour les trois lignées cellulaires déficientes, c’est-

à-dire, βζ heures après une exposition à β J/m² d’UVC (Figure ζκ et ζ9).  
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Figure 48. Visualisation des comètes en conditions alcalines 24 heures après exposition à 2 
J/m² d’UVC. Toutes les quantifications des tests des comètes ont été effectuées à partir 
d’images comme celles montrées ici. 

En accord avec les données obtenues pour la formation de ȖHβAX, je n’ai pas 

détecté de cassures dans les cellules XP-C+. Par contre, dans les cellules XP-V et XP-

C/PolȘKD, l’induction de cassures due à l’exposition à β J/m² a été significative par 

rapport au contrôle non irradié (Figure 49). Cette induction a été plus importante dans 

les cellules XP-C/PolȘKD, le moment de la queue étant de 7,6 pour ces cellules et de 3 

pour les cellules XP-V (Figure ζ9). Cependant, de façon surprenante, je n’ai pas détecté 

de cassures de l’ADN dans les cellules XP-C (Figures 48 et 49), malgré le fort 

marquage de ȖHβAX observé βζ heures après irradiation à β J/m² d’UVC. 
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Figure 49. Détection de cassures de l’ADN 24 heures après exposition à 2 J/m² d’UVC par 
le test des comètes en conditions alcalines. Les histogrammes représentent la moyenne 
(±s.e.m) des moments de la queue obtenus à partir d’au moins β expériences indépendantes 
réalisées en triplicata. Les significativités des différences entre 0 et 2 J/m² pour les cellules XP-
V et XP-C/PolȘKD ainsi que celles entre ces deux cellules irradiées sont indiquées (*P < 0,05; 
***P < 0,001). 

En considérant que le test des comètes en conditions alcalines permet de détecter 

à la fois des cassures simples- et doubles-brins de l’ADN, j’ai réalisé le test des comètes 

en conditions neutres (non dénaturantes) afin d’évaluer uniquement la formation de 

CDB de l’ADN (Figure η0). Ce test a été effectué deux fois indépendamment en 

triplicata et, malgré les importantes barres d’erreur, j’ai observé à chaque fois une 

tendance à la formation de CDB dans les XP-C/PolȘKD irradiées, mais pas dans les 

fibroblastes XP-C et XP-V (Figure 50).  
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Figure 50. Détection de cassures double-brin de l’ADN 24 heures après exposition à 2 J/m² 
d’UVC par le test des comètes en conditions neutres. Les histogrammes représentent la 
moyenne (±s.e.m) des moments de la queue obtenus à partir d’au moins β expériences 
indépendantes réalisées en triplicata.  
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Le test des comètes en conditions neutres est limité par sa sensibilité (Olive & 

Banáth 2006). En effet, dans ce cas, les queues des comètes sont beaucoup plus courtes 

que celles observées en conditions alcalines à cause des conditions d’électrophorèse. Par 

conséquent, par rapport au test des comètes en conditions alcalines, les différences entre 

les échantillons traités et leur contrôle peuvent être plus subtiles et les erreurs standards 

plus importantes.  

Par ailleurs, étant donné que les conditions d’électrophorèse du test des comètes 

varient selon les conditions neutres ou alcalines (voir Matériel et Méthodes), je ne 

pouvais pas comparer la moyenne des moments des queues obtenue pour chaque 

condition afin de distinguer les CSB des CDB. De plus, j’ai observé une hétérogénéité 

dans la formation des cassures au sein des populations cellulaires exposées aux UVC 

(Figure 48). Par conséquent, l’expression des résultats en termes de moyenne des 

moments de la queue peut masquer des résultats significatifs. J’ai donc proposé une 

nouvelle stratégie pour analyser le test des comètes. 

Le logiciel que nous disposons au laboratoire évalue, pour chaque comète 

analysée, son contenu en ADN en plus de son moment de la queue. Afin de prendre en 

compte l’hétérogénéité de chaque échantillon, j’ai décidé de représenter le moment de la 

queue de chaque comète en fonction de son contenu en ADN (voir Figure 51). A partir 

du graphique obtenu pour le contrôle non traité, j’ai décidé de définir une fenêtre selon 

le même principe que l’analyse de données de cytométrie de flux afin de déterminer un 

pourcentage de « comètes avec queue ».  

 

Figure 51. Représentation individuelle de chaque comète par le moment de la queue en 
fonction du contenu en ADN. La fenêtre représentée par le trait horizontal me permet de 
définir le pourcentage de « comètes avec queue ». 

J’ai obtenu, par cette méthodologie, les pourcentages de comètes avec queue 

pour chaque condition testée (Figure 52). δ’ensemble des résultats est représenté dans le 

graphique de la Figure 53.  
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Figure 52. Détermination du pourcentage de comètes avec queue détectées par le test des 
comètes en conditions alcalines et neutres 24 heures après exposition à 2 J/m². Pour chaque 
contrôle non irradié, j’ai défini une fenêtre (représentée par le trait horizontal) sur le graphique 
des moments de la queue en fonction du contenu en ADN. Cette fenêtre est transposée sur le 
graphique correspondant obtenu en présence de traitement afin de définir le pourcentage de 
« comètes avec queue ». Les graphiques montrés sont représentatifs et les moyennes (± s.e.m) 
de 2 expériences individuelles en triplicata sont indiquées. 
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Tout d’abord, il a été important de vérifier si j’avais obtenu avec ma nouvelle 

méthodologie des résultats comparables à ceux obtenus avec les moyennes des moments 

de la queue. Et, effectivement, j’ai obtenu les mêmes résultats d’un point de vue 

qualitatif, à la fois pour le test des comètes alcalin et neutre (Figure 53 comparée aux 

Figures 49 et 50). Même si au sein d’une même comète je ne pouvais pas évaluer la part 

de CSB et de CDB, je pouvais dorénavant mieux comparer les deux conditions du test 

des comètes étant donné que les résultats ne seront plus exprimés en fonction de la 

longueur de la queue mais en pourcentage de comètes avec queue.  
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Figure 53. Quantification du pourcentage de comètes avec queue 24 heures après 2 J/m² 
d’UVC. Les pourcentages de comètes avec queue déterminés en présence ou en absence 
d’exposition aux UVC et obtenus en conditions alcalines ou neutres sont indiqués. Les 
significativités des différences entre 0 et 2 J/m² pour les cellules XP-V et XP-C/PolȘKD sont 
indiquées (*P < 0,05; **P < 0,01). 

Les Figures 52 et 53 montrent que, 24 heures après β J/m² d’UVC, près de κ% 

des cellules XP-V avaient des queues en conditions alcalines (contre 4% des cellules 

non traitées), alors que seulement 4% de ces cellules ont présenté des CDB détectées 

par le test des comètes en conditions neutres (par rapport à 2,4% de cellules non 

irradiées). Cela signifie que la plupart, si non la totalité, des cassures induites par les 

UV dans les cellules XP-V correspondent à des CSB. Dans le cas des cellules XP-

C/PolȘKD irradiées, j’ai détecté 24% des comètes avec queue dues à la formation à la 

fois de CSB et CDB (contre 4% des cellules non traitées), et 9% de comètes avec queue 

en conditions neutres, comparé à 3,4% de comètes avec queue en absence d’exposition. 

Ainsi, une faible dose d’UVC a induit des CSB dans les deux lignées cellulaires et ce, 
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de façon plus prononcée dans les fibroblastes déficients à la fois en XPC et en PolȘ. De 

plus, dans les cellules XP-C/PolȘKD, l’exposition aux UV a également conduit à la 

formation de CDB.  

Par ailleurs, la représentation des moments de la queue en fonction du contenu 

en ADN (entre 2N et 4N chromosomes, même si la valeur absolue du contenu en ADN 

estimée par le logiciel peut varier d’une lame à autre) permet en plus d’estimer dans 

quelle phase du cycle se trouvent les comètes avec queue. Dans les cellules XP-

C/PolȘKD irradiées, les comètes avec queue en conditions alcalines ont présenté, pour la 

plupart, un contenu en ADN entre 2N et 4N, ce qui peut être interprété comme des 

cassures de l’ADN en phase S du cycle cellulaire (Figure 52). Cette interprétation des 

résultats suggère qu’en réponse à une exposition à une faible dose d’UVC, des CSB 

sont formées pendant la réplication de l’ADN. 

Etant donné que la formation de CSB peut refléter la présence d’ADN simple-

brin (ADNsb) sur le brin d'ADN complémentaire, j’ai décidé d’évaluer si l’histone 

H2AX était phosphorylée au niveau des sites endommagés par exposition aux UVC 

marqués avec la protéine de réplication A (RPA), qui se fixe sur l’ADNsb (Figure ηζ). 

J’ai observé, 7 heures après une irradiation locale aux UVC, que le marquage ȖHβAX a 

co-localisé avec celui de RPA dans les cellules XP-V et XP-C/PolȘKD mais aussi, de 

façon surprenante, dans les cellules XP-C+ et XP-C, pour lesquelles je n’avais pas 

détecté des CSB.  

 

Figure 54. Co-localisation de ȖH2AX et RPA 7 heures après irradiation locale à 150 J/m².  
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δ’ensemble de ces résultats indique que dans les cellules XP-C, l’exposition aux 

UVC a induit la formation de ȖHβAX sur les sites d’ADNsb comme pour les cellules 

XP-V et XP-C/PolȘKD. Cependant, dans ces deux lignées, j’ai également détecté des 

CSB. De plus, uniquement dans les cellules déficientes à la fois en NER et en PolȘ, 

l'irradiation a provoqué en plus des CDB. 

 

2.2.4 Effets de la caféine sur les cellules déficientes en XPC et/ou PolȘ 

exposées à une faible dose d’UVC 

 

2.2.4.1 La caféine induit l’arrêt de la réplication et la fragmentation de 

l'ADN des cellules XP-V, XP-C et XP-C/PolȘKD irradiées aux 

UVC 

 

Nous avons observé que la caféine sensibilisait les cellules XP-V, XP-C et XP-

C/PolȘKD exposées à β J/m² d’UVC (Figures γη et γθ). Et, j’ai décidé de rechercher 

l’effet de la caféine sur les réponses aux dommages provoqués par les rayons UVC 

mises en évidence jusqu’à présent dans nos cellules. 

 

δa Figure ηη montre les conséquences de l’addition de la caféine dans la 

distribution des cellules irradiées à 2 J/m² dans les phases du cycle cellulaire, à 

différents temps après le traitement. Globalement, la caféine n’a pas altéré le cycle 

cellulaire en absence d’exposition aux UVC. De plus, les cellules XP-C+ n’ont présenté 

aucune modification de leur cycle cellulaire, et un effet sur la répartition des cellules 

déficientes dans les phases du cycle n’a été détecté qu’à partir de βζ heures après le 

traitement (Figure 55).  
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Figure 55. Distribution dans les phases du cycle cellulaire des cellules XP-C+, XP-V, XP-C 
et XP-C/PolȘKD à différents temps après 2 J/m² en présence ou en absence de caféine 
(CAF). Les histogrammes représentent la moyenne des pourcentages de cellules dans chaque 
phase du cycle obtenus à partir du co-marquage de BrdU et du contenu en ADN réalisé au 
moins 2 fois de façon indépendante. 

Comme attendu, les cellules XP-V se sont accumulées en début de phase S du 

cycle cellulaire et ont présenté une incorporation hétérogène de BrdU, ce qui indique 

que les fourches de réplication ont été bloquées 24 heures après le traitement (Figure 

ηθ). D’un autre côté, les cellules XP-C se sont accumulées à la fin de phase de 
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réplication de l’ADN et ont également présenté des fourches de réplication bloquées. 

Enfin, les fibroblastes XP-C/PolȘKD, se sont accumulés en début de phase S comme les 

cellules XP-V, et ont présenté également une perturbation beaucoup plus drastique de la 

réplication (Figures 55 et 56). 

 

 

Figure 56. Cycles cellulaires des fibroblastes XP-C+, XP-V, XP-C et XP-C/PolȘKD 24 
heures après l’exposition à 2 J/m² en présence ou en absence de caféine (CAF). Cette 
expérience a été faite 3 fois et des graphiques représentatifs sont montrés. En haut à droite de 
chaque graphique, la distribution correspondante des cellules dans les phases du cycle observée 
uniquement par le marquage du contenu en ADN par PI est indiquée. 

Par ailleurs, 72 heures après le traitement avec UVC + caféine, la fraction de 

cellules en Sub-G1 a été significativement plus importante dans les trois lignées 

cellulaires déficientes par rapport à une exposition aux UVC uniquement (Figure 57). 

En effet, 28% des cellules XP-V ont présenté un matériel génétique fragmenté et 33% 

des cellules XP-C se sont accumulées en Sub-G1. En accord avec les effets prononcés 

de ce traitement sur le cycle cellulaire des cellules XP-C/PolȘKD, la fraction de Sub-G1 
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a été plus importante pour cette lignée avec près de 41% des cellules avec une 

fragmentation de l’ADN (Figure ηι).  
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Figure 57. Quantification de la fraction de cellules en Sub-G1 72 heures après exposition à 
2 J/m² en présence ou en absence de caféine (CAF). Les histogrammes représentent les 
moyennes (± s.e.m.) de 3 expériences individuelles. Les significativités des différences entre 
l’exposition aux UVC avec et sans CAF sont indiquées (ns, non significatif ; ** P < 0,01; ***P < 
0,001). 

De plus, j’ai vérifié que le traitement concomitant UVC + caféine était létal pour 

les trois lignées cellulaires déficientes, comme l’indique l’analyse de  prolifération 

cellulaire 6 jours après (Figure 58). 
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Figure 58. Prolifération des fibroblastes XP-C+, XP-V, XP-C et XP-C/PolȘKD 6 jours après 
l’exposition à 2 J/m² d’UVC en présence de caféine. Les résultats sont exprimés en 
pourcentage du contrôle non irradié. 

 

En résumé, la caféine a fortement perturbé la réplication de l’ADN et a induit 

une fragmentation prononcée du matériel génétique des fibroblastes XP-V, XP-C et XP-

C/PolȘKD irradiés aux UVC. 
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2.2.4.2 La caféine induit des niveaux élevés de ȖHβAX et des cassures de 

l'ADN dans les fibroblastes déficients en XPC et/ou PolȘ exposés 

à une faible dose UVC 

 

Pour approfondir le mécanisme par lequel les cellules XP-C, XP-V et XP-

C/PolȘKD exposées aux UVC sont sensibilisées par la caféine, j’ai étudié la 

phosphorylation de H2AX, ainsi que la formation de CSB et CDB après ce traitement.  

La Figure 59 montre la quantification du pourcentage de cellules positives pour le 

marquage de ȖH2AX détecté par cytométrie de flux en absence ou en présence de 

caféine à différents temps après irradiation à β J/m² d’UVC. Le traitement à la caféine 

n’a eu aucun effet sur la formation de ȖH2AX dans les cellules irradiées XP-C+, mais, 

par contre, il a provoqué une augmentation du marquage de ȖH2AX à partir de 24 

heures après exposition aux UVC dans les trois lignées cellulaires déficientes (Figure 

59). Cette augmentation de la proportion de cellules positives pour ȖH2AX a été 

nettement plus prononcée dans les cellules XP-C/PolȘKD 24 heures et surtout 72 heures 

après traitement UVC + caféine que dans les autres lignées cellulaires déficientes. 
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Figure 59. Quantification du pourcentage de cellules positives pour ȖH2AX à différents 
temps après exposition 2 J/m² en présence ou en absence de caféine (CAF). Les 
histogrammes représentent les moyennes (± s.e.m.) des pourcentages de cellules ȖH2AX+ 
détectées par cytométrie de flux trois fois de façon indépendantes. 
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Par ailleurs, grâce au marquage des foyers ȖH2AX par immunofluorescence dans 

les cellules XP-C/PolȘKD (Figure θ0), j’ai constaté que le traitement UVC + caféine a 

augmenté, de façon significative, la quantité de cellules présentant un marquage intense 

et homogène au sein de leur noyau. Ce marquage de ȖH2AX, appelé pan-nucléaire par 

Cleaver et coll. (Marti et al. 2006; Cleaver 2011), a été associé par cette équipe aux 

niveaux élevés de ȖH2AX détectés par cytométrie de flux (de Feraudy et al. 2010).  

 

 

Figure 60. Immunofluorescence des foyers ȖH2AX 24 heures après exposition à 2 J/m² en 
présence ou en absence de caféine (CAF) dans les cellules XP-C/PolȘKD. Le marquage 
homogène plus intense correspond à un marquage pan-nucleaire de ȖHβAX. 

 

J’ai ensuite étudié le marquage de ȖHβAX en fonction du contenu en ADN par 

cytométrie de flux (Figure θ1). Et, j’ai constaté que la présence de caféine a entraîné des 

niveaux élevés de ȖHβAX dans les cellules XP-C et XP-V. De plus, ce traitement a 

augmenté la quantité de cellules XP-C/PolȘKD présentant ce marquage plus intense de la 

forme phosphorylée de l’histone, ce qui a confirmé mon observation par 

immunofluorescence (Figure 60). 
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Figure 61. Formation de ȖH2AX en fonction des phases du cycle cellulaire 24 et 72 heures 
après exposition à 2 J/m² en présence ou en absence de caféine (CAF). Des fenêtres ont été 
définies, pour chaque lignée, βζ heures après UVC en absence de CAF, à partir desquelles j’ai 
évalué les pourcentages de cellules avec des niveaux élevés de ȖHβAX (« hauts niveaux de 
ȖHβAX »). Des graphiques représentatifs de 3 expériences individuelles sont montrés. 

 

Pour aller plus loin, j’ai décidé de quantifier le pourcentage de cellules présentant 

des niveaux élevés de ȖHβAX. Dans ce but, pour chaque lignée cellulaire déficiente, j’ai 

défini une fenêtre à partir du graphique obtenu βζ heures après l’exposition à β J/m² en 

absence de caféine qui correspondait à la condition basale pour la formation des niveaux 

élevés de ȖHβAX (Figure 61).  Et, cette même fenêtre a été appliquée aux autres 

conditions, ce qui m’a permis d’obtenir des pourcentages comparables de cellules 

présentant des niveaux élevés de ȖHβAX pour chaque condition et chaque lignée 

cellulaire. Il est à noter que seules les cellules vivantes ont été prises en compte, celles 

en Sub-G1 ont été exclues de cette quantification. La Figure 62 indique les résultats des 

quantifications des cellules présentant des niveaux élevés de ȖHβAX (« hauts niveaux 

de ȖHβAX », représentées par la partie grise des histogrammes) par rapport à la totalité 

de cellules positives pour ȖHβAX (partie grise + partie blanche des histogrammes). 

Et, nous pouvons observer clairement que l’augmentation de la fraction de 

cellules positives pour ȖHβAX provoquée par la caféine est principalement attribuable à 

l’induction de niveaux élevés de ȖHβAX dans les cellules XP-V, XP-C et XP-C/PolȘKD 
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exposées à 2 J/m² (Figure 62). Par exemple, pour les cellules XP-C, l’exposition aux 

UV a induit γγ% de cellules positives pour ȖHβAX, dont γ% présentaient de niveaux 

élevés de ȖHβAX. 
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Figure 62. Quantification de cellules présentant des niveaux élevés de ȖH2AX (gris) par 
rapport à la totalité des cellules positives pour ȖH2AX (gris + blanc) 24 et 72 heures après 
exposition à 2 J/m² en présence ou en absence de caféine (CAF). Les histogrammes 
représentent les moyennes (± s.e.m.) de trois expériences réalisées de façon indépendantes. 

En présence de caféine, ζκ% des cellules étaient positives pour ȖHβAX, dont 1κ% 

présentaient de niveaux élevés de ȖHβAX, c’est-à-dire que 30% des cellules positives 

ne présentaient pas de niveaux élevés de ȖHβAX, ce qui représente le même 

pourcentage de cellules positives pour ȖHβAX en absence de caféine. Par conséquent la 

seule différence selon la présence ou absence de caféine dans les cellules irradiées a été 

l’induction de niveaux élevés de ȖHβAX (Figure θβ). Ceci est en accord avec des 

données publiées par Cleaver et coll. (de Feraudy et al. 2010). 

Ensuite je me suis demandée si les niveaux élevés de ȖHβAX étaient dépendants 

du cycle cellulaire. À partir du contenu en ADN, j’ai de nouveau déterminé le marquage 

de ȖHβAX en fonction des différentes phases du cycle (Figure 63). De façon 

comparable à ce que j’avais déjà observé pour les cellules XP-C/PolȘKD irradiées aux 

UVC en absence de caféine, 24 heures après UVC + caféine, les cellules XP-C, XP-V et 

XP-C/PolȘKD présentant des niveaux élevés de ȖHβAX ont été détectées principalement 

en phases S et G2. Néanmoins, j’ai également observé une fraction de cellules avec ce 

marquage plus intense de ȖHβAX en phase G1, bien qu’elles aient été minoritaires par 

rapport à celles dans les autres phases (Figure 63). Par ailleurs, 72 heures après le 

traitement concomitant UVC + caféine, le profil de marquage de ȖHβAX dans les 

cellules XP-C et XP-V était comparable à celui observé 24 heures après le traitement, 
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alors que la totalité des cellules XP-C/PolȘKD présentaient des niveaux élevés de ȖHβAX 

(Figure 63).   

 

Figure 63. Distribution des cellules marquées pour ȖH2AX dans les phases du cycle 
cellulaire, à différents temps après irradiation aux UVC en présence de caféine (CAF). Les 
graphiques obtenus uniquement avec CAF sont en noir et ceux obtenus 2, 7, 24 ou 72 heures 
après UV+CAF sont représentés en gris. Des graphiques représentatifs d’au moins β 
expériences individuelles sont montrés. Les barres horizontales en gras indiquent les niveaux 
élevés de ȖHβAX. 
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Il est intéressant de noter que, pour les trois lignées cellulaires, les cellules en 

Sub-G1 ont présenté un marquage hétérogène de  ȖHβAX, ce qui nous empêche de faire 

directement une corrélation entre le marquage de ȖHβAX et la fragmentation de l’ADN 

(Figures 61 et 63).  

 

Ensuite, je me suis intéressée à la formation de cassures de l’ADN en réponse au 

traitement UVC + caféine. De façon intéressante, par le test des comètes en conditions 

alcalines, j’ai observé une augmentation des cassures de l’ADN par ce double traitement 

en comparaison à l’exposition aux UVC uniquement dans les cellules XP-V et XP-

C/PolȘKD, bien que ce résultat ait été plus prononcé dans ces dernières (Figures 64 et 

65). Il faut souligner que, dans les cellules XP-C, ce traitement a provoqué la formation 

des cassures de l’ADN, alors que celles-ci n’avaient pas été détectées après une 

exposition à 2 J/m² sans caféine (Figure 65). 

 

 

Figure 64. Visualisation des comètes en conditions alcalines 24 heures après exposition à 2 
J/m² d’UVC en présence de caféine (CAF). 
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Figure 65. Détection de cassures de l’ADN 24 heures après exposition aux UVC en 
présence de caféine (CAF) par le test des comètes en conditions alcalines. Les histogrammes 
représentent la moyenne (± s.e.m) des moments de la queue obtenus à partir d’au moins β 
expériences indépendantes réalisées en triplicata.  

 

Le test des comètes en conditions neutres a montré que la caféine a provoqué des 

CDB de l’ADN dans les lignées cellulaires déficientes irradiées aux UVC (Figure θθ).  
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Figure 66. Détection de cassures double-brin de l’ADN 24 heures après exposition aux 
UVC en présence de caféine (CAF) par le test des comètes en conditions neutres. Les 
histogrammes représentent la moyenne (±s.e.m) des moments de la queue obtenus à partir d’au 
moins 2 expériences indépendantes réalisées en triplicata. 

Afin de distinguer entre les CSB et CDB de l’ADN provoquées par le double 

traitement UVC + caféine, j’ai évalué, pour chaque condition, le pourcentage de 

comètes avec queue selon la même méthodologie que celle décrite précédemment dans 

ce manuscrit. δ’analyse est représentée dans la Figure 67 et les résultats sont regroupés 

dans le graphique de la Figure 68. 
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A 24 heures post UVC + caféine, les cellules XP-V ont présenté 2,6 fois plus de 

comètes avec queues en conditions alcalines qu’en conditions neutres. De même, dans 

les cellules XP-C/PolȘKD, les comètes avec queue détectées en conditions alcalines ont 

été près de 3 fois plus importantes que celles observées en conditions neutres (Figures 

67 et 68).  

 

Figure 67. Détermination du pourcentage de comètes avec queue détectées par le test des 
comètes en conditions alcalines et neutres 24 heures après exposition à 2 J/m² en présence 
de caféine. Les graphiques montrés sont représentatifs et les moyennes (± s.e.m) de 2 
expériences individuelles en triplicata sont indiquées en pourcentage. 
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Figure 68. Quantification du pourcentage de comètes avec queue 24 heures après 2 J/m² 
d’UVC en présence de caféine (CAF). Les pourcentages de comètes avec queue déterminés en 
présence ou en absence d’exposition aux UVC et obtenus en conditions alcalines ou neutres 
sont indiqués.  

 Ces résultats indiquent que dans les cellules XP-V et XP-C/PolȘKD irradiées, la 

caféine a provoqué majoritairement des CSB. Cependant, en ce qui concerne les cellules 

XP-C, j’ai observé que les pourcentages de comètes avec queue détectées en conditions 

alcalines et neutres n’étaient pas significativement différents (1θ et 1β% 

respectivement). Par conséquent, en réponse à l’exposition aux UV, dans les cellules 

XP-V, la caféine a augmenté la génération de CSB et provoqué la formation de CDB 

alors que dans les cellules XP-C/PolȘKD, la caféine a augmenté à la fois les CSB et 

CDB. Et, dans les cellules XP-C irradiées, la caféine a provoqué des CDB. 

En résumé, la caféine a exacerbé les effets de l’exposition à une faible dose 

d’UVC dans les cellules XP-C/PolȘKD, tels que l’arrêt de la réplication, la formation de 

niveaux élevés de ȖHβAX et la formation de cassures de l’ADN. Dans les cellules XP-

V, la caféine a également augmenté l’effet de l’exposition aux UV sur la réplication et 

sur la formation de CSB d’une part, et d’autre part, elle a induit des niveaux élevés de 

ȖHβAX ainsi que des CDB. D’un autre côté, la caféine a provoqué ces mêmes effets 

dans les cellules XP-C irradiées, alors qu’ils n’avaient pas été observés en absence de 

caféine. Enfin, dans les trois lignées cellulaires déficientes, la caféine a conduit à une 

mort cellulaire significative. 
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II)  La protéine XPA et l’ADN polymérase Ș sont nécessaires 

pour la réparation des lésions de l’ADN induites par la 

doxorubicine 

 

Jusqu’à présent, je me suis intéressée aux conséquences cellulaires et 

moléculaires de la déficience en protéines XPC et/ ou PolȘ en réponse à une exposition 

aux UV. Dans cette partie du manuscrit, j’aborderai l’étude que nous avons réalisée 

avec des cellules déficientes en NER et en ADN Polymérase Ș traitées avec un agent 

chimiothérapeutique, la doxorubicine. δ’ensemble du travail a récemment fait l’objet 

d’une publication dont je suis deuxième auteur dans le journal Cancer Letters (présenté 

intégralement en annexe), excepté des données préliminaires obtenues à partir du clone 

stable XP-C/PolȘKD. 

 

Depuis plus de quarante ans, la doxorubicine (DOX) (nom commercial, 

Adriamycine ®), un antibiotique de type anthracycline, est largement utilisée dans le 

traitement chimiothérapeutique de différentes tumeurs. Néanmoins, malgré son 

utilisation clinique en routine, les mécanismes d'action de la DOX ne sont pas encore 

tout à fait connus. δe mode d’action le mieux caractérisé est l'inhibition de l'enzyme 

topoisomérase-II (topo-II), qui conduit à la formation de cassures double-brin (CDB) de 

l'ADN. Cependant, d’autres dommages peuvent jouer un rôle dans la cytotoxicité 

induite par la DOX, tels que la formation d'adduits d'ADN et de ponts inter- ou intra-

brin de l'ADN, ainsi que la production de radicaux libres. Puisque la nature de toutes les 

lésions de l'ADN induites par la DOX n’est pas encore élucidée, les voies de réparation 

impliquées dans la réponse à la DOX restent à être identifiées. 

Il a été montré que la protéine kinase DNA-PKcs, une des protéines clé de la 

voie NHEJ, participe à la réponse aux lésions de l'ADN induites par la DOX, 

probablement via la réparation des CDB provoquées par l'inhibition de la topo-II . Une 

autre voie qui semble être impliquée dans la réparation des dommages induits par la 

DOX est la NER. En effet, des travaux antérieurs ont montré que les cellules issues de 

patients XP et déficientes en protéine XPA, XPC (Carvalho et al. 2010) ou XPD (Saffi 

et al. 2010) sont plus sensibles au traitement à la DOX, ce qui suggère un rôle de ces 

protéines dans la réparation des lésions induites par cet agent génotoxique.  
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Afin de mieux comprendre l'implication des protéines XP dans la réparation des 

lésions induites par la DOX, des fibroblastes déficients en XPA, XPF ou PolȘ (cellules 

XP-V) ont été traités à des doses cliniques de DOX et plusieurs réponses cellulaires aux 

dommages ont été analysées. 

1. Les cellules XP-A et XP-V sont plus sensibles que les cellules sauvages au 

traitement à la DOX 
 

Afin d’évaluer la cytotoxicité induite par la DOX dans les fibroblastes XP-A, 

XP-F et XP-V, nous avons analysé la prolifération et la mort cellulaire en réponse à ce 

traitement.  

Tout d’abord, nous avons observé que les cellules MRC5, XP-A et XP-V ont 

présenté une diminution dose-dépendante de leur prolifération 48 heures après le début 

du traitement (Figure 1, article II en annexe). Néanmoins, la multiplication des cellules 

déficientes a été significativement plus altérée que celle des cellules MRC5 et de façon 

plus prononcée dans les cellules déficientes en protéine XPA. Ce résultat a été renforcé 

par l’analyse en temps réel de la prolifération des cellules traitées avec deux doses de 

DOX par xCelligence system (Figure 3, article II en annexe). De plus, la quantification 

de la fraction de cellules en Sub-G1 48 heures après traitement a révélé que la DOX a 

induit la fragmentation de l’ADN des cellules XP-A et XP-V, alors que les cellules XP-

F, comme les cellules εRCη, n’ont présenté aucune apoptose induite par la DOX 

(Figure 1, article II en annexe). Ce résultat a été confirmé grâce à un test au microscope 

par un marquage permettant de distinguer les cellules viables, les cellules nécrotiques et 

les cellules en apoptose précoce ou tardive (Figure β, article II en annexe). δ’absence 

d’effet de la DOX sur les cellules XP-F peut s’expliquer par l'activité résiduelle de la 

voie NER dans les cellules issues de patients XP-F, qui peut parfois atteindre 30% des 

niveaux normaux de NER. Ainsi, cette activité résiduelle pourrait être responsable de la 

réparation des dommages de l'ADN induits par les doses utilisées dans cette étude.  

En recoupant les données de prolifération et de mort cellulaire, nous pouvons 

conclure que les protéines XPA et PolȘ sont impliquées dans la réparation des lésions 

provoquées par des doses cliniques de DOX et que ces protéines sont, par conséquent, 

essentielles pour la survie des cellules traitées avec cet agent. 
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2. L’inhibition des PI3K et PIKK par LY294002 potentialise les effets 

cytotoxiques de la DOX sur les cellules XP-A et XP-V 

 

Dans certaines cellules tumorales, les effets cytotoxiques de la DOX sont 

renforcés par le LY294002, un inhibiteur de phosphatidylinositol-3-kinases (PI3Ks) et 

des protéines kinases associées (PIKKs). Étant donné que les protéines kinases 

impliquées dans la réponse aux dommages de l'ADN, ATM, ATR et DNA-PKcs, sont 

membres de la famille PIKK, nous avons décidé d'analyser les effets du co-traitement à 

la DOX et au LY294002 (LY). Nous avons observé que les effets cytotoxiques de la 

DOX sur les cellules XP-A et XP-V ont été plus importants en présence de LY puisque 

le co-traitement a induit des niveaux plus élevés d’apoptose que ceux provoqués par un 

traitement unique à la DOX (Figures ζ et η, article II en annexe). D’autre part, aucun 

effet n’a été observé dans les cellules MRC5.  

3. Les fibroblastes traités à la DOX sont arrêtés en phase G2 du cycle 

cellulaire 
 

Étant donné que nous avons observé une diminution significative de la 

prolifération cellulaire suite à un traitement à la DOX, nous avons décidé d’évaluer les 

effets de cet agent génotoxique sur le cycle cellulaire des cellules MRC5, XP-A et XP-

V. La quantification de la fraction de cellules dans chaque phase du cycle détectée par 

cytométrie de flux nous a montré que le traitement à la DOX a induit un arrêt du cycle 

en phase G2 dans les cellules XP-A et XP-V, mais aussi dans les cellules MRC5 (Figure 

6, article II en annexe). Par ailleurs, l’addition de δY a provoqué un arrêt encore plus 

prononcé que celui en réponse à un traitement unique à la DOX dans les trois lignées 

cellulaires traitées. De façon surprenante, les cellules MRC5 co-traitées à la DOX et au 

LY ont présenté un arrêt en phase G2 plus important que celui observé pour les cellules 

XP-A et XP-V. Cela est probablement dû à l’activité de la voie NER des cellules 

MRC5, qui permettrait l'activation plus efficace des points de surveillance appropriés,  

évitant ainsi la mort cellulaire. 
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4. La DOX induit la phosphorylation de la sérine 139 de l’histone H2AX 

(formation de ȖH2AX)  
 

La DOX est considérée comme un inhibiteur de la topo-II et elle peut conduire 

ainsi à la formation de CDB de l’ADN. En effet, des études antérieures ont montré que 

les cellules traitées à la DOX présentent des CDB, mises en évidence par le test des 

comètes et la phosphorylation de la sérine 139 des histones H2AX (ȖH2AX) (Saffi et al. 

2010). Cette modification post-traductionnelle des histones H2AX est normalement 

responsable du remodelage de la chromatine dans la région des CDB, permettant l'accès 

de la machinerie de réparation à ces dommages. Bien que nous ne pensions pas que la 

protéine XPA soit impliquée dans la réparation des CDB, PolȘ pourrait jouer un rôle 

dans la protection de la cellule contre ce type de lésion. J’ai donc quantifié par 

cytométrie de flux les niveaux de ȖH2AX en fonction du cycle cellulaire (Figure 7, 

article II en annexe). Cette analyse a montré que le traitement à la DOX a induit la 

formation de ȖH2AX pendant au moins ζκ heures. De façon intéressante, nous n’avons 

pas observé de différence entre les cellules MRC5, XP-A et XP-V, bien que l'induction 

de mort cellulaire accrue (Sub-G1) dans les cellules XP-A et XP-V traitées a été 

confirmée. δ’absence de différence dans le marquage de ȖH2AX entre les lignées 

cellulaires indique que les protéines XPA et PolȘ ne sont pas impliquées dans la réponse 

aux CDB. Par ailleurs, lorsque l’inhibiteur LY a été ajouté aux cellules traitées à la 

DOX, j’ai observé une augmentation de la fraction de cellules positives pour ȖH2AX 

dans les trois lignées cellulaires étudiées. Ce résultat suggère que, d’une part, les 

protéines kinases ciblées par le LY contribueraient à réduire le nombre de CDB, et, 

d’autre part, que l’inhibition des kinases ne diminuerait pas le niveau de 

phosphorylation de H2AX. δ’analyse de la formation de ȖH2AX en fonction des phases 

du cycle cellulaire (Figure 7, article II en annexe) a montré que les cellules marquées 

sont distribuées dans les différentes phases du cycle cellulaire, avec toutefois un 

important niveau de ȖH2AX dans les cellules en phase G2, qui sont arrêtées en cette 

phase, comme nous l’avons déjà décrit plus haut.  

 

En recoupant l’ensemble des résultats observés, nous pouvons conclure que les 

protéines XPA et PolȘ sont impliquées dans les réponses aux dommages provoqués par 

la DOX. Néanmoins, dans ce cas, les lésions en question ne sont pas des CDB. 
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5. Réduction de l’expression de PolȘ dans les cellules XP-A et traitement à la 

DOX 
 

Récemment, Auclair et coll. ont montré que l’activité de PolȘ est importante 

pour la voie de réparation du génome global pendant la phase S de cellules humaines 

exposées aux rayons UV (Auclair et al. 2010). Nous nous sommes demandés si, en 

réponse à un traitement à la DOX, la fonctionnalité de PolȘ et de la voie NER seraient 

également dépendantes l’une de l’autre. Dans ce but, nous avons réduit, de façon 

transitoire, l’expression de PolȘ dans les cellules XP-A au moyen de différentes 

séquences de shRNA. Et, nous avons évalué la prolifération cellulaire ainsi que 

l’induction de fragmentation de l’ADN par un traitement à la DOX des cellules XP-A 

shPOLH comparées aux cellules isogéniques XP-A. Suite à des traitements à la DOX 

ainsi qu’aux rayons UVC, aucune différence significative n’a été observée entre les 

cellules XP-A et XP-A shPOLH. δ’ensemble de ces résultats est présenté ci-dessous 

(Figure 69) et en données supplémentaires dans la revue Cancer Letters. 

 

 Il est important de noter que les résultats présentés avec les cellules XP-A 

shPOLH ne sont pas concluants. En effet, nous ne pouvons pas affirmer que l’absence 

de différence entre les cellules XP-A et XP-A shPOLH ne soit pas simplement due au 

fait que l’inhibition du gène codant PolȘ n’était pas suffisamment efficace d’un point de 

vue fonctionnel, bien que la réduction de l’expression de la protéine soit visible par 

western blot (Figure 69 A). Les protéines impliquées dans les réponses aux dommages 

de l’ADN sont souvent présentes en faibles quantités, et une expression résiduelle 

pourrait être suffisante pour l’activité de la protéine. Cette hypothèse est renforcée par le 

fait que nous n’avons pas réussi à observer une différence entre ces cellules en réponse 

à une exposition aux UVC, alors que celle-ci est significative entre les cellules XP-C et 

XP-C/PolȘKD (Partie I des résultats). 

Par ailleurs, dans le cas des traitements induisant des dommages de l’ADN pris 

en charge par la voie NER, les cellules XP-A sont particulièrement sensibles du fait de 

leur déficience totale dans cette voie (GGR+TCR). Ceci a été en effet observé en 

réponse à l’exposition aux UVC et au traitement à la DOX (Figure 69 C). Ainsi, un 

éventuel effet de l’extinction de l’expression de PolȘ dans les cellules déficientes en 

NER peut être masqué par l’extrême sensibilité des cellules XP-A à ces traitements. 
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Figure 69. La réduction du niveau d’expression de PolȘ dans les cellules XP-A ne modifie 

pas la sensibilité des cellules à la DOX. A) Western blot montrant l'expression de PolȘ 

(POLH) dans les cellules XP-A (A - XP12BE), XP-V (V - XP30RO), ainsi que dans les cellules 

XP-A infectées par des shRNA (XPA + shPOLH). Les chiffres indiquent les différentes 

séquences de shRNA pour POLH de la bibliothèque de vecteurs lentivirus de SIGMA-

ALDRICH. Dans les expériences montrées en (B) et (C), les cellules XP12BE avec la séquence 

n°4 (B), ou les séquences nº4 et nº5 (C), ont été utilisées. B) Les cellules ont été traitées pendant 

48 heures, et la mort cellulaire (apoptose) a été analysée par cytométrie de flux (Sub-G1), ou la 

viabilité cellulaire a été analysée par des tests XTT. C) Les cellules ont été traitées pendant 72 

heures, et la viabilité cellulaire a été analysée par des tests XTT. 
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6. Implication de PolȘ et de XPC en réponse au traitement à la DOX : résultats 

préliminaires avec les cellules XP-C et XP-C/PolȘKD 
 

Afin de déterminer si la double déficience à la fois en PolȘ et en NER modifie la 

sensibilité des cellules au traitement à la DOX en comparaison aux cellules simples 

déficientes, nous avons décidé d´évaluer la sensibilité des cellules XP-C/PolȘKD par rapport 

aux cellules isogéniques XP-C. δ’utilisation de ce modèle d’étude présente plusieurs 

avantages. D’une part, il a déjà été montré que les cellules XP-C sont sensibles au traitement à 

la DOX (Carvalho et al. 2010) et, d’autre part, nous disposons de ce modèle isogénique XP-

C/PolȘKD dans lequel l’extinction fonctionnelle de PolȘ a été validée (Partie I des résultats).  

Nous avons évalué ainsi la prolifération des cellules XP-C et XP-C/PolȘKD 72 heures 

après traitement à différentes doses de DOX par le test XTT (Figure 70). Et, nous n’avons pas 

observé de différence dans la prolifération de ces deux lignées cellulaires en réponse à cette 

drogue. Ces données doivent être confirmées, mais elles sont en accord avec les résultats 

obtenus avec les cellules XP-A et XP-A shPOLH.  
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Figure 70. Prolifération des cellules XP-C et XP-C/PolȘKD 72 heures après traitement à 

différentes doses de DOX.  Les points représentent le pourcentage de prolifération évaluée par le test 

XTT par rapport au contrôle non traité. La prolifération après 5 ng/mL de DOX a été évaluée deux fois 

de façon indépendante et les erreurs standards sont représentées.  

En conclusion, nous avons montré que les protéines XPA et PolȘ sont impliquées dans 

la réponse à des dommages provoqués par la doxorubicine, autres que les CDB. De plus, en 

réponse à ces dommages, il semble que ces deux protéines agissent de concert en réponse à un 

traitement à la DOX. Une étude spécifique de l’éventuelle interaction entre la voie NER et 

PolȘ devra permettre de mieux comprendre la prise en charge des lésions induites par un 

traitement à la DOX. 
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δe principal objectif de mon travail de thèse était d’évaluer l’implication de 

l’ADN polymérase Ș (PolȘ) dans la réponse aux dommages des cellules humaines XP-C 

exposées aux rayons UVC. J’ai ainsi étudié les réponses aux dommages de l’ADN des 

cellules sauvages, XP-V (déficientes en PolȘ), XP-C et XP-C/PolȘKD exposées à une 

faible dose d’UVC. 

δa déficience en PolȘ dans des cellules humaines ne conduit pas à une 

hypersensibilité aux rayons UV comme celle observée pour les cellules déficientes en 

NER (Cleaver 1989) (Figure 40). Néanmoins j’ai montré au cours de ce manuscrit, que 

lorsque la sous-voie GGR n’est pas fonctionnelle, le défaut en PolȘ mène à une 

hypersensibilisation des cellules XP-C à une faible dose d’UVC. Ce résultat révèle un 

rôle crucial de PolȘ dans ces cellules. 

Afin de mieux comprendre les mécanismes moléculaires et cellulaires impliqués 

dans les différents résultats obtenus au cours de mon travail de thèse, les résultats 

observés seront discutés pour chaque lignée de façon indépendante. Et, la comparaison 

entre elles sera faite au fur et à mesure. 

I. Réponse aux dommages des cellules XP-V irradiées aux UV: réplication 

des CPDs par PolȘ à la fourche de réplication 

δ’analyse de la réplication de l’ADN par cytométrie de flux a montré que les 

cellules XP-V sont arrêtées en phase S du cycle cellulaire 24 heures après exposition à 

une faible dose d’UVC. A ce temps, les cellules sauvages présentent un cycle cellulaire 

normal, comparable à celui observé en absence de traitement. Suite à l’exposition à une 

dose plus forte d’UVC, les cellules XP-V sont clairement arrêtées en début de la phase 

S (Figures 42 et 43). Ces résultats vont dans le sens de l’action de PolȘ sur la réplication 

des CPDs directement à la fourche de réplication et lorsque PolȘ est absente, les CPDs 

bloquent les fourches, en accord avec des travaux précédents (Jansen et al. 2009b; 

Despras et al. 2010; Temviriyanukul et al. 2012).  

 De plus, l’exposition aux UVC a induit la formation de ȖHβAX, la forme 

phosphorylée de l’histone HβAX, dans les cellules XP-V. Celle-ci a été détectée à partir 

de 2 heures, comme pour les cellules sauvages, mais le marquage de ȖHβAX est resté 

constant, autour de γ0% de cellules marquées, jusqu’à au moins βζ heures après le 

traitement (Figure 44). A ce temps, les cellules sauvages ne présentaient plus de ȖHβAX 

et les cellules XP-V marquées pour ȖHβAX étaient principalement en phase S du cycle 

cellulaire (Figure 46). δe marquage maximum de ȖHβAX a coïncidé avec la détection 
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de cassures simples-brin de l’ADN (CSB) par le test des comètes dans les mêmes 

conditions (Figure 53). De plus, la formation de ȖHβAX a été détectée aux sites 

auxquels la protéine RPA a été recrutée (Figure 54).  

Ces résultats suggèrent que la formation de ȖHβAX induite par les rayons UVC 

correspond à la présence d’ADN simple-brin (ADNsb), comme il a déjà été proposé 

(Ward & Chen 2001; Marti et al. 2006; Matsumoto et al. 2007). Et, l’ensemble de ces 

données indique que PolȘ agit à la fourche de réplication et que, lorsqu’elle est absente, 

il y a formation de régions d’ADNsb pendant la réplication. Celles-ci peuvent être 

générées par le découplage entre l’hélicase et la polymérase réplicative bloquée par une 

lésion à la fourche de réplication (Chang et al. 2006). 

δa formation de régions d’ADNsb recouvertes par la protéine RPA est le point 

de départ de l’activation de la voie ATR, comme je l’ai décrit dans l’introduction. Et, 

cette voie peut être inhibée par la caféine (Heffernan et al. 2009; de Feraudy et al. 2010; 

Despras et al. 2010; Elvers et al. 2011). J’ai retrouvé le résultat connu de 

l’hypersensibilisation des cellules XP-V irradiées aux UV par la caféine, alors que celle-

ci n’a aucun effet sur les cellules sauvages (Figures 56 et 57) (Cleaver 1989). De plus, 

en réponse à ce traitement, la progression des fourches de réplication était perturbée 

(Figure 56) et des cassures double-brin de l’ADN (CDB) ont été générées dans les 

cellules XP-V irradiées (Figure 67). Ces observations montrent, de façon indirecte, que 

la voie ATR est hyperactivée par les régions d’ADNsb formées en absence de PolȘ. Et, 

l’hyperactivation de cette voie est responsable de la stabilisation des fourches bloquées 

et, par conséquent, de la prévention de formation de cassures double-brins de l’ADN 

(Cimprich & Cortez 2008; Despras et al. 2010). De plus, la phosphorylation de la 

protéine Chk1 par la kinase ATR aux sites de fourches de réplication bloquées conduit à 

l’activation du point de surveillance intra-S selon lequel l’élongation de la réplication 

initiée ainsi que le démarrage de la réplication à partir d’autres origines de réplication 

sont inhibés (Cimprich & Cortez 2008; Kaufmann 2010). 
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II.  Réponse aux dommages des cellules XP-C irradiées aux UV : TLS post-

réplicative 

1. TLS post-réplicative dans les cellules XP-C irradiées aux UV 

En réponse à une faible dose d’UVC, les cellules XP-C n’ont pas été bloquées en 

phase S, mais se sont accumulées en phase G2 24 heures après l’irradiation (Figures ββ 

et 23). Et, suite à une irradiation à une dose plus forte d’UVC, elles se sont clairement 

accumulées en fin de phase S et en phase G2 (Figure 22). De plus, les cellules XP-C 

marquées pour ȖH2AX ont été détectées en phases S et G2 du cycle cellulaire (Figures 

29 et 30). Et, le marquage de ȖHβAX a coïncidé avec celui de RPA aux sites du noyau 

irradiés localement et dans les cellules XP-C, je n’ai pas détecté des CSB après 

irradiation. 

D’après ces résultats, la formation de ȖHβAX peut être associée à la génération 

d’ADNsb comme pour les cellules XP-V. Cependant, ces régions d’ADNsb ont été 

détectées en phase S comme pour les cellules XP-V mais également en phase G2. De 

plus, contrairement aux cellules XP-V, il n’y pas eu formation de CSB après irradiation 

dans les cellules XP-C (Figures 48 et 53). Ces résultats indiquent que les régions 

d’ADNsb générées dans les cellules XP-C ne sont pas liées au blocage des fourches de 

réplication, ce qui est accord avec le fait que les cellules XP-C n’ont pas été bloquées 

pendant la réplication.  

Par ailleurs, les cellules XP-C ont été arrêtées en phase G2 du cycle cellulaire. 

Or, il a été montré que des régions d’ADNsb formées en phases S et Gβ du cycle 

cellulaire déclenchent l’activation de points de surveillance et conduit à l’arrêt des 

cellules en phase G2 (Jansen et al. 2009a; Jansen et al. 2009b; Callegari et al. 2010; 

Diamant et al. 2012; Temviriyanukul et al. 2012). De plus, la formation de ces régions 

d’ADNsb observée en phases S et Gβ est en accord avec le modèle de réparation post-

réplicative (en anglais, post-replicative repair) également nommé comblement de 

brèches post-réplicative (en anglais, post-replicative gap filling). En effet, selon ce 

modèle, lorsque les ADN polymérases réplicatives sont bloquées par des lésions, la 

réplication redémarre en aval des dommages par repriming. Par conséquent, des brèches 

d’ADNsb (en anglais, gaps) sont formées au cours de la phase S et se retrouvent en 

phase G2 lorsque tout le génome est répliqué (Lehmann & Fuchs 2006; Jansen et al. 

2009a; Diamant et al. 2012). Ces brèches peuvent être comblées par l’action d’ADN 

polymérases de translésion mais aussi par des processus dépendants d’homologie. Au 
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cours de ce travail, nous nous sommes intéressés uniquement à la synthèse 

translésionnelle, et j’appellerai dorénavant ce mécanisme « TLS post-réplicative », en 

opposition à la « TLS à la fourche de réplication », proposée pour la réplication des 

CPDs par PolȘ dans la section précédente.  

En conclusion, en recoupant ces données, la formation de régions d’ADNsb dans 

les cellules XP-C peut être liée à la génération de brèches d’ADNsb au cours de la 

réplication du génome, qui s’accumulent en phase Gβ, activent des points de 

surveillance ce qui conduit à l’arrêt du cycle cellulaire en phase Gβ, selon le modèle de 

TLS post-réplicative (Jansen et al. 2009a). 

Si cette interprétation des résultats est correcte, la génération de régions 

d’ADNsb dans les cellules XP-C doit activer les points de surveillance via activation de 

la voie ATR, comme dans les cellules XP-V. En effet, il a été montré que l’activation de 

points de surveillance par les régions d’ADNsb au niveau des brèches formées au cours 

de la réplication dépend de la phosphorylation de la protéine Chk1 par la kinase ATR 

(Jansen et al. 2009a; Jansen et al. 2009b; Temviriyanukul et al. 2012). D’après les 

résultats présentés dans ce manuscrit, l’inhibition de cette kinase par la caféine a induit 

une augmentation de la sensibilité des cellules XP-C irradiées (Figures 56 et 57) et elle 

a également conduit à la perturbation de la progression des fourches de réplication ainsi 

qu’à la génération de CDB, comme pour les cellules XP-V (Figures 56 et 67). Par 

conséquent, l’ensemble de ces résultats indique que la voie ATR est impliquée dans 

l’activation du point de surveillance par l’ADNsb généré au niveau des brèches et dans 

la prévention de la formation de CDB à partir de ces brèches d’ADNsb. En effet, un 

travail récent a proposé que des brèches d’ADNsb peuvent conduire à la formation de 

CDB lorsqu’elles ne sont pas comblées (Elvers et al. 2011). 

2. TLS post-réplicative des 6-4PPs  

δ’ensemble des observations des cellules XP-V et XP-C irradiées indique que 

les résultats obtenus pour la lignée déficiente en GGR sont dus aux lésions de type 6-

4PPs parce que (i) les cellules XP-C ont présenté un arrêt en phase Gβ plutôt qu’un 

blocage en phase S comme les cellules XP-V ν (ii) la formation de régions d’ADNsb est 

liée à la génération de brèches d’ADNsb dans les cellules XP-C et non pas au blocage 

des fourches de réplication comme les cellules XP-V et (iii) La réplication des CPDs est 

prise en charge par PolȘ dans les cellules XP-C. Et, si les CPDs « en excès » ne 
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pouvaient pas être totalement pris en charge par PolȘ, les cellules XP-C seraient 

bloquées au cours de la phase S, comme les cellules XP-V irradiées.  

En conclusion, l’ensemble de ces observations supportent un modèle selon 

lequel les lésions de type 6-4PP présentes dans le génome des cellules humaines sont 

tolérées par un mécanisme de TLS post-réplicative. Ce modèle a également été proposé 

dans des fibroblastes embryonnaires de souris (Jansen et al. 2009b). 

Bien que les résultats observés pour les cellules XP-C semblent bien dus à la 

persistance des 6-4PPs et non pas à celle des CPDs, il serait judicieux de confirmer cela 

en éliminant de façon spécifique les 6-4PPs. Il existe des enzymes capables de reverser 

directement les dimères de pyrimidine en monomères, les photolyases. Ces protéines, 

absentes chez les mammifères placentaires, sont spécifiques des 6-4PPs ou des CPDs. 

Elles réparent l’un ou l’autre type de lésion lorsqu’elles sont photo-réactivées, c’est-à-

dire exposées à la lumière bleue/violette et aux rayons UVA proches (Menck 2002). Il 

serait donc possible d’employer des adénovirus recombinants portant le gène codant la 

photolyase CPD ou la photolyase 6-ζPP afin de n´étudier que les effets d’un seul type 

de lésion provoquée par les rayons UVC dans les cellules humaines (de Lima-Bessa et 

al. 2008).  

Par ailleurs, bien qu’il ait été proposé que les cellules XP-C ne soient pas 

capables d’activer le point de surveillance en phase G1 du cycle cellulaire (Novarina et 

al. 2011; Sertic et al. 2012), ce résultat est encore controversé (Vrouwe et al. 2011). Les 

lignées que j’ai utilisées sont transformées par l’antigène T du virus simien ζ0 (SVζ0) 

qui séquestre la protéine p53 et par conséquent abolit le point de surveillance en phase 

G1. Afin de confirmer que l’arrêt en phase Gβ observé dans les cellules XP-C irradiées 

est bien lié à la TLS post-réplicative et non pas à l’impossibilité de ces cellules à 

s’arrêter en phase G1, il est important de vérifier ce résultat dans des cellules XP-C 

primaires. 

3. TLS post-réplicative des CPDs dans les cellules XP-V 

De façon similaire aux cellules XP-C 24 heures après irradiation, les cellules 

XP-V ont présenté une légère accumulation de cellules en phase G2 mais plutôt à 72 

heures après l’irradiation (Figures 42 et 43). Ce résultat peut refléter un mécanisme de 

sauvegarde (en anglais backup) par TLS post-réplicative. En effet, plusieurs auteurs ont 

proposé que les ADN polymérases PolȚ, Polț et Polȗ prennent en charge la réplication 

des CPDs en absence de PolȘ et qu’elles seraient responsables de la mutagénèse induite 
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dans les cellules XP-V (Ziv et al. 2009; Livneh et al. 2010; Temviriyanukul et al. 

2012). De plus, étant donné que ce mécanisme de sauvegarde n’interviendrait qu’après 

un arrêt prolongé des fourches de réplication (détecté par l’accumulation des cellules 

XP-V en phase S 24 heures après irradiation), ce mécanisme serait tardif par rapport au 

blocage des fourches de réplication par la lésion, en accord avec Temviriyanukul et 

coll.(Temviriyanukul et al. 2012). 

III.  Implication de PolȘ dans la réponse aux dommages des cellules XP-C 

irradiées à faible dose d’UVC 

1. Est-ce que PolȘ est impliquée dans la TLS des 6-4PPs ? 

δorsque l’expression de PolȘ a été réduite de façon significative et stable dans 

les cellules XP-C, 24 heures après irradiation, les cellules se sont accumulées en phases 

S et G2 du cycle cellulaire (Figures 42 et 43). A ce temps, le marquage de ȖHβAX dans 

près de 60% des cellules XP-C/PolȘKD (Figure 44) a été détecté au cours des phases S et 

G2 (Figure 46). De plus, des cassures de l’ADN et, en particulier des CSB, ont été 

générées 24 heures après irradiation (Figure 52). J’ai également détecté des cellules 

avec un signal plus intense de ȖHβAX ainsi que des CDB mais ces résultats seront 

discutés par la suite.  

En réponse à une exposition aux UV, les cellules XP-C/PolȘKD se sont 

accumulées en phase G2 comme les cellules parentales XP-C, mais ont aussi été 

bloquées en phase S comme les cellules XP-V. De plus, des régions d’ADNsb ont été 

formées à la fois en conséquence de l’arrêt des fourches de réplication comme les 

cellules XP-V (d’après la détection de CSB par le test des comètes) et de brèches 

d’ADNsb, indiquées par le marquage de ȖHβAX en phase Gβ, comme celui observé 

pour les cellules XP-C. En résumé, les cellules XP-C/PolȘKD ont présenté le même 

phénotype que celui des cellules isogéniques XP-C mais en plus le phénotype associé à 

l’absence de PolȘ observé dans les cellules XP-V.  

δ’explication la plus simple pour les résultats obtenus dans les cellules XP-

C/PolȘKD irradiées est en effet la superposition des phénotypes XP-C et XP-V. Dans les 

cellules XP-V, la totalité des 6-4PPs et près de 50% des lésions CPDs sont réparées 24 

heures après l’exposition aux UV (Costa et al. 2003). Lorsque la sous-voie de réparation 

GGR est déficiente, 70-85% des CPDs et des 6-4PPs persistent dans le génome (de Boer 

& Hoeijmakers 2000). Étant donné qu’en absence de PolȘ, les CPDs bloquent la 

progression des polymérases réplicatives dans les cellules XP-V (résultats discutés 
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précédemment), l’accumulation de cellules XP-C/PolȘKD en phase S du cycle cellulaire 

peut être simplement due à la même raison. De plus, comme dans ces cellules doubles-

déficientes, les 6-4PPs persistent exactement comme dans la lignée isogénique XP-C, 

l’accumulation de ces cellules en phase Gβ peut être également liée à l’activation du 

point de surveillance par les régions d’ADNsb au niveau des brèches formées au cours 

de la réplication.  

Par ailleurs, il est actuellement établi que les lésions 6-4PPs sont répliquées par 

l’action de concert de deux polymérases translésionnelles, une Pol d’insertion et une Pol 

d’extension (Bresson & Fuchs 2002; Yoon et al. 2010; Temviriyanukul et al. 2012). Et, 

il a été montré que PolȘ agit en tant que Pol d’insertion dans la TδS des θ-4PPs 

(Johnson et al. 2001; Bresson & Fuchs 2002; Yoon et al. 2010), même si ce résultat est 

encore controversé (Ziv et al. 2009; Temviriyanukul et al. 2012).  Par conséquent, à 

partir des résultats obtenus avec les cellules XP-C/PolȘKD exposées à une faible dose 

d’UVC, nous pouvons discuter de l’éventuel rôle de PolȘ dans la TδS des θ-4PPs. Bien 

que l’ensemble des observations présentées dans ce manuscrit ne me permette pas de 

conclure sur l’implication de cette Pol dans la prise en charge spécifique des θ-4PPs, à 

partir de données publiées par d’autres auteurs, il est possible d’envisager une 

hypothèse sur la contribution de PolȘ dans la TδS post-réplicative des 6-4PPs. 

Jansen et coll. ont proposé un modèle dans lequel les 6-4PPs seraient tolérés par 

TLS post-réplicative où PolȘ serait la principale Pol d’insertion. Plus précisément, ils 

proposent que PolȘ soit recrutée au niveau des θ-4PPs bloquant la fourche de 

réplication. PolȘ insérerait le premier nucléotide face au θ-4PP mais, incapable 

d’allonger cette amorce, conduirait à un nouveau blocage de la fourche de réplication. 

Ceci serait rapidement résolu par le redémarrage de la réplication en aval par repriming 

(Jansen et al. 2007).  Si cette hypothèse est correcte, alors l’absence de PolȘ dans les 

cellules déficientes en réparation des 6-4PPs devrait conduire au blocage prolongé des 

fourches de réplication. Cette interprétation permettrait d’expliquer mon observation de 

l’accumulation de cellules  XP-C/PolȘKD en phase S du cycle cellulaire 24 heures après 

irradiation.  

Par ailleurs, un travail récent a montré que lorsque l’expression de PolȘ est 

réduite, les fibroblastes embryonnaires de souris accumulent des 6-4PPs non répliqués, 

ce qui indique que PolȘ est en effet impliquée dans la réplication des θ-4PPs 

(Temviriyanukul et al. 2012), bien que les auteurs concluent que le rôle de cette Pol soit 

restreint à la TLS des CPDs. Par contre, cet effet a été beaucoup plus prononcé dans les 
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cellules dont l’expression de REV1 a été réduite où en fait tous les θ-ζPPs n’ont pas été 

répliqués. Or, il est de plus en plus établit que REV1 joue le rôle de plateforme pour les 

Pol de translésion et qu’elle soit ainsi impliquée dans le changement entre Pol 

d’insertion et Pol d’extension (Tissier et al. 2004; Friedberg et al. 2005; Sale et al. 

2012). Donc les données publiées par ces auteurs suggèrent que, bien que PolȘ soit 

impliquée dans la TLS des 6-ζPPs, il y aurait une Pol d’insertion qui pourrait également 

prendre en charge ce type de lésion. En effet, différents auteurs ont montré que d’autres 

polymérases pourraient également intervenir dans la TLS des 6-4PP en tant que Pol 

d’insertion en plus de PolȘ (Bresson & Fuchs 2002), comme PolȚ (Yoon et al. 2010). Et, 

en absence de PolȘ, ζ0% de la TδS des θ-4PPs serait encore présente (Bresson & Fuchs 

2002). D’après ce modèle selon lequel une partie des 6-4PPs est prise en charge par 

PolȘ et l’autre par PolȚ (ou une autre Pol d’insertion), nous pouvons émettre une 

hypothèse afin d’expliquer les résultats que j’ai obtenus pour les cellules XP-C/PolȘKD. 

En effet, une partie des 6-4PPs pourrait conduire au blocage prolongé des fourches de 

réplication à cause du défaut de PolȘ comme nous l’avons discuté juste avant. δ’autre 

partie des 6-ζPPs serait prise en charge par PolȚ ou autre Pol en tant que Pol d’insertion 

et par Polȗ (et éventuellement aussi Polț) (Jansen et al. 2007) en tant que Pol 

d’extension selon le modèle de TδS post-réplicative. Ceci permettrait d’expliquer l’arrêt 

des cellules XP-C/PolȘKD aussi en phase G2 24 heures après irradiation. 

 Enfin, Jansen et coll. ont montré que dans les fibroblastes embryonnaires de 

souris déficients en XPC dans lesquels l’expression de REV1 a été réduite, la 

progression des cellules en phase S est ralentie 24 heures après 2 J/m² et les cellules 

sont arrêtées en phase G2 de façon irréversible. Ils en concluent que le génome est 

complètement répliqué malgré le blocage de fourches de réplication (Jansen et al. 

2009b). Étant donné que REV1 n’est pas impliquée dans la TδS des CPDs par PolȘ, le 

blocage des fourches dans ce cas est forcément provoqué par les 6-4PP. Par conséquent, 

lorsque REV1 est absente, les 6-ζPPs ne peuvent pas être tolérés par TδS et l’excès de 

6-4PPs non répliqués au cours de la phase S induit un arrêt irréversible en phase G2 

(Jansen et al. 2009b). Or, dans les cellules XP-C/PolȘKD irradiées à β J/m², j’ai observé 

les mêmes effets sur le cycle cellulaire que Jansen et coll., ont observé dans les 

fibroblastes embryonnaires de souris Xpc-/-, Rev1-/- exposés aux UV, c’est-à-dire, un 

blocage en phases S et Gβ βζ heures après irradiation ainsi qu’un arrêt plus prononcé à 

72 heures que celui observé à 24 heures, indiquant un arrêt irréversible en phase G2. 

D’après cette comparaison, la TδS des θ-ζPPs dépendrait uniquement de PolȘ comme 
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elle dépend effectivement de REV1 (Jansen et al. 2009b; Temviriyanukul et al. 2012). 

En effet il a été montré que la localisation de PolȚ dépend de celle de PolȘ (Kannouche 

et al. 2003). Bien que la coordination de la localisation de ces deux polymérases soit 

encore controversée (Gueranger et al. 2008), en absence de PolȘ, aucune des deux Pol 

d’insertion ne serait capable de démarrer la TδS des θ-4PPs. Cette idée est renforcée 

dans notre contexte d’étude par l’hypersensibilité des cellules XP-C/PolȘKD en réponse à 

une faible dose d’UVC. 

En outre, dans tous les cas, c’est-à-dire si la TLS des 6-4PPs dépend uniquement 

de PolȘ ou si PolȚ peut également prendre en charge ce type de lésion, l’accumulation 

de cellules XP-C/PolȘKD en phase Gβ plus prononcée ιβ heures après l’irradiation qu’à 

24 heures peut refléter un mécanisme de sauvegarde de TLS post-réplicative tardif par 

rapport au blocage de la fourche. Néanmoins étant donné que dans ces cellules, 

l’exposition à une faible dose d’UVC a induit de l’apoptose, cela suggère que la prise en 

charge des 6-4PPs par ce mécanisme de sauvegarde ne pourrait être que partiel. 

  

En conclusion, à partir de l’ensemble des résultats obtenus au cours de mon 

travail de thèse, j’envisage quelques hypothèses. Tout d’abord, je propose que les CPDs 

sont répliqués directement à la fourche de réplication par PolȘ. δorsque celle-ci est 

absente, un mécanisme de sauvegarde constitué de deux Pol prendrait en charge la 

réplication de ces lésions par TLS post-réplicative et ce, de façon tardive par rapport au 

blocage des fourches. D’autre part, j’envisage que les θ-4PPs sont tolérés rapidement 

après le blocage des fourches par TLS post-réplicative. Dans ce cas, PolȘ serait la 

principale Pol d’insertion et en son absence, un mécanisme tardif par rapport au blocage 

des fourches interviendrait selon le modèle de TLS post-réplicative. Enfin, ceci ne 

pourrait être que partiel car l’absence de PolȘ dans les cellules XP-C irradiées est 

essentiellement délétère, comme nous discuterons par la suite. δ’ensemble de ces 

hypothèses sont représentées dans le schéma proposé dans les Figures 71 et 72. 
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Figure 71. Modèle proposé pour la TLS des CPDs en présence ou en absence de PolȘ. 
δorsque la polymérase réplicative (en bleu) est bloquée par un CPD, PolȘ (en rouge) est 
recrutée et réplique ainsi le CPD directement à la fourche, permettant ensuite la reprise de la 
réplication par la polymérase réplicative. En absence de PolȘ, la fourche reste bloquée dans un 
premier temps, puis une Pol d’insertion est recrutée au niveau du CPD et la réplication 
redémarre en aval par repriming (probablement par PolĮ, en violet), laissant des brèches 
d’ADNsb en amont. Après insertion du premier nucléotide, la Pol d’insertion est remplacée par 
une Pol d’extension (très probablement Polȗ, en vert) qui comble la brèche, selon le modèle de 
TLS post-réplicative. 

 

Figure 72. Modèle proposé pour la TLS des 6-4PPs en présence ou en absence de PolȘ. 
Lorsque la polymérase réplicative (en bleu) est bloquée par un 6-ζPP, PolȘ (en rouge) est 
recrutée et la réplication redémarre en aval par repriming (probablement par PolĮ, en violet), 
laissant des brèches d’ADNsb en amont. Après insertion du premier nucléotide, la Pol 
d’insertion est remplacée par une Pol d’extension (très probablement Polȗ, en vert) qui comble 
la brèche. En absence de PolȘ, les fourches restent bloquées dans un premier temps, puis un 
mécanisme de sauvegarde tardif constitué de deux Pol prend en charge une partie des 6-4PP 
bloquant les fourches aussi par TLS post-réplicative. 
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Afin de vérifier ces hypothèses, tout d’abord, je devrai confirmer que les 

résultats obtenus avec les cellules XP-C/PolȘKD sont bien dus à la réduction de 

l’expression de PolȘ dans les cellules XP-C, en complémentant ces cellules avec un 

ADN complémentaire codant PolȘ. Par ailleurs, il est indispensable d’évaluer 

individuellement les effets des 6-4PPs et des CPDs dans les cellules XP-C/PolȘKD. Là 

encore, la stratégie des photolyases peut être utilisée pour réparer spécifiquement l’un 

ou l’autre type de lésion. Et, dans ce cas, j’aurai un modèle très intéressant pour étudier 

directement l’implication de PolȘ dans la TδS des θ-4PPs présentes dans le génome de 

cellules humaines. De plus, la progression des fourches de réplication en présence de 

CPDs ou des 6-4PPs peut être évaluée de façon directe et précise sur des molécules 

d’ADN individuelles par la technique de peignage moléculaire (en anglais DNA fiber 

assay ou DNA combing). 

2. PolȘ est cruciale dans la survie des cellules XP-C exposées à faible dose 

d’UVC 

δ’ensemble de mes résultats montrent clairement que l’absence de PolȘ dans les 

cellules humaines XP-C les rend hypersensibles aux rayons UVC, même après 

exposition à une faible dose. 

 Bien que dans les cellules XP-C, la plupart des CPDs persistent au long des 

cycles cellulaires, des mécanismes de sauvegarde de réplication de ces lésions en 

absence de PolȘ devraient à priori permettre la survie des cellules XP-C/PolȘKD. 

Cependant, la réduction de l’expression de PolȘ dans les cellules XP-C irradiées à une 

faible dose d’UVC a conduit à une forte perturbation de la progression des fourches de 

réplication (Figure 42), à la génération de quantités importantes de CDB (Figure 53) 

ainsi qu’à l’induction de l’apoptose (Figure 43). Il est intéressant de noter que ces 

résultats sont comparables à ceux observés dans les cellules XP-C et XP-V irradiées 

traitées en plus avec la caféine. Et, lorsque les cellules XP-C/PolȘKD irradiées ont été 

traitées avec la caféine, tous ces effets ont été fortement amplifiés (Figures 56, 57 et 68). 

De plus, il a été proposé que l’arrêt prolongé des fourches de réplication par des lésions 

provoquées par irradiation UV peut générer des CDB (Limoli et al. 2000; Limoli et al. 

2002; Ward et al. 2004; Garinis et al. 2005). Je propose donc que dans les cellules XP-

C/PolȘKD, la persistance des CPDs et/ou des 6-4PPs aux fourches de réplication conduit 

à la formation de CDB. Par ailleurs, dans notre étude, la détection de CDB a coïncidé à 

chaque fois avec l’induction de l’apoptose, ce qui indique qu’au moins une partie de ces 
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CDB n’ont pas été réparées et ont conduit à la mort cellulaire. Cette hypothèse est en 

accord avec des travaux précédents qui ont proposé que l’arrêt prolongé des fourches de 

réplication par des CPDs ou de 6-4PPs est cytotoxique (Temviriyanukul et al. 2012) et 

que l’apoptose induite par l’irradiation aux UVC est due à la formation de CDB 

dépendante de la réplication de lésions non réparées (Dunkern & Kaina 2002; Garinis et 

al. 2005). 

Bien qu’il ait déjà été proposé que la formation de CDB induite par l’irradiation 

UV peut conduire à l’induction de l’apoptose (Dunkern & Kaina 2002; Garinis et al. 

2005; Batista et al. 2009), je ne peux pas déterminer si les CDB détectées par le test des 

comètes neutre dans mon travail ne correspondent pas déjà à la fragmentation de l’ADN 

des cellules en début de voie apoptotique. Afin de répondre à cela, je pourrai utiliser des 

inhibiteurs de caspases, comme Z-VAD-FMK par exemple (Carvalho et al. 2010), afin 

d’inhiber la voie de l’apoptose et en particulier la DNase CAD (de l’anglais, caspase-

activated DNase), et évaluer si l’irradiation UV conduit à la formation de CDB par le 

test des comètes neutre.  

IV.  La formation de ȖH2AX induite par l’irradiation UV 

1. Formation de ȖH2AX en phase G1 du cycle cellulaire 

Jusqu’à présent, j’ai décrit la formation de ȖH2AX observée dans les cellules en 

phases S et G2 du cycle cellulaire. Néanmoins, dans les cellules déficientes en XPC 

(cellules XP-C et XP-C/PolȘKD), ȖH2AX a également été détectée en phase G1 dès 2 

heures après l’irradiation mais de façon plus importante à partir de ι heures (Figures 29, 

30 et 46). La formation de régions d’ADN simple-brin dans les cellules XP-C irradiées 

en phase G1 peut être expliquée par le clivage aux sites des lésions par des nucléases, 

telle que l’incision des θ-ζPPs par l’endonucléase Ape1 démontrée récemment (Vrouwe 

et al. 2011). Cela peut aussi correspondre à des brèches d’ADNsb générées au moment 

de l’excision du fragment d’ADN contenant la lésion par la sous-voie TCR. Par ailleurs, 

dans les lignées proficientes en XPC (cellules XP-C+, MRC5 et XP-V), la forme 

phosphorylée de H2AX a été détectée jusqu’à ι heures dans les cellules en phase G1 

(Figures 29, 30 et 46). Ce résultat est en accord avec la génération de brèches d’ADNsb 

par l’action de la sous-voie GGR (Marti et al. 2006; Hanasoge & Ljungman 2007; 

Matsumoto et al. 2007). De plus les cellules sauvages marquées pour ȖH2AX étaient 

majoritairement en phase S (Figure 29). Ceci pourrait refléter la génération de régions 

d’ADNsb par un arrêt temporaire des fourches de réplication par les CPDs, avant leur 
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réplication par PolȘ. En effet, les cellules sauvages ont présenté une légère 

accumulation en phase S 7 heures après l’irradiation (Figures β1 et βγ).  

2. Formation de ȖH2AX et la voie ATR 

Nous avons montré, de façon indirecte, que l’exposition aux UVC induit une 

hyperactivation de la voie ATR uniquement dans les cellules déficientes XP-V, XP-C et 

XP-C/PolȘKD. Et, il a été montré que l’histone HβAX, en réponse aux rayons UVC, est 

phosphorylée par la kinase ATR (Ward & Chen 2001; Matsumoto et al. 2007). Par 

conséquent, l’observation de marquage ȖHβAX dans les cellules irradiées et traitées à la 

caféine, connue pour inhiber ATR, a été surprenante (Figure 59). Or, un travail récent a 

montré que la forme phosphorylée de HβAX est impliquée dans l’amplification de la 

signalisation liée à la formation de régions d’ADNsb (Wang et al. 2011). Il a été le 

premier à ma connaissance à proposer un rôle de ȖHβAX dans la réponse aux 

dommages provoqués par les rayons UV. De façon schématique, le modèle proposé est 

comparable à celui que nous avons présenté en introduction dans le cas des CDB. 

δ’hypothèse porte sur un rôle indirect de ȖHβAX dans le recrutement de la protéine 

TOPBP1, impliquée dans l’activation de la voie ATR, via une interaction directe avec la 

protéine MDC1. Plus précisément, au niveau des fourches de réplication bloquées, 

l’histone HβAX serait phosphorylée initialement par la kinase ATR ou une autre kinase. 

Il est à noter que dans notre contexte où ATR est inhibée par la caféine, la formation 

initiale de ȖH2AX doit nécessairement impliquer une autre kinase que celle-ci. Par 

conséquent, les régions d’ADNsb recouvertes par la protéine RPA aux fourches de 

réplication arrêtées seraient à côté de régions d’ADN double-brin recouvertes par 

ȖHβAX (voir schéma de la Figure 73). Ceci conduirait au recrutement de MDC1 qui 

interagit directement avec ȖHβAX et TOPBP1. Donc, le rôle de ȖHβAX et εDC1 serait 

de recruter et augmenter la concentration locale de TOPBP1 et de faciliter ainsi 

l’hyperactivation de la voie ATR aux sites de fourches de réplication bloquées (Wang et 

al. 2011). 
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Figure 73. Modèle proposé par Wang et coll. pour le rôle de ȖH2AX dans l’amplification 

du signal en réponse au blocage des fourches de réplication. (D’après Wang et coll., 2011) 

En conclusion, je propose que les régions d’ADNsb générées au niveau à la fois 

des fourches de réplication bloquées et des brèches d’ADNsb induisent la 

phosphorylation de l’histone HβAX qui conduit à l’hyperactivation de la voie ATR. 

Celle-ci serait responsable de la stabilisation de ces régions d’ADN simple-brin 

(Cimprich & Cortez 2008; Despras et al. 2010) et par conséquent de la prévention de la 

formation de CDB. 

3. Formation de niveaux élevés de ȖH2AX ou « hauts niveaux de ȖH2AX »  

Par ailleurs, dans les cellules XP-C et XP-V irradiées, la caféine a induit 

l’apparition de cellules avec un signal plus intense de ȖH2AX (Figures 61 à 63). Ce 

marquage plus fort de ȖH2AX a été décrit précédemment par Cleaver et coll. et définit 

comme des niveaux élevés de ȖH2AX (en anglais, high levels of ȖH2AX) (de Feraudy et 

al. 2010). D’après les résultats présentés dans ce manuscrit, ce signal plus intense de 

ȖH2AX a été observé majoritairement dans les cellules en phases S et G2 24 heures 

après irradiation UV. δ’apparition de cellules présentant des niveaux élevés de ȖH2AX 

a coïncidé avec la génération de CDB, détectées dans les mêmes conditions (Figure 67) 

et avec l’induction de l’apoptose ιβ heures après le traitement (Figure 57). Il a été 

proposé que le traitement avec la caféine redirige les cellules en phase S irradiées aux 

UV dans une voie apoptotique passant par la voie ATM (Halicka et al. 2005; de 

Feraudy et al. 2010; Cleaver 2011). Or, il est connu que l’activation de la voie ATε 

conduit à la formation d’un signal plus fort et homogène de ȖH2AX que celui observé 

après irradiation aux UV (Marti et al. 2006; Vrouwe et al. 2011). Et il est établit que la 

voie ATM est activée, en particulier, par la présence de CDB (Shiloh 2003). Je propose 

alors que lorsque l’hyperactivation de la voie ATR est inhibée, il n’y aurait plus de 

stabilisation des régions d’ADNsb qui deviendraient ainsi des CDB. Ces dernières 
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activeraient la voie ATM, ce qui conduirait à un marquage intense de ȖH2AX, les 

niveaux élevés de ȖHβAX. δes CDB induites par l’exposition aux rayons UV ne 

seraient pas réparées et conduiraient les cellules dans une voie apoptotique, selon ce que 

nous avons discuté avant. Il est intéressant de noter que ce même mécanisme permet 

d’expliquer l’ensemble des résultats obtenus dans les cellules XP-C/PolȘKD irradiées 

même en absence de caféine. Dans ce cas, le point de départ de la déstabilisation des 

régions d’ADN simple-brin est le blocage prolongé des fourches de réplication, discuté 

précédemment. 

Afin de valider mes interprétations des résultats, il serait très intéressant de 

vérifier directement si les niveaux élevés de ȖH2AX correspondent effectivement aux 

CDBs. Les cellules peuvent être isolées selon leur niveau de marquage de ȖH2AX par 

FACS (de l’anglais, fluorescence activated cell sorting) et être directement évaluées 

pour la formation de cassures simple- et double-brin par le test des comètes en 

conditions alcalines et neutres. Ceci permettrait de définir concrètement la relevance de 

la formation de ȖHβAX induite par les rayons UV en termes de cassures de l’ADN. 

Je propose un modèle qui réunit les principales hypothèses envisagées dans ce 

manuscrit (Figure 74). Différents points doivent être vérifiés et analysés de façon plus 

spécifique et directe, comme je l’ai précisé au cours de cette discussion. 

 

Figure 74. Modèle proposé pour la synthèse translesionnelle des CPDs et des 6-4PPs dans 
des cellules humaines proficientes ou déficientes en PolȘ ainsi que ses conséquences. La 
partie noire du schéma correspond aux conséquences de l’exposition aux rayons UV alors que la 
partie en rouge représente les effets de la caféine sur les cellules irradiées. La TLS des CPDs par 
PolȘ est rapide et efficace. PolȘ répliquerait les CPDs directement à la fourche de réplication. 
δorsque PolȘ est absente, les CPDs sont répliqués par un mécanisme de sauvegarde tardif par 
rapport au blocage initial de la fourche selon le modèle de TLS post-réplicative. D’un autre 
côté, les 6-4PPs sont tolérés par TLS post-réplicative dans un mécanisme dépendant de deux 
polymérases. Puisque PolȘ est capable d’insérer le 1er nucléotide lors de la TLS des 6-4PPs, je 
spécule que, lorsque cette polymérase est absente, un mécanisme de sauvegarde tardif prendrait 
en charge une partie des 6-ζPPs bloquant les fourches. δ’autre partie conduit à la formation de 
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cassures double brin (CDB), ce qui est indiqué par la flèche rouge en pointillés. Dans tous les 
cas, blocages de fourches de réplication ou formation de brèches, il y a des régions d’ADN 
simple-brin (ADNsb), ce qui conduit à la phosphorylation de l’histone HβAX sur la sérine 1γ9. 
La formation de ȖHβAX entraîne l’hyperactivation de la voie ATR, qui stabilise les régions 
d’ADNsb et induit un arrêt du cycle cellulaire. δa caféine via son effet inhibitoire sur la voie 
ATR et, par conséquent, sur la stabilisation des régions d’ADNsb induit la formation de CDB 
dans les cellules irradiées. La réponse aux CDB implique la voie ATM qui phosphoryle H2AX 
et induit des niveaux élevés de ȖH2AX (« hauts niveaux de ȖH2AX »). Les CDB induites par les 
rayons UV conduisent principalement les cellules dans une voie apoptotique.  

 En conclusion, cette étude révèle que la TLS post-réplicative joue un rôle 

important dans la survie des cellules humaines XP-C exposées aux rayons UV. Plus 

précisément, elle suggère que les lésions de type 6-4PPs sont tolérées par TLS post-

réplicative. Par ailleurs, j’ai démontré que PolȘ joue un rôle critique lorsque les lésions 

provoquées par les UV ne sont pas éliminées par la sous-voie GGR. Des analyses avec 

les photolyases seront faites afin d’évaluer directement l’implication de PolȘ dans la 

TLS des 6-4PPs présents dans le génome de cellules humaines.  

J’ai donc établi la première lignée cellulaire humaine stable déficiente à la fois 

en PolȘ et NER. Et, l’ensemble des résultats obtenus valide cette lignée comme modèle 

d’étude de mécanismes de réponse aux dommages de l’ADN. 

 

V. Implications de PolȘ et de la voie NER en réponse à des drogues 

chimiothérapeutiques 

Bien que l’implication de PolȘ ainsi que celle de la voie NER soit établie dans la 

réponse aux dommages provoqués par les rayons UV, elles semblent également jouer un 

rôle dans les cellules traitées avec des drogues chimiothérapeutiques.  

En particulier, dans le cas de la doxorubicine, les protéines XPA et PolȘ sont 

nécessaires à la survie des cellules exposées à cet agent génotoxique (Partie II des 

résultats). De façon surprenante, la réduction de l’expression de PolȘ dans les cellules 

XP-A n’a pas modifié la sensibilité de ces cellules à ce traitement. Bien que ces résultats 

ne soient pas encore conclusifs, ils ont été retrouvés lors d’expériences préliminaires 

dans les cellules XP-C et dans le modèle stable et isogénique XP-C/PolȘKD. Une 

explication possible pour ces observations est l’implication de PolȘ dans l’étape de re-

synthèse d’ADN de la voie NER, comme il l’a été suggéré pour Polț (Ogi et al. 2010). 

Néanmoins, à ma connaissance, aucune évidence du rôle de PolȘ dans la voie NER n’a 

été publiée jusqu’à présent. Afin d’approfondir l’étude d’une éventuelle interaction 
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entre PolȘ et la voie NER, les résultats obtenus avec les cellules double déficientes 

devront tout d’abord être confirmés. Et, si l’absence de PolȘ dans les cellules XP-C n’a 

en effet aucune influence sur la réponse de ces dernières au traitement à la 

doxorubicine, il serait intéressant d’essayer de reproduire ce résultat à partir d’autres 

cellules XP.  

 De la même façon, il serait intéressant d’évaluer l’implication de PolȘ et de XPC 

dans la réponse à d’autres drogues chimiothérapeutiques. Grâce au modèle des cellules 

XP-C/PolȘKD, il serait possible de mettre en évidence des éventuelles interactions entre 

ces protéines en réponse à des agents génotoxiques. Ceci permettrait de proposer de 

nouveaux rôles pour ces protéines. Dans cette optique, j’ai obtenu des résultats 

préliminaires avec ces cellules traitées au cisplatine. Cet agent est considéré « UV-like » 

car il provoque majoritairement des pontages intra-brins de l’ADN (Bowden et al. 

2010). Néanmoins, il peut également induire d’autres types de lésions comme des 

pontages inter-brins de l’ADN (Enoiu et al. 2012). Par ailleurs, bien que l’implication 

de PolȘ soit établie dans la réponse au cisplatine (Albertella et al. 2005; Chen et al. 

2006), il n’est pas encore clair si les deux sous-voies GGR et TCR prennent en charge 

les lésions générées (Graf et al. 2011; Enoiu et al. 2012). 

Actuellement, il est de plus en plus clair que les mécanismes impliqués dans les 

réponses cellulaires aux dommages de l’ADN peuvent se croiser et prendre ainsi en 

charge une large gamme de lésions. δ’étude des effets de différents agents sur les 

modèles que je dispose devrait aider dans la mise en évidence de ces éventuelles 

interactions. La compréhension des mécanismes moléculaires qui interviennent dans les 

cellules exposées à des agents génotoxiques est particulièrement importante dans le cas 

des drogues chimiothérapeutiques. En effet, les protéines impliquées dans la réponse 

aux dommages peuvent être responsables de la résistance de cellules cancéreuses à un 

traitement. Ces protéines peuvent représenter par conséquent des cibles thérapeutiques 

potentielles.  
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Abstract  

UV-induced DNA damage, such as (6-4) photoproducts (6-4PPs) and cyclobutane pyrimidine 

dimers (CPDs), interferes with DNA replication and transcription. These types of DNA damage 

can be removed by nucleotide excision repair (NER) or tolerated by translesion DNA synthesis 

(TδS). Polymerase Ș (PolȘ) is responsible for bypassing CPDs, although it may also act on θ-

ζPP lesions. Here, we determine the role of PolȘ in UV-irradiated NER-deficient human XP-C 

cells. By knocking down (KD) the POLH gene in XP-C cells, we created a stable human cell 

line, XP-C/PolȘKD, that exhibited both the XP-C and XP-V phenotypes. The colocalization of 

ȖHβAX with RPA, as shown by immunofluorescence, revealed UV-induced single-stranded 

DNA (ssDNA) in both XP-C and XP-C/PolȘKD cells. Flow cytometry analyses of ȖHβAX 

showed ssDNA in both the S and G2 phases in these two cell lines. The incorporation of BrdU 

after UV irradiation showed that XP-C cells accumulated in the G2 phase but not in the S phase. 

Because CPDs can be bypassed by PolȘ in XP-C cells, the data suggest that TLS of 6-4PPs does 

not occur at the replication fork but instead occurs as a post-replicative gap-filling mechanism. 

εoreover, PolȘ silencing led to S-phase arrest, DNA strand breaks and cell death in UV-

irradiated XP-C cells, demonstrating a critical role for PolȘ in cells with a NER-deficient 

background. The compelling data highlight a complex crosstalk between NER and TLS in 

response to UV irradiation. 

Introduction 

UV light induces DNA damage that can block replication and transcription (1-3) and may result 

in cell death or genetic instability. These lesions are removed via the nucleotide excision repair 

(NER) pathway, defects in which may cause xeroderma pigmentosum (XP), a syndrome 

characterized by UV hypersensitivity (1). The NER pathway is subdivided into global genome 

repair (GGR) and transcription-coupled repair (TCR) (4). Briefly, GGR resolves lesions 

throughout the genome that are recognized by the XPC protein (3), whereas TCR targets lesions 

that stall RNA polymerase II. UV irradiation induces mainly (6-4) photoproducts (6-4PPs) and 

cyclobutane pyrimidine dimers (CPDs) in the DNA. Although 6-4PPs are formed 3 times less 

frequently than CPDs, they provoke a more pronounced distortion in the DNA helix and are 

therefore removed within 3-6 hours. In contrast, only 50% of CPDs are excised 24 hours after 

UV exposure (3, 5). 
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Alternatively, UV damage can be tolerated by translesion DNA synthesis (TLS), in which 

translesion polymerases (TLS pols) replicate damaged DNA (6). TLS can occur at the 

replication fork or via a post-replicative mechanism (7). In the former, the stalled replicative pol 

is replaced by a TLS pol that inserts nucleotides opposite the lesion. The replicative pol is 

reassembled to allow the resumption of DNA replication after the lesion is bypassed. According 

to another hypothesis, the replicative pol reinitiates after the damage, giving rise to short single-

stranded gaps opposite the lesion. These gaps would then be filled by TLS pols after the 

resumption of replication forks (7-11) in a post-replicative gap-filling mechanism. DNA 

polymerase Ș (PolȘ) is the prototypic TLS pol whose importance in human cells is highlighted 

by the variant form of XP (XP-V). PolȘ ensures accurate replication of TT-CPDs. This bypass 

may occur at the replication fork (8, 12) but also may occur via a post-replicative gap-filling 

pathway (13, 14). PolȘ is also involved in the bypass of θ-4PPs in plasmids in both yeast and 

human cells (15, 16). However, a recent work suggested that PolȘ is mainly restricted to the 

TLS of CPDs (17), and the authors proposed that the bypass of 6-4PPs in the mammalian 

genome is performed by Rev1 and Polȗ (17). Therefore, the role of PolȘ in the TδS of θ-4PPs 

remains controversial.  

In this work, we investigated the importance of PolȘ in the recovery of UV-exposed, 

XPC-deficient human cells in which most of the 6-4PPs and CPDs were not repaired. Cell cycle 

analysis showed that UV treatment of XP-C cells did not arrest DNA replication but instead 

caused cells to accumulate in the G2 phase. The XP-C cells showed the phosphorylation of the 

histone HβAX (ȖHβAX) in the S and Gβ phases after UV exposure. ȖHβAX was found to be co-

localized with RPA in immunofluorescence assays, showing an association of ȖHβAX with 

single-stranded DNA (ssDNA). Our data from XP-C cells indicate that the presence of UV-

induced ssDNA during the S and G2 phases signals checkpoint activation and G2 arrest. 

Because CPDs are efficiently bypassed by PolȘ in XP-C cells, this work provides evidence for 

the post-replicative gap-filling bypass of 6-4PPs. By knocking down (KD) the POLH gene in 

XP-C cells, we established a human cell line that exhibited an enhanced sensitivity to UVC. In 

strong contrast to what occurs in XP-C cells, low-dose UVC irradiation generated DNA strand 

breaks and significant cell death in the double-deficient mutant cells, demonstrating that PolȘ 

plays a crucial role in the recovery of GGR-deficient cells that are exposed to UVC. The PolȘ 

KD induced a more pronounced ȖHβAX signal and an S-phase arrest in XP-C cells. Together, 

the results also indicate that PolȘ may participate in the replication of θ-4PP lesions in human 

cells. 

Results  

XP-C cells are temporarily arrested at the G2 phase after low-dose UVC irradiation 

To study the DNA damage response (DDR) in XP-C fibroblasts, the effects of a low UVC dose 

were investigated. Flow cytometry showed that up to 7 h after a dose of 2 J/m² UVC, the 
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percentage of S-phase cells increased in both XP-C+ and XP-C fibroblasts (Fig. 1A). At 24 h, 

despite resumption of a normal cell cycle progression in NER+ cells, we observed a two fold 

increase in the number of XP-C fibroblasts in the G2 phase relative to control cells (Fig. 1). Cell 

cycle arrest in XP-C cells was less pronounced 72 h after UVC exposure, and low levels of 

DNA fragmentation (8.5 % of sub-G1) were also detected (Fig.1A). Interestingly, 24 h after 

2 J/m² of irradiation, XP-C cells showed neither a reduced BrdU incorporation nor cell 

accumulation in the S phase (Fig.1B), indicating that DNA replication proceeded normally. 

Therefore, upon a low UVC dose, XP-C cells were temporarily arrested in the G2 phase of the 

cell cycle, but following a higher UVC dose (5  J/m²), XP-C cells accumulated in both the late S 

and G2 phases (Fig. 1B). 

Persistent H2AX phosphorylation in XP-C fibroblasts 

The histone HβAX is phosphorylated at serine 1γ9 (forming ȖHβAX) in the vicinity of DNA 

single or double strand breaks (SSBs and DSBs, respectively) (18, 19). Because UV irradiation 

induces ȖHβAX formation (19-23), this was investigated in XP-C cells after UVC exposure. 

Immediately after a local irradiation of 1η0 J/m² UVC, ȖHβAX staining was not detected, but 

CPD specific signals were intense (Fig. S1). Beginning at 2 h post-treatment, ȖHβAX staining 

colocalized with CPDs and 6-4PPs in XP-C cells. Thus, ȖHβAX was induced by the presence of 

both CPD and 6-4PP lesions. Next, we assessed the phosphorylation of H2AX after low-dose 

UVC exposure (Fig. β). Flow cytometry of the ȖHβAX signal as a function of the DNA content 

as shown by propidium iodide staining revealed that 2 h after exposure to 2 J/m² UVC, ȖHβAX 

staining increased in the S and G2 phases in both XP-C+ and XP-C fibroblasts (Fig. 2). At 24 h 

after UV irradiation, ȖHβAX staining was no longer detected in XP-C+ cells but increased in all 

phases of the XP-C cell cycle. A slight decrease in staining intensity was detected 72 h after 

UVC treatment, though it did not return to its basal level. These data suggest that ȖHβAX was 

linked to the presence of unrepaired photoproducts in all phases of the cell cycle in XP-C cells. 

Human cells deficient in both XPC and PolȘ are highly sensitive to UVC irradiation 

We next sought to determine the role of PolȘ in UVC-irradiated human XP-C cells. PolȘ was 

stably knocked down (PolȘKD) in XP-C fibroblasts using an EBV-derived vector targeting the 

POLH gene (24, 25), and from among these cells, the clone with the highest KD efficiency was 

selected (Fig. 3A). The proliferation rate of fibroblasts was disrupted to a greater extent in the 

XP-C/PolȘKD cells than in the XP-C cells after a 2 J/m² UVC dose (Fig. 3B and S2), indicating 

that PolȘKD further increased the sensitivity of XP-C cells to UVC irradiation. UV sensitization 

by caffeine (CAF) is a hallmark of the XP-V cell phenotype (9, 26, 27). Therefore, to 

functionally access the PolȘ KD, we evaluated the sensitivity of XP-C/PolȘKD cells to UVC 

irradiation in the presence of 1 mM CAF (Fig. 3B). The proliferation of XP-C+ cells was not 

affected by this drug, but the proliferation of XP-C, XP-V and XP-C/PolȘKD fibroblasts was 

significantly decreased after treatment with low UVC doses (2 and 3 J/m²) in the presence of 
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CAF. However, consistent with the defect of PolȘ in XP-C/PolȘKD cells, only XP-V and XP-

C/PolȘKD cells were sensitized by CAF after being irradiated with 1 J/m² UVC. To better 

characterize the UV-DDR in this double-deficient cell line, the cell cycle and sub-G1 phase 

were analyzed by flow cytometry (Fig. 3C and D). At 24 h post-2 J/m² UVC treatment, XP-

C/PolȘKD fibroblasts accumulated in both the G2 and S phases, while XP-C (Fig. 1B) and XP-V 

cells accumulated in the G2 or S phase, respectively. At 72 h, BrdU incorporation into DNA in 

the double mutant showed a disrupted S-to-G2 phase transition and an enhanced accumulation 

of cells in the G2 phase. However, XP-V cells accumulated moderately in the G2 phase (Fig. 

3C), and XP-C/PolȘKD exhibited a significant sub-G1 fraction (22%) that was not observed for 

XP-V cells (Fig. 3D). Upon a higher UVC dose (5 J/m²), XP-V cells clearly accumulated in the 

early S phase, while XP-C/PolȘKD cell accumulation in the S and G2 phases was enhanced and 

these cells showed a dramatic decrease in BrdU incorporation (Fig. 3C). Altogether, these 

results indicate that human fibroblasts deficient in both XPC and PolȘ presented the combined 

XP-C and XP-V phenotypes and were extremely sensitive to low-dose UVC irradiation. 

Low-dose UVC exposure induces pronounced H2AX phosphorylation and DNA single-

strand breaks in XP-C/PolȘKD human cells 

Quantification of ȖHβAX by flow cytometry showed that XP-C/PolȘKD cells exhibited two fold 

more ȖHβAX-positive cells than XP-C and XP-V fibroblasts 24 h after a 2 J/m² UVC dose (Fig. 

4A). In XP-V cells, ȖHβAX accumulated mainly in the S-phase 24 h after irradiation and 

disappeared thereafter (Fig. 4B). XP-C/PolȘKD fibroblasts showed an increase in ȖHβAX signal 

in all cell cycle phases (Fig. 4B). Interestingly, a more intense ȖHβAX staining (>10eβ in log 

FITC, see Fig. 4B), defined by Cleaver et al. as indicative of high levels of ȖHβAX (28, 29), 

was detected in only this cell line. This signal arose in the S and G2 phases 24 h after UVC 

treatment and was present in all cell cycle phases 72 h later. The relevance of ȖHβAX staining 

in the detection of DNA strand breaks was analyzed by the alkaline comet assay, which detects 

both SSBs and DSBs. Surprisingly, at 24 h after a 2 J/m² UVC treatment, when ȖHβAX staining 

was at a maximum for all three mutant cell lines, DNA breaks were significantly induced in 

only the PolȘ-deficient cell lines and not in the XP-C fibroblasts (Fig. 4C and S3). Importantly, 

no DNA breaks were detected immediately after UVC exposure, indicating that they were not 

directly induced by this irradiation (Fig. S3). To distinguish between SSBs and DSBs, we next 

assessed DSB formation using the neutral comet assay. As comet tail moments under alkaline 

and neutral conditions are not directly comparable (30), we determined the percentage of cells 

with comet tails for each experiment (Fig. 4C, see Fig. S4 for more details). Upon a 2 J/m² UVC 

dose, approximately 8% of XP-V cells exhibited tails under alkaline conditions (versus 4% of 

untreated cells), while only 4% of cells exhibited DSBs as shown by the neutral assay (versus 

2.4% of unirradiated cells). Interestingly, 24% of XP-C/PolȘKD cells presented tails in the 

alkaline comet assay after a 2 J/m² UVC dose (versus 4% of untreated cells), but only 9% of 
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these cells exhibited DSBs (versus 3.4% of mock-treated cells). Thus, a low UVC dose induced 

both SSBs and DSBs in the XP-C/PolȘKD cell lines; SSBs, however, accounted for the majority 

of the DNA breaks. SSBs were also induced in XP-V cells, although they were much more 

pronounced in the double-deficient cell line. Because SSBs may reflect single-stranded DNA 

(ssDNA) in the complementary DNA strand, we used immunofluorescence to follow the 

localization of ȖHβAX with replication protein A (RPA), a protein that binds ssDNA. (Fig. ζD). 

Strikingly, ȖHβAX and RPA colocalized in all cell lines 7 h after local UV treatment. Therefore, 

in XP-C cells, UVC irradiation induced ȖHβAX to localize at ssDNA sites despite no significant 

amount of SSBs or DSBs being detected by the comet assay. Moreover, in XP-C/PolȘKD human 

fibroblasts, a low UVC dose induced enhanced ȖHβAX staining in all of the cell cycle phases. 

This staining was more pronounced in cells in the S and G2 phases because they also had high 

levels of ȖHβAX. Furthermore, in this double-deficient mutant, UV irradiation generated DSBs 

and to a greater extent SSBs. 

CAF induces high levels of ȖH2AX and DNA double-strand breaks in XPC- and PolȘ-

deficient fibroblasts after a low UVC dose 

Surprisingly, the proliferation of XP-C cells exposed to 2 J/m² of UVC was disturbed by CAF 

(Fig. 3B). Therefore, we further investigated the effects of CAF in irradiated mutant cell lines. 

First, quantitative flow cytometry revealed that, in all deficient fibroblasts, this treatment 

drastically impaired DNA synthesis and enhanced DNA fragmentation. This effect was even 

more pronounced for XP-C/PolȘKD cells (Fig. S5). CAF also increased the UV-induced ȖHβAX 

staining in all mutant cell lines at 24 h and further increased it 72 h after treatment (Fig. 5A and 

S6). Interestingly, the CAF-induced increase in the percentage of ȖHβAX-positive cells was 

caused by an increase in the high levels of ȖHβAX (Fig. ηA). Cells with high levels of ȖHβAX 

were mainly in the S and G2 phases 24 h after treatment and were in all phases of the cell cycle 

72 h later (Fig. S7). Interestingly, CAF also increased UV-induced SSBs and DSBs in XP-V 

and XP-C/PolȘKD cells 24 h after treatment (Fig. 5B and 4C). Indeed, CAF more than doubled 

the generation of SSBs and DSBs in these irradiated cells compared to UV-irradiated cells not 

treated with CAF. Moreover, this treatment provoked DNA breaks in XP-C cells, as indicated 

by the 16.3% and 12% of XP-C cells with tails under alkaline and neutral conditions, 

respectively (Fig. 5B). Together, the data show that CAF enhanced UVC-induced DNA 

replication arrest, production of DSBs and high levels of ȖHβAX and the size of the sub-G1 

fraction in XP-V and XP-C/PolȘKD cells. In irradiated XP-C cells, on the other hand, S phase 

stalling, high levels of ȖHβAX and DNA breaks appeared only in the presence of CAF. 

Discussion 

PolȘ deficiency does not lead to hypersensitivity to UV light except in the presence of caffeine 

(26, 27). However, we show here that in an XPC deficient background, PolȘ-deficient cells are 

highly sensitive to UV irradiation, underscoring the importance of PolȘ in the recovery of 
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human XP-C cells exposed to UV light. To gain further insights into the potential role of PolȘ in 

human XP-C cells, we studied the low dose UV-DDR in XP-V and XP-C cells as well as in a 

novel PolȘ-knocked down XP-C cell line.  

Quantitative flow cytometry showed that irradiated XP-V fibroblasts were arrested 

during replication and presented ȖHβAX staining in this phase of the cell cycle. UV-induced 

ȖHβAX in PolȘ-deficient cells has been previously associated with the generation of single-

stranded DNA (ssDNA) caused by the stalling of DNA replication forks (12). Indeed, by using 

both the comet assay and immunofluorescence in XP-V cells, we demonstrated that a low UVC 

dose induces ssDNA not double-strand breaks (DSBs). 

Because most CPDs and 6-4PPs are not repaired in XP-C cells, we were surprised to 

find that low-dose UV irradiation did not induce S-phase arrest but instead resulted in an 

accumulation of cells in the Gβ phase. εoreover, ȖHβAX was linked to the presence of ssDNA 

in XP-C and was formed in the G2 phase as well as during replication. Recently, it was shown 

that UV-induced changes in DNA structure in the S and G2 phases are triggers for checkpoint 

activation (13, 31), which depends mostly on the ATR (ataxia telangiectasia mutated, ATM and 

Rad-3 related) pathway (17, 32). When the ATR pathway was inhibited by CAF (12, 14, 28), 

XP-C as XP-V cells were highly sensitized to low-dose UVC exposure. Our observations are 

consistent with the formation of single-stranded gaps in the DNA from UV-exposed XP-C cells 

in the S and G2 phases, which activates the ATR pathway and leads to G2 arrest. Moreover, the 

differences between XP-V and XP-C cells cycle and the formation of ȖHβAX as a function of 

the cell cycle indicate that, under our experimental conditions, the UV-DDR observed in XP-C 

cells is due to the persistence of 6-4PPs rather than CPDs. These conclusions support a model in 

which 6-4PP lesions are bypassed through a post-replicative gap-filling process. Similarly, in 

XP-V cells, UV irradiation induced a slight cell cycle arrest in the G2 phase 72 h after 

treatment. This result suggests a post-replicative gap-filling backup mechanism for the bypass 

of CPDs in the absence of PolȘ. 

Because PolȘ is able to insert the first nucleotide during bypass of θ-4PPs (15, 16), in 

PolȘ-deficient cells, unrepaired 6-4PPs would stall replication forks and cause them to become a 

predominant source of DSBs (17). Therefore, to explain the critical importance of PolȘ in the 

XP-C cells reported here, we speculate that in the absence of PolȘ, θ-4PPs arrest replication 

forks in the double-deficient mutant in a similar manner to what is observed for CPDs in XP-V 

cells. Our work supports the model proposed by Jansen et al. (8), in which the TLS of 6-4PPs 

occurs in a post-replicative gap-filling manner beginning with the insertion of the first 

nucleotide by PolȘ. In the absence of PolȘ, part of the stalled replication forks at a θ-4PP would 

be resolved by a slow post-replicative gap-filling mechanism, while the other would be 

processed into a DSB. Nevertheless, we cannot completely rule out the possibility that the 

persistence of unrepaired CPDs amplifies the XP-V phenotype in XPC/PolȘKD fibroblasts. 
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Further investigations are needed to assess the importance of PolȘ in the specific bypass of θ-

4PPs in human cells.  

Because H2AX can be phosphorylated by ATR (20), it is intriguing that the inhibition 

of this kinase by CAF induced an increase in ȖHβAX formation after UV irradiation. A recent 

work has shown that ȖHβAX may be involved in the amplification of ATR signaling (33). Thus, 

H2AX may be phosphorylated in response to ssDNA, inducing an over-activation of the ATR 

pathway and stabilizing ssDNA (12, 34). Interestingly, this increase in ȖHβAX corresponded to 

the high levels of ȖHβAX previously described by Cleaver (23, 28). Higher levels of ȖHβAX 

probably appear as a consequence of DSBs as they were detected by the neutral comet assay 

under the same experimental conditions. In addition, CAF and UV exposure together redirect S 

phase cells into an apoptotic pathway mediated by ATM and JNK1 (28, 29, 35). Here, UV-

exposed S phase cells are likely switched to a DSB pathway that is known to activate ATM 

signaling and to induce intense ȖHβAX staining (23). In this study, the high correlation of DSB 

formation with apoptosis indicates that the majority of UV-induced DSBs cannot be repaired, 

resulting in cell death. Importantly, the same results were observed for the XP-C/PolȘKD cells 

that were exposed to a low UVC dose even in the absence of CAF, further indicating a critical 

role for PolȘ in the recovery of UV-irradiated human XP-C cells. 

This study revealed that a post-replicative gap-filling bypass mechanism may play an 

important role in the recovery of human XP-C cells from UV exposure. Our work revealed 

unforeseen roles for 6-4PPs in the generation of such gaps in the human genome. Moreover, we 

demonstrated that PolȘ is crucial when UV lesions are not removed by GGR. Further 

investigations will be performed to establish the role of PolȘ in the bypass of θ-4PPs. Although 

the effects observed in this work were certainly exacerbated by DNA repair defects, these 

processes probably reflect the consequences of a small number of lesions in human cells and 

disclose the crosstalk between NER and TδS by PolȘ as it deals with UV-induced 

photoproducts. The establishment of a stable XP-C/PolȘKD human cell line has also paved the 

way to further investigations regarding the relationship between NER and TLS in response to 

several other genotoxic agents. This approach may lead to significant improvements in our 

understanding of mutagenesis and genetic instability mechanisms. 

Material and methods 

Cell lines, cell culture conditions and gene silencing 

The SV40-transformed human fibroblasts XP4PA (XP-C), XP30RO (XP-V, kindly gifted by 

Dr. James Cleaver), MRC5, XP4PA corrected for XPC mutation (XP-C+) and XP-C/PolȘKD 

were routinely grown in DMEM (LGC) supplemented with 10% FCS (Cultilab) and 1% 

Penicillin/Streptomycin (Invitrogen) at 37°C in a humidified 5% CO2 atmosphere (36). POLH 

was stably knocked down in XP-C human fibroblasts by an EBV-derived vector as previously 

reported (24, 25). For details, see SI Materials and Methods.  
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Treatments 

UVC irradiation (254 nm) and caffeine treatment were performed as previously described (12).  

Cell proliferation  

Cell proliferation was assessed 72 h after UVC irradiation with or without caffeine using a Cell 

Proliferation Kit II (XTT, Roche, Basel, Switzerland) as described elsewhere (36). 

Flow cytometry (sub-G1, cell cycle and ȖH2AX analyses) 

Cell cycle, sub-G1 and ȖHβAX analyses were performed using flow cytometry. To study cell 

cycle distribution, cells were incubated with BrdU 20 minutes prior to harvesting and were 

stained with BrdU to show DNA content as previously described (12). The protocols for the 

analysis of sub-G1 and ȖHβAX were described elsewhere (36) and are detailed in the SI 

Materials and Methods.  

Immunofluorescence  

For local UV irradiation, cells were covered with a 5 µm pore-diameter filter (Millipore) during 

exposure, and immunostaining was subsequently performed as previously described (37) with 

the addition of a treatment with 2 M HCl for 10 minutes at 37ºC prior to blocking. The 

following antibodies were used: rabbit anti-ȖHβAX (ab-2893 Abcam, Cambridge, MA, USA), 

mouse anti-RPA p34 (Neomarkers, Fremont, CA, USA) and mouse anti-ȖHβAX (εillipore).  

Western Blots 

The detection of endogenous proteins was performed as previously described (12). The 

following antibodies were used: rabbit anti-PolȘ (ab-17725), mouse anti-XPC (ab-6264) and 

mouse anti-GAPDH (sc-32233 Santa Cruz, CA, USA).  

Alkaline and neutral comet assays 

The detection of DNA breaks was performed as previously described (38), and details are 

included in the SI Materials and Methods section. At least 100 comets per slide were scored 

with Comet Assay IV software (Perceptive instruments). 

Statistics 

Statistical significance was assessed using a t-test or two-way ANOVA followed by the 

Bonferroni test (Prism 5, GraphPad Software Inc., CA, USA).  
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Figures and Figure Legends 

 

Figure 1. XP-C cells are temporarily arrested in the G2 phase of the cell cycle after a low UVC 
dose. The cell cycle phase of wild-type and XP-C cells was evaluated by BrdU and propidium 
iodide (PI) staining and was detected by flow cytometry after a 2 J/m² UVC dose. Briefly, S 
phase cells are BrdU positive, and PI, a DNA intercalating agent, indicates that G2 cells contain 
two-fold more DNA than G1 cells. (A) Quantification of the flow cytometry data showing the 
percentage of cells in each cell cycle phase at the indicated times after a 2 J/m² UVC dose. The 
sub-G1 fractions measured 72 hours after a 2 J/m² UVC dose are indicated. At least two 
independent flow cytometry experiments were performed in duplicate. (B) Representative 
graphics are shown and the average percentages of cells in the G1, S and G2 phases obtained via 
three independent experiments are indicated. At the top right, the corresponding cell cycle 
distributions determined by PI staining are shown.  
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Figure 2. UVC induces ȖHβAX formation in all cell cycle phases in XP-C cells. The data 
describe ȖHβAX staining for each cell cycle phase. ȖHβAX and DNA contents in XP-C+ and 
XP-C cells were measured by flow cytometry at the indicated times after either 0 (black 
histograms) or a 2 J/m² (gray histograms) doses of UVC.  
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Figure 3. XP-C/PolȘKD cells present both XP-C and XP-V phenotypes and are more sensitive to 
UVC irradiation than XP-C cells. (A) POLH was stably knocked down in XP-C human 
fibroblasts as assessed by western blotting. (B) The proliferation of XP-C+, XP-V, XP-C and 
XP-C/PolȘKD cells was determined 72 hours after 0, 1, 2 and 3 J/m² doses of UVC with or 
without 1 mM caffeine (CAF). The significance of the difference between each cell line 
irradiated with a 2 J/m² UVC dose without CAF compared to when the cell line was treated with 
UVC + CAF is shown (**P < 0.001; ***P < 0.0001). (C) The cell cycle phases of XP-V and 
XP-C/PolȘKD cells were evaluated by BrdU and PI staining as detected by flow cytometry at the 
indicated times after UVC treatment. Representative graphics are shown, and the averages of 
the percentages of cells in the G1, S and G2 phases from three independent experiments are 
indicated. At the top right, the cell cycle distribution determined by PI staining is shown. (D) 
Averages of the percentages of cells in each cell cycle phase from three independent flow 
cytometry experiments. The sub-G1 fractions measured 72 hours after UVC treatment are 
indicated.  
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Figure 4. XP-C/PolȘKD cells present pronounced levels of ȖHβAX colocalization with RPA and 
induction of single and double DNA strand breaks after a 2 J/m² UVC dose. (A) ȖHβAX 
immunostaining was detected by flow cytometry at the indicated times after a 2 J/m² UVC dose. 
The cells showing a more intense ȖHβAX signal than untreated cells were considered positive. 
Data are shown as the mean (± s.e.m.) of three independent experiments. The significance of the 
differences between the XP-C/PolȘ KD cells versus the XP-C cells and the XP-C and XP-V cells 
versus MRC5 cells is shown (*P < 0.05; ***P < 0.0001). (B) Histograms show the 
representative ȖHβAX staining from three individual experiments on each phase of the cell 
cycle at the indicated times after a 2 J/m² UVC dose. The lines indicate high levels of ȖHβAX. 
(C) DNA breaks and double strand breaks were detected 24 h after UVC treatment using the 
alkaline and neutral comet assays, respectively. Data are presented as the percentages of comets 
with tails (± s.e.m.) under alkaline (alk) or neutral (neu) conditions and are averages from at 
least two experiments performed in triplicate; 100 comets per sample were scored. (D) Cells 
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were exposed to a 150 J/m² UVC dose through 5 µm-diameter isopore filters and were 
immunostained for ȖHβAX and RPA pγζ ι h later.  

 

 

 

Figure 5. Caffeine induces high levels of ȖHβAX and DNA strand breaks in the XPC- and 
PolȘ-deficient fibroblasts exposed to a low UVC dose. Cells were treated with a 2 J/m² UVC 
dose in the presence of 1 mM of caffeine (CAF). (A) Percentages of cells positive for ȖHβAX 
staining and specifically cells presenting high levels of ȖHβAX were quantified via flow 
cytometry. The gates for high levels of ȖHβAX were defined from the βζ h after β J/m² UVC 
time point staining. (B) DNA strand-break induction was measured 24 hours after 2 J/m² UVC 
irradiation in the presence of caffeine by the alkaline (alk) and neutral (neu) comet assays and 
was quantified by counting comets with tails. Histograms represent the mean (± s.e.m.) of at 
least two independent experiments performed in triplicate; 100 comets per sample were scored.  
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Supporting Information 
 
Quinet et al., 2012 
 
SI Figure legends 

 

Figure S1. Histone H2AX is phosphorylated as a consequence of photoproducts persistence. 
XP-C, XP-C+ and MRC5 fibroblasts were exposed to 150 J/m² UVC through 5 µm-diameter 
isopore filters and immunostained for ȖH2AX and CPD (Top) or 6-4PP (Bottom) at the 
indicated times. Antibodies used: mouse anti-CPD and anti-6-4PP (Cosmo Bio Co., Ltd, Tokyo, 
Japan). 
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Figure S2. (Left) XP-C+, XP-C and XP-C/PolȘKD fibroblasts were exposed to 2, 5 and 10 J/m² 
UVC and counted 72 hours later. P values were calculated by comparing XP-C versus XP-C+ 
cells and XP-C/PolȘKD versus XP-C. (Right) XP-C (on the top) and XP-C/PolȘ KD (on the 
bottom) cells 6 days after 0 (left) and 2 (right) J/m² UVC. 2.104 cells were plated in 60 mm 
plates and fixed and colored with violet crystal 6 days after treatment.  

 

 

 

Figure S3. Alkaline comet assay performed immediately (left) or 24 hours (right) after 2 J/m² 
UVC irradiation. Histograms represent the comet tail moments mean (± s.e.m.) of at least two 
independent experiments done in triplicate. Statistical analyses were applied by comparing 
treated versus untreated cells with unpaired Student t test and between cell lines with two-way 
ANOVA followed by Bonferroni test. ns, non significant; *P < 0.05; ***P < 0.0001.  
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Figure S4. DNA strand breaks and DSB were detected 24 h after UVC by alkaline and neutral 
comet assay, respectively. Data represent individual comets plotted in function of their tail 
moment and DNA content. Based on unirradiated cells’ graphs, we defined a gate above which 
comets would be considered positive for tail. The percentages of comets with tail (± s.e.m.) are 
shown on the top right of each plot. Alkaline and neutral comet assay were done at least twice in 
triplicate.  

 

Figure S5. Caffeine sensitizes all XPC- and PolȘ-deficient cell lines to UVC exposure. Cells 
were irradiated with 2 J/m² UVC in the presence of 1 mM of caffeine (CAF). (Left) Cell cycle 
progression was assessed 24h after treatment by co-staining cells with anti-BrdU and propidium 
iodide (PI) followed by analysis in a flow cytometry. At the top right, the correspondant cell 
cycle distribution determined only by PI staining is shown. Flow cytometry analyses were done 
at least three times independently in duplicate and representative graphics are shown. (Right) 
The sub-G1 fraction was detected by flow cytometry 72 hours after the exposure. Each value 
represents the mean (± s.e.m.) of at least three independent experiments. The significance of the 
differences between each irradiated cell line versus irradiated XP-C+ cells, between indicated 
treated cell lines and between each cell line treated with UVC + caffeine versus only irradiated 
cells are shown (ns, non significant, **P < 0.001; ***P < 0.0001)  
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Figure S6. Fibroblasts were exposed to 2 J/m² UVC ± caffeine (CAF) and ȖH2AX 
immunostaining was detected by FACS at the indicated times. Unirradiated cells’ ȖH2AX 
staining was considered negative and cells presenting a stronger ȖH2AX signal were considered 
positives. Data correspond to the mean (± s.e.m.) of at least two independent experiments.  



 

174 
 

 

Figure S7. Fibroblasts were exposed to 2 J/m² UVC and caffeine (CAF) and stained for ȖH2AX 
and DNA content at the indicated times. Data represent ȖH2AX staining for each phase of cell 
cycle and lines indicate high levels of ȖH2AX.  
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Figure S8. XP-C and XP-C/PolȘKD cells’ proliferation followed up to 9θ hours in routinely 
growing conditions.  

SI Material and Methods 

Gene silencing with pEBV vectors 

To stably knockdown the expression of the gene coding for the DNA polymerase Ș in 

XP-C human fibroblasts, Epstein-Barr-derived vectors (pEBV) carrying a short hairpin RNA 

(shRNA) and a hygromycin resistance gene were used. pEBV vectors are episomal and 

replicative and consequently impose long-term, stable silencing with few chances of secondary 

effects in human cells (1). The shRNA design and the cloning of the pEBV vectors were 

previously described (1-3). The pEBV vectors were transfected into XP-C cells with Fugene 

HD (Promega, Madison, WI, USA), and knocked-down (KD) populations and clones were 

selected and maintained in culture with 125 µg/mL of Hygromycin B (Invitrogen, Life 

Technologies). We selected the clone that was most efficiently silenced and designated it XP-

C/PolȘKD. XP-C/PolȘKD cells were cultivated for more than 150 days, and gene silencing was 

regularly checked using western blotting. As controls, we used XP-C and XP-C+ cells that were 

stably transfected with a pEBV carrying an impaired shRNA sequence (shCTL) (1). All of the 

experiments with XP-C/PolȘ KD cells were performed with XP-C shCTL and XP-C + shCTL 

cells as controls. XP-C/PolȘKD cells were found to proliferate less rapidly than their XP-C 

isogenic counterparts (Fig. S8), which is in agreement with previously reported data in U2OS 

cells that showed a PolȘ KD using the same pEBV-shRNA (3). 

Cell proliferation  

To determine cell proliferation in the absence of any treatment, we performed a real-time 

assay with the xCELLigence system (Roche) according to the manufacturer’s instructions and 

as previously described (4). Briefly, XP-C and XP-C/PolȘ KD fibroblasts were seeded at 3,500 

cells per well in an E-Plate (Roche), a 96-well plate containing microelectrodes. Upon plating, 

each well’s impedance was measured every hour for 96 h. Using the impedance values, the 

software determines a cell index that correlates with the number of cells attached per well. 

Flow cytometry (sub-G1, cell cycle and ȖH2AX analyses) 
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 Cell cycle, sub-G1 and ȖHβAX analyses were performed by adapting the flow 

cytometry protocol previously described (4, 5). Approximately 1.5x105 cells per 60 mm plate 

were seeded prior to treatment. After the indicated recovery periods, the detached dying cells 

and trypsinized adherent cells were fixed with 1% formaldehyde in ice, washed with PBS, 

resuspended in 70% ice-cold ethanol and stored for at least 24 hours at -20ºC. After blocking 

and permeabilizing with BSA-T buffer (0.2% Triton X-100, Sigma-Aldrich; 1% bovine serum 

albumin in PBS, BSA, Sigma-Aldrich), samples were incubated with an anti-ȖHβAX antibody 

(Millipore, Billerica, MA, USA) at a 1/500 dilution overnight at 4ºC. Samples were then washed 

twice with BSA-T buffer and incubated with an anti-mouse fluorescein isothiocyanate (FITC) 

antibody (Sigma-Aldrich) at a 1/200 dilution for 1 hour at room temperature (RT) in the dark. 

After two washings, the DNA was stained with 20 µg/mL of propidium iodide (PI) with 200 

ȝg/mδ of RNase A (Invitrogen) and 0.1% Triton X-100 in filtered PBS for 40 minutes at RT. 

We defined a gate for the ȖHβAX-positive cells based on the unirradiated cells that were 

negative for this staining.  

For cell cycle analysis, cells were treated, allowed to recover for the indicated times and 

labeled with 10 µM of BrdU (Bromodeoxyuridine, Sigma-Aldrich) for 20 minutes prior to 

harvesting. The cells were then detached, washed twice with PBS, fixed with 75% chilled 

ethanol and stored at -20ºC. The day before image acquisition, DNA was denatured with 14 µM 

pepsin (1.5% 2 M HCl in water, 250 U/mg, Sigma-Aldrich) for 20 minutes at 37ºC and 

subsequently with 2 M HCl for 20 minutes at RT. Cells were then washed with PBS, blocked, 

permeabilized with Bu buffer (0.5% FBS, 0.5% Tween-20 and 20 mM HEPES in PBS) and 

incubated with a 1/100 dilution of an anti-BrdU antibody (mouse, Invitrogen) for 45 minutes. 

The samples were then washed and incubated for 30 minutes in the dark in a 1/200 dilution of 

anti-mouse FITC (Sigma-Aldrich). Finally, DNA was stained with PI as described above. We 

defined the gates for the G1, S and G2 phases based on BrdU and DNA content staining; G1 

and G2 cells are BrdU negative, while S phase cells are BrdU positive. The G2 cells have twice 

the DNA content that G1 cells have. 

Samples were applied to a Guava Flow Cytometer, and the data were analyzed with 

CytoSoft Data Acquisition and Analysis Software (Millipore). For the sub-G1 and ȖHβAX 

analyses, 10,000 cells were counted for each sample and 5,000 cells were acquired to determine 

cell cycle.   

Western Blot 

Cells were trypsinized, centrifuged for 1 minute at 10,000 rpm and 4 ºC, washed with cold 

PBS and pelleted. For protein extraction, pellets were resuspended in lysis buffer (LB) [50 mM 

Tris pH 7.5, 20 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 0.1% SDS, protease inhibitor cocktail (Cocktail Set 

III, Calbiochem, Merck, White House Station, NJ, USA )] with benzonase (Novagen, Merck) 

added to a final concentration of 0.25 U/µL and lysed for 20 minutes on ice under agitation. 
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Samples were then centrifuged for 10 minutes at 13,000 rpm and 4ºC, and the supernatants 

containing the proteins were reserved. Aliquots of protein were subjected to Bradford 

quantification (Bio-Rad Laboratories, Hercules, CA, USA). Proteins was denatured with 4X 

Laemmli Buffer (187.5 mM Tris-HCl, 125 mM DTT, 6% SDS, 30% glycerol and 0.03% 

bromophenol blue) for 10 minutes at 90ºC. Sodium dodecyl sulfate polyacrylamide gel 

electrophoresis (SDS-PAGE) was used to separate 20 µg of protein for each sample. After the 

proteins were transferred to a nitrocellulose membrane (GE Healthcare, Waukesha, WI, USA) 

and blocked, membranes were blotted with the following antibodies: rabbit anti-Pol eta (ab-

17725Abcam), mouse anti-XPC (ab-6264Abcam) and mouse anti-GAPDH (sc-32233 Santa 

Cruz, Santa Cruz, CA, USA). The mouse and rabbit HRP-conjugated antibodies were purchased 

from Sigma-Aldrich. 

Alkaline and neutral comet assays 

 To detect DNA breaks, either immediately or 24 h after treatment, 105 cells, seeded in 

35 mm plates, were trypsinized and resuspended in 180 µL of 0.5% low melting point (LMP) 

agarose at 37ºC. Cells were then homogenously spread onto two microscope slides precoated 

with 1.5% agarose and were immediately covered with coverslips. To solidify the LMP agarose, 

the slides were kept at 4 ºC for 10 minutes. After carefully removing the coverslips, the cells 

were lysed overnight in chilled lysis solution (2.5 M NaCl, 100 mM EDTA, 10 mM Tris and 

freshly added 1% Triton X-100 and 10% dimethyl sulfoxide (DMSO) pH 10) at 4ºC. The slides 

were then placed horizontally in an electrophoresis chamber with cold alkaline buffer (300 mM 

NaOH, 1 mM EDTA, pH >13) for 25 minutes, and electrophoresis was performed for 25 

minutes at 25 V and 300 mA. For the neutral comet assay, after an overnight lysis, the slides 

were washed three times with chilled neutral electrophoresis buffer (300 mM sodium acetate, 

100 mM Tris, acetic acid, pH 8.5) and equilibrated for 1 hour horizontally in this cold buffer 

before being subjected to electrophoresis for 1 hour at 14 V and 12 mA. Subsequently, slides 

were neutralized with three 5-minute washes with neutralization buffer (0.4 M Tris, pH 7.5) and 

fixed with ice-cold 100% ethanol. Finally, the slides were stained with ethidium bromide and 

imaged with a fluorescence microscope (Axiovert 200, Zeiss) at a magnification of 400x. At 

least 100 comets per slide were scored with the Comet Assay IV software (Perceptive 

Instruments). 
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a b s t r a c t

Doxorubicin (DOX) is an important tumor chemotherapeutic agent, acting mainly by geno-

toxic action. This work focus on cell processes that help cell survival, after DOX-induced

DNA damage. In fact, cells deficient for XPA or DNA polymerase eta (pol eta, XPV) proteins

(involved in distinct DNA repair pathways) are highly DOX-sensitive. Moreover, LY294002,

an inhibitor of PIKK kinases, showed a synergistic killing effect in cells deficient in these

proteins, with a strong induction of G2/M cell cycle arrest. Taken together, these results

indicate that XPA and pol eta proteins participate in cell resistance to DOX-treatment,

and kinase inhibitors can selectively enhance its killing effects, probably reducing the cell

ability to recover from breaks induced in DNA.

� 2011 Elsevier Ireland Ltd. All rights reserved.

1. Introduction

Over the past 40 years or more, Doxorubicin (DOX)
(tradename, Adriamycin�), an anthracycline antibiotic,
has been widely used in the chemotherapeutic treatment
of a broad range of malignancies, from solid tumors, as
those in the breast, liver and bile ducts, to hemaetological
diseases, such as non-Hodgkin’s lymphoma. Nevertheless,
despite its extensive clinical use, DOX mechanisms of ac-
tion are, as yet, not fully understood. The most well charac-
terized mechanism is through the inhibition of the enzyme
topoisomerase-II (topo-II), with the subsequent formation

of double-strand breaks (DSBs) in DNA. However, several
othermechanisms are also thought to play a role in DOX in-
duced cytotoxicity, such as DNA adduct formation, DNA
cross-linking and free radical formation. Furthermore,
DOX-genotoxicity is also affected by both drug concentra-
tion and cell type specificity [1]. Apart from the uncertainty
regarding DOX-induced DNA lesions, the mechanisms in-
volved in their repair are also poorly understood. Deducing
how these lesions are repaired is a current challenge that, if
successful, could lead to more favorable clinical outcomes
for patients undergoing DOX-treatment.

It has been shown that the kinase DNA-PKcs, a compo-
nent of the Non-Homologous End Joining (NHEJ) pathway,
participates in the repair of DOX-induced DNA lesions,most
likely by repairing the DSBs induced by the inhibition of
topo-II [2]. Another pathway that seems to be relevant in
their repair is Nucleotide Excision Repair (NER), one of the
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most versatile repair pathways in mammalian cells. In NER,
there are two subpathways that differ only in the recogni-
tion of DNA damage, viz., transcription coupled repair
(TCR),which is selective for lesions in the transcribed strand
of expressed genes, and global genome repair (GGR), that
acts throughout the entire genome. After DNA damage rec-
ognition (in GGR by the proteins XPC-hHR23B and DDB1/
DDB2), the helicases XPB and XPD sequentially open the
double helix, and the endonucleases XPG and ERCC1-XPF
cleave the damaged strand a few bases away from the le-
sion. The proteins XPA and RPA are also important for the
efficacy of this repair process, which is followed by the re-
moval of the DNA segment containing the lesion, and the
subsequent resynthesis of this strand, using the intact one
as template. Defects in the NER proteins XPA–XPG give rise
to the inherited disease xeroderma pigmentosum (XP) [3,4].
When NER is not impaired, a variant form of this disease
(XPV) can also be caused by defects in post replication re-
pair machinery, or more specifically, defects in the protein
DNA polymerase eta (pol eta) involved in translesion syn-
thesis of DNA (TLS) [5]. Cells derived from XP patients and
defective in the proteins XPA, XPC [6] and XPD [7] are more
sensitive to the treatment with DOX, suggesting a role for
these proteins in the repair of DOX-induced lesions.

In order to better understand the involvement of XP pro-
teins in the repair of DOX-induced lesions, human cells
defective in theproteinsXPA,XPF or pol eta (XPV)were trea-
ted with clinical doses of DOX [1], whereupon their re-
sponses to the drug were analyzed. As shown here, cells
defective in XPA (XP12BE) or pol eta (XP30RO) are much

more sensitive to DOX than cells either deficient in XPF
(XP51RO) or proficient in DNA repair (MRC5). Cell response
was also evaluated after treatment with both DOX and
LY294002, an inhibitor of PIKKs, such as DNA-PKcs [8,9]. It
was noted that LY294002 potentiates the cytotoxic effect
of DOX only in the repair-deficient cells XP12BE and
XP30RO, but not in the wild type MRC5. Moreover, in all
the cells used in this study, DOX treatment induced a
G2/M arrest in the cell cycle, also enhanced by LY294002.

2. Materials and methods

2.1. Cell culture conditions

The cells used were: SV40-transformed human fibro-
blasts derived from skin biopsies of XP patients of comple-
mentation groups A (XPA–XP12BE and XP12RO cells) and
V (XPV–XP30RO cells); SV40 transformed human fibro-
blasts derived from lung tissue of a normal fetus (MRC5
cells); hTERT transformed human fibroblasts derived from
skin biopsies of an XP patient of complementation group F
(XPF–XP51RO), and those from a normal individual
(C5RO). XP51RO and C5RO were kindly provided by Dr. N.
Jaspers (Erasmus University, Netherlands). MRC5 and
C5RO cells with normal levels of DNA repair were used as
controls. Cells were routinely grown at 37 �C in a 5% CO2

humidified atmosphere in the appropriate medium: MRC5,
XP12RO and XP12BE in Dulbecco’s modified Eagle medium
(DMEM–Invitrogen, Life Technologies, California, USA),
supplemented with 10% fetal bovine serum (FBS – Cultilab,

Fig. 1. DNA repair deficient and proficient cell sensitivity to DOX. Cells were exposed to the indicated doses of DOX for 48 h, whereupon either the sub-G1

fraction was detected by flow cytometry (A), or cell viability assessed by XTT assay (B). The cell lines used in these experiments were, as indicated: MRC5,

C5RO, XP12BE (XPA), XP30RO (XPV) and XP51RO (XPF). Statistical analysis was applied for comparing DNA repair proficient (MRC5 and C5RO) with DNA

repair deficient (XP12BE, XP30RO and XP51RO) cells. ⁄⁄ Significantly different P < 0.01 for XP12BE versus MRC5, and P < 0.05 for XP30RO versus MRC5;
⁄⁄⁄P < 0.001.
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Campinas, SP, Brazil); XP30RO in Eagle Minimum essential
medium (MEM – Invitrogen, Life Technologies), supple-
mentedwith10%FBS; andXP51ROandC5RO inHAM’smed-
ium (Invitrogen, Life Technologies), supplementedwith 15%
FBS.

2.2. Treatment conditions

For cytotoxicity assays, cells, in the appropriate med-
ium, were first seeded onto 6-well plates at a concentra-
tion of 6 � 104 cells per well, and then grown for 24 h
prior to treatment. The cultures were treated, in the dark,
with different concentrations of DOX (up to 200 ng/mL)
for 24, 48 or 72 h, as indicated. As control, cells were incu-
bated with 0.25% ethanol for the same period of time. For
co-treatments with DOX and LY294002 (modified from
[8,9]), cells were incubated with 10 lM LY294002, 1 h
prior to addition of DOX to the culture medium. As control,
cells were incubated with 0.1% DMSO.

2.3. Cell viability

After each treatment, cell viability was assessed with a
Cell Proliferation Kit II (XTT) (Roche, Basel, Switzerland),
according to manufacturer’s instructions. Briefly, after dis-
carding the medium, 1 mL of XTT labeling mixture was
added to the cells and incubated for approximately 2 h at

37 �C. Absorbance was measured at 492 nm (A492) and
750 nm (A750), the final result corresponding to A492–A750.

2.4. Flow cytometry analysis (sub-G1 assay, cell cycle and

cH2AX analysis)

After treatment, adherent cells were trypsinized and
mixedwith detached dying cells, washedwith PBS and then
fixed with chilled 70% ethanol for at least 24 h at �20 �C.
Staining was performed at room temperature for 30 min in
filtered PBS containing 20 lg/mL propidium iodide (PI),
200 lg/mL RNase A and 0.1% Triton X-100. Data were col-
lectedwith a Guava Flow Cytometer (GE Healthcare, United
Kingdom), and the percentage of sub-G1 population deter-
minedwithCytoSoftDataAcquisitionandAnalysis Software
(GE Healthcare). For cell cycle, the collected data was ana-
lyzed with ‘‘ModFit LT’’ Software (Verity Software House,
Maine, USA). For cH2AX immunostaining, cells were fixed
with 1% formaldehyde and then 70% ethanol. After blocking
andpermeabilization (0.2% TritonX-100 in PBS and1%BSA),
cells were incubated with the antibody anti-cH2AX (Anti-
phospho-Histone H2A.X (Ser139), clone JBW301 from Up-
state, Millipore) diluted 1:500 for 1 h at room temperature.
Cells were then washed and incubated with a secondary
antibody (anti-mouse FITC, from Sigma) at 1:200 for 1 h at
room temperature in the dark. Before collecting data, cells
were stained with PI solution, as described above.

Fig. 2. DOX-induced cell death. Cells were exposed to the indicated doses of DOX for 48 h, and then analyzed with a combination of fluorescent dyes. A

combination of fluorescein di-acetate (FDA), propidium iodide (PI) and Hoechst (HO) dyes was used to distinguish viable cells from those in necrosis, or

early or late apoptosis. Cells were counted, and the percentages plotted on a graph. The cell lines used were: MRC5, XP12BE (XPA) and XP30RO (XPV).

Statistical analysis, by cell line, was applied for comparing DOX-treated cells with non-treated. ⁄P < 0.05; ⁄⁄P < 0.01; ⁄⁄⁄P < 0.001.
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2.5. Detection of apoptotic and necrotic cell death by

fluorescence staining

Following treatment, adherent and detached cells were
harvested by centrifugation, whereupon pellets were sus-
pended in 20 lL of chilled PBS. In order to distinguish
apoptotic and necrotic cells from those viable, the cellular
suspension was mixed with a combination of dyes, viz.,
705 lg/mL fluorescein di-acetate (FDA), 250 lg/mL PI,
and 100 lg/mL Hoechst 33342 (HO). FDA and HO are vital
dyes, which stain the cytoplasm and nucleus of viable cells,
respectively. The necrotic and late stage of apoptotic cells
are identified by PI staining. Whereas the characteristic

pattern of chromatin fragmentation was noted in cells in
the early (viable-HO stained) and late (dead-PI stained)
phases of apoptosis, the nucleus was non-fragmented in
normal and necrotic cells [10]. At least 500 cells were ran-
domly scored by microscopic analysis.

2.6. Real-time cellular cytotoxicity assay (xCELLigence)

Assaying was according to manufacturer’s instructions
and as previously described [11–14]. Briefly, cells were
seeded onto a 96-well E-Plate (Roche), with interdigitated
microelectrodes at the bottom of each well, at a concentra-
tion of 1.2 � 104 (MRC5), 3.1 � 103 (XP12BE) or

Fig. 3. Real time analysis of DOX-induced cytotoxicity. Histograms were obtained using the xCELLigence System. Cells were grown for 24 h before initiating

DOX treatment (arrows), at the indicated doses (12.5 or 100 ng/mL; DOX 0 indicates the controls, incubated only with 0.25% ethanol). Cell index (CI) was

recorded every hour, except for the first 48 h immediately after initiation of treatment, when recordings were every 15 min. The results are the means of at

least three replicates, with displayed standard error bars.
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6.2 � 103 (XP30RO) cells per well. After 30 min at room
temperature, the E-Plate was placed onto an xCELLigence
Real-Time Cell Analyzer (RTCA) SP System device (Roche),
located inside a tissue culture incubator, where cells were
left to grow for 24 h before being exposed to 0.25% ethanol
or various doses of DOX (from 6.25 ng/mL to 200 ng/mL).
Impedance was continuously measured over the following
72 h. The increase in the number and size of cells attached
to the electrode sensors leads to increased impedance, from
which derive the cell index values displayed at the plot.
Hence, the cell index correlates with the number of cells at-
tached to the bottom of the well.

2.7. Statistical analysis

Results represent the mean of two or three independent
experiments, each done in triplicate, with error bars show-
ing the standard error. Experimental differences were
tested for significance using Two-way ANOVA analysis, fol-
lowed by Bonferroni post-testing (Prism 5 – GraphPad
Software Inc., California, USA).

3. Results

3.1. DOX-induced cytotoxicity

In order to define DOX-induced cytotoxicity in cells proficient (MRC5

and C5RO) and deficient (XP12BE, XP30RO and XP51RO) in DNA repair,

cell viability and cell death induced by this chemotherapeutic drug were

determined. Cells deficient in XPA (XP12BE) or in pol eta (XP30RO)

proved to be more sensitive to 48-h treatments with clinical doses of

DOX than those deficient in XPF (XP51RO) or the wild type (Fig. 1). Be-

sides dying more from apoptosis, as inferred from increased percentages

of fragmented DNA (sub-G1 fraction) (Fig. 1A), XP12BE and XP30RO cells

are also less viable than MRC5 (Fig. 1B). XP12RO, another XPA-deficient

cell line with similar higher sensitivity to DOX (data not shown; and

[6]), was used for corroborating the results with XP12BE. Interestingly,

XP51RO cells are not more sensitive to DOX, at least not with the doses

used, as shown by sub-G1 levels (Fig. 1A). This absence of an observable

phenotype could be attributed to residual NER activity retained in cells

derived from XPF patients, which can sometimes reach 30% of normal

NER levels [15]. Thus, it stands to reason that this residual activity could

be responsible for the repair of DNA damage induced by the doses used

herein. Moreover, as XPF, an endonuclease, is also involved in homolo-

gous recombination repair of mainly DNA interstrand crosslinks, the re-

sults indicated that either this repair pathway is not directly involved

in the repair of DOX-induced DNA lesions, or other alternative endonucle-

ases are. Interestingly, in these and the following experiments, XP-A cells

showed to be more sensitive than XP-V cells. This may indicate that full

deficiency of NER is more deleterious than the lack of pol eta, probably

compensated by the repair of lesions by NER in XP-V cells.

To check whether DOX induces death by necrosis and confirm the in-

crease in apoptosis observed earlier, treated and non-treated cells were

stained with dyes that allow distinguishing normal viable cells, necrotic

cells and cells in early or late apoptosis. As shown in Fig. 2, treatment

with low doses of DOX for 48 h induced apoptosis in both XP12BE and

XP30RO cells, but not in MRC5, thus confirming the results obtained by

sub-G1 cellular fraction analysis (Fig. 1A). Although there was a slight in-

crease in necrosis in XP12BE cells, this was not so in either XP30RO or

MRC5 cells. Even though statistically significant, the occurrence was more

likely due to experimental variation, since in another set of independent

experiments no such increase was detected (Fig. 5).

In order to analyze DOX-induced cellular cytotoxicity in real time,

thereby complementing the end-point assays already described, the

xCELLigence RTCA SP System (Roche), which does not depend upon the

incorporation of labels [11–14], was used. As can be seen in Fig. 3,

Fig. 4. LY294002 enhances the DOX cytotoxic effect. Cells were exposed to DOX (10 ng/mL and 50 ng/mL) and/or 10 lM LY294002 (LY). The sub-G1 fraction

was detected by flow cytometry, at the indicated times after treatment. The cell lines used in these experiments were, as indicated: MRC5, XP12BE (XPA)

and XP30RO (XPV). Statistical analysis, by cell line, was applied for comparing cells treated only with DOX with those co-treated with both DOX and LY.
⁄P < 0.05; ⁄⁄⁄P < 0.001.
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XP30RO and XP12BE are extremely sensitive to higher doses of DOX

(100 ng/mL), whereas MRC5 cells presented no cytotoxicity. Confirming

previous results, at lower doses (12.5 ng/mL) only XP12BE manifested

DOX-induced cytotoxic effects.

Thus, it is inferred that the active involvement of XPA and pol eta pro-

teins in the efficient repair of lesions caused by clinical doses of DOX is

essential for cell survival.

3.2. LY294002 potentiates the cytotoxic effects of DOX in repair-deficient cells

In some tumor cells, the cytotoxic effects of DOX are enhanced by

LY294002 [8,9], an inhibitor of phosphatidylinositol-3-kinases (PI3Ks)

and related protein kinases (PIKKs) [16–20]. Since kinases involved in

DNA damage response and repair, such as ATM, ATR and DNA-PKcs, are

members of the PIKK family [21,22], it was decided to analyze the effects

of co-treatment with DOX and LY294002 (LY) in XP12BE and XP30RO re-

pair-deficient cells. As shown in Fig. 4, DOX-cytotoxic effects were cer-

tainly enhanced in both, since co-treatment lead to increased levels of

apoptosis. As to repair-proficient MRC5 cells, the addition of LY induced

no like effect. Moreover, it was noted that, although the sensitivity profile

in XP30RO is the same as in XP12BE, the response of the former to both

treatments (DOX alone, and DOX plus LY) was delayed.

In order to further establish the additive cytotoxic effect of LY in DNA

repair-deficient cells treated with DOX, staining experiments similar to

those shown in Fig. 2 were carried out. A lower dose (10 ng/mL) of DOX

was used for the treatment of XP12BE cells, seeing that at higher doses,

the levels of DOX-induced death were already so high in the 48-h treat-

ment (see Fig. 4), that it would impair the detection of any potential

LY-induced increase. Again, LY strongly enhanced the effects of DOX only

in XP12BE and XP30RO cells, as shown by an increase in the percentage of

apoptotic cells in both when compared to treatments with DOX or LY

alone. In MRC5 cells, there was no increase in cell death (Fig. 5).

Thus, deficiencies in repair processes mediated by XPA and pol eta

could possibly contribute to the DOX/LY synergistic cytotoxic effects ob-

served, as the proper activity of these proteins is related to cellular resis-

tance to this co-treatment.

3.3. Effects of DOX in the cell cycle

In several cell lines, DOX-treatment leads to cell cycle arrest, mainly

in the G2/M phases [7,23,24]. As there is no mention in the literature of

this in cells deficient in either XPA or pol eta, DOX-effects throughout

the cell cycle progression in XP12BE, XP30RO and MRC5 cells were ana-

lyzed. Direct analysis of the cycle in treated and nontreated cells demon-

strated that DOX induces G2/M arrest in MRC5, XP12BE and XP30RO cell

lines, as can be observed in representative histograms (Fig. 6A) and quan-

titative data (Fig. 6B). It was also shown that in co-treatments DOX plus

LY, the arrest was more pronounced than in treatments with DOX alone.

However, treatment with LY alone was not cell cycle-arrest inductive

(Fig. 6). After co-treatment, G2/M arrest in MRC5 cells seemed to be even

more pronounced than in both XP12BE and XP30RO (Fig. 6), even though

prolonged treatment or treatment with higher doses of DOX eventually

lead to the same phenotype (data not shown). This is probably due to

MRC5 cell proficiency in DNA repair, which would allow for more efficient

activation of the appropriated checkpoint, hence blocking more rapidly

the cell cycle and giving rise to less cell death.

Thus, after treatmentwith DOX, cell cycle progression response is basi-

cally similar in cells proficient (MRC5) and deficient (XP12BE and XP30RO)

in DNA repair, since arrest of the cell cycle in G2/M was evident in all the

three. Furthermore, growth arrest was also enhanced by LY294002.

3.4. Quantification of cH2AX in DOX-treated cells

DOX is considered a topo-II poison, and the blockage of DNA replica-

tion by this drug may lead to the formation of DSBs. In fact, cells treated

with DOX show the induction of DSBs, as determined by the phosphory-

Fig. 5. Cell death induced by DOX and LY. Cells were exposed to DOX (XP12BE: 10 ng/mL; MRC5 and XP30RO: 50 ng/mL) and/or 10 lM LY, as indicated. A

combination of FDA, PI and HO dyes was used to distinguish cells in early or late apoptosis from viable or necrotic cells. The cell lines used were: MRC5,

XP12BE (XPA) and XP30RO (XPV). Statistical analysis, by cell line, was applied for comparing control non-treated cells with cells treated as indicated.
⁄P < 0.05; ⁄⁄⁄P < 0.001.
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lation of H2AX histones, cH2AX [7]. This histone modification is normally

responsible for chromatin remodeling at the region of DSBs, opening ac-

cess of DNA repair machineries to these lesions. Although, one would

not expect a participation of NER in the repair of DSBs, DNA pol eta could

well be involved in protection from these types of lesion. The induction of

cH2AX in treated cells was immunologically detected, through the cell

cycle, by flow cytometry. The results, summarized in Fig. 7, indicate that

continuous treatment of cells with low concentrations (10 ng/mL) of DOX

leads to increased induction of cH2AX-labeled cells, at least up to 48 h.

For higher doses of DOX (50 ng/mL, for 24 h) it seems that most of the liv-

ing cells appear to be labeled. Curiously, there is no clear difference on the

induction of cH2AX (in living cells) when the three cell lines are com-

pared, although the increased induction of cell death (sub-G1) in treated

XP-A and XP-V cells is confirmed. This indicates that XPA and pol eta are

not involved in the processing of DSBs. However, when the inhibitor LY is

added to the cells, there is a tendency to increase the frequency of

cH2AX-labeled cells, indicating that the kinases targeted by LY may con-

tribute to a reduction in these lesions, and also that kinase inhibition does

not reduce phosphorylation of H2AX. Moreover, the labeled cells seem to

be distributed in the different cell cycle phases, with a strong labeling of

G2 cells, which seem to be arrested in G2/M, as commented above.

4. Discussion

DOX is one of themost commonly used chemotherapeu-
tic drugs, with a wide range of activity against solid tumors,
lymphomas and leukemias. Even though classified as a

Fig. 6. DOX-induced G2/M cell cycle arrest. Cells were exposed to 10 ng/mL DOX and/or 10 lM LY for 48 h, whereupon the cell cycle of treated and non-

treated cells were analyzed with ‘‘ModFiT’’ software. Representative histograms are shown in (A), and the quantified results in (B). The cell lines used were:

MRC5, XP12BE (XPA) and XP30RO (XPV). Statistical analysis, by cell line, was applied for comparing control non-treated cells with treated cells (⁄), or cells

treated only with DOX with cells submitted to DOX-plus-LY co-treatment (#). ⁄P < 0.05; ⁄⁄P < 0.01; ⁄⁄⁄P < 0.001.
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topo-II inhibitor, other mechanisms of action have already
been described, which relevance for specific clinical antitu-
moral effects remains controversial. DOX activity can gen-
erate many types of DNA damage, including DSBs, DNA
cross-linking, DNA adducts and damage induced by free
radical formation [1,25–30]. However, little is known about

the mechanisms and proteins involved in their repair.
Recently, Saffi and colleagues demonstrated that the heli-
case XPD, a member of the NER pathway, is involved in
the repair of DOX-induced lesions, as XPD-deficient cells
are more sensitive to treatments with DOX [7]. This is con-
trary to a previous report showing that rodent cells deficient

Fig. 7. Quantification, by immunodetection, of cH2AX after DOX-treatment. Cells were exposed to DOX (10 ng/mL) and/or 10 lM LY for the indicated

periods of time (A), or to 50 ng/mL and/or LY for 24 h, as indicated. Cell cycle (PI) and cH2AX formation were detected by flow cytometry. Results obtained

only with DOX (10 ng/mL) are illustrated in (A), where cH2AX formation is presented as a function of cell cycle phase (sub-G1, G1, S and G2 – indicated

below the graphs). The quantification shown in (B) was performed only considering living cells (not considering sub-G1 cells), independently of the cell

cycle phase.
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in XPD, XPB or XPG, are more tolerant to DOX-induced DNA
adducts [31]. The fact that, in the latter case, rodent cells
(instead of human cells) were treated with DOX for only
4 h [31], might account for differences between the two re-
ports. There is also evidence that XPA, XPC [6], DNA-PKcs [2]
and ATM [27] are somehow involved in repairing these le-
sions. In order to better understand how DOX-induced
DNA lesions are processed, the response of cells proficient
and deficient in DNA repair to treatments with DOX was
investigated.

Previously, DOX-induced DNA damage was identified
through comet assays [6,7]. Herein, it is shown that both
XPA and pol eta are necessary for the effective repair of
DNA lesions induced by clinical doses of DOX, since cells
deficient in these proteins are more sensitive to the cyto-
toxic effects of DOX treatment than MRC5 cells, which
are proficient in DNA repair mechanisms (Figs. 1–3). On
the other hand, the absence of the endonuclease XPF does
not render cells more sensitive to clinical doses of DOX
(Fig. 1). Since the importance of NER in the repair of
DOX-induced lesions has been shown, it is possible that
the residual NER activity normally observed in XPF cell
lines is sufficient to avoid cell death [15], as compared to
XPA cells that are >95% DNA repair deficient. In addition,
cell cycle analysis demonstrated that DOX induces G2/M
arrest in all the cell lines (Fig. 6). Whereas XPA is a member
of the NER pathway, pol eta is traditionally considered to
be a member of the TLS pathway, which bypasses unre-
paired lesions by way of a series of error-prone translesion
DNA polymerases [3,32]. Nevertheless, it has been shown
that pol eta also participates in the process of homologous
recombination (HR) [33,34]. As both processes, TLS and HR,
act mainly in the S phase of the cell cycle, S phase arrest in
XP30RO cells after treatment with DOX was expected. In-
stead, G2/M arrest was observed, with high levels of
cH2AX-labeled cells. If this is so, pol eta-induced protec-
tion against DOX treatments would not involve HR, but a
third undetermined pathway.

It is believed that pol eta could be necessary to allow
late replication of sequences with specific structures that
may be produced spontaneously or in the presence of
DNA lesions, such as stalled replication forks, G4-tetraplex
sequences [35] or fragile site sequences [36]. In fact, many
DNA polymerases have either cooperative or redundant
roles and participate in more than one cellular process.
For example, Auclair and colleagues showed that func-
tional DNA polymerase eta is important for GGR during
the S phase [37], and other authors have also proposed that
DNA polymerase eta might play a role in NER [38,39].
Whether this polymerase is required for the NER repair
of DOX-induced DNA damage is an issue that requires fur-
ther study. Preliminary work indicated that silencing of pol
eta expression in XP-A cells (by shRNA knock down) do not
change the levels of cell killing by DOX-treatment (Fig. 1S,
Supplementary Data), indicating that pol eta and XPA
could, in fact, operate in the same pathway. That would
indicate that pol eta could be involved in the NER synthesis
step. This, however, should be considered carefully, as
these cells also did not had increased killing by UV-damage
(Fig. 1S, C), and thus the reduction of XPV proteins in the
cells could not be enough for an observable effect.

Finally, LY294002, an inhibitor of PI3Ks and PIKKs, was
found to enhance DOX cytotoxic effects only in the DNA re-
pair deficient cell lines, XP12BE and XP30RO (Figs. 4 and 5).
Some of the kinases inhibited by LY, viz., ATM, ATR and
DNA-PKcs, play important roles in DSB signaling and repair
[21,22], and this is in agreement with the observation that
the number of cHAX-labeled cells increases in DOX-trea-
ted cells. Together with the synergistic effect of LY in the
cell killing of XP-A and XP-V cells, these results clearly
indicate that these kinases signal and help to process DSBs,
which are probably induced by the presence of lesions not
repaired by NER or pol eta. The lack of specificity of LY,
however, do not provide a direct information on the type
of kinase(s) related to the repair of such lesions, when in-
duced by DOX-treatment. The involvement of DNA-PKcs

Fig. 8. Scheme indicating potential DNA repair pathways involved in DOX-induced DNA damage. Mechanisms for the induction of DNA damage by DOX are

indicated by blue arrows, while DNA repair and damage response pathways are indicated in green arrows. The proteins represented within circles provide

potential targets to potentiate the chemotherapy effects of DOX to induce tumor cell killing (only those discussed in the text are shown). (For interpretation

of the references to color in this figure legend, the reader is referred to the web version of this article.)
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in DSB repair by NHEJ, thereby implying the possible
participation of this pathway in the repair of DOX-induced
DSBs, is in accordance with previous work [2]. The activa-
tion of ATM in DOX-treated human lymphoblastoid cells
have also been reported, indicating that this kinase is also
involved in the cell responses triggered by this drug [27]. It
is tempting to consider the possibility of a mechanistic link
among these proteins, in a direct cross-talk between differ-
ent repair pathways. Even though currently the existence
of such a link is no more than speculation, it would be
interesting to investigate this further.

Taken together, the results shed light onto how DOX-in-
ducedDNA damages are repaired. In Fig. 8, amodel summa-
rizing the data and identifying possible pathways involved
in the processing of the different types of lesions induced by
DOX is presented. This model facilitates the identification
of the novel potential targets that can be clinically tested
with DOX, so as to improve the outcome of chemotherapeu-
tic treatment with this drug. Corroborating our model, re-
cent data indicate that tumors from a BRCA-defective
background, that should be partially deficient in recombi-
nation of DSB, appear to be more sensitive to pegylated
liposomal doxorubicin [40]. Besides increasing the quality
in the treatment received by thousands of patients world-
wide, it is possible that in a not so distant future, the repair
capacity of tumor cells will be addressed before the begin-
ning of a treatment, and thus patients with impaired capac-
ity will bemore apt candidates for chemotherapy with DOX
than patients with enhanced capacity.
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