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Résumé 

 

 Le rayonnement ultraviolet (UV) émis par le soleil et qui atteint la peau de chaque individu 

est composé majoritairement de photons UVA (λ de 315 à 400 nm), le reste (5 à 10 %) étant 

composé d’UVB les plus longs (λ de 300 à 315 nm), car les radiations de longueur d’onde < 300 

nm, c’est-à-dire les plus toxiques en terme de santé humaine, sont absorbées par la couche 

d’ozone stratosphérique. Contrairement aux UVB, les radiations UVA sont faiblement absorbées 

par l’ADN et de fait, génèrent peu de dimères cyclobutaniques de pyrimidines. Néanmoins, un 

des problèmes majeurs posés par une exposition aux UVA tient à ce que ce rayonnement excite 

certains composés endogènes photosensibles, inducteurs de la production d’espèces réactives de 

l’oxygène (ROS) qui peuvent alors endommager les composants cellulaires tels que les lipides, 

les acides nucléiques et les protéines. De ce fait, si les UVB restent le facteur étiologique majeur 

contribuant à la cancérogenèse cutanée photoinduite, un rôle des UVA, via la production de 

ROS, semble également émerger. Des précédents travaux obtenus au laboratoire ont montré que 

le rayonnement UVA ralentit la réplication de l’ADN, indépendamment de l’activation des 

points de contrôle du cycle cellulaire. Les auteurs ont émis l’hypothèse que les UVA, via 

l’oxydation des protéines, pouvaient altérer la machinerie de réplication. Mon travail de thèse a 

donc consisté à tenter de préciser le mécanisme qui gouverne ce retard de la réplication de 

l’ADN induit par les UVA dans les cellules de mammifères.  

 Pour étudier au niveau moléculaire les effets des UVA sur la réplication, nous avons tout 

d’abord mis en place et utilisé au laboratoire la technique du peignage moléculaire (DNA 

combing) qui permet de mesurer divers paramètres de la réplication. Ainsi, nous montrons que le 

rayonnement UVA inhibe immédiatement et transitoirement les vitesses de fourches alors que 

l’inhibition sur l’initiation des origines est plus prolongée. Dans le cadre d’une collaboration, 

nous montrons également que les radiations UVA induisent une diminution modeste et 

transitoire du pool de dNTPs intracellulaires. La complémentation en ribonucléosides ne semble 

pas suffisante pour restaurer une vélocité normale de fourches immédiatement après UVA, ni la 

réplication dans sa totalité. En parallèle, nous observons l’oxydation réversible de la sous-unité 

R1 de la ribonucléotide réductase impliquée dans la biosynthèse des dNTPs. Bien que cette 

oxydation ne puisse expliquer la baisse transitoire du pool de nucléotides après UVA, nous ne 

pouvons pas exclure que d’autres formes d’oxydation de la RNR puissent affecter son activité. 

La présence d’azide de sodium (NaN3) au cours de l’irradiation UVA prévient le retard réplicatif, 

limite l’oxydation de la sous-unité R1 et la diminution du pool de dNTPs, ce qui démontre que 

ce retard de réplication est totalement dépendant des ROS, principalement de l’oxygène singulet 

généré pendant l’irradiation. 

 L’ensemble de nos résultats indiquent que les UVA affectent le processus de réplication en 

modifiant non seulement la vélocité des fourches mais également l’initiation des origines de 

réplication. Puisqu’une perturbation de la réplication est une cause majeure d’instabilité 

génétique, il reste à déterminer si, dans nos conditions expérimentales, les radiations UVA 

favorisent cette instabilité. Enfin, nous pensons que la ou les cibles des ROS induites par les 

UVA sont essentiellement cytosoliques et que le mécanisme conduisant à l’inhibition de la 

réplication n’est pas spécifique de ces ROS mais pourrait s’observer en utilisant d’autres types 

de stress oxydant. 

Mots-clés : UVA, stress oxydant, réplication, élongation, initiation, dNTPs, ribonucléotide 

réductase. 
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I. Réplication chromosomique chez les eucaryotes  

 

 

A. Processus moléculaire de la réplication 

 

 Au cours du cycle de vie de toutes cellules, l’information génétique, portée par la double 

hélice d’ADN, doit être fidèlement et intégralement dupliquée avant que la division cellulaire ne 

prenne part. Cette transmission complète du patrimoine génétique est assurée par un processus 

cellulaire nommé réplication. La réplication de l’ADN se déroule en deux étapes majeures, 

l’initiation et l’élongation, durant lesquelles des complexes protéiques se fixent sur les origines 

pour permettre l’ouverture de la double hélice d’ADN, ainsi que la synthèse bidirectionnelle et 

semi-conservative des brins (Figure 1). La rencontre de deux fourches convergentes conduit à la 

terminaison de la réplication. L’ensemble de ce processus, qui a lieu majoritairement au cours de 

la phase S, est finement coordonné avec les autres phases du cycle cellulaire (Kelly & Brown, 

2000). Cette régulation intervient principalement au niveau de la mise en place des complexes 

d’initiation de la réplication de l’ADN via des interactions avec les mécanismes contrôlant la 

progression du cycle cellulaire (Diffley, 2011 ; Nasheuer et al, 2002).  

 

 

 

 

 

  

 

 

 

Figure 1 : Les deux principales étapes de la 

réplication.  

(a) Activation de l’initiation par ouverture de la 

double hélice d’ADN au niveau des origines, 

(b) Elongation par synthèse bidirectionnelle et 

semi-conservative des brins. 

Adapté d’après (Kodadek, 1998). 
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1. Initiation  

 

 Des expériences réalisées à partir de modèles d’eucaryotes unicellulaires, telles que les 

levures Saccharomyces cerevisiae and Schizosaccharomyces pombe, ont permis d’identifier les 

acteurs protéiques qui agissent au niveau des origines de réplication pour initier la synthèse de 

l’ADN (Araki, 2011). Il est clairement défini que l’activité de ces protéines d’initiation est 

finement régulée par des protéines spécifiques, les kinases, pour assurer une duplication unique 

du génome par cycle cellulaire et ainsi garantir sa stabilité.  

 

 L’initiation de la réplication a pour objectif la mise en place d’un grand nombre de facteurs 

protéiques nécessaires à l’élongation de la réplication. Elle comprend la reconnaissance des 

origines de réplication par le complexe protéique « ORC » (Origin Recognition Complex), 

l’assemblage des complexes pré-réplicatif (pré-RC) et de pré-initiation (pré-IC) par recrutement 

d’autres facteurs protéiques pour ainsi obtenir une origine active, et enfin la synthèse des 

amorces d’ARN.  

 

 

i.Reconnaissance des origines de réplication 

 

 Les origines de réplication sont définies comme la région (séquence d’ADN) où s’initie la 

réplication de l’ADN. Chez les levures S. cerevisiae et S. pombe, la cartographie systématique 

des origines de réplication (appelées ARS pour « Autonomous Replication Sequence ») est 

maintenant bien établie et sont caractérisées par des îlots riches en AT (Berbenetz et al, 2010 ; 

Heichinger et al, 2006 ; Nieduszynski et al, 2006 ; Xu et al, 2012). Chez l’Homme, Cadoret et 

coll. ont identifié 283 origines de réplication dans les cellules HeLa mais en exploitant que 1 % 

du génome et ont démontré que la densité des origines actives est corrélée avec des régions 

riches en GC (Cadoret et al, 2008). En identifiant 150 nouvelles origines de réplication dans ce 

même modèle cellulaire, Karnani et coll. ont révélé l’influence de la régulation transcriptionnelle 

et de la structure chromatinienne sur la sélection des origines (Karnani et al, 2010). Récemment, 

Cayrou et coll. ont rapporté pour la première fois l’existence d’un motif conservé, OGRE, qui est 

une séquence riche en G présente dans 67 % à 90 % des origines de réplication de la Drosophile 

à l’Homme et qui permet la prédiction de structures G quadruplexes (Cayrou et al, 2012). Chez 

l’Homme, une autre étude réalisée sur génome entier a permis de mettre en évidence l’existence 

potentielle de 350000 origines pourvues d’un motif G quadruplexe (Besnard et al, 2012). Il 

existe une banque de données qui regroupe l’ensemble des origines de réplication eucaryotes 

identifiées à ce jour [http://tubic.tju.edu.cn/deori ; (Gao et al, 2012)]. 

http://tubic.tju.edu.cn/deori
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 Les paramètres qui vont définir le choix des origines commencent à être de plus en plus 

caractérisés. Ces paramètres dépendent de la séquence, de la topologie de l’ADN, de la présence 

ou non de nucléosome, et de la transcription [Figure 2 ; (Mechali, 2010)]. Ainsi, les travaux de 

Karnani et coll. suggèrent que dans les cellules HeLa, l’initiation de la réplication a lieu dans des 

régions riches en AT, proches de sites d’initiation de la transcription, et dans des régions de 

chromatines ouvertes (Karnani et al, 2010). Un travail récent du groupe de M. Méchali montre, à 

partir d’une analyse globale du génome de drosophile et de souris, que les îlots CpG (éléments 

essentiels pour le contrôle de la transcription et qui sont régulés par méthylation de l’ADN) 

contiennent des origines de réplication, et que ces origines sont préférentiellement concentrées 

dans des régions contenant des promoteurs de transcription (Cayrou et al, 2011).  

 

 Bien que la séquence et la structure des origines divergent entre les espèces, les protéines 

de l’initiation de la réplication sont extrêmement bien conservées, comme le démontre le tableau 

1 (Tabancay & Forsburg, 2006). Chez les eucaryotes, le complexe protéique fondamental dans la 

reconnaissance des origines est le complexe ORC (Bell & Stillman, 1992). Ce complexe hétéro-

hexamèrique est formé de 6 sous-unités (ORC1 à ORC6) et sert de plateforme de recrutement 

pour les acteurs du complexe pré-réplicatif [pré-RC ; (Bell, 2002)]. Cette sélection des origines 

semble être dépendante de l’activité ATPase de la protéine ORC1 (Ohta et al, 2003). En effet, les 

sous–unités de ORC (2 à 5) humaines se lient à l’ADN et initient la réplication seulement 

lorsque l’origine est associée à ORC1 (Radichev et al, 2006 ; Vashee et al, 2001). Contrairement 

aux sous-unités ORC2 à ORC5, la localisation de la sous-unité ORC1 est variable au cours du 

cycle cellulaire (Tatsumi et al, 2003). Cette dernière se dissocie de la chromatine durant la phase 

S via sa dégradation, puis s’y réassocie à la fin de la mitose (Kreitz et al, 2001 ; Li & 

DePamphilis, 2002). De plus, ORC6 est essentielle à l’initiation chez la levure (Chen et al, 

2007), mais pas chez l’homme (Dhar et al, 2001). De ce fait, et contrairement aux levures S. 

cerevisiae et S. pombe chez qui la liaison du complexe ORC à l’ADN semble avoir lieu tout au 

long du cycle cellulaire ; chez les mammifères l’activité du complexe ORC semble être régulée 

au cours du cycle cellulaire (Bell & Dutta, 2002). De cette association ORC-origine, il en résulte 

la formation du complexe pré-RC en fin de mitose et durant la phase G1 du cycle cellulaire, via 

le recrutement de protéines initiatrices dont le chargement à la chromatine est régulée par 

l’activité des kinases mitotiques CDK (Cyclin‐Dependent Kinase) [Figure 2 ; (Mendez & 

Stillman, 2000)]. 
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Figure 2 : Mise en place du complexe 

pré-réplicatif (pré-RC) est dépendante 

des CDK.  

D’après (Diffley, 2011).  
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Protéines S. cerevisiae S. pombe Drosophila Human Xenopus 

Cdc6 Cdc6 Ddc18 Cdc6 Cdc6 Cdc6 

Cdc7  Cdc7 Hsk1 Cdc7 Cdc7 Cdc7 

Cdc45 Cdc45 Sna41, Cdc45 Cdc45 Cdc45 Cdc45 

Ctf4 Ctf4, Chl15, 

Pob1 

Mcl1 ? AND-1 ? 

Cdt1 Tah11, Sid2 Cdt1 Dup (double-parked) Cdt1 Cdt1 

Dbf4 Dbf4, Dna52 Dfp1, Him1 Chiffon Dbf4, ASK Dbf4 

Dpb11 Dpb11 Rad4, Cut5 Mus101 TopBP1, Cut5 Xmus101 

Geminin No homologue No homologue Geminin Geminin Geminin 

GINS :     GINS 

PSF2 Psf2, Cdc102 Psf2, Bsh3 ? Psf2, Bsh3 Psf2 

PSF3 Psf3 Psf3 ? ? Psf3 

SLD5 Sld5, Cdc105 Sld5 ? ? Sld5 

PSF1 Psf1, Cdc101 Psf1 ? ? Psf1 

HP1 No homologue Swi6 Su(var)2-5 HP1α, β, γ HP1 

Mcm2 Mcm2 Mcm2, Cdc19, 

Nda1 

DmMcm2 BM28, Mcm2 Mcm2 

Mcm3 Mcm3 Mcm3 DmMcm3 Mcm3 Mcm3 

Mcm4 Mcm4, Cdc54 Mcm4, Cdc21 DmMcm4, Dpa (diusk 

proliferation abnormal) 

Mcm4 Mcm4 

Mcm5 Mcm5, Cdc46 Mcm5, Nda4 DmMcm5, DmCdc46 Mcm5 Mcm5 

Mcm6 Mcm6 Mcm6, Mis5 DmMcm6 Mcm6 Mcm6 

Mcm7 Mcm7, Cdc47 Mcm7 DmMcm7 Mcm7 Mcm7 

Mcm8 No homologue No homologue ? Mcm8 ? 

Mcm10 Mcm10, Dna43 Cdc23, Mcm10 Mcm10 Mcm10 Mcm10 

ORC1-6 Orc1-6 Orp1-6, Orc1-6 DmORC1-6 ORC1-6 XOrc1-6 

?=non 

identifié 

     

 

i. Assemblage du complexe pré-réplicatif (pré-RC) 

 

 

Tableau 1 : Conservation des protéines de la réplication chez les eucaryotes.  

D’après (Tabancay & Forsburg, 2006). 
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 Durant la phase G1 du cycle cellulaire, Cdc6 (Cell division cycle 6) et Cdt1 (Chromatin 

licensing and DNA replication factor 1) sont recrutées par le complexe ORC, facilitant ainsi 

l’ancrage de l’hélicase MCM2-7 inactive (Mini-Chromosome Maintenance ; MRCM2-7i) à la 

chromatine. Cet ensemble de facteurs protéiques (ORC-Cdc6-Cdt1-MCM2-7i) correspond au 

complexe pré-réplicatif [pré-RC ; (Mendez & Stillman, 2003)]. Cette étape est appelée 

« licensing » ou « permis de répliquer », étant donné qu’elle rend l’ADN compétant pour la 

réplication ou en d’autres termes l’origine est compétente pour être activée [Figure 3 ; (Nishitani 

et al, 2004)]. 

 

 

 

 

 

 Aux origines de réplication, le complexe ORC recrute indépendamment l’ATPase Cdc6 et 

Cdt1. En effet, Cdc6 et Cdt1 interagissent avec ORC1 et ORC6, respectivement [Figure 4 ; 

(Duncker et al, 2009)]. La protéine Cdt1 est recrutée sur le complexe ORC-Cdc6, autorisant ainsi 

le recrutement de l’hélicase MCM2-7i autour de l’ADN (Maiorano et al, 2006). Etant donnée 

l’activité ATPase des protéines ORC et Cdc6, ces dernières peuvent fournir, via une hydrolyse 

d’ATP, l’énergie requise pour charger le complexe MCM2-7i (Randell et al, 2006). De plus, des 

études ont montré que ce chargement de MCM2-7i est aussi contrôlé par l’activité de l’histone 

acétylase HBO1 (Human acetylase Binding to ORC1) qui interagit directement avec Cdt1 durant 

la phase G1 (Miotto & Struhl, 2008 ; Miotto & Struhl, 2010). Après cette étape, l’origine de 

réplication est considérée comme complètement compétente. A la suite du chargement de 

l’hélicase MCM2-7i, les protéines ORC et Cdc6 peuvent être éliminées de la chromatine sans 

Figure 3 : Assemblage du complexe pré-

réplicatif (pré-RC).  

ORC, cdc6, cdt1 et MCM2-7i participent 

activement au « licensing » d’une origine.  

Adapté d’après (Nishitani & Lygerou, 

2002). 
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empêcher la réplication de l’ADN indiquant que leur fonction essentielle est probablement de 

charger l’hélicase MCM2-7i (Hua & Newport, 1998 ; Rowles et al, 1999).  

 

 

 

 

 

 

 

 Les protéines MCM2-7i sont des composants majeurs du complexe pré-RC formé avant le 

début de la phase S au niveau des origines de réplication de l’ADN (Maiorano et al, 2006). Les 6 

membres du complexe font également tous partis de la famille des ATPases AAA+. Cet 

hétérohexamère forme une bague qui enserre la double hélice d’ADN et possède une activité 

hélicase essentielle à l’initiation et à l’élongation de la réplication chez les eucaryotes (Forsburg, 

2004 ; Forsburg, 2008). A partir du moment où le complexe MCM2-7i est chargé, l’origine de 

réplication est considérée comme compétente. 

 

 Toutefois, la réplication du génome ne doit avoir lieu qu’une seule et unique fois par cycle 

cellulaire. Pour éviter ou empêcher la re-réplication, les acteurs du « licensing » (ORC, Cdt1 et 

Cdc6) doivent être soumis à une régulation fine. La conséquence directe sera d’empêcher 

l’amorçage d’une nouvelle hélicase MCM2-7i sur une origine déjà active. En effet, la 

surexpression de Cdt1 est suffisante pour induire une ré-initiation des origines au cours d’un 

même cycle cellulaire (Vaziri et al, 2003). Pour éviter que ce phénomène n’ait lieu et conduise à 

une instabilité génétique, l’expression de Cdt1 doit être hautement contrôlée et n’être effective 

que pendant la phase G1. Soit cette protéine est phosphorylée par cdk2-cycline A puis dégradée 

par protéolyse au cours de la phase S (Nishitani et al, 2004), soit l’activité de Cdt1 est inhibée 

par une petite protéine régulatrice nommée géminine pendant les phases S et G2 [Figure 5 ; 

(Lutzmann et al, 2006)]. D’autre part, la phosphorylation des protéines ORC1 et Cdc6 par les 

CDK (Cyclin-Dependent Kinase) et DDK (Dbf4-Dependent Kinase Cdc7) favoriserait leur poly-

ubiquitination, leur exportation vers le cytoplasme et leur dégradation par le protéasome à la fin 

de la phase S (Delmolino et al, 2001 ; DePamphilis, 2003). Contrairement à la géminine, la 

protéine MCM9 est un régulateur positif de Cdt1 et permet donc le chargement de MCM2-7i 

(Lutzmann & Mechali, 2008). A la transition M/G1, la géminine est dégradée sous l’action 

Figure 4 : Interaction d’ORC (sous-

unités 1 à 6) avec Cdt1 et Cdc6. 

Adapté d’après (Duncker et al, 2009). 



 

INTRODUCTION 

23 

 

d’APC (Anaphase Promoting Complex), et Cdt1 redevient actif (Zielke et al, 2008). Ce dernier 

peut se lier aux complexes ORC1-6 et ainsi recruter un complexe MCM2-7i pour une nouvelle 

initiation.  

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Régulation de Cdt1 médiée partiellement par la géminine.  

Géminine inhibe l’activité de Cdt1 au cours de la phase S.  

Adapté d’après (Montanari et al, 2006). 
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ii.Activation des origines 

 

 Après avoir rendu l’origine de réplication compétente, son activation repose 

principalement sur la conversion du complexe pré-réplicatif (pré-RC) en un complexe de pré-

initiation (pré-IC), sous le contrôle des CDK et de la DDK [Figure 6 ; (Zegerman & Diffley, 

2010)]. Chez la levure S.cerevisiae, Sld2 et Sld3 sont des substrats essentielles des CDKs et sont 

toutes deux nécessaires à l’initiation de la réplication (Tanaka et al, 2007 ; Zegerman & Diffley, 

2007). Les orthologues humains de ces 2 protéines sont RTS/RecQL4 et Treslin/ticrr (Boos et al, 

2011 ; Tanaka et al, 2007). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6 : Conversion du complexe 

pré-RC en un complexe pré-IC.  

La conversion est régulée par les DDK 

et CDK.  

D’après (Diffley, 2011). 
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 A la transition G1/S, l’activité des CDK et DDK augmentent. Une fois activée, la kinase 

DDK, formée de Cdc7 (Cell division cycle 7) et de sa sous-unité régulatrice Dbf4 (Dumbbell 

former 4), phosphoryle les protéines MCM2, MCM4 et MCM6 (Francis et al, 2009 ; Sclafani et 

al, 2002 ; Tsuji et al, 2006). Bien que le rôle exact de ces phosphorylations ne soit pas connu, 

elles pourraient changer la conformation du complexe MCM2-7, facilitant ainsi le recrutement 

de facteurs additionnels tels que Sld3 et Cdc45 aux origines. La formation d’un complexe 

protéique ayant l’activité hélicase dépend également du chargement du complexe GINS 

[acronyme japonais de Go,-Ichi,-Ni,-San: Sld5, Psf1, Psf2, Psf3 ; (Gambus et al, 2006 ; Marinsek 

et al, 2006 ; Pacek et al, 2006)]. Ce complexe multi-protéique composé de Cdc45-MCM2-7i-

GINS (complexe CMG) est considéré comme l’hélicase réplicative active (Remus & Diffley, 

2009). Dans les cellules eucaryotes, le recrutement de Cdc45 au sein du complexe CMG permet 

le recrutement subséquent de l’ADN polymérase alpha (polymérase α), de la protéine de 

réplication A (RPA) et du facteur de processivité (PCNA) à la chromatine (Kukimoto et al, 

1999 ; Mimura & Takisawa, 1998 ; Uchiyama et al, 2001 ; Zou & Stillman, 2000). MCM10 est 

un autre acteur majeur de la réplication de l’ADN génomique. En effet, l’inactivation ou 

l’absence d’expression de cette protéine bloque l’ouverture de la double hélice d’ADN et donc 

l’initiation de la réplication (Im et al, 2009 ; Kanke et al, 2012 ; van Deursen et al, 2012 ; Watase 

et al, 2012). Contrairement à la situation dans les cellules humaines et chez le Xénope (Im et al, 

2009 ; Zhu et al, 2007), MCM10 n’est pas requise, chez les levures S. cerevisiae et S. pombe, 

pour la formation du complexe CMG mais pour le recrutement de RPA et de la polymérase α à la 

chromatine (Kanke et al, 2012 ; van Deursen et al, 2012 ; Watase et al, 2012). En 2011, S.P. Bell 

et ses collaborateurs ont proposé un modèle qui tient compte de l’ancrage séquentiel des 

différents acteurs aux origines de réplication ainsi que de l’activité des S-CDK et DDK pour 

expliquer l’initiation de la réplication [Figure 7 ; (Heller et al, 2011)]. La formation d’un 

complexe de pré-initiation (pré-IC) conduit rapidement au démarrage de l’initiation de la 

réplication ou «firing » par ouverture et déroulement de la double hélice d’ADN sous l’action de 

l’hélicase CMG (Figure 7). Après ouverture de la double hélice, il se crée un assemblage multi-

protéique appelé réplisome pour démarrer la synthèse d’ADN. Cette synthèse se fait par l’action 

concertée de protéines distinctes qui seront décrites dans la suite de ce chapitre. 
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 Sachant que les deux brins d’ADN ont une configuration antiparallèle et que la synthèse 

par les ADN polymérases s’effectue dans le sens 5’-3’ du brin néo-synthétisé, l’un des brins est 

donc synthétisé de manière continue (3’-5’ : leading strand) et l’autre de manière discontinue 

(5’-3’ : lagging strand) en générant des fragments d’Okazaki d’environ 200 paires de bases 

(Toueille & Hubscher, 2004). La synthèse du brin discontinu et de chaque fragment est initiée 

par une amorce d’une dizaine de ribonucléotides, synthétisée par l’activité primase de pol α d’où 

la formation d’une amorce hybride ARN/ADN. On estime à 4.10
4
, le nombre d’origines initiées 

sur le brin continu, et à 2.10
7
 le nombre d’initiations sur le brin retardé (discontinu) dans les 

cellules de mammifères (Hubscher et al, 2002). En plus de son activité primase, l’ADN 

polymérase α possède une sous-unité catalytique qui permet d’allonger la synthèse de 20 à 30 

désoxyribonucléotides additionnels (Muzi-Falconi et al, 2003). Cependant, le recrutement de pol 

α n’est possible qu’après stabilisation de l’ADN simple brin par RPA (Walter & Newport, 2000). 

Après synthèse de l’amorce ARN/ADN, le facteur de réplication RFC (Replication Factor C) 

charge le facteur de processivité PCNA sur l’ADN en provoquant le déplacement de la primase 

(Maga et al, 2000). Etant donné la faible processivité et fidélité de la pol α, l’étape suivante est le 

remplacement de la polymérase α par une polymérase réplicative delta (pol δ) afin de poursuivre 

la synthèse d’ADN.  

Figure 7 : Activation des origines sous 

le contrôle des DDK et S-CDK.  

L’interaction de cdc45 et GINS avec 

MCM2-7 conduit à l’ouverture de la 

double hélice d’ADN.  

Adapté d’après (van Deursen et al, 

2012). 
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2. Elongation  

 

 Comme cité précédemment, les polymérases réplicatives (δ ou ε) sont des acteurs 

essentiels de la phase d’élongation de la réplication de l’ADN. Effectivement, l’ADN 

polymérase ε assure la réplication du brin continu et l’ADN polymérase δ celle du brin 

discontinu [Figure 8 ; (Bermudez et al, 2011 ; Nick McElhinny et al, 2008 ; Pursell et al, 2007)]. 

De plus, la processivité de ces polymérases réplicatives est assurée par PCNA en assurant une 

association forte avec l’ADN (Maga & Hubscher, 2003). En effet, après l’ancrage de PCNA sur 

l’amorce par RFC, ce dernier se dissocie, permettant à PCNA de fonctionner avec les ADN 

polymérases réplicatives.  

 

 De multiples autres facteurs interviennent lors de la progression des fourches de réplication 

afin de garantir la bonne progression de la phase S. En particulier, l’élongation nécessite le 

débobinage constant de l’ADN. Le complexe CMG (Cdc45-MCM2-7-GINS) et l’hélicase 

MCM8 en interaction avec RPA participeraient au déroulement de la double hélice au cours de 

l’élongation (Maiorano et al, 2005 ; Moyer et al, 2006). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8 : Modélisation d’une fourche de réplication eucaryote. 

Les ADN polymérases ε et δ assurent respectivement la synthèse des brins 

continu et retardé, conjointement avec MCM, PCNA et RPA. Toutefois 

d’autres protéines, non représentées participent à ce mécanisme. FEN1 et 

l’ADN ligase I contribuent à la maturation des fragments d’Okazaki.  

D’après (Nick McElhinny et al, 2008). 
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 Contrairement à l’élongation du brin continu, la synthèse du brin discontinu se finalise par 

la maturation des fragments d’Okazaki grâce à l’endonucléase FEN1 (Flap EndoNucléase 1) et à 

l’ADN ligase I (Zheng & Shen, 2011). Cette maturation peut s’effectuer par deux voies 

différentes. L’ADN polymérase δ progresse sur le brin discontinu pour combler les brèches 

créées entre les fragments d’Okazaki jusqu’à rencontrer une amorce ARN. A partir de ce 

moment-ci, deux scénarios sont envisageables. Dans le premier cas, l’ADN polymérase δ 

déplace uniquement l’amorce ARN, générant ainsi une extrémité flottante d’environ 10 

nucléotides (non recouverte par RPA) qui sera clivée par FEN1 ; il en résulte une interruption au 

niveau des phosphates entre deux nucléotides adjacents qui seront reliés par l’ADN ligase 1. 

 

 Dans le deuxième cas, la région déplacée par l’ADN polymérase δ est d’environ 30-35 

nucléotides, ce qui est suffisant pour être recouvert par RPA et ce qui inhibe alors l’activité de 

FEN1 (Bae et al, 2001). Cette longue extrémité est néanmoins substrat de l’endonucléase DNA2 

qui, en coupant, laisse quelques nucléotides qui seront clivés ultérieurement par FEN1. Ensuite, 

l’ADN ligase I relie les fragments entre eux afin de rétablir la continuité de la molécule d’ADN 

(Balakrishnan & Bambara, 2011 ; MacNeill, 2001). L’hélicase Pif1 favoriserait le deuxième 

scénario en accélérant la formation de l’extrémité flottante longue qui permet alors la fixation de 

RPA avant la coupure par FEN1 (Rossi et al, 2008). Cette voie de maturation des fragments 

d’Okazaki dépendante de PIF1-RPA-DNA 2-FEN1 permettrait d’éliminer les 20 à 30 

désoxyribonucléotides incorporés par la pol α, qui ne possède pas d’activité de « relecture-

correction » (activité « proof-reading »), ce qui limiterait la mutagenèse spontanée sur le brin 

discontinu (MacNeill, 2001). 
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3. Terminaison 

 

 La terminaison de la réplication a lieu lorsque deux fourches convergentes issues de deux 

origines actives se rencontrent. L’ADN ligase I catalyse la formation de la liaison phosphodiester 

entre les deux brins d’ADN néo-synthétisés. Les contraintes topologiques engendrées par la 

réplication sont annulées par l’action de l’ADN topoisomérase I tout au long de la réplication et 

les molécules d’ADN filles sont finalement déconcaténées par la topoisomérase II [Figure 9 ; 

(Jones & Petermann, 2012)]. 

 

 Les connaissances concernant l’étape de terminaison chez les eucaryotes sont relativement 

limitées. Contrairement aux procaryotes, aucune séquence spécifique d’ADN ne semble requise 

pour l’étape de terminaison (Santamaria et al, 2000). Cependant, il existe au niveau de certaines 

séquences génétiques des sites spécifiques où les fourches de réplication se pausent et où la 

terminaison de la réplication est induite. C’est le cas, par exemple, des régions du rDNA ou de la 

séquence RTS1 chez S. pombe (Eydmann et al, 2008). A l’intérieur de ces régions, des barrières 

de fourches spécialisées (RFBs) contrôlent la terminaison de façon polaire c’est-à-dire que 

seulement une des deux fourches convergentes est arrêtée (Lambert et al, 2005). Un des 

problèmes posés par l’existence de telles séquences est que ce sont des « points chauds» de 

cassures de l’ADN et de remaniements chromosomiques (Kobayashi, 2006 ; Lambert et al, 

2005). Récemment, M. Foiani et ses collaborateurs ont identifié chez la levure S. cerevisiae 71 

régions chromosomiques qui sont des sites de terminaison [sites TERs ; (Fachinetti et al, 2010)]. 

Tous ces sites TERs contiennent un élément génétique de pause de fourches, et les protéines 

Rrm3 (ADN hélicase) et Top2 (ADN topoisomérase) coordonneraient la progression et la fusion 

des fourches de réplication de façon à prévenir la formation de cassures et les réarrangements 

chromosomiques au niveau des sites TERs (Fachinetti et al, 2010). 

 

 

 

 

 

 

Figure 9 : Terminaison de la réplication. 

Adapté d’après (Jones & Petermann, 2012). 
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 L’ensemble du mécanisme de réplication de l’ADN est illustré sur la figure ci-dessous et 

témoigne de l’implication de nombreux acteurs, précédemment décrits, dans ce processus 

(Figure 10). 

 

 

 

 

 

Figure 10 : Mécanisme moléculaire de la réplication de l’ADN chez les mammifères. 

Adapté d’après (Casas-Delucchi & Cardoso, 2011). 

 



 

INTRODUCTION 

31 

 

4. Régulation spatio-temporelle de la réplication 

 

 Pour assurer la transmission fidèle et complète du patrimoine génétique, la cellule a mis en 

place plusieurs stratégies de contrôle de la réplication. La dynamique de réplication est 

orchestrée à l’échelle spatio-temporelle par divers facteurs provenant du cycle cellulaire, de la 

structure chromatinienne, de l’épigénétique et de l’organisation nucléaire (Mechali, 2010). Ce 

programme spatio-temporel permet de désigner les origines qui seront actives ; et de contrôler le 

positionnement et le moment d'activation des origines de réplication au cours de la phase S du 

cycle cellulaire. Toutefois, les mécanismes moléculaires qui gouvernent ce programme ne sont 

pas totalement élucidés. 

 

 Comme discuté précédemment et illustré sur la figure 11, la réplication dans sa globalité 

(initiation, élongation et terminaison) est régulée par diverses kinases au cours du cycle cellulaire 

(Masai et al, 2005). D’ailleurs, cette régulation par les kinases permet également d’empêcher 

l’établissement d’une ré-initiation via MCM, ORC et Cdc6 (Nguyen et al, 2001).  

 

 

 

 

 

  

Figure 11 : Régulation de la réplication via le cycle cellulaire.  

Différentes kinases interviennent à chaque phase du cycle cellulaire pour réguler la réplication de 

l’ADN, de l’initiation des origines jusqu’à la terminaison de la réplication  

Adapté d’après (Masai et al, 2005). 



 

INTRODUCTION 

32 

 

 Chez les eucaryotes, tous les sites d’initiation ou origines de réplication compétentes ne 

sont pas utilisés à chaque cycle cellulaire (Cayrou et al, 2011 ; DePamphilis, 1993). Seulement 

1/5 à 1/4 des origines compétentes sont activées (30 000 à 50 000 origines), alors que les autres 

sont « dormantes » (Blow et al, 2011 ; Cayrou et al, 2011). A chaque nouveau cycle, les origines 

sont sélectionnées durant une période de la phase G1, communément appelée le point de décision 

des origines (Gilbert et al, 1995 ; Wu & Gilbert, 1996). Parmi les origines actives, 80 % d’entre 

elles seront actives durant le prochain cycle, suggérant qu’il existe une mémoire de sélection des 

origines (Li et al, 2003). Néanmoins, cette mémoire semble se limiter aux foyers de réplication, 

et non pas à une unique origine (Jackson & Pombo, 1998 ; Takebayashi et al, 2001). En effet, les 

origines sont organisées en réplicon. Un réplicon est un groupe de plusieurs origines adjacentes 

et flexibles potentiellement actives (Cayrou et al, 2011). En utilisant le modèle du « Réplicon 

Flexible » [Figure 12 ; (Cayrou et al, 2011)], c’est-à-dire qu’une seule et unique origine au sein 

de ce réplicon est activée par cellule et par cycle cellulaire alors que les autres origines sont 

« dormantes (ou latentes) » ; Cayrou et al. ont montré que les réplicons, dans les cellules de 

souris, qui ont une taille moyenne de 56 kb, contiennent 4,3 origines et que la distance inter-

origines est d’environ 117 kb (Cayrou et al, 2011). La flexibilité dans l’utilisation des origines 

n’est donc pas stochastique au niveau du génome entier mais seulement au sein de chaque 

réplicon, d’où cette notion de « mémoire de sélection des origines » précédemment mentionnée.  

 

 

 

 

  

 

 

 

 

Figure 12 : Modèle du « réplicon flexible ». 

A. Un réplicon est une unité fonctionnelle contenant plusieurs origines de réplication compétentes 

et flexibles. L’activation d’une origine au sein d’un réplicon inactive les origines avoisinantes 

contenues dans la même unité.  

B. Représentation d’un groupe de réplicons en forme de boucles chromatiniennes, où un réplicon se 

compose de plusieurs origines flexibles. 

Adapté d’après (Cayrou et al, 2011). 
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 D’autre part, 3 classes d’origines (flexible, dormante et constitutive) peuvent être établies 

en fonction des conditions de leurs utilisations (Mechali, 2010). La minorité des origines sont 

constitutives et utilisées continuellement alors que la plupart, comme nous venons de le voir, 

sont des origines flexibles. En revanche, les origines dormantes sont mises à contribution 

seulement en conditions de stress. Le fait que les complexes pré-RC soient surnuméraires dû à 

l’excès de protéines MCM et ORC, permet d’y avoir recours en cas de stress réplicatif (Gilbert, 

2007).  

 

 Par ailleurs, les origines sont activées selon un profile temporel différent (origines 

précoces, intermédiaires et tardives) au cours de la phase S (Gilbert, 2007 ; Jackson & Pombo, 

1998). L’activation séquentielle de ces origines se fait selon des programmes prédéterminés et 

propres à chaque type cellulaire (Diffley, 2010). De même, la réplication des télomères est 

soumise à une régulation spécifique des chromosomes, plutôt qu’à un programme universel au 

sein du même type cellulaire (Drosopoulos et al, 2012).  

 

 L’activation coordonnée des origines prend place dans des structures nucléaires spécifiques 

appelées foyers de réplication. Ces derniers sont organisés en un ou plusieurs groupes de boucles 

chromatiniennes (ou domaines de réplication ; Figure 13). Dans le noyau, le profile spatial de 

réplication évolue au cours de la phase S. Il est connu depuis longtemps que les régions 

hautement transcrites (euchromatine) sont dupliquées en début de phase S, alors que 

l’hétérochromatine, région plus condensée et peu transcrite, réplique tardivement en phase S 

(Drouin et al, 1990). Cette observation démontre clairement l’existence d’un lien entre la 

position nucléaire et le moment de réplication des différents domaines chromatiniens (Jackson & 

Pombo, 1998). Les foyers de réplication précoces sont situés au centre du noyau, alors que les 

foyers de réplication tardifs sont localisés à la périphérie nucléaire qui est riche en 

hétérochromatine [Figure 13.B ; (Berezney et al, 2000)].  

 

 De même, l’acétylation des histones, qui est associée à une accessibilité élevée de la 

chromatine, corrèle avec l’activation des origines (Aggarwal & Calvi, 2004). De plus, HBO1 

(Histone acétyltransférase liée à ORC1), promeut l’activation des origines via l’acétylation de 

l’histone H4 (Iizuka et al, 2006). Des expériences ont montré que le complexe ORC est 

principalement situé dans des régions dépourvues de nucléosomes (Lubelsky et al, 2011 ; 

MacAlpine et al, 2010).  

 

 

 



 

INTRODUCTION 

34 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 13 : Programme spatio-temporel de réplication. 

A. Foyer de réplication composé d’un ensemble de boucles chromatiniennes  

Adapté d’après (Alabert & Groth, 2012). 

B. Organisation nucléaire des foyers de réplication au cours de la phase S : euchromatine en rouge, 

hétéro-chromatine en bleu et foyer de réplication en vert.  

Adapté d’après (Gillespie & Blow, 2010). 
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B. dNTPs, les précurseurs essentiels à la réplication 

 

 Durant la réplication, la synthèse d’ADN correspond à l’incorporation de 

désoxynucléotides par les ADN polymérases. Un des facteurs limitant de ce mécanisme est donc 

la disponibilité des nucléotides via leur biosynthèse par la ribonucléotide réductase (RNR). 

 

 

1. La ribonucléotide réductase et la synthèse des dNTPs 

 

 La ribonucléotide réductase ou ribonucléotide diphosphate réductase (RNR ou rNDP 

réductase) est un acteur majeur dans la synthèse des désoxynucléotides triphosphates (dNTPs) 

puriques et pyrimidiques. Précisément, cette enzyme-clé catalyse la formation de novo des 

désoxyribonucléotides à partir des ribonucléotides (Eklund et al, 2001). Cette réaction 

enzymatique est très conservée entre les espèces (Torrents et al, 2002). La ribonucléotide 

réductase est spécifique des ribonucléotides diphosphates. En effet, ses substrats sont ADP, 

CDP, GDP et UDP. Alors que le dTDP est synthétisé par une autre enzyme, la thymidylate 

kinase, à partir de dTMP. Cette enzyme fournit les dNTPs indispensables non seulement pour la 

réplication de l’ADN nucléaire et mitochondriale, mais également au cours de la réparation de 

l’ADN. La réaction enzymatique médiée par la RNR correspond à une étape limitante pour la 

synthèse d’ADN. L’activité de la RNR doit donc être finement régulée pour maintenir un 

réservoir équilibré de dNTPs. 

 

 Dans les cellules eucaryotes, la RNR est un tétramère composé de deux larges sous-unités 

et deux petites sous-unités. Chez l’homme, la grande sous-unité R1 est codée par le gène RRM1, 

alors qu’il existe deux petites sous-unités R2 (R2 et p53R2) codées par les gènes RRM2 et 

RRM2B [Figure 14 ; (Kolberg et al, 2004)]. Chez la levure S. cerevisiae, il existe 4 sous-unités : 

R1, R2, R3 et R4 (Niida et al, 2010). Chez les eucaryotes, cette enzyme est seulement active si 

un complexe se forme à partir de ses deux sous-unités : 2x (R1/R2) dans les cellules humaines, et 

[(R1/R2) + (R1/R4)] dans la levure. La sous-unité R3 pourrait avoir un rôle au cours de la 

réparation de l’ADN (Niida et al, 2010). 

 

 L’activité de la RNR dans son ensemble est contrôlée par des mécanismes allostériques 

(liaison de dNTPs et NTPs à la grande sous-unité), au niveau transcriptionnel, par des 

modifications post-traductionnelles, par sa localisation subcellulaire, par son état redox (Niida et 

al, 2010). Le contrôle par le cycle cellulaire de la transcription des gènes RRM1, RRM2 et 

RRM2B amène à des niveaux optimaux durant la phase S (Bjorklund et al, 1990). L’expression 

de R2 fluctue de manière cyclique avec un contrôle qui s’exerce à la fois sur sa synthèse et sa 
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dégradation alors que le niveau de R1 est constant au cours du cycle cellulaire (Chabes et al, 

2004 ; Chabes et al, 2003b ; D'Angiolella et al, 2012). Le gène RRM2 est activé en début de 

phase S, mais R2 est dégradée par protéolyse via l’APC durant la mitose (Chabes et al, 2004 ; 

Chabes et al, 2003b) ; l’activité de la RNR dépend donc du niveau d’expression de la R2. De ce 

fait, dans les cellules humaines en division, la forme prédominante de la RNR est composée des 

sous-unités R1 et R2, alors que dans les cellules quiescentes ou en mitose, qui n’expriment donc 

pas R2, la forme prédominante est composée de R1 et p53R2. Par ailleurs, la sous-unité p53R2, 

avec R1, assurerait la réplication de l’ADN mitochondriale (Pontarin et al, 2008). Une autre 

conséquence de la régulation au niveau transcriptionnel et post-traductionnel au cours du cycle 

cellulaire est que le pool de dNTPs au cours de la phase S est environ 20 fois plus important que 

celui mesuré en phase G1 (Niida et al, 2010). 

 

 Les études menées chez la levure S. cerevisiae ont montré que la sous-unité R1 localise 

dans le cytoplasme et les sous-unités R2/R4 dans le noyau. En absence de stress, les sous-unités 

R2/R4 relocalisent dans le cytoplasme uniquement en phase S, où en s’associant avec la sous-

unité R1, elles forment une RNR active. En réponse à des dommages à l’ADN ou à un stress 

réplicatif, outre une augmentation de l’expression de ces protéines, les sous-unités R2/R4 

relocalisent également dans le cytoplasme, ce qui se traduit par une élévation importante du pool 

de dNTPs intracellulaires (Niida et al, 2010). Chez les mammifères, la situation est différente 

puisque les sous-unités R1 et R2 semblent localiser exclusivement dans le cytoplasme (Pontarin 

et al, 2008) et qu’il n’y a pas d’augmentation du pool de dNTPs en réponse à des dommages à 

l’ADN dans des cellules cyclantes (Hakansson et al, 2006). Néanmoins, des données récentes 

montrent que, suite à des dommages à l’ADN, la sous-unité R2 n’est plus dégradée par le 

système ubiquitine-protéasome (D'Angiolella et al, 2012) et que l’histone acétyl transférase 

Tip60 permet le recrutement de la RNR aux sites des dommages (Niida et al, 2010). Ainsi, deux 

mécanismes différents existent pour pourvoir les cellules en quantité suffisante en dNTPs, et 

ainsi assurer la réparation de l’ADN : chez la levure S. cerevisiae, un niveau important de dNTPs 

est synthétisé alors que dans les cellules de mammifères, la RNR relocalise précisément aux sites 

de réparation (Figure14). 
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Figure 14 : Régulation du pool de dNTPs après dommages à l’ADN. 

Après dommages à l’ADN, le pool de dNTPs reste inchangé chez les mammifères, mais celui des 

levures est drastiquement augmenté. Contrairement aux levures, les dNTPs se concentrent sur le lieu 

du dommage chez les mammifères  

Adapté d’après (Niida et al, 2010). 
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 Lorsqu’un substrat (NDP) est lié au site actif de la sous-unité R1, un radical tyrosyl stable 

est généré au sein de la sous-unité R2 via un site ferrique (Tableau 2). Ce radical est ensuite 

transféré au site catalytique de R1 via un transfert d’électrons couplés à des protons. Ainsi, le 

NDP est réduit en dNDP par élimination d’un atome d’hydrogène au niveau du carbone C2’ du 

ribose (Stubbe et al, 2003). La réaction implique divers cofacteurs tels que de l’ATP, du 

magnésium, la thiorédoxine (protéine transporteuse d’hydrogène) et du NADPH. Dans un second 

temps, le dNDP est converti en dNTP par l’action de la nucléotide diphosphate kinase (NDP 

kinase) [Figure 15 ; (Mathews, 2006)].  

 

 

 

 

 

Nom Description Taille de 

 la protéine 

Substrats 

endogènes 

Localisation 

cellulaire 

R1 

R2 

 

p53R2 

Grande sous-unité 

Petite sous-unité 

Petite sous-unité 

induite par p53 

94 kDa / 792 aa 

44 kDa / 389 aa 

40 kDa / 351 aa 

NDP 

NDP 

NDP 

Cytosolique 

Cytosolique 

Cytosolique 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 2 : Les sous-unités de la ribonucléotide réductase. 

Les trois sous-unités de la RNR sont localisées dans le cytosol et utilisent des substrats endogènes 

communs, les NDPs.  

Adapté à partir de (Jordheim et al, 2005). 
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 Etant donné que des niveaux anormaux en dNTPs peuvent conduire à la mort cellulaire ou 

à de la mutagénèse, la RNR représente une importante cible thérapeutique pour de nombreuses 

maladies humaines (Cerqueira et al, 2007 ; Gon & Beckwith, 2006 ; Gon et al, 2011 ; Shao et al, 

2006). 

Figure 15 : Voies de synthèse de novo des dNTPs. 

La RNR convertit les NDPs en dNDPs ; ces derniers sont transformés en dNTPs par la NDP kinase. 

A l’exception que le dTDP provient du dTMP via l’action de la dTMP kinase. 

Adapté d’après (Mathews, 2006). 
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2. Synthèse de l’ADN via l’ADN polymérase 

 

 Au cours de la réplication de l’ADN génomique ou mitochondriale, l'ADN polymérase lie 

un désoxyribonucléoside monophosphate à la terminaison 3'-OH du brin d’ADN naissant, en 

utilisant des dNTPs comme substrats. Premièrement, il se forme des liaisons hydrogènes entre le 

dNTP recruté et un résidu du brin parental. Secondairement, le groupement hydroxyle 3' de la 

chaine d’ADN en formation réalise une attaque nucléophilique sur le groupement α-phosphoryl 

du dNTP qui va s'incorporer pour former une liaison phosphodiester en libérant un 

pyrophosphate (PPi). Ensuite, l’ADN polymérase se déplace jusqu’au groupement hydroxyle du 

dNTP incorporé, et poursuit ainsi l’élongation du brin complémentaire, allant de plusieurs 

dizaines à plusieurs millions d'unités nucléotidiques. [Figure 16 ; (Steitz, 1999)]. 

 

 

 

 

 

 

 De plus, l’incorporation de bases oxydées telles que la 8-hydroxydGTP (8-oxodGTP) et 2-

hydroxydATP (2-OH-dATP), produites en cas de stress oxydatif, peut être mutagène (Kamiya, 

2004 ; Katafuchi & Nohmi, 2010). Néanmoins, une surexpression de p53R2 réduit la quantité 

intracellulaire d’espèces réactives de l’oxygène [ROS ; (Liu et al, 2008)]. Cela suggère que la 

mutagénèse induite par les bases oxydées pourrait être partiellement abolie lorsque le niveau 

d’expression de p53R2 est élevé. De plus, il est clairement établi que le premier système de 

défense dirigé contre les dNTPs modifiés est joué par les enzymes qui nettoient le pool de 

Figure 16 : Incorporation de dNTPs 

dans l’ADN. 

Mise en place de liaisons hydrogènes 

entre une base de la matrice et le nouveau 

dNTP incorporé, et formation d’une 

liaison phosphodiester entre deux 

nucléotides successifs. 

Adapté d’après (Steitz, 1999). 
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dNTPs, en d’autres termes par les enzymes qui assurent un pool sain de nucléotides en 

hydrolysant le dNTP oxydé en nucléoside monophosphate correspondant (Fotouhi et al, 2011 ; 

Kamiya, 2010). 

 

 

3. Pool de dNTPs et instabilité génomique 

 

 Plusieurs méthodes ont été développées pour mesurer le pool de dNTPs intracellulaires 

dans les cellules. Il s’agit d’un essai enzymatique basé sur de la radioactivité, initialement mis au 

point par Sherman et Fyfe (Sherman & Fyfe, 1989) et depuis amélioré (Ferraro et al, 2010) ou 

d’un dosage par HPLC, qui est aujourd’hui la méthode de choix (Chabes et al, 2003a ; Cohen et 

al, 2009 ; Ferraro et al, 2010 ; Gon et al, 2011 ; Pursell et al, 2008). Les quantités respectives de 

chacun des 4 dNTPs varient en fonction du type cellulaire et de la méthode d’analyse. Par 

exemple, Ferraro et al. ont mesuré, par HPLC, 45 pmoles de dATP, 18 pmoles de dGTP, 103 

pmoles de TTP et 44 pmoles de dCTP par million de cellules à partir de fibroblastes humains 

normaux (Ferraro et al, 2010). Une autre étude par HPLC effectuée par Cohen et al., à partir de 

cellules leucémiques de souris L1210, a montré que les niveaux de dATP, dCTP, dGTP et TTP 

variaient d’une préparation à l’autre. Ainsi, la concentration en dATP varie de 2,8 à 9,9 pmoles, 

celle de dGTP de 1,3 à 5,3 pmoles, celle de TTP de 3 à 16 pmoles, et celle de dCTP de 2,2 à 8,8 

pmoles par million de cellules (Cohen et al, 2009). Néanmoins, et de façon reproductible, le TTP 

reste le désoxyribonucléoside triphosphate le plus abondant dans les cellules eucaryotes (Chabes 

et al, 2003a ; Cohen et al, 2009 ; Ferraro et al, 2010). 

 

 Les concentrations individuelles et totales en dNTPs sont étroitement régulées afin de 

minimiser le taux de mutations et d’assurer ainsi une réplication fidèle. Un nombre croissant de 

publications montre clairement qu’une perturbation dans le pool de dNTPs impacte sur la 

stabilité du génome. La délétion de gènes qui contrôlent la stabilité du génome induit une 

augmentation de l’activité de la RNR, une augmentation du pool de dNTPs et conduit à un 

phénotype mutateur (Davidson et al, 2012 ; Holmberg et al, 2005 ; Tang et al, 2009). Chez la 

levure S. cerevisiae, le spectre de mutagenèse induite par une dérégulation des dNTPs est 

étroitement lié à la nature du dNTP qui est dérégulé et à l’amplitude de cette dérégulation 

(Kumar et al, 2011 ; Kumar et al, 2010). Une augmentation du pool de dNTPs est également 

observée en réponse à des dommages à l’ADN ce qui se traduit par une augmentation de la 

mutagenèse, mais contribuerait également à une meilleure survie de la cellule (Chabes et al, 

2003a ; Gon et al, 2011). 
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 Dans les cellules, le pool de ribonucléotides (rNTPs) est beaucoup plus important que celui 

des dNTPs [de 10 à 100 fois ; (Cohen et al, 2009)]. Bien que les ADN polymérases aient une 

meilleure sélectivité pour les dNTPs que pour les rNTPs, des travaux récents montrent que ces 

derniers sont incorporés dans l’ADN au cours de la réplication, qu’ils sont éliminés de l’ADN 

par l’action de RNase H, et qu’une réparation inefficace des ribonucléotides incorporés conduit à 

un stress réplicatif et à une augmentation de l’instabilité génétique (Lazzaro et al, 2012 ; Nick 

McElhinny et al, 2010). 

 

 

 

C. Les causes et les conséquences d’une réplication perturbée 

 

 

1. Les causes du stress réplicatif 

 

 Le stress réplicatif se définit comme une perturbation du mécanisme de la réplication qui 

conduit à des fluctuations des paramètres de la réplication tels que la progression des fourches et 

l’activation des origines. Ce dérèglement peut être provoqué par de multiples facteurs qui sont 

d’origines exogènes ou endogènes. La machinerie de réplication peut rencontrer une multitude 

d'obstacles qui se présentent sous la forme de structures d'ADN secondaires, de structures 

hybrides ADN/ARN, de complexes protéines/ADN ou de lésions de l'ADN. 

 

 

i. Sources exogènes 

 

 De nombreuses sources environnementales peuvent porter atteinte à l’intégrité du génome. 

Le rayonnement UVC, bien que non relevant en terme de santé publique, est largement utilisé 

dans les laboratoires car il produit les mêmes lésions toxiques de l’ADN que celles générées par 

le rayonnement UVB, un des composants du rayonnement UV solaire (constitué de photons 

UVB et UVA) (voir paragraphe II.A). La formation de ces dommages de bases (essentiellement 

des dimères de pyrimidines) va altérer la progression de la réplication (Kaufmann, 2010). Par 

ailleurs, le protéasome des cellules de mammifères dégrade spécifiquement MCM10, une 

protéine essentielle à l’initiation et l’élongation de la réplication, en réponse aux UVC (Sharma 

et al, 2010). Cette dégradation est dépendante de l’ubiquitine ligase CRL4-DDB1-VPRBP (Kaur 

et al, 2012). Sage et ses collaborateurs ont montré que l’exposition des cellules eucaryotes aux 

radiations UVA induit un retard de phase S qui ne résulte pas de l’effet génotoxique des UVA 

(Dardalhon et al, 2008 ; Girard et al, 2008).  
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 Il existe d’autres types de rayonnement qui perturbent la réplication, ce sont les radiations 

ionisantes. Ces rayonnements proviennent de sources naturelles comme les radiations cosmiques 

et la radioactivité des roches, ou de sources artificielles telles que les rayons X ou les composés 

radioactifs utilisés en clinique. Ces radiations induisent de nombreux dommages à l’ADN tels 

que des cassures simple brin ou double brins, ainsi qu’une large variété de dommages oxydatifs. 

Il a été montré que les rayons X inhibent l’élongation des fourches de réplication, provoquent 

des blocages de fourches et réduisent l’activation des origines (Parplys et al, 2012). 

 

 Les agents chimiques tels que le méthyl méthanesulfonate (méthylation des bases), le 

peroxyde d’hydrogène (oxydation des bases), topotecan (inhibiteur de topoisomérase I), la 

mitomycine C (pontages inter-brins) induisent également un stress réplicatif (Parplys et al, 

2012). Ce stress peut aussi être engendré par un inhibiteur de l’ADN polymérase α, 

l’aphidicoline ou des agents qui déplètent le pool en nucléotides en inhibant la RNR 

[hydroxyurée ; (Levenson & Hamlin, 1993 ; Poli et al, 2012)].  

 

 

ii.Sources endogènes 

 

 L’état rédox (réduction-oxydation) intracellulaire est un paramètre important qui régule le 

cycle cellulaire (Menon & Goswami, 2007). Cet état redox est une balance délicate entre les 

niveaux de ROS produits par le métabolisme intracellulaire (mitochondrie, NADPH oxydase, 

peroxysomes, métabolisme des acides gras, etc…) et les systèmes antioxydants (superoxyde 

dismutase, catalase, glutathion peroxydase, glutathion, vitamine E, vitamine C, etc...) qui les 

éliminent. Dès que ce système de protection ne permet plus d’éliminer suffisamment les radicaux 

libres ; la cellule se retrouve alors en situation de stress oxydant (Klaunig & Kamendulis, 2004) 

qui peut alors perturber les différentes phases du cycle cellulaire dont la réplication.  

 

 Il est possible de lister les facteurs intrinsèques qui favorisent l’induction d’un stress 

réplicatif (Figure 17). En situation de stress, le pool de dNTPs, déterminant de la progression des 

fourches et de l’activation des origines (Anglana et al, 2003), est modulé par l’activité de la RNR 

(Poli et al, 2012). L’expression d’autres acteurs réplicatifs tels que les protéines de l’initiation de 

la réplication peut également être affectée, menant alors à une variation d’activation des origines. 

Par exemple, la ré-initiation est sensible à l’inhibition des CDK (Borsuk & Czolowska, 2010). 

Au contraire, si le complexe MCM2-7 est faiblement chargé sur l’ADN, peu d’origines sont 

actives (Liang et al, 1999). En particulier, l’activité des origines dormantes, qui est dépendante 

du chargement de MCM2-7, est essentielle à l’accomplissement d’une réplication complète sous 
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des conditions de stress (Ge et al, 2007). D’autre part, la phosphorylation de Cdt1 par JNK1 

inhibe le recrutement de l’histone acétylase HBO1 et par conséquent, bloque le « licensing » de 

réplication en réponse au stress (Miotto & Struhl, 2011). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 De plus, toute modification de la structure de l’ADN (structures secondaires) ou de la 

chromatine (complexe ADN/protéines) crée des obstacles naturels ou barrières de fourches qui 

sont susceptibles de perturber l’activité de l’hélicase MCM et des ADN polymérases réplicatives 

(ralentissement ou arrêt de la fourche de réplication), entrainant donc un stress réplicatif (Hyrien, 

2000 ; Lambert & Carr, 2005). La terminaison précoce de la réplication est encouragée par 

diverses séquences d’ADN telles que les séquences répétées inversées ou les microsatellites qui 

peuvent former des structures secondaires stables (en épingle à cheveux, triplex et quadruplex), 

astreintes à un enroulement négatif de la double hélice (Baran et al, 1991). Un des exemples qui 

reflète bien l’impact d’un complexe ADN/protéine sur l’arrêt de réplication est la dimérisation de 

la protéine de terminaison Tus avec le site Ter qui engendre une inhibition de l’activité de 

l’hélicase, chez Escherichia coli (Lee et al, 1989). 

Figure 17 : Facteurs endogènes qui contribuent au stress réplicatif.  

Adapté d’après (Burhans & Weinberger, 2007). 
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 D’autre part, étant donné que la réplication et la transcription partagent la même matrice, 

des collisions entre ces deux machineries sont inévitables et interfèrent avec la progression des 

fourches de réplication. La figure 18 résume les effets potentiels de la transcription sur la 

progression des fourches. L’ensemble des études établies à partir d’Escherichia coli et de 

Bacillus subtilis démontrent clairement que les deux machineries doivent progresser dans la 

même direction pour maintenir une réplication normale ; dans le cas contraire, cela engendre un 

ralentissement des fourches de réplication. Il semblerait que la sévérité des arrêts de fourches 

(allant d’une simple pause à un effondrement de fourches) est corrélée à l’expression génique. 

Dans des gènes hautement transcrits (considérés comme essentiels) où réplisome et ARN 

polymérase (RNAP) se rencontrent face à face, l’instabilité génomique est vraisemblablement 

plus accrue. Le devenir de la fourche de réplication après collision reste néanmoins incertain. 

L’existence de modulateurs de l’ARN polymérase et d’hélicases auxiliaires permettraient de 

réduire, voire résoudre, ces conflits (Pomerantz & O'Donnell, 2010). Dans les cellules 

eucaryotes, la situation est plus compliquée puisque des blocages de fourches surviennent même 

lorsque transcription et réplication sont co-directionnelles (Poveda et al, 2010). Il a été montré 

que les régions hybrides ADN-ARN (R-loops), formées au cours de la transcription, interfèrent 

avec la progression des fourches de réplication, et sont donc sources d’instabilité génétique. 

Néanmoins, la formation de ces R-loops est limitée par la topoisomérase I (Tuduri et al, 2009). 
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 Pour sauvegarder l’intégrité du génome en garantissant une réplication complète, le stress 

réplicatif généré par ces divers facteurs exogènes ou endogènes est régulé par un point de 

contrôle intra-S. 

 

 

 

 

Figure 18 : Effets de la machinerie transcriptionnelle sur la progression des fourches de 

réplication.  

La position des deux machineries transcription et réplication l’une part rapport à l’autre, ainsi que le 

nombre de RNAP (ARN polymérase) présents influencent la processivité des fourches. Les deux 

machineries doivent progresser dans la même direction pour maintenir une réplication normale. La 

rencontre face à face des deux machineries peut induire un retard réplicatif, un effondrement ou une 

pause de fourches. 

Adapté d’après (Pomerantz & O'Donnell, 2010). 
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2. Activation du point de contrôle intra-S 

 

 Le point de contrôle (« checkpoint ») de réplication ou intra-S possède de multiples rôles 

au cours d’une réplication non perturbée mais également perturbée par divers facteurs exogènes 

et endogènes (Ben-Yehoyada et al, 2007 ; Kaufmann, 2010 ; Tourriere & Pasero, 2007 ; Willis & 

Rhind, 2009). Ainsi, ce « checkpoint » est activé par la présence de dommages de l’ADN qui 

compromettent la réplication de l’ADN. Il en résulte la stabilisation de la fourche bloquée, voir 

son effondrement, la stimulation des mécanismes de réparation, une inhibition de l’activation des 

origines tardives (pour prévenir la rencontre entre une nouvelle fourche et un dommage), et 

possiblement une activation des origines dormantes afin de répliquer les régions du génome au 

voisinage de la fourche effondrée (Allen et al, 2011). L’ensemble de ces actions a pour finalité la 

réplication totale du génome avant l’entrée en mitose (Desany et al, 1998). Dans le cas contraire, 

c’est-à-dire en absence de réparation des fourches bloquées, le non-redémarrage des fourches ou 

l’effondrement des fourches peuvent engendrer la persistance d’ADN non répliqué, générer des 

régions d’ADN simple brin et conduire à la formation de cassures simple et double brin(s). Ces 

dernières sont hautement recombinogènes et conduisent à des réarrangements chromosomiques 

(Aguilera & Gomez-Gonzalez, 2008 ; Branzei & Foiani, 2010). Il est à noter que le redémarrage 

de fourches bloquées par la recombinaison homologue conduit aussi à de tels réarrangements en 

absence de cassures double brins (Lambert et al, 2010). 

 

 Les réponses cellulaires aux dommages à l’ADN sont contrôlées par deux voies de 

signalisation : une voie ATM (Ataxia Telangiectasia Mutated)-Chk2, qui est activée 

principalement par les cassures doubles brins, et une voie ATR (ATM and Rad3-related)-Chk1, 

qui est activée par la présence d’ADN simple brin (Abraham, 2001 ; Cimprich & Cortez, 2008 ; 

Smith et al, 2010). La clé centrale qui initie l’activation du point de contrôle de la réplication est 

le recouvrement de l’ADN simple brin par RPA [Replicative Protein A ; (Byun et al, 2005 ; Choi 

et al, 2010 ; Huang et al, 2010)]. Au niveau des fourches bloquées, le découplage entre les 

activités de l’hélicase MCM et des polymérases génère l’apparition d’ADN simple brin, et 

facilite donc le recrutement de RPA (Byun et al, 2005). Le complexe ATR/ATRIP via son 

partenaire ATRIP (ATR Interacting Protein) interagit avec RPA, formant alors un complexe 

ATR-ATRIP-RPA (Figure 19). L’activation d’ATR est conditionnée par la mise en place du 

complexe 9-1-1 (RAD9-RAD1-HUS1) et de la protéine TopBP1 [Topoisomerase-Binding 

Protein 1 ; (Cimprich & Cortez, 2008)]. Ensuite, ATR propage le signal à sa kinase effectrice 

Chk1 et la phosphoryle sur les sérines 317 et 345 (Zhao & Piwnica-Worms, 2001). Une fois 

activée par phosphorylation, la fraction de Chk1 associée à la chromatine s’en dissocie pour 
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phosphoryler diverses protéines effectrices qui participent aux arrêts de cycle, à la réparation et à 

la mort cellulaire (Smits et al, 2006). 

 

 Un des principaux mécanismes médiés par la signalisation d’ATR via Chk1 est la 

limitation du « firing » (activation) des origines afin de prévenir, par exemple, les collisions entre 

de nouvelles fourches et les dommages non réparés. En fait, l’activation de la voie de 

signalisation ATR/Chk1 supprime l’initiation des origines tardives, c’est-à-dire dans les régions 

du génome non répliquées, mais favorise l’activation des origines dormantes, c’est-à-dire dans 

les régions du génome en cours de réplication et donc issues du même réplicon (Ge & Blow, 

2010). L’activation des origines est régulée par l’activité des CDK et de la DDK. (voir 

paragraphe I.A.1.ii). Il est clairement établi que Chk1 inhibe cdk2 (cyclin-dependent kinase 2 en 

combinaison avec la cycline A ou E) via la dégradation de Cdc25A (Scorah & McGowan, 2009 ; 

Zhao et al, 2002). Par contre, la phosphorylation de DDK par les kinases ATM et ATR en 

réponse à des dommages à l’ADN ou à un stress réplicatif (Heffernan et al, 2007 ; Lee et al, 

2012) n’affecte pas son activité ce qui suggère que l’inhibition de l’activation des origines n’est 

pas directement modulée par l’activité kinase de DDK (Lee et al, 2012). Ces résultats sont en 

accord avec ceux obtenus par Tsuji et al., qui ont montré que chez le Xénope, comme dans les 

cellules humaines, l’activité de la DDK n’est pas affectée par l’activation du « checkpoint » de 

phase S mais que cette activité serait importante pour réguler ce « checkpoint » et réinitier la 

réplication une fois le stress levé (Tsuji et al, 2008). Ces auteurs suggèrent également que le 

« checkpoint » de phase S pourrait plutôt cibler la protéine MCM10 pour empêcher son 

chargement à la chromatine (Tsuji et al, 2008), ce qui a pour effet d’empêcher le chargement de 

Cdc45, une protéine essentielle dans la mise en place du complexe de pré-initiation (Broderick & 

Nasheuer, 2009). Néanmoins, une étude récente montre que l’inhibition du « firing » des origines 

par le checkpoint de phase S a lieu après le chargement de MCM10 à la chromatine mais avant 

celui de Cdc45, suggérant que ce n’est pas le chargement de l’hélicase qui est la cible du 

« checkpoint », mais son activation ainsi que le chargement des polymérases (Karnani & Dutta, 

2011). 

 

 D’autre part, il est démontré que la voie ATR-Chk1-Claspine favorise la stabilisation des 

fourches non seulement en conditions de stress mais également au cours d’une phase S normale. 

De part leurs interactions avec les facteurs de la machinerie réplicative et ceux du point de 

contrôle intra-S, la claspine et la kinase Chk1 sont considérées comme les protéines de 

stabilisation des fourches (Scorah & McGowan, 2009 ; Uno & Masai, 2011). La répression 

d’ATR induit un déclenchement précoce des origines et un ralentissement de la vitesse des 

fourches, en absence de stress réplicatif (Marheineke & Hyrien, 2004 ; Shechter et al, 2004). De 
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même, l’inhibition de Chk1 conduit à une sur-activation des origines et à un ralentissement de la 

progression des fourches de réplication via l’inhibition de Cdk2 (Petermann et al, 2008 ; 

Petermann et al, 2010 ; Scorah & McGowan, 2009 ; Syljuasen et al, 2005). Si l’inhibition de la 

claspine conduit à des résultats similaires à ceux décrits pour Chk1 (Petermann et al, 2008 ; 

Scorah & McGowan, 2009), son action est indépendante de Cdk2-Cdc25 (Scorah & McGowan, 

2009). Une récente étude effectuée chez la levure S. cerevisiae remet en cause un rôle de Mec1 

et Rad53 (homologues fonctionnels d’ATR et Chk1) dans la stabilité du réplisome. Les auteurs 

suggèrent que le rôle de ces protéines serait de contrôler l’activité du réplisome plutôt que sa 

stabilité (De Piccoli et al, 2012). Enfin, Chk1 contrôlerait également la progression des fourches 

de réplication en réponse à un stress génotoxique (Conti et al, 2007 ; Kaufmann, 2010). 

 

 

 

 

 

 

Figure 19 : Activation du point de contrôle intra-S.  

Adapté d’après (Allen et al, 2011 ; Cimprich & Cortez, 2008; Nam & Cortez, 2011 ). 
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D. Analyse de la dynamique de réplication par peignage moléculaire 

 

 

1. Principe du peignage moléculaire dynamique 

 

 Bien que l’ADN soit hautement condensé et compacté dans le noyau, la technique du 

peignage génomique permet de réaliser diverses études à l’échelle de la molécule unique avec 

une haute résolution (Michalet et al, 1997). Cette technique est couramment utilisée dans l’étude 

quantitative de la réplication de l’ADN et de la stabilité du génome étant donné son potentiel 

d’étirement d’un grand nombre de molécules d’ADN de manière contrôlée et uniforme (Herrick 

& Bensimon, 1999b ; Lebofsky & Bensimon, 2003). Suite à de nombreuses tentatives pour 

ancrer spécifiquement des molécules d’ADN uniques à une surface solide, le peignage 

moléculaire dynamique fut développé. Son principe consiste en un alignement de molécules liées 

par leurs extrémités à une lamelle de verre chimiquement modifiée, qui soient uniformément 

étirées à l'aide de la tension superficielle d'un ménisque en mouvement [Figure 20.A ; (Bensimon 

et al, 1994 ; Bensimon et al, 1995)]. Les principales étapes de cette méthode sont : 1- l’ancrage 

physico-chimique des molécules par leurs extrémités à la lamelle de verre silanisée et 2- 

l’alignement uniforme et l’étirement homogène de l’ensemble des molécules fixées. Ces deux 

points seront détaillés dans la suite de ce chapitre.  

 

 Un des critères essentiel pour obtenir un peignage optimal est de prendre en considération 

la pureté de la solution d’ADN (Schurra & Bensimon, 2009). La préparation des molécules 

débute par l’empaquetage d’un échantillon cellulaire au sein d’un bloc d’agarose (« plug ») pour 

préserver l’ADN dans son intégrité. La double hélice d’ADN est ensuite « mise à nu » par 

déprotéinisation et l’agarose est dégradée par digestion enzymatique. L’ADN en solution est 

transféré dans un réservoir en Téflon, dans lequel une lamelle de verre y est plongée. Le 

peignage des « pelotes d’ADN » en solution peut ainsi être amorcé. De plus, l’optimisation du 

peignage moléculaire repose également sur la qualité des surfaces silanisées sur lesquelles les 

molécules sont étirées (Labit et al, 2008 ; Schwob et al, 2009). Le but est d’obtenir un 

revêtement hydrophobe monocouche d’organo-silane (groupement vinyle –CH=CH2) uniforme 

sur la surface de verre préalablement débarrassée de tous résidus. De cette approche résulte une 

fixation irréversible et un alignement uniforme hautement dense de l’ADN (Figure 20.B). Ces 

caractéristiques confèrent la possibilité de détecter des nucléotides modifiés incorporés dans 

l’ADN et/ou de réaliser des hybridations de sondes fluorescentes in situ (FISH), dans le but de 

visualiser la dynamique de réplication et d’étudier la stabilité du génome.  
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i.Ancrage de la molécule d’ADN à une surface solide 

 

 Comme précédemment énoncé, l’interaction physico-chimique de la molécule d’ADN par 

ses extrémités à la surface silanisée est une des étapes clé du peignage moléculaire. Les 

molécules d'ADN qui adoptent en solution une conformation de « pelotes désordonnées », 

animées d'un mouvement brownien, entrent aléatoirement en contact avec la surface traitée, et, 

éventuellement, finissent spontanément par s'ancrer par l'une de leurs extrémités sur une variété 

de surfaces (Allemand et al, 1997).  

 

 Il est connu que l’ADN est partiellement déroulé à ses extrémités (Stein et al, 1995). Ce 

déroulement joue un rôle essentiel dans l’exposition des charges négatives sur les bases des 

extrémités et dans celle du caractère hydrophobe de l’hélice. Cela suggère deux mécanismes 

possibles de liaison de l’ADN qui dépendent du type de surface. Sur des surfaces chargées 

positivement, une interaction électrostatique peut avoir lieu avec l’ADN chargée négativement. 

En revanche, le mécanisme est différent sur des surfaces hydrophobes telles que le silane. Dans 

des conditions à bas pH et faible concentration en sel, l’ADN tend à se dénaturer et à présenter 

son cœur hydrophobe, et ainsi augmenter son affinité pour la surface hydrophobe. 

L’augmentation graduelle du pH limite la dénaturation aux extrémités et donc la liaison 

Figure 20 : Peignage moléculaire dynamique. 

A. Système expérimental. Une lamelle, maintenue par 

la pince, est immergée dans une solution d’ADN, 

incubée durant 5 minutes, puis remontée 

mécaniquement à vitesse constante de 300 

µm/secondes, ce qui garantit un étirement régulier de 

l’ADN (1 μm = 2 kb). Les molécules d'ADN sont 

représentées : libres en solution (f) où elles ont une 

conformation aléatoire en "pelotes", en solution mais 

attachées à la surface par une extrémité (b) ou bien 

peignées (c).  

B. Plusieurs centaines de génomes peuvent être 

simultanément peignés par lamelle 22X22 mm. 

Echelle = 10 µm.  

Adapté d’après (Herrick & Bensimon, 1999b; 

Michalet et al, 1997 ). 
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spécifique a lieu uniquement entre la surface et les extrémités. A pH élevé (supérieur à 5,5), la 

fixation est moins efficace étant donné la faible dénaturation de l’hélice.  

 

 En résumé, la liaison est due à l’hydrophobicité et/ou à l’interaction électrostatique entre 

l’ADN chargé négativement et la surface chargée positivement (Herrick & Bensimon, 1999b). 

Initialement, il a été observé que la liaison optimale se déclare dans une fenêtre avoisinant un pH 

de 5,5 sur une surface revêtue de silane, où seules les extrémités de la molécule sont fixées à la 

surface, alors que le reste de la molécule qui demeure en solution sera étiré sous l’action du 

ménisque (Allemand et al, 1997). 

 

 

ii.Elongation des fibres d’ADN 

 

 La qualité de l’élongation repose sur la force constante exercée par le ménisque (interface 

air/solution) pour étendre de manière homogène et de façon strictement parallèle les molécules 

liées par leurs extrémités à la surface. Son principal avantage est l’obtention d’un étirement 

mécanique contrôlé et uniforme. En effet, l’étirement de l’ADN est réalisé à l’aide d’une 

machine dont le levier remonte à une vitesse constante de 300 µm/sec (Figure 21). Comme la 

molécule est ancrée par l'extrémité qui se trouve désormais hors de la solution, il en résulte un 

déroulement de la pelote d’ADN. Par conséquent, de part et d’autre de l’interface air/solution, 

l’ADN se déplace librement au sein de la solution, alors qu’une fois le ménisque passé, on 

constate une fixation irréversible de la molécule étirée sur la surface sèche (Figure 21).  

 

 

 

 

 

 

Figure 21 : Représentation schématique du peignage 

d'une molécule d'ADN. 

(a) L'ADN en solution se fixe spontanément par une 

extrémité sur une lamelle traitée. Lorsque la lamelle 

remonte (b-c-d), le point d'attachement de l'ADN passe 

le ménisque, l'ADN est alors étiré et aligné 

parallèlement au mouvement de la lamelle. Sous le 

ménisque (b-c), une partie de la molécule est encore 

libre et mobile en solution, alors que de l'autre côté (c-

d), l'ADN est sec et fixé sur la lamelle. Lorsque la 

lamelle remonte, les molécules d’ADN ancrées à la 

surface sont entraînées avec elle; le ménisque exerce 

alors une tension constante sur la partie de la molécule 

encore immergée. Cette force étire la molécule en 

solution à proximité immédiate du ménisque, puis la 

molécule se trouve fixée à la surface après que le 

ménisque soit passé. 
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 Une expérience originale, réalisée avec l’ADN de phage lambda, a permis d’établir que les 

molécules peignées sous la contrainte du ménisque, sont identiquement étirées jusqu’1,5 fois leur 

longueur normale ; d’où une corrélation directe de 2 kb/µm entre la taille réelle de chaque 

molécule et la longueur mesurée (Herrick & Bensimon, 1999a). La force d’action jouée par le 

ménisque est plus faible que les forces d’ancrage de la molécule à la surface, et également plus 

faible que la force nécessaire pour casser une liaison covalente au sein même de la molécule. De 

plus, la force exercée par le ménisque (qui est à l’origine de l’extension de la molécule) est 

influencée par la nature de la surface et de la solution tampon utilisées (Allemand et al, 1997). 

Bien que l’étirement ait lieu au niveau du ménisque, l’ensemble des molécules est étiré à 

l’identique, mais indépendamment de la taille et de la séquence (Bensimon et al, 1995 ; Herrick 

& Bensimon, 1999a ; Herrick & Bensimon, 1999b).  

 

 

iii.Points d’attaches de la molécule 

 

 Une fois en contact avec l’air, l’ADN se colle à la surface pour éviter toute rétractation de 

la molécule, et après réhydratation, elle reste solidement fixée à la surface. L’observation des 

molécules étirées en microscopie à fluorescence montre que les molécules ont quelques points 

d’attaches sur le substrat [Figure 22 ; (Gueroui et al, 2002)]. Cette théorie de l’existence de 

points d’attaches tout le long de la molécule d’ADN n’est pas bien définie, bien qu’un 

mécanisme analogue à celui de la liaison des extrémités de la molécule à la surface ait été 

proposé pour expliquer ce phénomène. Par l’emploi de divers traitement de surface, l’étirement 

et la nature des interactions de l’ADN sur la surface peuvent être variables (van Mameren et al, 

2008). Sur des surfaces silanisées hydrophobes, l’ADN est collé sur la totalité de sa longueur 

avec une très haute densité de points d’attaches (Gueroui et al, 2002). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 22 : Représentation schématique d'une molécule d'ADN peignée sur une lamelle de 

verre. 

Les molécules d'ADN sont ancrées à la surface en plusieurs points. Entre chaque point, la molécule 

n'interagit pas avec la surface. 
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 Un des avantages majeurs du peignage moléculaire dynamique est sa capacité à aligner de 

haute concentration d’ADN génomique avec une amplitude de taille comprise entre 20 kb et 1 

Mb et une longueur moyenne d’environ 250 kb selon le type cellulaire (Patel et al, 2006). Cet 

atout est extrêmement dépendant de la qualité du traitement de surface qui doit principalement 

être homogène (Labit et al, 2008). A chaque cycle de peignage, une centaine de génomes est 

étirée sur une lamelle 22X22 mm, permettant ainsi la réalisation d’études quantitatives fiables 

(Lebofsky & Bensimon, 2003). Toutefois, une trop grande densité rend l’interprétation des 

signaux difficiles tandis qu’une trop faible densité rend la recherche des fibres d’intérêt 

fastidieuse.  

 

 L’ensemble des atouts de cette technique, détaillé ci-dessus, conditionne sa puissance à 

l’échelle du génome. En particulier, le peignage offre la possibilité d’étudier, avec une haute 

résolution, la réplication de l’ADN dans sa globalité ou à un site spécifique si elle est couplée au 

FISH, ainsi que la stabilité du génome (réarrangements chromosomiques). Néanmoins, il n’est 

pas approprié pour permettre l’étude de la réplication de l’ADN mitochondrial qui possède une 

longueur d’environ 16 kb (Clayton, 2003).  

 

 

2. Application du peignage moléculaire à l’étude de la réplication de 

l’ADN 

 

i.Utilisation d’analogues de bases halogénées 

 

 Durant la croissance cellulaire, la réplication de l’ADN est un évènement hautement 

coordonné par lequel une seule copie du génome est synthétisée (Campbell, 1993 ; Chevalier & 

Blow, 1996). Chez les eucaryotes, la réplication est accomplie par l’activation unique des 

origines à des locus distincts et seulement une fois par cycle (Aladjem et al, 1998 ; Brewer, 

1994). L’analyse spatio-temporelle des évènements de réplication sur de larges régions est donc 

importante pour comprendre le mécanisme qui régule la réplication de l’ADN dans des 

conditions normales et pathologiques. 

 

 En 1974, Blumenthal publia la première analyse génomique des unités de réplication par le 

biais d’une combinaison de l’autoradiographie de fibres et de la microscopie électronique, chez 

les eucaryotes supérieurs (Blumenthal et al, 1974). En particulier, la microscopie électronique 

permet la visualisation directe des intermédiaires réplicatifs sur molécules individuelles et fut 

utilisée pour cartographier la première origine eucaryote de réplication [Figure 23 ; (Bozzoni et 

al, 1981)]. L’autoradiographie de fibres est basée sur un marquage des chromosomes avec de la 
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thymidine tritiée et sur la détection de régions nouvellement répliquées (Huberman & Riggs, 

1966). Cette dernière a permis de réaliser la première évaluation quantitative de la densité des 

origines et du taux de fourches réplicatives chez les métazoaires (Tuduri et al, 2010).  

 

 Au fil du temps, cette technique fut remplacée par des approches de fluorographie de 

fibres, dans lesquelles l’ADN nouvellement répliqué est substitué avec des dérivés 

nucléotidiques halogénés tels que la bromo- (Br-), chloro- (Cl-), ou iodo- (I-) désoxyuridine 

(dU), et est visualisé par immunofluorescence indirecte grâce à l’utilisation d’anticorps 

spécifiques (Jackson & Pombo, 1998). Différentes versions de fluorographie ont été développées 

pour enregistrer la réplication de molécules individuelles d’ADN. Toutefois, elles diffèrent sur le 

marquage et la méthode d’étirement. Les plus communes sont “DNA spreads” (Jackson & 

Pombo, 1998), “DNA combing” [peignage moléculaire ; (Michalet et al, 1997)], et SMARD 

[Single Molecule Analysis of Replicated DNA ; (Norio & Schildkraut, 2001)]. Toutes ces 

approches peuvent être couplées à de l’hybridation de sondes fluorescentes in situ (FISH) pour 

identifier des régions d’intérêt et suivre la réplication à un locus spécifique (Lebofsky et al, 

2006 ; Norio & Schildkraut, 2001 ; Pasero et al, 2002).  

 

 

 
 

 

 

 Les principales caractéristiques du peignage moléculaire font que cette technique est 

parfaitement appropriée pour définir avec précision la dynamique de réplication de l’ADN. En 

outre, elle donne la possibilité de comparer les profiles de réplication au niveau génomique entre 

différents types cellulaires ou entre des cellules traitées avec des composés qui perturbent la 

réplication et des cellules contrôles. Un autre avantage de la technique est de pouvoir étudier au 

cours de la même expérience la dynamique de réplication au sein du génome global et au sein 

d’un locus particulier. 

 

Figure 23 : Structures réplicatives de l’ADN chez 

Xenopus laevis. 

Photographie obtenue par microscopie électronique. 

Les flèchent indiquent les unités de réplication 

Adapté d’après (Bozzoni et al, 1981). 
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 Pour réaliser cette étude, des marquages séquentiels de l’ADN génomique avec des 

analogues halogénés de la thymidine (BrdU, IdU et CldU) sont appliqués durant une période 

définie (Figure 24.A). Il est bien entendu que cette technique ne peut s’appliquer que sur une 

population de cellules en phase de réplication (Schurra & Bensimon, 2009). Après étirement de 

l’ADN double brin sur les lamelles silanisées, celui-ci est dénaturé en ADN simple brin. Cette 

étape est indispensable car les analogues incorporés dans l’ADN ne sont reconnus par des 

anticorps primaires spécifiques à chacun que dans l’ADN simple brin. Ces derniers sont ensuite 

reconnus par des anticorps secondaires couplés à des fluorochromes. Depuis quelques années, un 

autre analogue de base est utilisé, le 5-éthynyl-2-désoxyuridine (EdU), pour étudier les cellules 

en réplication (Buck et al, 2008). La détection de l’EdU est basée sur la chimie « Click » (Tornoe 

et al, 2002), et contrairement à l’utilisation du BrdU, CldU et IdU, cette méthode ne nécessite 

pas la dénaturation de l’ADN.  

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 24 : Analyse de la dynamique de réplication sur ADN peigné.  

A. Identification des évènements d’initiation et de terminaison grâce au double marquage IdU 

(vert)/CldU (rouge). Ce dernier permet d’identifier les origines de réplication ayant démarré avant 

le marquage (1), au cours du premier marquage (2) au cours du deuxième marquage (3), ou les 

évènements de terminaison ayant eu lieu au cours du premier marquage (4) ou au cours du 

deuxième marquage (5). 

Adapté d’après (Anglana et al, 2003).  

B. Exemples d’évènements d’initiation et de terminaison de réplication dans le génome global. 

Image brute prise en microscopie à fluorescence. ADN en bleu; IdU en vert; CldU en rouge. 

O=origine ; T= terminaison ; Echelle= 10 kb.  
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ii.Différents paramètres analysés : vélocité des fourches, 

asymétrie de fourches, distance inter-origines, densité de 

fourches et terminaison 

 

 A l’issue de la détection des signaux par immunofluorescence et de l’acquisition des 

images par le biais d’un microscope à fluorescence, et du traitement des données par un logiciel 

approprié, il se dessine un profile de réplication multi-couleurs, comme indiqué sur la figure 

24.B. Cette approche génère une multitude de données qui permettent de répondre aux questions 

adressées sur la régulation des différents paramètres du programme réplicatif (Figure 25). 

L’alternance de signaux issue du marquage séquentiel IdU-CldU permet de déterminer le sens de 

progression des fourches de réplication et d’identifier certaines anomalies telles que la présence 

de fourches bloquées. Les origines de réplication sont caractérisées par la présence de deux 

fourches divergentes tandis que les évènements de terminaison le sont par deux fourches 

convergentes. Cette technique permet donc de visualiser les origines de réplication actives au 

moment du marquage, et d’identifier l’initiation de la réplication au niveau d’origines précoces, 

intermédiaires et tardives pour établir leur ordre relatif d’activation (Herrick & Bensimon, 

1999b ; Lebofsky & Bensimon, 2003). En tenant compte du marquage de l’ADN simple brin, on 

peut donc mesurer la longueur totale de l’ADN étiré dans un champ donné, déterminer la densité 

et la position des origines de réplication, mesurer des distances inter-origines ; ainsi que la 

vitesse, la densité et la symétrie des fourches de réplication sur des molécules d’ADN uniques 

(Lebofsky & Bensimon, 2003 ; Tuduri et al, 2010). Connaissant la durée d’incorporation des 

nucléotides halogénés et en mesurant la taille des signaux de fluorescence, qui reflète la distance 

parcourue par les polymérases pendant ce temps défini, il est possible donc de calculer la vitesse 

de progression des fourches. La vitesse moyenne de réplication du génome chez les eucaryotes 

varie de 1 à 3 kb/min. Il existe une hétérogénéité de vitesse de fourches entre les différents types 

cellulaires et au sein d’une même lignée cellulaire, en fonction des conditions physiologiques et 

de croissance. Par exemple, les cellules humaines d’adénocarcinomes de sein (MCF-7) et celles 

de carcinomes de colon (HCT 116) répliquent à une vitesse de 0,8 kb/min et 1,04 kb/min, 

respectivement (Conti et al, 2010 ; Izawa et al, 2011). En revanche, la vélocité des fourches des 

lymphocytes B chez le poulet (DT 40) est de 0,4 kb/min (Schwab & Niedzwiedz, 2011).  
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 Pour évaluer correctement une densité qui se définit comme le nombre total de fourches 

divisé par la longueur totale d’ADN répliquée, il faut nécessairement prendre en considération la 

fraction de molécules répliquées (les cellules sont préalablement marquées au BrdU, puis la 

fraction de cellules BrdU
+
 est quantifiée par FACS). Plusieurs études de réplication ont pu ainsi 

montré que la densité est très hétérogène d’une espèce à l’autre et selon le type cellulaire : elle 

équivaut à 10-130 fourches/Mb chez le Xénope (Herrick et al, 2000 ; Marheineke & Hyrien, 

2004), et à 6-13 fourches/Mb dans des fibroblastes de hamster chinois (Anglana et al, 2003) et à 

2-3 fourches/Mb dans des fibroblastes humains (Despras et al, 2010)]. Enfin, Courbet et al. ont 

clairement mis en évidence une relation entre la vélocité des fourches et l’activation des origines 

dormantes au sein d’un même réplicon (Courbet et al, 2008). En effet, les cellules sont capables 

de compenser une diminution de vitesse de fourches en mobilisant les origines dormantes afin 

d’assurer une réplication complète du génome en un temps opportun. 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 25 : Paramètres de la réplication de l’ADN et barrières de fourches. 

(a) Le marquage séquentiel (IdU en vert puis CldU en rouge) permet de localiser les origines, de 

visualiser la bidirectionnalité des fourches au sein d’un réplicon, de mesurer la distance inter-

origines et de définir la vitesse des fourches. La vitesse de réplication est calculée en divisant la 

taille du signal par la durée de marquage. 

(b) Exemples de barrières de fourches. En haut, image brute prise en microscopie à fluorescence. 

En bas, représentation schématique des blocages réplicatifs. 

(c) Interprétation : le premier signal vert-rouge est suivi d’un segment vert où un signal rouge-vert 

est attendu. Cela indique l’existence d’une barrière de fourches à l’origine 1, c’est une origine 

unidirectionnelle. Le signal totalement vert correspond à la superposition de fourches convergentes 

qui proviennent de l’origine 1 et 2. L’origine 2 est bidirectionnelle comme dans la majorité des 

cas. L’origine 3 est unidirectionnelle avec une autre barrière de fourche. Echelle= 10µm.  

Adapté à partir de (Schurra & Bensimon, 2009). 
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iii.Conclusion 

 

 L’étude de la réplication de l’ADN par peignage moléculaire conduit à l’obtention de 

résultats statistiquement robustes. Cependant, la détection des signaux au sein d’un bruit de fond 

et l’analyse manuelle de chacune des molécules, sont deux critères non négligeables qui peuvent 

être à l’origine de biais expérimentaux. Par conséquent, pour augmenter la vitesse et la rigueur 

d’analyse des données, l’équipe d’Etienne Schwob a développé un logiciel, nommé IDeFIx, qui 

identifie automatiquement les fibres d’ADN et ses caractéristiques (Schwob et al, 2009). 

 

 Par ailleurs, cette technique est utilisable en absence de toute synchronisation cellulaire, le 

marquage par des analogues de nucléotides permet d’observer ce qui se passe uniquement dans 

des cellules en phase S. Malgré ces nombreux avantages, la technique du peignage moléculaire 

présente quelques inconvénients. En effet, cette technique est composée d’un grand nombre 

d’étapes qui s’avèrent être très délicates et qui vont conditionner la qualité du peignage. Tout 

d’abord, la manipulation des « plugs » est délicate puisque ceux-ci sont très fragiles (agarose à 

bas point de fusion) et peuvent facilement se fragmenter pendant les étapes de lavage. Ensuite, 

lorsque l’ADN est en solution, celui-ci peut également se casser en de multiples points. Or, un 

des problèmes majeurs posés par cette technique est l’obtention de fibre d’ADN suffisamment 

longues pour pouvoir identifier au moins deux origines sur la même fibre, et déterminer ainsi une 

distance inter-origines (voir paragraphe ci-dessus). Ensuite, la qualité des lamelles va aussi être 

un paramètre crucial puisque celles-ci doivent avoir la surface la plus adéquate pour fixer une 

extrémité de l’ADN à partir de laquelle la fibre d’ADN va s’étirer. Enfin, il faut adapter le 

protocole en fonction du type cellulaire (cellules adhérentes ou en suspension).  

 

 D’autre part, la levure ne possède pas de thymidine kinase, nécessaire à la phosphorylation 

des désoxyribonucléosides, et donc elle est incapable naturellement d’incorporer des nucléotides 

exogènes dans son ADN. Pour contourner ce problème, des souches de levure exprimant la 

thymidine kinase avec des niveaux élevés, furent construites (Lengronne et al, 2001 ; Sivakumar 

et al, 2004 ; Viggiani & Aparicio, 2006).  

 

 Pour conclure, le peignage moléculaire est un outil très puissant pour mesurer à l’échelle 

de la molécule unique les paramètres de la réplication dans des conditions où la cellule est non 

stressée ou soumise à une dérégulation de son métabolisme. C’est pourquoi, au cours de ma 

thèse, je me suis tout particulièrement intéressée à cette technique, pour étudier la réplication de 

l’ADN en réponse aux radiations UVA. 
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II. Le rayonnement ultraviolet A 

 

 

A. Le rayonnement UV 

 

 Le rayonnement ultraviolet (UV) correspond à 5 % des radiations électromagnétiques 

émises par le soleil. Les 95 % restants comprennent la lumière visible (50 %) et les infrarouges 

(45 %) (Svobodova et al, 2006). La région spectrale du rayonnement UV s’étend de 100 et 400 

nm, qui elle-même se décompose en 3 sous-régions : UVA, UVB et UVC (Figure 26). Cette 

classification émane de l’observation suivante : les effets biologiques induits par les UV varient 

en fonction de la longueur d’onde émise (Diffey, 2002). En effet, les UVC (100-280 nm), de part 

leurs énergies élevées, ont l’impact le plus délétère sur l’Homme du fait qu’ils sont fortement 

absorbés par l’ADN et donc hautement génotoxiques, comparés aux UVB (280-315 nm) et aux 

UVA (315-400 nm) (Ohnaka, 1993). Néanmoins, et du fait que la couche d’ozone est capable 

d’absorber efficacement toutes radiations UV inférieures à 300 nm, la totalité des UVC et une 

partie des UVB n’atteignent pas la surface de la Terre (Frederick et al, 1989). De ce fait, la peau 

de l’Homme est quotidiennement exposée à 5 % d’UVB et à la totalité des UVA (Madronich et 

al, 1998). De plus, alors que les UVB n’atteignent que l’épiderme et le derme superficiel, les 

UVA pénètrent la peau jusqu’au derme profond (Bruls et al, 1984). Dans la suite de ce chapitre, 

je vais tout particulièrement m’intéresser à l’action des UVA sur la cellule et exposer ses 

potentiels effets directs et indirects sur les biomolécules. 
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Figure 26 : Le rayonnement UV et la peau. 

Après le passage au travers de la couche d’ozone, une partie des UVB atteint l’épiderme et le 

derme superficiel, alors que la totalité des UVA pénètrent la peau jusqu’au derme profond. 
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B. Stress oxydatif généré par les radiations UVA 

 

1. La production intracellulaire d’espèces réactives de l’oxygène via des 

photosensibilisateurs 

 

 Les photons UVA peuvent être absorbés par diverses molécules endogènes appelées 

photosensibilisateurs tels que les riboflavines, les porphyrines, les quinones et la mélanine (Ito et 

al, 1993 ; Kawanishi & Hiraku, 2001 ; Wood et al, 2006). Dans leur environnement cellulaire 

normal, l’effet de ces photosensibilisateurs n’est pas apparent soit parce que leur concentration 

dans la cellule est trop faible soit parce qu’ils sont localisés dans des complexes où leur pouvoir 

de photosensibilisateur est atténué. Les photosensibilisateurs peuvent également avoir une 

origine exogène. Ceux sont des colorants et des biomolécules qui peuvent être d’origine naturelle 

telle l’hypéricine (Wilhelm et al, 2001), produite par le millepertuis (ou herbe de la St Jean), ou 

d’origine pharmaceutique comme des antibiotiques de la famille des tétracyclines ou des 

fluoroquinolones, des anti-inflammatoires (ketoprofen), ou l’agent immunosuppresseur 

l’azathioprine (O'Donovan et al, 2005), et bien d’autres. Dès lors que ces molécules ont absorbé 

des photons UVA, une succession de processus moléculaires se déclenche.  

 

 Une fois photo-activées par les UVA, ces molécules peuvent indirectement endommager 

les macromolécules (ADN, protéines et lipides) par des mécanismes de type I ou de type II 

(Figure 27). Les mécanismes sont dépendants des propriétés chimiques du photosensibilisateur. 

Le mécanisme de type I implique un transfert direct d’électrons ou d’atomes d’hydrogène entre 

un photosensibilisateur à l’état excité (Sen*) et une autre biomolécule (Substrat) (Figure 27). Le 

transfert ne requiert pas la présence d’oxygène, et conduit à la formation transitoire de deux 

espèces radicalaires : un radical anion (Sen
-
) et un radical cation (Substrat

+
). En présence 

d’oxygène moléculaire (
3
O2), le substrat comme le photosensibilisateur sont oxydés. Le radical 

anion (Sen
-
) en transférant directement son électron à l’oxygène peut également générer l’anion 

radical superoxyde (O2
-
). Le mécanisme de type II passe par un transfert d’énergie du 

photosensibilisateur excité (Sen*) à une molécule d’oxygène dans son état triplet (état stable). Ce 

transfert d’énergie a pour effet de produire l’état singulet de l’oxygène (
1
O2), qui est un état 

instable (Foote, 1991). En solution aqueuse, la durée de vie de l’
1
O2 peut varier de quelques 

centaines de nanosecondes à environ 2 µs (Gorman & Rodgers, 1992 ; Merkel & Kearns, 1972). 

Dans ce laps de temps très court, l’oxygène singulet peut alors interagir avec des biomolécules 

environnantes et les oxyder. 
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 Ces réactions de type I et II produisent donc des ROS. L’oxygène singulet ne peut provenir 

que de la voie de type II (Baier et al, 2006). En revanche, les deux voies engendrent la 

production mineure d’O2
-
, espèce peu réactive biologiquement qui est convertie par une réaction 

de dismutation en peroxyde d’hydrogène (H2O2). Le peroxyde d’hydrogène n’est pas capable à 

lui seul de produire des dommages, mais en présence de métaux de transition sous forme réduite 

(fer, cuivre, …) ; il en résulte la production de radicaux hydroxyles (OH
.
), très réactifs, par une 

réaction de Fenton (Figure 27). Il est important de noter également que les UVA favorisent la 

libération immédiate de fer labile dans la cellule (Pourzand et al, 1999) ce qui contribue à 

maintenir un niveau de ROS élevé. D’autre part, des espèces réactives de l’azote (RNS ; ex : 

peroxinitrites) peuvent être engendrées après une exposition aux UVA (Villiotou & 

Deliconstantinos, 1995). Des études ont montré que les radiations UVA peuvent générer à long 

terme ces deux types d’espèces (ROS et RNS), indiquant alors la possibilité d’un effet prolongé 

des UVA (Didier et al, 1999 ; Valencia et al, 2006).  

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

2. Les systèmes de détoxification 

 

 La production excessive de ROS, lors d’une exposition prolongée aux UVA, est néfaste 

pour la cellule, comme le témoigne la partie 3 de ce chapitre qui souligne les dommages 

moléculaires induits par les UVA. Afin de s’en protéger et d’éviter l’apparition d’un stress 

Figure 27 : Formation des espèces réactives de l’oxygène (ROS) via une réaction de type I ou 

II.  

Sen : photosensibilisateur ; Sen* : photosensibilisateur excité ; Met : métal ; SOD : superoxyde 

dismutase.  

Adapté d’après (Svobodova et al, 2006). 
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oxydatif, la cellule a mis en place des mécanismes de défense dirigés contre ces espèces. 

Néanmoins, il est important de prendre en considération que la cellule a besoin d’une quantité 

minimale de ROS. Dans des conditions physiologiques, les radicaux libres participent à la 

défense immunitaire contre les agents pathogènes, à la régulation des gènes, à la transduction de 

signaux cellulaires, ainsi qu’à la régulation de la mort cellulaire programmée et de l’apoptose 

(Hultqvist et al, 2009 ; Sauer et al, 2001 ; Stowe & Camara, 2009). C’est pourquoi, la cellule ne 

cherche pas à éliminer la totalité de ces espèces, mais seulement à maintenir le potentiel rédox 

intracellulaire.  

 

 Pour lutter contre un déséquilibre de la balance prooxydant/antioxydant, un système 

complexe d’enzymes spécialisées et de molécules antioxydantes est mis en jeu (Halliwell, 1996). 

Les enzymes de défense peuvent éliminer directement les ROS ou réparer les dommages causés 

par les ROS sur les biomolécules. Il apparait que l’expression et l’activité de ces enzymes 

détoxifiantes sont modulées par les UVA et les UVB (Leccia et al, 2001). La superoxyde 

dismutase (SOD) est une métallo-enzyme qui convertit l’anion superoxyde en peroxyde 

d’hydrogène (Afaq & Mukhtar, 2001). Les eucaryotes possèdent deux types de SOD : la cuivre-

zinc SOD (CuZnSOD) située dans le cytoplasme et la manganèse SOD (MnSOD) localisée dans 

la mitochondrie (Meewes et al, 2001). La MnSOD est fortement induite en réponse à des doses 

répétées d’UVA (Poswig et al, 1999). Néanmoins, une autre étude a démontré que l’activité de la 

SOD est immédiatement supprimée après exposition aux UVA, seule une fraction est restaurée 

au bout de 24 heures (Punnonen et al, 1991). De plus, la catalase (CAT), qui catalyse la 

dismutation du peroxyde d’hydrogène, intervient également dans le maintien d’un équilibre 

rédox. Après exposition aux UVA, l’activité de la CAT est altérée, du aux dommages oxydatifs 

présents au sein même de sa structure protéique (Maresca et al, 2006). Dans les fibroblastes 

humains, il a également été observé que l’expression de la CAT est affectée jusqu’à 5 jours post-

UVA (Shindo & Hashimoto, 1997). Par contre, sa surexpression engendre une réduction du 

niveau de 8-oxoguanine après UVA dans les kératinocytes humains (Rezvani et al, 2007). En 

plus de générer des dommages oxydatifs, ces données démontrent que le rayonnement UVA est 

aussi capable de supprimer les défenses cellulaires par réduction de l’activité antioxydante. Les 

glutathion peroxydases (GPxs) permettent également la transformation du peroxyde d’hydrogène 

en molécule assimilables (eau ou alcool). Le rôle des SOD et des peroxydases est 

complémentaire car une protection efficace ne peut être obtenue par les SOD seules.  

 

 Enfin, les molécules antioxydantes non enzymatiques telles que le glutathion (GSH), la 

vitamine C (ascorbate), la vitamine E (tocophérol), les polyphénols et l’acide urique participent 

également au système de défense contre les ROS (McCall & Frei, 1999 ; Nichols & Katiyar, 
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2010 ; Vives-Bauza et al, 2007). Par exemple, la vitamine E conduit à une réduction de la 

peroxydation lipidique et à une augmentation de la survie cellulaire après UVA (Shorrocks et al, 

2008). Des études ont montré que le GSH joue un rôle critique de défense contre l’action létale 

des radiations UVA et UVB (Tyrrell & Pidoux, 1988). Suite à une irradiation aux UVA, les 

kératinocytes et les mélanocytes humains perdent rapidement le GSH réduit (Larsson et al, 

2005). Des études ont également suggéré que le GSH pouvait moduler les niveaux de ROS 

produits après UVA (Tobi et al, 2000). Le GSH est un substrat de l’enzyme de détoxification, la 

glutathion S-transférase dont la mutation est associée à des risques élevés de cancers de la peau 

(Lafuente et al, 1995). 

 

 Il existe de nombreuses autres enzymes antioxydantes comme les peroxyrédoxines, l'hème 

oxygénase, les thiorédoxines réductases ou les thiorédoxines peroxydases. La plupart des 

enzymes décrites ci-dessus vont utiliser comme cofacteur, le NADPH (Nicotinamide Adénine 

Dinucléotide Phosphate), qui constitue avec le glutathion les plaques tournantes de la défense 

antioxydante.  

 

 Si ces systèmes de défense sont inefficaces, un déséquilibre advient en faveur d’un excès 

de ROS toxiques : on parle alors de stress oxydatif. En conséquence, ces espèces seront sujettes à 

altérer des cibles biologiques telles que l’ADN, les protéines et les lipides. L’accumulation de 

dommages oxydatifs dans les cellules est à l’origine du vieillissement cutané et de cancers tels 

que le mélanome (Halliwell, 1999 ; Picardo et al, 1996 ; Sander et al, 2004 ; Scharffetter-

Kochanek et al, 1997). 

 

 

3. La photoprotection exogène 

 

 Au niveau de la santé humaine, les effets nocifs des radiations UVA/B, tels que les cancers 

de la peau, peuvent être minimisés par photo-protection. L’utilisation de crèmes solaires et de 

vêtements appropriés, ainsi que la réduction du temps d’exposition sont des principes 

fondamentaux en termes de protection ultraviolette.  

 

 Les crèmes solaires sont composées de divers filtres ultraviolets, incluant les filtres 

organiques et inorganiques. Ces filtres sont composés de molécules ou complexes moléculaires 

qui peuvent absorber ou réfléchir et diffuser les radiations UV. Pour être performant, un filtre 

UV ne doit pas être dégradé sous l'effet de la lumière : il doit être photo-stable et être capable de 

réduire la pénétration des radiations UVA et UVB (dépend de son spectre de protection). Par 

conséquent, ils contribuent à l’efficacité photo-protectrice de la crème qui se définit comme le 
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rapport entre la dose érythémale minimale (DEM= la plus faible dose d’UV qui provoque une 

rougeur de la peau) d’une peau recouverte de crème solaire et celle d’une peau non protégée 

(Wolf et al, 2001). 

 

 A ce jour, les meilleurs filtres inorganiques pour se protéger des UVA sont le dioxyde de 

titanium (TiO2) et l’oxyde de zinc (ZnO). Alors que les principaux filtres UVA organiques sont 

essentiellement des composés aromatiques combinés à un groupement carboxylique tels que les 

benzophénones, l’avobenzone, le drométrizole trisiloxane (DTS) et le méthylène-bis-

benzotriazolyl tétraméthylbutylphénol (MBBT) ; (Balogh et al, 2011 ; Fourtanier et al, 2012). 

Toutefois, la mélanine de la peau constitue à elle seule un filtre naturel contre les agressions UV. 

Mais cette protection naturelle varie en fonction du phototype : plus le phototype est bas (peau 

claire), plus la sensibilité aux radiations UV est accrue (Tadokoro et al, 2003). 

 

 

 

C. Effets des UVA sur les macromolécules biologiques 

 

 En absence de systèmes de défense (exogènes ou endogènes) suffisants et/ou fonctionnels, 

les espèces réactives de l’oxygène (ROS) générées par les UVA, et majoritairement l’oxygène 

singulet (
1
O2), peuvent endommager directement les macromolécules biologiques situées à 

proximité de leur lieu de production. Etant donné la forte réactivité de ces espèces, toutes les 

molécules biologiques telles que les acides nucléiques (ADN et ARN), les protéines et les 

lipides, sont susceptibles d’être la cible de ces ROS.  

 

 

1. Les dommages de l’ADN induits par les UVA 

 

 Contrairement aux UVB, les radiations UVA sont faiblement absorbées par l’ADN [Figure 

28 ; (Sutherland & Griffin, 1981)]. Néanmoins, il est clairement admis aujourd’hui que les 

radiations UVA engendrent à la fois des dommages à l’ADN par absorption directe, et de 

manière indirecte via la production de ROS (Sage et al, 2012). Il en résulte donc des lésions de 

l’ADN de nature différente.  
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 Depuis de nombreuses années, les photo-biologistes cherchent à caractériser la nature des 

dommages induits par le rayonnement UVA. Un de ces types de dommages concerne les 

cassures simple (SSB) et double brins (DSB). La détection de ces cassures se fait généralement 

par « comet assay», par gels d’agarose neutres et alcalins, et par la mesure de la formation de 

foyers γH2AX. S’il est assez clair que les radiations UVA peuvent générer des SSBs (Petersen et 

al, 2000 ; Rapp & Greulich, 2004 ; Svobodova et al, 2012 ; Wischermann et al, 2008), les 

résultats sont plus contradictoires concernant les DSBs. Ainsi, si un certain nombre d’études 

montrent que les UVA induisent des DSBs (Douki et al, 2003 ; Peak & Peak, 1990 ; Rapp & 

Greulich, 2004 ; Wischermann et al, 2008), d’autres études n’ont pas observés la formation de 

DSBs après UVA (Girard et al, 2008 ; Rizzo et al, 2011 ; Svobodova et al, 2012).  

 

 Par contre, il est clairement établi que les principaux dommages de base après exposition 

aux UVA sont des dimères cyclobutane de pyrimidine (CPD) qui sont détectés dans des cellules 

de mammifères en culture mais aussi au sein des peaux humaines et murines (Chadwick et al, 

1995 ; Ley & Fourtanier, 2000 ; Mouret et al, 2006 ; Perdiz et al, 2000). Contrairement au 

rayonnement UVB qui produit toute classes de CPDs, ainsi que des photoproduits (6-4), les 

UVA font très majoritairement des CPDs aux sites TT (TT CPDs) et pas de photoproduits (6-4) 

(Besaratinia et al, 2005 ; Besaratinia et al, 2011 ; Courdavault et al, 2005 ; Courdavault et al, 

2004 ; Douki et al, 2003 ; Mouret et al, 2006 ; Perdiz et al, 2000 ; Rochette et al, 2003). Par 

ailleurs, les TT CPDs sont moins efficacement réparés dans les cellules irradiées aux UVA 

qu’aux UVB suggérant que les capacités de réparation de la cellule sont moindres après UVA 

Figure 28 : Superposition du spectre d’absorption de l’ADN et du spectre d’émission de la 

lumière solaire dans la région spectrale des UV. 
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qu’UVB (Mouret et al, 2006). Même si le mécanisme de formation des CPDs a longtemps fait 

débat (effet direct versus effet indirect), les données récentes sont en faveur d’une absorption 

directe des photons UVA par l’ADN (Banyasz et al, 2011 ; Girard et al, 2011 ; Jiang et al, 2009 ; 

Mouret et al, 2010 ; Sage et al, 2012). L’autre dommage de base prépondérant, induit par 

l’oxygène singulet généré par le rayonnement UVA, est la 8-oxo-7,8-dihydroguanine (8-

oxoguanine ou 8-oxoG), alors que les dommages oxydatifs au niveau des pyrimidines sont bien 

moindres [Figure 29 ; (Cadet et al, 2009 ; Courdavault et al, 2004 ; Douki et al, 2003 ; Kvam & 

Tyrrell, 1997)]. Il est également important de noter que la quantité des CPDs prévaut sur celle 

des dommages oxydatifs ou des cassures simple brin en réponse aux radiations UVA dans les 

cellules de mammifères (Figure 29), mais pas chez la levure (Kozmin et al, 2005). Enfin, il a été 

montré que les radiations UVA en combinaison avec la 6-thioguanine (6-TG) peuvent également 

induire la formation de pontages ADN-ADN et ADN-protéines (Brem & Karran, 2012). La 

formation de ces dommages, leur fréquence, leur distribution dans l’ADN vont varier en fonction 

de la nature de la source UVA utilisée, de la dose délivrée, de la présence ou non d’un 

photosensibilisateur, de la localisation intracellulaire de ce photosensibilisateur (Baier et al, 

2006 ; Besaratinia et al, 2007 ; Ibuki et al, 2007 ; Merwald et al, 2005 ; Shorrocks et al, 2008). 

 

 

 
 

 

 

 

 

Figure 29 : Distribution des dommages de l’ADN après exposition aux UVA. 

SSB : cassures simple brin ; Pyr ox: pyrimidines oxydées ; 8oxoG : 8-oxoguanine ; CPDs : dimères 

cyclobutaniques de pyrimidines. 

Adapté d’après (Douki et al, 2003). 
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2. L’oxydation des protéines 

 

 Du fait de l’abondance des protéines au sein même de la cellule, elles peuvent être les 

cibles majeures de photo-oxydation par les UVA. Or, une protéine oxydée est potentiellement 

une protéine qui a perdu son activité (Shacter, 2000). De part la présence d’acides aminés 

aromatiques (tyrosine, tryptophane et phénylalanine), les protéines absorbent dans une gamme 

comprise entre 250 et 320 nm, c’est-à-dire dans l’UVC/UVB. Par contre, les protéines se lient à 

des groupements prosthétiques tels que les flavines et les hèmes, qui absorbent les photons UVA. 

Il en résulte une photo-oxydation directe de type I des protéines ou des chromophores liés, via 

une absorption des radiations UVA. De plus, une oxydation protéique via le mécanisme de type 

II peut également avoir lieu (Pattison & Davies, 2006). Tous les acides aminés sont sensibles à 

l’oxydation (Shacter, 2000), et l’oxygène singulet en particulier peut réagir avec les acides 

aminés Tryptophane, Tyrosine, Histidine, Méthionine, et Cystéine (Davies, 2003). En particulier, 

la fonction thiol des résidus cystéines est très sensible à l’oxydation et peut subir diverses 

altérations rédox réversibles et irréversibles en réponse aux ROS.  

 

 Par exemple, l’oxydation des groupes sulfhydryles par les UVA dans les cellules humaines 

de peau est dépendante du fer, de l’oxygène singulet et du peroxyde d’hydrogène (Vile & 

Tyrrell, 1995). Les UVA occasionnent aussi des modifications dans la charge de la catalase, 

probablement via des modifications oxydatives des résidus tryptophane et méthionine (Maresca 

et al, 2006). D’autres protéines impliquées dans le métabolisme de l’ADN, sont sensibles à 

l’oxydation induite par les UVA. Une étude menée par le laboratoire de P. Karran, et au sein de 

notre laboratoire, a montré que PCNA, un des cofacteurs des ADN polymérases, subit une 

modification oxydative irréversible, dépendante à la fois de la dose d’UVA et de l’oxygène 

singulet (Girard et al, 2011 ; Montaner et al, 2007). De plus, nous avons des données au 

laboratoire qui démontrent que les UVA sont responsables de la formation de ponts disulfures 

intramoléculaires au sein de XRCC3, une protéine de réparation des DSBs par recombinaison 

homologue, et intermoléculaires entre le glutathion (GSH) et des protéines non identifiées 

(Girard et al., manuscrit soumis). L’ensemble de ces données renforce l’idée que l’oxydation 

protéique jouerait un rôle dans les effets délétères du rayonnement UVA. 
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3. Les dommages lipidiques 

 

 Les ROS, générées en réponse aux radiations UVA, peuvent induire une oxydation 

lipidique par deux distinctes voies. La production de lipides hydroperoxydes (LOOH) peut 

résulter d’une réaction de type I ou II entre des radicaux hydroxyles (OH
.
) ou de l’oxygène 

singulet (
1
O2), respectivement, et un phospholipide (LH) (Figure 30). Ensuite, le LOOH peut 

emprunter deux chemins différents. Soit il subit une réduction d’un électron qui est catalysée par 

le fer pour donner un radical peroxyle époxyallylique qui favorise une réaction de peroxydation 

lipidique en chaîne. Soit le LOOH subit une réduction de deux électrons pour former un alcool 

inerte (LOH). Les peroxydes lipidiques ainsi formés possèdent une demi-vie longue et peuvent 

aisément initier des réactions en chaîne qui augmenteront les dommages oxydatifs (Thiele et al, 

2001).  

 

 Du fait que la membrane cellulaire soit une bicouche phospholipidique contenant une 

concentration élevée en oxygène moléculaire (
3
O2), cela suggère que la peroxydation lipidique 

résulte majoritairement d’une réaction de type II impliquant l’oxygène singulet (Valenzeno, 

1987 ; Vile & Tyrrell, 1995). L’oxydation lipidique de la membrane induite par les UVA modifie 

sa fluidité, ainsi que sa perméabilité et sa fonction (Budai et al, 2004 ; Gaboriau et al, 1993). En 

effet, il est bien connu que les lipides insaturés des membranes cellulaires, incluant 

phospholipides et cholestérol, sont des cibles de modifications oxydatives induites par les UVA 

(Girotti & Kriska, 2004). Toutefois, la présence de vitamine E au sein des membranes 

biologiques peut empêcher cette transmission en chaîne de la peroxydation lipidique. Les 

principaux produits issues de la peroxydation lipidique tels que le malondialdéhyde (MDA) et le 

4-hydroxy-2-nonénal (HNE) sont des agents toxiques et carcinogènes et sont souvent utilisés 

comme marqueurs de peroxydation lipidique. En effet, ils sont capables de diffuser à l’intérieur 

des cellules, et sont susceptibles de former des adduits avec les protéines, l’ADN et les 

phospholipides avoisinants (Esterbauer et al, 1990). La peroxydation photodynamique des 

lipides est associée à des pathologies telles que la photo-toxicité de la peau et la carcinogénèse 

(Girotti, 2001).  
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D. Radiations UVA et cancer de la peau 

 

 Etant donné les propriétés physiques et les principales cibles du rayonnement UVA, il est 

incontestable de reconnaître aujourd’hui que les radiations UVA jouent un rôle non négligeable 

dans l’étiologie des cancers de la peau (de Gruijl, 1999). Les radiations UVA endommagent 

l’ADN (CPD, 8-oxoG, SSB) et sont mutagènes à des doses environnementales. Même si l’effet 

mutagène des radiations UVA est essentiellement lié à la formation des CPDs (Ikehata & Ono, 

2011 ; Kappes et al, 2006 ; Pfeifer & Besaratinia, 2012 ; Sage et al, 2012) ; certaines données 

suggèrent également que le stress oxydatif et des lésions plus complexes pourraient contribuer à 

cette mutagenèse (Biverstal et al, 2008 ; Phillipson et al, 2002). En effet, une signature 

spécifique des radiations UVA (transversion A → C) a été identifiée dans des cellules de hamster 

chinois (Drobetsky et al, 1995). Néanmoins, le type de mutation le plus fréquemment retrouvé 

dans les cellules irradiées aux UVB ou aux UVA est la transition C → T préférentiellement aux 

sites méthyl-CpG (Ikehata & Ono, 2011 ; Pfeifer & Besaratinia, 2012) et est désignée comme 

étant la signature UV solaire (Brash et al, 1991 ; Sage et al, 2012).  

 

Figure 30 : Formation de lipides hydroperoxydes (LOOH). 

D’après (Girotti, 2001). 
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 Il est estimé qu’environ 10 % des CPDs produits par la lumière solaire pourrait provenir 

des photons UVA (Grof et al, 2002). Par rapport aux radiations UVB, le fait que la peau soit 

exposée à cent fois plus d’UVA et que les UVA pénètrent plus efficacement dans les couches 

profondes de la peau, suggère qu’une fraction des CPDs formés au niveau de la couche basale 

serait produite par les UVA. En analysant la présence des CPDs et de la 8-oxoG dans des 

biopsies provenant de carcinomes cellulaires squameux (Squamous Cell Carcinomas) et de 

kératoses solaires pré-malignes excisées (SK), Agar a conclu que la couche basale dans les 

tumeurs possède plus de mutations avec une empreinte UVA (Agar et al, 2004). De plus, la 

quantité de CPDs est maximale dans les couches supérieures. Ce résultat coïncide bien avec la 

pénétrance graduelle des UVA aux couches baso-épithéliales et au derme, comparé à celle des 

UVB qui est prépondérante au niveau de l’épiderme. Même si la spécificité mutationnelle des 

UVA n’est pas encore clairement établie, ces données suggèrent fortement un possible rôle des 

UVA dans la carcinogénèse cutanée humaine (Halliday et al, 2005). De même, les UVA 

induisent des carcinomes cutanés chez la souris (de Laat et al, 1997).  

 

 Le rôle des UVA dans la cancérogénèse cutanée est sujet à un intense débat vu les 

contradictions. Setlow est le premier à avoir rapporté que les UVA sont capables de causer des 

mélanomes chez platyfish Xiphophorus, mais Mitchell réfuta récemment cette observation 

(Mitchell et al, 2010 ; Setlow et al, 1993). Une exposition prolongée aux UVA induit une 

hyperplasie mélanocytique (précurseur du mélanome) chez l’opposum Monodelphis domestica 

(Ley, 1997). Au contraire, seul les UVB engendrent des mélanomes malins chez des souris 

transgéniques (De Fabo et al, 2004). Néanmoins, les données épidémiologiques suggèrent que 

les radiations UVA participent au développement du mélanome cutané (Autier et al, 2011). Une 

étude récente, portant sur le séquençage complet du génome d’un mélanome malin comparé à 

celui d’une lignée lymphoblastoïde issue du même donneur, a montré principalement la présence 

de la signature UV solaire (C → T transition) et dans une moindre mesure celle d’une signature 

stress oxydatif (G → T transversion) dans le génome du mélanome (Pleasance et al, 2010).  

 

 La population à peau claire dénote une incidence plus élevée de mélanomes que les 

individus ayant une peau foncée. La phéomélanine et l’eumélanine, présentes dans les peaux 

claires peuvent agir comme des photosensibilisateurs et produire des ROS. Mais dans les peaux 

foncées, l’eumélanine, qui est plus abondante, manifeste une protection plus haute à la 

photosensibilisation, et assure donc une meilleure protection contre les radiations solaires 

(Kollias et al, 1991). Les cellules de mélanomes humains avec un contenu élevé en mélanine 

accumulent deux fois plus de 8-oxoG et 40 fois plus de SSB après UVA que les cellules 

contenant peu de mélanine (Kvam & Tyrrell, 1999 ; Wenczl et al, 1998). Etant donné que ces 
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dommages se déclarent principalement via des mécanismes oxydatifs, cela renforce l’idée que la 

photo-oxydation UVA joue un rôle dans la formation du mélanome (Hill & Hill, 2000). Une 

étude très récente montre que la mélanine joue un rôle essentiel dans la mélanomagénèse et 

permet de réconcilier les effets des UVB et des UVA dans ce processus (Noonan et al, 2012). En 

effet, les auteurs ont montré que l’induction de mélanome par les UVB, chez un modèle de 

souris transgénique, est indépendante de la mélanine mais dépend des dommages UV de type 

CPDs. A l’opposé, l’induction de mélanome par les UVA est dépendant de la mélanine et des 

dommages oxydatifs (8-oxoguanine) induits par le stress oxydatif émanant de l’interaction entre 

les UVA et la mélanine (Noonan et al, 2012). Ce résultat suggère que le stress oxydatif induit par 

les UVA participe à l’induction du mélanome. 

 

 

 

III. Préambule : la problématique de la thèse 

 

 

  Au laboratoire, l’équipe s’intéresse depuis plusieurs années à l’étude du rayonnement 

UVA et de son interaction avec les biomolécules, les levures et les cellules de mammifère en 

culture afin d’en comprendre les effets, en particulier en terme de dommages à l’ADN et de 

mutagenèse (Sage et al, 2012). Plus récemment, le choix fut d’étudier l’effet de ce rayonnement 

sur le cycle cellulaire tout particulièrement au niveau de la réplication de l’ADN. En effet, une 

littérature de plus en plus abondante suggère qu’un stress de réplication de l’ADN peut 

engendrer une instabilité génétique et conduire à une prédisposition tumorale (Bermejo et al, 

2012 ; Branzei & Foiani, 2010 ; Burhans & Weinberger, 2007 ; Dereli-Oz et al, 2011 ; Lambert 

et al, 2007 ; Negrini et al, 2010 ; Tourriere & Pasero, 2007). 

 

 A mon arrivée au sein du laboratoire, l’équipe venait de montrer que les radiations UVA 

affectaient la progression du cycle cellulaire et plus particulièrement ralentissaient la phase S 

dans des cellules humaines (Girard et al, 2008). Ces résultats venaient conforter d’autres données 

précédemment publiées (Banrud et al, 1995 ; de Laat et al, 1996 ; Kowalczuk et al, 2006 ; 

Placzek et al, 2007). Néanmoins, les résultats de Girard et al., montraient que cette inhibition 

était indépendante des voies de surveillance du génome (voies ATM, ATR et p38) et ne semblait 

pas être la résultante de dommages à l’ADN [CPDs, 8-oxoG, cassures simples et doubles brins ; 

(Girard et al, 2008)]. Une étude parallèle menée sur la levure S. pombe avait conduit à des 

résultats similaires (Dardalhon et al, 2008). Dans la mesure où les espèces réactives de l’oxygène 

(ROS) générées au cours de l’irradiation UVA jouent un rôle important dans l’inhibition de la 
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réplication, il a été proposé que ce soit l’action des ROS sur des acteurs (protéiques ou non) de la 

machinerie de réplication qui est la cause majeure de cette perturbation de la réplication (Girard 

et al, 2008). En effet, les modifications oxydatives peuvent conduire dans le cas des protéines, 

par exemple, à leur inactivation et en conséquence altérer les voies biologiques dans lesquelles 

ces acteurs sont impliqués (Shacter, 2000). Partant de ces faits, mon projet de thèse a consisté à 

identifier le mécanisme de ralentissement de la réplication en réponse aux radiations UVA et de 

valider, ou non, l’hypothèse selon laquelle l’oxydation de facteurs réplicatifs impacte le 

programme spatio-temporelle de la réplication. 

 

 

 

 

 

 

Mes principaux objectifs ont donc été les suivants : 

 

1/ Etudier au niveau moléculaire la réplication de l’ADN en réponse aux UVA. 

Jusqu’à présent, l’analyse du cycle cellulaire en réponse aux UVA s’est 

essentiellement faite par cytométrie de flux (FACS) en marquant les cellules en 

phase S par le BrdU et en suivant le devenir de ces cellules au cours du temps. Cette 

approche donne une image globale de la réplication mais ne permet en aucun cas de 

savoir si ce retard observé résulte d’un ralentissement des fourches de réplication 

et/ou d’une diminution du nombre d’origines actives. Par conséquent, une analyse 

par peignage moléculaire fut utilisée pour permettre de répondre à ces questions. 

 

2/ Déterminer si le réservoir de dNTPs est affecté par le rayonnement UVA. Il est 

connu depuis de nombreuses années qu’une réduction du réservoir de dNTPs inhibe 

la synthèse d’ADN (Zannis-Hadjopoulos et al, 1980). Si les conséquences d’une 

irradiation UVC sur le devenir du pool de dNTPs sont connues depuis longtemps 

(Katz & Sirover, 1987 ; Suzuki et al, 1983), il n’existe pas de données concernant 

l’effet d’une irradiation UVA sur ce pool. Nous nous sommes donc intéressés au 

devenir de ce pool après UVA et dans le cadre d’une collaboration, le dosage des 

dNTPs a été accompli. 
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3/ Déterminer si les protéines de la réplication sont sensibles à l’oxydation et si leur 

recrutement à la chromatine est affectée par les UVA. Il a été montré que PCNA 

subit une modification oxydative irréversible en réponse aux UVA (Montaner et al, 

2007). Au laboratoire, nous avons également observé que les ROS générées par les 

radiations UVA conduisent à l’oxydation réversible [protéines S-glutathionylées, 

XRCC3 ; (Girard et al., manuscrit soumis)] et irréversible (PCNA) de protéines 

(Sage et al, 2012). Ces exemples montrent clairement que des protéines de liaison à 

l’ADN sont sensibles au stress oxydatif généré par les UVA. On peut donc penser 

que des protéines de la réplication puissent aussi être oxydées au cours de 

l’irradiation UVA. Or, l'oxydation réversible ou irréversible de protéines de 

réplication pourrait affecter temporairement ou de façon plus prolongée leur activité 

et donc conduire également à un ralentissement de la réplication. Par ailleurs, les 

UVA, indépendamment de leur potentiel oxydant, pourraient aussi modifier la 

localisation subcellulaire de ces protéines. C’est pourquoi, nous avons aussi étudié la 

liaison des protéines de réplication à l’ADN avant et après radiation. 

 

 

 La finalité de mon projet de thèse est d’être capable de proposer un modèle moléculaire qui 

permet de rendre compte de la perturbation de la réplication observée en réponse au 

rayonnement UVA. 
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I. Analyse du retard global de réplication en réponse aux radiations UVA 

par cytométrie de flux 

 

 

A. Contexte 

 

 Les UVA induisent un retard de réplication de l’ADN dans des fibroblastes humains 

transformés, qui est dépendant à la fois de la dose d’irradiation et des ROS (Girard et al, 2008). 

Nous avons observé ce retard quelque soit le type cellulaire analysé et quelque soit l’état normal, 

transformé ou tumoral des cellules étudiées [fibroblastes humains normaux et transformés de 

peau (NHSF), de poumon (MRC5 et MRC5Vi), cellules lymphoblastoïdes (LCLs), kératinocytes 

(HaCaT), adénocarcinomes (MCF-7), carcinomes colorectaux (HCT116), cellules de rongeur 

(CHO et MEF)] (Girard, données non publiées). De cette observation, nous avons donc choisi de 

conserver les fibroblastes humains transformés MRC5Vi comme modèle cellulaire d’étude.  

 

 

B. Résultats 

 

 Pour débuter ce projet, j’ai tout d’abord voulu reconfirmer, par cytométrie de flux, l’effet 

des UVA sur le ralentissement de la réplication. Pour ce faire, des cellules asynchrones en phase 

exponentielle de croissance sont incubées en présence de BrdU pendant 30 minutes, puis 

irradiées à 80 et 160 kJ/m² de radiations UVA. Les cellules sont alors remises en culture pendant 

8 heures avant d’être analysées par cytométrie de flux. Comme précédemment publié (Girard et 

al, 2008), nous montrons qu’au bout de 8 heures, toutes les cellules qui étaient en phase S au 

moment du marquage au BrdU (cellules BrdU
+
) ont terminé leur réplication et se répartissent 

entre les phases G2/M et G1 (Figure 31.A). En revanche, on observe bien un ralentissement de la 

phase S 8 heures après irradiation aux UVA, caractérisé par un épaulement des cellules BrdU
+
, 

dont l’intensité dépend de la dose d’UVA émise (flèche ; Figure 31.A). De plus, nous constatons 

que les cellules qui étaient en G1 au moment de l’irradiation (cellules BrdU
-
), rentrent également 

en phase S avec néanmoins un retard en comparaison avec les cellules non irradiées. 

 

 Deuxièmement, nous avons évalué la capacité des cellules en phase S à incorporer le BrdU 

à un temps donné après UVA. Pour y répondre, le marquage au BrdU est réalisé 8 heures après 

irradiation. Nous distinguons clairement deux populations qui sont particulièrement visibles 

après une dose de 160 kJ/m² d’UVA (Figure 31.B). En effet, il y une population dont l’intensité 

de fluorescence est dispersée (cellules en milieu et fin de phase S) correspondant aux cellules qui 

étaient en phase S au moment de l’irradiation et qui répliquent lentement, et une autre dont 
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l’intensité de fluorescence est plus homogène (cellules en début et milieu de phase S) 

correspondant aux cellules qui étaient en G1 au moment de l’irradiation et qui semblent répliquer 

normalement (Figure 31.B). Ces derniers résultats confirment bien que la réplication, 

particulièrement la fin de phase S, est encore fortement perturbée plusieurs heures après 

irradiation par un mécanisme que je vais tenter de caractériser, en ayant principalement recours 

au peignage moléculaire. 

 

 

 

 

 

 
 

Figure 31 : Ralentissement de la phase S après exposition aux UVA. 

A. Les fibroblastes humains transformés MRC5Vi asynchrones sont incubés pendant 30 minutes en 

présence de 10 mM de BrdU, puis irradiés dans du MEM sans rouge phénol (MEMi) à 80 et 160 kJ/m² 

d’UVA. Les cellules sont récoltées soit immédiatement (T0h) soit 8 heures post-irradiation (T8h). BrdU
+
 = 

cellules qui ont incorporé le BrdU ; BrdU
-
 = cellules qui n’ont pas incorporé le BrdU. Les flèches 

indiquent l’épaulement observé dans la progression des cellules en phase S après irradiation. 

B. Les cellules MRC5Vi sont exposées ou non aux UVA, puis remises en culture pendant 8 heures, temps 

au bout duquel les cellules sont incubées en présence de BrdU. 

Les échantillons sont analysés par cytométrie en flux (FACS). Ces résultats sont représentatifs de trois 

expériences distinctes.  
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 Comme indiqué précédemment, deux population de cellules ayant des profils de réplication 

différents se distinguent après irradiation : l’une ayant une réplication perturbée l’autre ayant une 

réplication apparemment « normale ». Or, par peignage moléculaire on ne pourra pas distinguer, 

aux temps longs, les fibres d’ADN provenant de cellules qui étaient en phase S des cellules en 

G1 au moment de l’irradiation. De ce fait, nous avons également choisi d’étudier les paramètres 

de la réplication, par peignage moléculaire, de cellules synchronisées en début de phase S afin de 

s’affranchir de la population cellulaire en G1 au moment de l’irradiation. Dans un premier 

temps, nous avons recherché les conditions optimales d’expérimentation pour synchroniser les 

cellules en début de phase S. Notre choix s’est porté sur une synchronisation des cellules à 

l’aphidicoline (APC). En effet, cet agent de synchronisation a pour fonction d’inhiber les ADN 

polymérases α et δ, et donc d’enrichir les cellules en phase S (Banfalvi, 2011 ; Wang, 1991). Par 

ailleurs, contrairement à d’autres agents de synchronisation, tel que l’hydroxyurée (HU) ou le 

double bloc de thymidine (Banfalvi, 2011 ; Jackman & O'Connor, 2001), l’APC n’altère pas le 

pool de désoxyribonucléotides triphosphates [dNTPs ; (Nicander & Reichard, 1985)]. Or, 

comme nous le verrons par la suite, nous nous sommes également intéressés aux niveaux de 

chacun des quatre dNTPs après irradiation.  

 

 Avant d’étudier l’effet du rayonnement UVA sur la réplication de cellules synchronisées, 

nous avons préalablement réalisé quelques contrôles qui étaient de rigueur. Par cytométrie de 

flux, nous observons, comme attendu, un enrichissement cellulaire en début de phase S après 

traitement à l’APC et une phase S terminée 8 heures après relâchement (Figure 32.A). Il est à 

noter que cette durée de la phase S des cellules synchronisées en début de phase S est identique à 

celle observée sur des cellules asynchrones (environ 8 heures). Par ailleurs, il a été montré que 

l’APC génère un stress réplicatif qui se manifeste par la phosphorylation de la kinase Chk1 par la 

protéine kinase ATR (Byun et al, 2005), un des acteurs essentiels des voies de surveillance de 

l’intégrité du génome (Mordes & Cortez, 2008). Nous avons donc voulu savoir si ce stress 

perdurait longtemps ou non après relâchement à l’APC. En effet, nous ne voulions pas rajouter 

au stress réplicatif généré par l’APC, celui induit par le rayonnement UVA. L’étude de la 

phosphorylation de la sérine 345 de Chk1 (Chk1Ser345) par western-blot montre que Chk1 est 

phosphorylée en réponse à l’APC, mais l’intensité de cette phosphorylation diminue très 

rapidement après retrait de cet agent de synchronisation (Figure 32.B), ce qui correspond à une 

reprise de la réplication (Figure 32.A). Par ailleurs, l’absence complète de détection de la 

phosphorylation de Chk1 est clairement effective après 4 heures de relâchement. C’est pourquoi, 

dans le but d’optimiser notre étude, nous avons par la suite privilégié cette condition 
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expérimentale que l’on a nommée S4R, signifiant que les irradiations ont eu lieu 4 heures après 

le relâchement à l’APC.  

 

 

 

 

 
 

Figure 32 : Synchronisation des fibroblastes humains transformés MRC5Vi en début de phase S 

par traitement à l’aphidicoline (APC). 

Les cellules sont traitées pendant 16 heures à l’APC (5 µg/ml), ensuite ce dernier est retiré, puis les 

cellules sont remises en culture pendant des temps donnés. 

A. Les échantillons sont ensuite analysés par cytométrie en flux (FACS).  

B. Etude par western-blot de la phosphorylation de la Ser345 de Chk1 en fonction du temps, après 

traitement et retrait de l’APC. Les extraits sont analysés par SDS-PAGE en condition réductrice (+ β-

mercaptoéthanol). L’actine est utilisée comme témoin de charge. Async.= cellules asynchrones. 

 

 

 Afin de compléter nos résultats, nous avons comparé le profil de distribution des cellules 

synchronisées en phase S par l’APC et irradiées soient immédiatement (condition S0R), soient 4 

heures (condition S4R) après relâchement, au sein-même du cycle cellulaire. L’étude de la 

progression de la phase S par cytométrie de flux, 8 heures (condition S0R) et 4 heures (condition 
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S4R) après exposition des cellules à 80 et 160 kJ/m² d’UVA, rend manifeste un retard de 

réplication qui est dépendant de la dose d’UVA et qui est assez similaire entre les cellules 

synchronisées qui sont irradiées soient en début (S0R) ou milieu de phase S (S4R) (Figure 33). 

On peut néanmoins noter un retard légèrement plus prononcé à la dose de 80 kJ/m² d’UVA dans 

la condition S4R comparée à la condition S0R, même si les profils de migration sont très 

similaires à la dose de 160 kJ/m² d’UVA.  

 

 

 
 

Figure 33 : Ralentissement de la phase S après exposition aux UVA dans les cellules MRC5Vi 

synchronisées en début ou milieu de phase S. 

Les cellules sont traitées pendant 16 heures à l’APC, ensuite ce dernier est retiré, puis les cellules sont 

irradiées aux UVA soit immédiatement (S0R) soit 4 heures après relâchement (S4R) et remises ou non en 

culture pendant 8 heures (T8h) et 4 heures (T4h) respectivement. Les résultats sont représentatifs de 3 

distinctes expériences.  

 

 

 Dans nos conditions expérimentales, la durée de la phase S dans la condition S4R a pu être 

approximativement estimée à 8 heures, 10 heures et 12 heures pour des doses respectives de 0, 

80 et 160 kJ/m
2
 d’UVA (Figure 34). Ces valeurs sont similaires à celles obtenues à partir de 

cellules asynchrones ou synchronisées et irradiées en début de phase S (condition S0R : données 

non montrées).  
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Figure 34 : Extension de la phase S dans des fibroblastes humains MRC5Vi synchronisés en milieu 

de phase S dépend de la dose d’UVA. 

Les cellules sont synchronisées en milieu de phase S et immédiatement exposées aux doses d’UVA de 80 

et 160 kJ/m
2
, puis remises en culture pendant différentes périodes de temps. Les échantillons sont ensuite 

analysés par cytométrie en flux (FACS). Les délais sont identiques pour des cellules synchronisées en 

début de phase S (condition S0R non montrée). Les données présentées sont représentatives de deux 

expériences indépendantes. 

 

 

 

 Nous avons également vérifié dans des MRC5Vi synchronisées en milieu de phase S (S4R) 

que ce retard réplicatif induit par les UVA est dépendant des ROS, comme précédemment publié 

sur des cellules asynchrones (Girard et al, 2008). Dans un premier temps, l’emploi de la sonde 

DHR123 a permis de mettre en évidence une production de ROS qui est corrélée à la dose 

d’UVA émise (Figure 35.A). L’usage de cette sonde a aussi aidé à montrer que l’azide de 

sodium (NaN3), un inhibiteur de la production d’oxygène singulet (
1
O2) est l’antioxydant par 

excellence que nous devons utiliser pour piéger l’oxygène singulet produit durant une exposition 

aux UVA [Figure 35 ; (Li et al, 2001)]. Par contre, l’ajout de N-acétyl-L-cystéine (NAC) au 

cours de l’irradiation ne prévient pas la formation de ROS. Puisque la durée de vie de l’oxygène 

singulet en solution est assez courte dans les systèmes biologiques (de la ns à la µs) (Gorman & 

Rodgers, 1992 ; Merkel & Kearns, 1972), et dans la mesure où la sonde DHR123 est ajoutée 

après UVA, il est clair que celle-ci ne détecte pas l’
1
O2 produit mais probablement les peroxydes 

intracellulaires dont la production dépend de l’oxygène singulet (Qin et al, 2008 ; Sakurada et al, 

1992). 
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 De plus, nous avons pu constater que l’ajout de NaN3 au cours de l’irradiation abolit le 

retard de réplication (Figure 35.B). Enfin, sachant que la production de ROS, plus 

particulièrement de l’
1
O2, est dépendante de la présence de photosensibilisateurs dans le milieu 

d’irradiation, les cellules ont également été irradiées dans le PBS qui est dépourvu de 

photosensibilisateurs. Dans ces conditions, et comme attendu, on ne constate pas de retard de 

réplication induit par les UVA (Figure 35.B). L’ensemble de ces données confirment bien que 

dans nos conditions expérimentales, ce ralentissement réplicatif est dépendant des ROS, plus 

précisément de l’oxygène singulet. 

 

 Comme nous avons montré que les radiations UVA produisent des ROS intracellulaires, 

nous nous sommes également demandé si celles-ci perduraient et si leur présence, à long terme 

dans la cellule, pourrait expliquer l’effet sur la phase S. De ce fait, les cellules en S4R sont 

irradiées ou non, puis incubées avec la sonde DHR123 à différents temps après irradiation. Les 

résultats montrent que la quantité de ROS (les peroxydes) produite immédiatement après 

radiation (T0h) diminue fortement au bout de 30 minutes (T1/2h) et devient négligeable 1 heure 

après radiation (T1h) (Figure 36). En conséquence, on peut penser que l’effet des ROS sur la 

dynamique de réplication est probablement immédiat, mais ne doit pas avoir un rôle majeur à 

long terme. 
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Figure 35 : Abolition du retard réplicatif induit par les UVA en présence d’azide de sodium (NaN3). 

Les fibroblastes humains MRC5Vi sont synchronisés en milieu de phase S (S4R), puis exposés aux doses 

de 80 et 160 kJ/m
2 

d’UVA dans du milieu MEMi ou du PBS, en présence ou non de 10 mM NaN3 ou 

NAC.  

A. Après irradiation, les cellules sont remises en culture pendant 30 minutes en présence de la sonde 

DHR123.  

B. Les cellules sont remises en culture pendant 4 heures post-UVA. Les échantillons récoltés sont ensuite 

analysés par cytométrie en flux (FACS).  

Les données sont représentatives de deux expériences distinctes au minimum. Les résultats sont similaires 

pour des cellules synchronisées en début de phase S (condition S0R : données non montrées). 
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Figure 36 : Les radiations UVA induisent une production transitoire de ROS. 

Des cellules MRC5Vi synchronisées en milieu de phase S (S4R) sont irradiées ou non aux UVA (80 et 

160 kJ/m
2
), puis remises en culture pendant des temps différents (T0h, T1/2h, T1h et T4h). Avant chaque 

récolte, les cellules sont incubées 30 minutes avec la sonde DHR123. Ensuite, les échantillons sont 

immédiatement analysés par cytométrie en flux. Les résultats sont représentatifs de deux expériences 

indépendantes. 

 

 

 

C. Conclusion 

 

 L’ensemble des données présentées dans cette première partie des résultats montrent que le 

ralentissement de la réplication induit par les UVA est similaire lorsque les cellules sont irradiées 

en milieu (condition S4R) ou en début de phase S (condition S0R). Or, les cellules en S4R, 

contrairement à celles en S0R, ont déjà répliqué la moitié de leur génome au moment de 

l’irradiation. A partir de ces observations, on peut donc en conclure que l’effet des radiations 

UVA sur la réplication est du même ordre de grandeur lorsque les cellules sont déjà en cours de 

réplication au moment de l’irradiation, c’est-à-dire lorsque les fourches de réplication 

progressent (condition S4R), que lorsque celles-ci sont arrêtées (condition S0R). Nous montrons 

également que ce ralentissement est dépendant des ROS, principalement de l’oxygène singulet 

généré pendant l’irradiation.  

 

 De ce fait, nous proposons que le ralentissement de la réplication puisse être la 

conséquence d’une diminution de la vitesse des fourches de réplication et d’une inactivation des 

origines suite au stress oxydatif généré par les radiations UVA. Il existe déjà deux arguments en 

faveur de ces hypothèses : 1) les cellules irradiées en G1 semblent entrer normalement en phase 

S ce qui suggère fortement que les UVA n’affectent pas le mécanisme de réplication à l’étape de 
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mise en place du complexe pré-réplicatif (pré-RC), mais que l’incident a probablement lieu plus 

tardivement au moment du « firing » et 2) par comparaison aux cellules SOR, seules les cellules 

S4R ont eu la capacité de répliquer normalement avant que n’ait eu lieu l’irradiation. Dans ce 

cas-ci, les UVA ont probablement affecté l’élongation et l’initiation. En conséquent, ces deux 

essentielles étapes de la réplication, activation des origines et élongation, peuvent être supposées 

responsables de ce retard, et doivent donc être analysées en détail. 

 

 

 

 

II. Etude de la vitesse de fourches en réponse aux radiations UVA 

 

 

A. Contexte 

 

 Une diminution de la vitesse des fourches pourrait être une explication plausible à ce retard 

réplicatif, comme mentionné ci-dessus. C’est la raison pour laquelle, nous avons eu recours à la 

technique du peignage moléculaire ou couramment appelé « DNA combing » pour analyser 

précisément ce paramètre (voir Introduction, I.D). La robustesse de cette technique apporte un 

réel atout à nos travaux. Chronologiquement, ma première année de thèse a essentiellement 

consisté à mettre au point cette technique au sein du laboratoire dans la mesure où elle n’y était 

pas implantée. De plus, la commercialisation des lamelles silanisées n’étant pas effective, j’ai été 

amenée à mettre également au point le traitement des lamelles nommé « silanisation » (Labit et 

al, 2008), en y apportant quelques modifications. Toutefois, les derniers résultats ont été obtenus 

à partir de lamelles provenant de la plateforme de peignage moléculaire de Montpellier (Institut 

de Génétique Moléculaire de Montpellier, CNRS-UMR5535) et de la société Genomic Vision 

(implantée à Bagneux 92, France). Il s’avère, fort heureusement, que quelque soit la provenance 

des lamelles silanisées, une homogénéité des données est conservée. 

 



 

RÉSULTATS 

87 

 

B. Résultats 

 

1. Diminution instantanée de la vitesse de fourches 

 

 D’un point de vue expérimental, des fibroblastes humains transformés MRC5Vi 

asynchrones ont été incubés en présence d’IdU (100µM) pendant 30 minutes, irradiés ou non à 

80 et 160 kJ/m
2
 d’UVA, puis rincés avec du milieu frais et immédiatement réincubés avec du 

CldU (100µM) durant 40 minutes (Figure 37). La durée du deuxième pulse n’a pas été choisi de 

manière arbitraire. Si notre hypothèse s’avère exacte, le marquage après UVA doit suffisamment 

être grand pour pouvoir en mesurer sa longueur. Puisque l’IdU est ajouté avant irradiation, la 

taille moyenne des signaux révélés par les anticorps spécifiques de l’IdU (marquage vert, Figure 

37.A) ne doit pas dépendre de la dose d’irradiation. Pour mesurer la vitesse moyenne des 

fourches de réplication à partir du signal IdU, je n’ai pris en compte que les signaux verts séparés 

par une absence de signal, c’est-à-dire correspondant à des origines de réplication déjà activées 

au moment du marquage à l’IdU (voir Introduction, I.D). Après avoir analysé les échantillons, 

les résultats montrent que la vitesse de réplication avant irradiation (signal IdU) varie de 0,96 à 

1,22 kb/min (Figure 37.B). Par conséquent, la vitesse moyenne de réplication est de 1,08 ± 0,13 

kb/min, valeur déjà décrite pour d’autres systèmes cellulaires (Courbet et al, 2008 ; Daboussi et 

al, 2008). Par ailleurs, il est important de noter que d’une expérience à l’autre, les valeurs de 

vitesse moyenne de réplication peuvent changer, c’est-à-dire être soit légèrement plus grande soit 

légèrement plus petite que 1 kb/min. Ceci dépend probablement des conditions de culture 

(nouveau stock de cellules, nouveau milieu de culture, etc…). 

 

 Pour mesurer l’impact des radiations UVA sur la vitesse des fourches de réplication, la 

taille des signaux révélés par les anticorps spécifiques du CldU a été mesurée dans les différentes 

conditions. En absence d’UVA, la vélocité des fourches est d’environ 1,4 kb/min, valeur 

légèrement supérieure à celle obtenue avec l’IdU (1,22 kb/min) dans les mêmes conditions 

(Figure 37.B). Lorsque les cellules sont exposées à 80 et 160 kJ/m2 d’UVA, on observe une 

diminution de la vélocité des fourches qui est dépendante de la dose d’UVA, celle-ci étant de 

0,93 et 0,74 kb/min à 80 et 160 kJ/m² d’UVA, respectivement (Figure 37.B). On observe donc 

une réduction de la vitesse moyenne des fourches de réplication entre 30 et 70 minutes après 

l’irradiation. Enfin, on constate que les valeurs de la moyenne et de la médiane des vitesses sont 

très proches, quelque soit la condition expérimentale analysée, ce qui suggère que la distribution 

des vitesses reste quasi homogène même après UVA. D’autre part, nous visualisons une large 

distribution des vitesses de fourches, ce qui montre que toutes les fourches de réplication ne 

progressent pas exactement à la même vitesse (Figure 37.B). Cette observation est cohérente du 
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fait de l’hétérogénéité des régions d’ADN à répliquer [euchromatine, hétérochromatine, 

séquences structurées, complexes ADN-protéines ; (Berezney et al, 2000)]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 37.A : Effet du rayonnement UVA sur la vélocité des fourches de réplication immédiatement 

après radiation. 

Protocole expérimental et image de fibres d’ADN irradiées ou non aux UVA : représentation d’une seule 

fourche ; IdU en vert ; CldU en rouge ; ADN en bleu.  
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Figure 37.B : Effet du rayonnement UVA sur la vélocité des fourches de réplication immédiatement 

après radiation. 

Des cellules asynchrones MRC5Vi sont incubées 30 minutes avec de l’IdU (histogrammes verts), puis 

exposées ou non à 80 et 160 kJ/m
2
 d’UVA et réincubées avec du CldU (histogrammes rouges) pendant 40 

minutes. Les histogrammes représentent la fréquence de fourches (exprimée en %) en fonction de leur 

vitesse (exprimée en kb/min) par tranche de 0,3 kb/min. Ces données sont représentatives d’au moins 

deux expériences différentes. n= nombre de signaux analysés ; M=médiane ; m=moyenne. Test Mann 

Whitney (two-tailed test). 
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 Afin de confirmer ces premiers résultats, et pour éliminer toute interférence entre l’IdU 

incorporé et le rayonnement UVA, les cellules MRC5Vi sont tout d’abord irradiées puis 

marquées séquentiellement avec de l’IdU et du CldU, pendant 40 et 30 minutes, respectivement 

(Figure 38.A). L’analyse des signaux obtenus avec l’IdU (n’ont été pris en compte que les 

signaux verts séparés par une absence de signal) montre une diminution immédiate de la vitesse 

des fourches (c’est-à-dire dans la fenêtre de temps entre 0 et 40 minutes après UVA), qui est 

dépendante de la dose d’UVA (Figure 38.B). Ainsi, aux doses de 80 et 160 kJ/m² d’UVA, la 

vélocité des fourches diminue de 44% et 77%, respectivement. L’analyse des signaux obtenus 

avec le CldU (fenêtre de temps entre 40 et 70 minutes après UVA) montre également une 

diminution de la vitesse des fourches de réplication mais seulement de 20% et 43% aux doses de 

80 et 160 kJ/m² d’UVA, respectivement (Figure 38.B). Ces résultats confirment les données 

obtenues précédemment et suggèrent que le ralentissement des fourches n’est que transitoire. 

 

 

 

 
 

Figure 38.A : Effet du rayonnement UVA sur la vélocité des fourches de réplication immédiatement 

ou 40 minutes après irradiation. 

Protocole expérimental et image de fibres d’ADN irradiées ou non aux UVA : représentation d’une seule 

fourche ; IdU en vert ; CldU en rouge ; ADN en bleu.  
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Figure 38.B : Effet du rayonnement UVA sur la vélocité des fourches de réplication immédiatement 

ou 40 minutes après irradiation. 

Des cellules asynchrones MRC5Vi sont exposées ou non à 80 et 160 kJ/m
2
 d’UVA et incubées 40 

minutes avec de l’IdU (histogrammes verts), puis avec du CldU (histogrammes rouges) pendant 30 

minutes. Les histogrammes représentent la fréquence de fourches (exprimée en %) en fonction de leur 

vitesse (exprimée en kb/min) par tranche de 0,25 kb/min. Ces données sont représentatives d’au moins 

deux expériences différentes. n= nombre de signaux analysés ; M=médiane ; m=moyenne. Test Mann 

Whitney (two-tailed test). 
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 De plus, cette diminution immédiate de la vitesse des fourches de réplication est abolie 

lorsque des cellules MRC5Vi, asynchrones ou synchronisées en milieu de phase S (condition 

S4R), sont irradiées dans le milieu MEMi en présence de NaN3 (Figures 39.A et 39.B), ou 

lorsque les cellules sont irradiées dans du PBS, c’est-à-dire en absence de photosensibilisateurs 

(Figure 40). Ces résultats permettent d’affirmer que ce ralentissement des fourches induit par les 

UVA est dépendant de l’oxygène singulet. 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Figure 39 : La présence d’azide de sodium pendant l’exposition aux UVA prévient le ralentissement 

des fourches de réplication. 

Des fibroblastes humains MRC5Vi asynchrones (A) et synchronisées en milieu de phase S (B) sont 

exposés au rayonnement UVA en présence (+NaN3) ou absence (-NaN3) d’azide de sodium. 

Immédiatement après l’irradiation, les cellules sont incubées en présence d’IdU pendant 30 minutes, puis 

de CldU pendant 40 minutes. La vitesse moyenne des fourches de réplication est obtenue à partir des 

mesures faites sur les signaux CldU. Les données sont issues d’une expérience unique. n(A)= 1000-3000 

fourches analysées en fonction de la dose ; n(B)= 900-1700 fourches analysées en fonction de la dose. Les 

barres d’erreur correspondent à l’écart-type de l’ensemble des vitesses de fourches d’une même condition 

au sein d’une unique expérience. * : P<0,001 (two-tailed test) ; ** : P>=0,05 (two-tailed test). 
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Figure 40 : L’irradiation des cellules dans le PBS limite l’effet des UVA sur le ralentissement des 

fourches de réplication. 

Des fibroblastes humains MRC5Vi synchronisés en milieu de phase S sont exposés au rayonnement UVA 

dans du milieu MEMi ou du PBS. Immédiatement après l’irradiation, les cellules sont incubées en 

présence d’IdU pendant 30 minutes, puis de CldU pendant 40 minutes. La vitesse moyenne des fourches 

de réplication est obtenue à partir des mesures faites sur les signaux CldU.  Les données sont issues d’une 

expérience unique (100-350 fourches analysées). Les barres d’erreur correspondent à l’écart-type de 

l’ensemble des vitesses de fourches d’une même condition au sein d’une unique expérience. * : P<0,001 

(two-tailed test) ; ** : P>=0,05 (two-tailed test).  

 

 

 

2. Ralentissement transitoire de la vitesse de fourches 

 

 Les données obtenues précédemment (voir figure 38) suggèrent très fortement que 

l’inhibition de la vélocité des fourches de réplication par les UVA est transitoire. Afin de 

confirmer ou non ces résultats, une cinétique plus complète de la vitesse de fourches a été 

réalisée. Pour ce faire, les 2 pulses successifs d’IdU et de CldU (30 minutes chacun) ont eu lieu 

soit immédiatement, soit 30 minutes, 1 heure, 2 heures ou 4 heures après irradiation de cellules 

MRC5Vi asynchrones (Figure 41.A). La vitesse moyenne des fourches a été calculée sur la base 

des signaux CldU. La figure 41.B montre clairement que le rayonnement UVA affecte la 

progression des fourches de réplication de manière transitoire. En effet, 4 à 5 heures environ 

après l’irradiation, la vitesse de fourches est restaurée (retour au niveau basal) totalement ou 

partiellement après une irradiation à 80 et 160 kJ/m
2
 d’UVA, respectivement. 
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Figure 41 : Le rayonnement UVA réduit transitoirement la vitesse des fourches de réplication. 

A. Protocole expérimental : des fibroblastes humains MRC5Vi asynchrones ont incorporé de l’IdU 

(pendant 30 minutes) et du CldU (pendant 30 minutes) soit immédiatement, 30 minutes, 1 heure, 2 heures 

ou 4 heures après irradiation aux UVA (80 et 160 kJ/m
2
). 

B. Les données de peignage moléculaire correspondent à la moyenne des vitesses de l’ensemble des 

fourches d’une même condition, et sont représentatives d’au moins deux expériences. (500-3000 fourches 

analysées). 
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 A partir de ces données, nous avons cherché à déterminer plus précisément quel temps 

supplémentaire il faut aux cellules irradiées à une dose de 80 kJ/m² et 160 kJ/m² d’UVA pour 

terminer leur réplication. Pour ce faire, nous émettons les hypothèses suivantes : 1) le délai de 

réplication est uniquement dû à un effet sur les vitesses de fourches de réplication et 2) cet effet 

est transitoire et disparaît complètement 4 à 5 heures après l’irradiation. On a donc reporté, non 

pas en histogramme mais en nuage de points, les vélocités mesurées en fonction du temps en 

admettant que la vélocité des fourches est constante au sein du même intervalle de temps (i.e. 

entre 0 et 30 minutes, ou entre 30 et 60 minutes, etc…) (Figure 42). 

 

 

Figure 42 : Le rayonnement UVA réduit transitoirement la vitesse des fourches de réplication. 

Des fibroblastes humains MRC5Vi asynchrones ont incorporé de l’IdU et du CldU soit immédiatement, 

30 minutes, 1 heure, 2 heures ou 4 heures après irradiation aux UVA (80 et 160 kJ/m
2
). Les données de ce 

graphique en nuage de points sont identiques à celles de la figure 41. 

 

 

 Nous avons alors effectué une régression linéaire sur chacune des courbes et obtenues les 

résultats suivants (Tableau 3) : 

 

Dose Equation de la régression linéaire 

 

R² 

0 kJ/m² y = 0,0005x + 0.8153 0,7328 

80 kJ/m² y = 0,0014x + 0.5575 0,9881 

160kJ/m² Y = 0,0017x + 0.41 0,9346 

 

Tableau 3 : Valeurs de l’équation obtenue à partir de la courbe de tendance linéaire. 

La régression linéaire est acquise à partir des valeurs de vélocité de fourches en fonction du temps pour 

chaque dose d’UVA (voir figure 42).y=vélocité (kb/min) ; x=temps (minutes). 
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 A partir de ces droites de régression, nous avons recalculé les valeurs théoriques de 

vélocité des fourches pour des intervalles de temps de 30 minutes et ce pour un temps total de 

300 minutes (Tableau 4). 

 

 

Vélocité théorique 

des fourches 

(kb/min) 

0 à 

30 

min 

30 à 

60 

min 

60 à 

90 

min 

90 à 

120 

min 

120 à 

150 

min 

150 à 

180 

min 

180 à 

210 

min 

210 à 

240 

min 

240 à 

270 

min 

270 à 

300 

min 

0 kJ/m² UVA 0,83 0,85 0,86 0,88 0,89 0,91 0,92 0,94 0,95 0,97 

80 kJ/m² UVA 0,60 0,64 0,68 0,73 0,77 0,81 0,85 0,89 0,94 0,98 

160 kJ/m² UVA 0,46 0,51 0,56 0,61 0,67 0,72 0,77 0,82 0,87 0,92 

 

Tableau 4 : Valeurs théoriques de vélocité des fourches. 

Ces valeurs correspondent aux résultats de chacune des équations selon la dose d’UVA et l’intervalle de 

temps. 

 

 

 

 Pour chaque intervalle de temps et pour chaque dose d’irradiation, il est alors possible de 

déterminer la distance parcourue par une fourche de réplication (d = intervalle de temps x 

vélocité), le différentiel de cette distance entre les cellules non irradiées et irradiées [Δd = 

d(cellules non irradiées) – d(cellules irradiées)] et le temps supplémentaire qu’il faudrait aux 

fourches irradiées pour couvrir la même distance parcourue par une fourche non irradiée (Δt = 

Δd / vélocité), l’ensemble de ces valeurs est reporté dans le tableau 5. 
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Estimation de la 

distance 

parcourue (kb) 

0 à  

30  

min 

30 à 

60 

min 

60 à 

90 

min 

90 à 

120 

min 

120 à 

150  

min 

150 à 

180 

min 

180 à 

210 

min 

210 à 

240 

min 

240 à 

270 

min 

270 à 

300 

min 

0 kJ/m² UVA 24,9 25,4 25,8 26,3 26,7 27,2 27,6 28,1 28,5 29,0 

80 kJ/m² UVA 18,0 19,3 20,5 21,8 23,0 24,3 25,6 26,8 28,1 29,3 

160 kJ/m² UVA 13,8 15,4 16,9 18,4 20,0 21,5 23,0 24,5 26,1 27,6 

 

Intervalle de temps 

(min.) 

0 

à 

30 

30 

à 

60 

60 

à 

90 

90 

à 

120 

120 

à  

150 

150  

à  

180 

180  

à  

210 

210  

à  

240 

240  

à  

270 

270 

à 

300 

Différence 

total de 

temps 

(min.) 

80 

kJ/m² 

UVA 

Différence 

de distance 

(kb) 

6,92 6,11 5,30 4,49 3,68 2,87 2,06 1,25 0,44 -0,37 

47 
Différence 

de temps 

(min.) 

11,6 9,53 7,76 6,19 4,80 3,55 2,42 1,40 0,47 -0,37 

160 

kJ/m² 

UVA 

Différence 

de distance 

(kb) 

11,1 10,0 8,92 7,84 6,76 5,68 4,60 3,52 2,44 1,36 

105 
Différence 

de temps 

(min.) 

24,0 19,5 15,8 12,8 10,2 7,93 6,00 4,30 2,81 1,48 

 

Tableau 5 : Différences de distance et de temps. 

 

 

 

 A partir de ces données, on propose que le temps supplémentaire qu’il faudrait aux cellules 

asynchrones irradiées pour terminer leur réplication par rapport à des cellules non irradiées est 

d’environ 47 et 105 minutes à la dose de 80 kJ/m² et 160 kJ/m² d’UVA, respectivement. Or, les 

données de cytométrie de flux montre qu’à la dose de 80 kJ/m² la durée de phase S est 

augmentée d’environ 2 heures (soit 120 minutes) et à la dose de 160 kJ/m² de 4 heures (soit 240 

minutes).  
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 Afin de confirmer ces résultats, nous avons réalisé cette même étude à partir de cellules 

MRC5Vi synchronisées (S4R). La cinétique de vitesse de fourches en réponse aux UVA 

confirme les données précédemment obtenues, à savoir que les radiations UVA affectent de 

manière transitoire la vitesse moyenne des fourches de réplication (Figure 43). Cependant, les 

temps de récupération sont différents : les vitesses de fourches retournent à leur valeur initiale 

(niveau basal) au bout de 1h30 et 3 heures environ après irradiation à des doses respectives de 80 

et 160 kJ/m
2
 d’UVA (Figure 43). En appliquant la même approche théorique de calcul de vitesse 

et de distance parcourue en fonction du temps que celle utilisée pour les cellules asynchrones 

(voir tableaux 3, 4 et 5), on montre que pour des cellules irradiées en S4R, le retard de 

réplication qui serait imputable seulement aux vitesses de fourches est d’environ 20 et 60 

minutes à la dose de 80 et 160 kJ/m² d’UVA, respectivement.  
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Figure 43 : Le rayonnement UVA réduit transitoirement la vitesse des fourches de réplication. 

A. Protocole expérimental : des fibroblastes humains MRC5Vi sont synchronisés en début de phase S par 

l’APC, exposés aux UVA après 4 heures de relâchement (condition S4R), et cultivés en présence d’IdU 

puis de CldU soit immédiatement, 30 minutes, 1 heure ou 2 heures après irradiation aux UVA (80 et 160 

kJ/m
2
). 

B. Les données de peignage moléculaire correspondent à la moyenne des vitesses de l’ensemble des 

fourches d’une même condition, et sont représentatives d’au moins deux expériences. (300-3000 fourches 

analysées). 
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 En tenant compte de l’ensemble des résultats obtenus jusqu’à présent, on peut dresser un 

premier bilan de l’effet des UVA sur le processus de réplication dans les cellules MRC5Vi, 

résumé dans le tableau 6 ci-dessous. 

 

 

 

Dose d’UVA 0 kJ/m² 80 kJ/m² 160 kJ/m² 

Durée de la phase S (mesurée par cytométrie 

de flux sur cellules asynchrones, en S0R, en 

S4R : 

Différence entre cellules irradiées et non 

irradiées : 

 

 

8h 

 

 

10h 

 

+2h 

 

 

12h 

 

+4h 

Vélocité des fourches en absence d’UVA 

(kb/min) : 

1- cellules asynchrones 

2- cellules S4R 

 

 

0.8 – 1.6* 

0.6 – 1* 

 

 

n/a 

n/a 

 

 

n/a 

n/a 

Temps de récupération des vélocités de 

fourches après UVA : 

1- cellules asynchrones 

2- cellules S4R 

 

 

0h 

0h 

 

 

4h 

2h 

 

 

5h30** 

3h40*** 

Retard global de la phase S si dû 

uniquement aux vitesses de fourches : 

1- cellules asynchrones 

2- cellules S4R 

 

 

0h 

0h 

 

 

 0h47
#
 

0h18
##

 

 

 

1h45
#
 

1h02
##

 

 

Tableau 6 : Récapitulatif des différents paramètres de la réplication obtenus. 

* Valeurs minimale et maximale observées entre plusieurs expériences ; **Extrapolation à partir des 

données de la figure 42 ; ***Extrapolation à partir des données de la figure 43 ;
 #

D’après les données du 

tableau 5 ; 
##

D’après les données de la figure 43 ; n/a : non applicable.  
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 L’information principale qui ressort de ce tableau est que le retard global de la phase S 

induit par les UVA ne peut pas s’expliquer uniquement par un effet sur les vitesses de fourches. 

En effet, à la dose de 80 kJ/m² d’UVA on observe un délai de phase S d’environ 2 heures 

(données de cytométrie de flux) alors que l’effet transitoire des UVA sur les vitesses 

n’allongerait la durée de cette phase que d’environ 20 minutes, et 50 minutes, si on considère 

respectivement les cellules S4R et asynchrones (voir tableau 6). Pour expliquer une telle 

différence, on peut donc penser que les UVA affectent aussi la densité de fourches. L’autre 

information qui ressort de ce tableau, et qui est directement reliée à la précédente, tient au fait 

que le temps de récupération des vélocités après UVA est plus court lorsque les cellules irradiées 

sont en pleine phase S (condition S4R) que lorsque celles-ci sont en asynchrones. 

 

 

 

3. Mesure de la symétrie/asymétrie 

 

 Une autre information importante qui peut-être extraite des mesures de vélocité de 

fourches concerne la symétrie ou asymétrie des fourches divergentes issues d’une même origine. 

En effet, la présence ou non de dommages bloquants après UVA, tels que les cassures simples 

brins, les CPDs ou les adduits ADN-protéines (Epe, 2012), peuvent être une source d’obstacles 

au regard de la processivité des ADN polymérases (Locatelli et al, 2010 ; Parplys et al, 2012), et 

de ce fait, ralentir temporairement ces dernières jusqu’à ce que soit éliminé ces dommages (voir 

Introduction, II.C). Pour répondre à cette interrogation, des MRC5Vi asynchrones sont irradiées 

à la dose la plus élevée d’UVA (160 kJ/m
2
), puis cultivées séquentiellement avec de l’IdU et du 

CldU soit immédiatement, soit 4 heures post-UVA. Dans cette étude, seuls les évènements 

comportant deux fourches divergentes issues d’une même origine ont été pris en compte. 

L’ensemble des rapports entre la vitesse de deux fourches issues d’une même origine est classé 

en intervalles, comme le démontre la figure 44. En comparaison avec l’échantillon non irradié, 

une dose de 160 kJ/m² d’UVA augmente d’environ 20% la proportion de fourches asymétriques 

(classe =<0,6) immédiatement après irradiation, c’est-à-dire au cours des 30 premières minutes 

(marquage IdU, Figure 44.A). Par contre, aucune différence significative n’est constatée entre les 

cellules irradiées et non irradiées que ce soit 30 minutes post-UVA (marquage CldU, Figure 

44.A) ou 4 heures post-UVA (marquages IdU et CldU, Figure 44.B).  
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Figure 44 : Distribution de la symétrie et asymétrie des fourches après irradiation. 

Des fibroblastes humains transformés MRC5Vi sont irradiés ou non à 160 kJ/m² d’UVA dans du MEMi, 

puis sont marqués successivement avec de l’IdU (30 minutes) et du CldU (30 minutes), soit 

immédiatement (A), soit 4 heures post-UVA (B). L’intervalle [1-0,9[ indique une très forte symétrie alors 

que l’intervalle =< 0,6 indique une très forte asymétrie. Ces données sont issues d’une unique expérience. 

13 à 161 paires de fourches analysées.  
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C. Conclusion 

 

 L’absence d’asymétrie de fourches 4 heures après l’irradiation UVA suggère très fortement 

l’absence de lésions à l’ADN qui seraient bloquantes pour la machinerie de réplication, ce qui 

confirme les résultats précédemment publiés (Girard et al, 2008). Même si on observe une 

augmentation de l’asymétrie de quelques fourches de réplication immédiatement après UVA, 

celle-ci est très transitoire puisque 30 minutes post-UVA la différence dans la vélocité des deux 

fourches divergentes s’estompent. Puisque l’on sait à partir des données de vitesse présentées 

dans la paragraphe précédent que celles-ci diminuent après UVA pour revenir à leur état basal 

plusieurs heures plus tard, on peut donc en conclure que la ou les cible(s) des radiations UVA 

n’est probablement pas directement la fourche de réplication ou l’ADN per se mais 

probablement un (ou des) facteur(s) qui, en agissant en trans, contribue(nt) à la progression 

normale des fourches de réplication. 

 

 Puisque les vitesses de fourche ne sont que transitoirement altérées par le rayonnement 

UVA, nous nous sommes demandés si la cause principale ne pouvait pas être une altération du 

pool de désoxyribonucléotides triphosphates (dNTPs). 
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III. Evaluation du contenu intracellulaire en dNTPs après exposition aux 

UVA 

 

 

A. Contexte 

 

 Une des explications plausibles à ce ralentissement de la progression des fourches de 

réplication serait un défaut du pool de dNTPs suite à une altération de la biosynthèse des dNTPs 

et/ou des modifications oxydatives des dNTPs en réponse aux radiations UVA. En effet, il est 

connu depuis longtemps qu’une dérégulation du pool de nucléotides affecte la vitesse de 

progression des fourches de réplication (Poli et al, 2012). Afin d’étayer cette hypothèse, une 

collaboration avec Jérôme Guitton (Laboratoire de pharmaco-toxicologie, CH, Lyon) a été 

établie afin de doser les dNTPs par HPLC (High Performance Liquid) couplée à de la 

spectrométrie de masse [HPLC-MS ; (Cohen et al, 2010 ; Cohen et al, 2009)] selon le protocole 

détaillé dans la partie « matériel et méthodes ». 

 

B. Résultats  

 

1. Mesure du niveau d’expression des dNTPs immédiatement après 

exposition aux UVA    

 

 Afin de corréler les niveaux d’expression de chacun de 4 dNTPs aux vitesses de fourches 

de réplication, et ce en fonction du temps et de la dose d’UVA, nous avons choisi de travailler, 

pour cette étude, uniquement avec des cellules synchronisées. Des cellules MRC5Vi 

synchronisées à l’APC et relâchées pendant 4 heures dans du milieu frais sans APC (condition 

S4R) sont exposées à 80 et 160 kJ/m² UVA dans du milieu MEMi en présence ou non d’azide de 

sodium. Immédiatement après irradiation, les échantillons sont congelés pour être analysés. Le 

résultat de cette analyse est présenté dans la figure 45. Tout d’abord, on observe que les niveaux 

d’expression de chacun des 4 dNTPs (exprimés en pmoles/10
6
 cellules) convergents tout à fait 

avec ceux de la littérature (Chen et al, 2009 ; Decosterd et al, 1999 ; Ferraro et al, 2010 ; North et 

al, 1980 ; Song et al, 2003). En effet, quelque soit le type cellulaire, la quantité intracellulaire de 

chacun des dNTPs suit la décroissance suivante : [TTP] > [dATP] > [dGTP] ≈ [dCTP]. En 

réponse au rayonnement UVA, on ne voit pas une modification spectaculaire du niveau basal de 

chacun des 4 dNTPs. Néanmoins, on observe de façon reproductible d’une expérience à l’autre, 

une légère augmentation du niveau basal des dNTPs en réponse aux UVA (Figure 45). De façon 
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intéressante, l’ajout de NaN3 dans le milieu d’irradiation empêche cette faible augmentation 

(Figure 45).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Figure 45 : Effet du NaN3 sur le niveau intracellulaire de chacun des dNTPs immédiatement après 

UVA. 

Des fibroblastes MRC5Vi synchronisés en milieu de phase S sont exposés aux radiations UVA (80 et 160 

kJ/m
2
), en absence (-NaN3) ou en présence de NaN3 (+NaN3). Ensuite, les cellules sont rapidement 

recueillies, resuspendues dans du méthanol et plongées dans de l’azote liquide. Ensuite, les échantillons 

sont analysés par HPLC-MS. Les valeurs correspondent à la moyenne de quatre expériences. 
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2. Diminution transitoire et modérée des dNTPs 

 

 Pour déterminer le devenir du pool intracellulaire de chacun des dNTPs après UVA, nous 

avons établi une cinétique avec une fenêtre de temps de 4 heures qui correspond à la période 

pendant laquelle les vitesses de fourches retournent à la normale (voir tableau 6). En absence 

d’UVA, nous constatons une légère augmentation du niveau d’expression des dNTPs dès 30 

minutes (x 1,3-1,7), puis un retour à des valeurs normales au bout de 2 heures (Figure 46). Cet 

effet reflète probablement la remise en culture. Effectivement, le fait d’induire un choc 

thermique (passage des cellules de température ambiante à 37°C) peut engendrer une activation 

du métabolisme cellulaire telle que la voie de biosynthèse des dNTPs.  

 

 

 
 

Figure 46 : Le pool de dNTPs est transitoirement et modérément réduit après UVA. 

Des fibroblastes humains MRC5Vi sont synchronisés en début de phase S par l’APC et exposés à 80 ou 

160 kJ/m
2
 d’UVA après 4 heures de relâchement (condition S4R). Les échantillons sont récoltés soit 

immédiatement, 30 minutes, 1 heure et 2 heures après UVA. Le dosage est réalisé par HPLC-MS. Les 

données ont été normalisées par rapport à la valeur obtenue pour chacun des dNTPs au temps 0 et en 

absence d’irradiation. Ces données correspondent à la moyenne de trois expériences. 
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 En réponse au rayonnement UVA, on observe l’effet inverse de ce qui a été décrit pour les 

cellules non irradiées à savoir une légère diminution dès 30 minutes du niveau d’expression de 

chacun des 4 dNTPs, avec un effet plus prononcé pour le dATP, puis un retour à des valeurs 

basales au bout de 2 heures (Figure 46). Même si les différences ne semblent pas significatives, 

elles sont reproductibles d’une expérience à l’autre. La variabilité observée des données brutes 

d’une expérience à l’autre peut en partie s’expliquer par la réponse du détecteur de l’HPLC-MS 

qui fluctue d’une période à l’autre (performance de la colonne d’extraction, composition des 

autres phases mobiles injectées sur l’appareil, …), surtout pour ce type de méthode. 

 

 Afin de déterminer si ces variations sont bien dues aux ROS produites par le rayonnement 

UVA, les cellules ont été irradiées en présence de NaN3 et les dNTPs dosés immédiatement, 30 

minutes ou 1 heure post-UVA. Dans ces conditions, on n’observe plus, dans le temps, de 

diminution de la quantité de dCTP, dGTP et TTP ce qui fait que 30 minutes après UVA, les 

quantités sont les mêmes que les cellules aient été irradiées en présence de NaN3 ou non (Figure 

47). En ce qui concerne le dATP, on observe toujours une légère différence entre cellules 

irradiées en présence de NaN3 et cellules non irradiées, mais cette différence disparait 

complètement 1 heure après UVA (Figure 47). L’ensemble de ces données suggèrent 

vraisemblablement que les UVA, via la production de ROS, affectent transitoirement et 

modestement le pool de dNTPs. Il est à noter que, à ce jour, nous n’avons pas été capables de 

doser la 8-oxo-2'-désoxyguanosine-5'-triphosphate (8-oxo-dGTP), l’un des produits majeurs de 

l’oxydation des bases par les UVA (Cadet et al, 2009). 
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Figure 47 : Effet protecteur du NaN3 sur les niveaux intracellulaires des 4 dNTPs durant une 

exposition aux UVA. 

Des cellules MRC5Vi synchronisées (S4R) sont exposées ou non à 80 et 160 kJ/m
2
d’UVA en présence de 

NaN3, puis sont remises en culture pendant des périodes définies. Pour chaque temps (0, 30 minutes et 1 

heure), le niveau intracellulaire de chacun des dNTPs est dosé par HPLC-MS. Les valeurs correspondent 

à la moyenne de 3 expériences. 
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3. Effet de la complémentation en nucléosides sur le retard de 

réplication induit par les UVA 

 

 

 En tenant compte des données précédentes, nous nous sommes alors demandés si la 

dérégulation, même faible et transitoire, du pool de dNTPs pouvait affecter la vitesse de 

progression des fourches de réplication. Pour essayer de répondre à cette question, nous avons 

choisi de complémenter les cellules en ribonucléosides immédiatement après irradiation et de 

mesurer la vélocité des fourches dans ces conditions. Dans un premier temps, les cellules sont 

incubées en absence ou en présence d’une concentration équimolaire de 100 µM de chacun des 4 

ribonucléosides i.e. adénosine (A), guanosine (G), cytidine (C) et uridine (U) pendant 10 et 30 

minutes, temps au bout desquels la quantité de dNTPs intracellulaires est dosée par HPLC-MS. 

Les ribonucléosides sont choisis car les formes mono-, di- et triphosphates de ces sous-

précurseurs de nucléotides (dNMPs, dNDPs et dNTPs) ne pénètrent pas dans les cellules 

(Reichard, 1988). Par contre, les ribonucléosides traversent la membrane cellulaire par diffusion 

facilitée, puis sont convertis en désoxyribonucléosides par l’action de la ribonucléotide réductase 

(RNR), et ces derniers sont rapidement phosphorylés par des désoxyribonucléosides kinases 

(Reichard, 1988). Tout d’abord, on observe une augmentation significative de la quantité de 

chacun des quatre dNTPs (d’un facteur 1,4 à 4) lorsque les cellules sont incubées en présence de 

ribonucléosides, même si cette augmentation est similaire après 10 et 30 minutes d’incubation 

(Figure 48). Ensuite, on constate que le fait d’incuber les cellules avec 100 µM en 

ribonucléosides ne modifie pas la quantité intracellulaire relative d’un nucléotide par rapport à 

l’autre à savoir que [TTP] >= [dGTP] > [dATP] > [dCTP]. Ces résultats suggèrent que la cellule 

régule l’import en nucléosides extracellulaires pour maintenir un équilibre dans le pool 

intracellulaire de dNTPs. Enfin, il est à noter que la concentration de 100 µM (soit environ 10
17

 

en chaque nucléoside) permet de fournir à la cellule toute la quantité en dNTPs dont elle a besoin 

pour répliquer l’intégralité de son ADN. Partant de ces observations, nous avons décidé de 

déterminer les vitesses de fourches dans les cellules MRC5Vi exposées aux UVA et 

immédiatement remises en culture en présence successivement d’IdU, G, A et C puis de CldU, 

G, A et C à des concentrations équimolaires. De manière intéressante, l’addition de 

ribonucléosides après UVA permet de restaurer partiellement une vitesse de fourches dans les 

cellules irradiées proche de celle mesurée dans les cellules non irradiées, au moins pour la dose 

la plus faible (Figure 49). Bien que ce résultat soit issu d’une seule expérience, et reste donc à 

confirmer, il tend à montrer le lien étroit entre une dérégulation du pool de dNTPs et le 

ralentissement de la vitesse de fourches après UVA. 
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Figure 48 : Complémentation en ribonucléosides dans des fibroblastes MRC5Vi. 

Des cellules MRC5Vi synchronisées (S4R) sont incubées 10 ou 30 minutes en présence d’une 

concentration équimolaire de ribonucléosides (100 µM). Ensuite, les échantillons sont dosés par HPLC-

MS. Les valeurs résultent d’une unique expérience. Nsides = ribonucléosides. 

 

 

 

 

Figure 49 : Complémentation en ribonucléosides restaure partiellement l’élongation de la 

réplication après UVA. 

Des cellules MRC5Vi asynchrones sont exposées ou non aux UVA (80 et 160 kJ/m
2
), puis incubées 

séquentiellement avec de l’IdU et du CldU plus ou moins adénosine, cytosine et guanosine à une 

concentration finale de 100 µM. Ces données résultent d’une unique expérience (100-450 fourches 

analysées). Nsides = ribonucléosides. * : P<0,001 (two-tailed test). 
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 Nous avons alors estimé l’impact de cette complémentation sur la réplication globale de 

l’ADN par cytométrie en flux. Pour ce faire, les cellules synchronisées en milieu de phase S 

(condition S4R) sont irradiées et immédiatement remises en culture pendant 4 heures en présence 

des 4 ribonucléosides avant d’être trypsinées. L’analyse par cytométrie en flux montre que 

l’ajout des ribonucléosides dans le milieu de culture après UVA ne permet pas de compenser le 

retard de réplication induit par les UVA (Figure 50). 

 

 

 
 

Figure 50 : Complémentation en ribonucléosides ne protège pas la réplication d’un retard après 

UVA. 

Des MRC5Vi synchronisées en milieu de phase S sont irradiées ou non aux UVA, puis remises 4 heures 

en culture en présence de 20 ou 100 µM de ribonucléosides (Nsides). Les échantillons sont ensuite 

analysés par cytométrie en flux (FACS). Les données dont issues d’une seule expérience. 

 

 

 

C. Conclusion 

  

 Les résultats montrent que le rayonnement UVA induit une diminution modeste et 

transitoire du pool de dNTPs intracellulaires, qui est dépendante des ROS. La complémentation 

en ribonucléosides ne semble pas suffisante pour restaurer une vitesse normale de fourches 

immédiatement après UVA, ainsi que la réplication dans sa totalité, telle qu’elle est mesurée par 

cytométrie en flux. Même s’il pourrait exister une corrélation entre la quantité de dNTPs 

intracellulaires et la vitesse de fourches, ces données renforcent l’idée que le retard réplicatif 

induit par les radiations UVA ne s’explique pas seulement par un ralentissement de la phase 

d’élongation via le pool de dNTPs. 
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 Aucune donnée ne nous permet de connaitre l’origine de la diminution transitoire en 

dNTPs après UVA : soit les acteurs de la synthèse des dNTPs sont transitoirement inactivés et/ou 

les UVA oxydent le pool de dNTPs. Pour tester cette dernière hypothèse, nous avons cherché à 

doser la 8-oxodGTP dans les cellules comme marqueur biologique de stress oxydatif (Il'yasova 

et al, 2012 ; Loft et al, 2008). Malheureusement, les dosages n’ont pas été satisfaisants puisque 

les valeurs obtenues par HPLC-MS étaient supérieures à celle du dGTP intracellulaire, même en 

absence d’UVA (Guitton et Girard, données non montrées). En absence de stress exogène, le 

niveau intracellulaire de dGTP doit être 10 fois plus élevé que celui de la 8-oxodGTP (Fotouhi et 

al, 2011). Nous en avons conclu qu’il y a un problème de spécificité, probablement du à une 

contamination par les ribonucléotides triphosphates (rGTP en particulier). La mise au point de 

cette technique, pour l’analyse des pools oxydés, doit être faite au laboratoire de J. Guitton avant 

de mettre en évidence une potentielle modification oxydative du pool par les UVA. 

 

 

 

 

IV. Etude de la densité des fourches de réplication après irradiation aux 

UVA 

 

 

A. Contexte 

 

 Les précédentes données obtenues à partir des analyses par cytométrie de flux et par 

peignage moléculaire (vitesse de fourches) ont démontré que le rayonnement UVA retarde 

fortement la réplication de l’ADN alors que la progression des fourches est altérée 

transitoirement. D’un point de vue quantitatif, ces résultats suggèrent donc que la vitesse de 

fourches n’est pas l’unique cause à ce retard de réplication induit par les UVA. A partir de 

résultats obtenus avec des fibroblastes humains transformés MRC5Vi, nous émettons 

l’hypothèse que les UVA induisent aussi une diminution du nombre d’origines actives. D’autres 

arguments sont en faveur de cette hypothèse. Ces arguments sont issus de données, présentées 

brièvement ci-dessous, qui furent obtenues à partir d’expériences réalisées avec des fibroblastes 

primaires humains de poumon (MRC5) et de peau (NHSF).  

 

 Tout d’abord, nous avons comparé la viabilité cellulaire des cellules primaires (MRC5) et 

transformées (MRC5Vi) en réponse à des doses croissantes d’UVA. On constate que les 

fibroblastes primaires sont légèrement plus sensibles aux UVA que ne le sont les cellules 
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transformées (Figure 51). En effet, l’IC50 est à environ 80 kJ/m² d’UVA pour les MRC5 et 160 

kJ/m² pour les MRC5Vi. 

 

 

 

Figure 51 : Viabilité cellulaire des fibroblastes transformés MRC5Vi et primaires MRC5 en 

réponse aux radiations UVA. 

Des fibroblastes humains transformés MRC5Vi et primaires MRC5 sont exposés ou non aux UVA (0, 40, 

80, 160 kJ/m
2
), et remis en culture pendant 72 heures. La mesure de la viabilité se fait via un test MTT. 

Les résultats correspondent à la moyenne de 3 expériences. 

 

 

 Nous avons aussi analysé le cycle cellulaire des fibroblastes primaires MRC5 et NHSF par 

cytométrie de flux en réponse aux UVA. L’étude du devenir des cellules MRC5 et NHSF 

asynchrones préalablement marquées au BrdU, puis exposées aux UVA, atteste également d’un 

retard de réplication qui dépend de la dose d’UVA (Figure 52.A) et de la production de ROS, 

puisque celui-ci est abolit si l’irradiation des cellules se fait en MEMi contenant du NaN3 ou en 

PBS (Figure 52.B). Il est intéressant de noter que la durée de la phase S dans ces fibroblastes 

primaires est similaire, environ 8 heures, à celle déjà observée avec les lignées MRC5Vi 

transformées. Par contre, et contrairement aux MRC5Vi, l’analyse du cycle cellulaire par 

cytométrie de flux montre un blocage des cellules en G1 après UVA (données préliminaires), 

attestant que les MRC5 et les NHSF possèdent un point de contrôle G1/S (Figure 52).  
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Figure 52 : Ralentissement de la phase S dans des cellules primaires asynchrones dépend des ROS 

générées par les UVA. 

A. Des fibroblastes humains primaires MRC5 et de peau NHSF asynchrones ont incorporé du BrdU 

pendant 30 minutes, puis sont irradiés dans du MEMi à 80 et 160 kJ/m
2
 UVA. Les cellules sont récoltées 

soit immédiatement, soit 8 heures post-irradiation. Les échantillons sont ensuite analysés par cytométrie 

en flux (FACS). Les résultats sont représentatifs de trois expériences distinctes.  

B. Les fibroblastes humains MRC5 et NHSF asynchrones sont incubés 30 minutes avec du BrdU, puis 

exposés à 80 kJ/m
2
 d’UVA, en présence ou non de NaN3  ou dans du PBS. 8 heures post-irradiation, les 

cellules sont récoltées. Les échantillons sont ensuite analysés par cytométrie en flux (FACS). Les résultats 

sont représentatifs de deux expériences différentes. 
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 De plus, lorsque nous examinons l’état réplicatif de ces cellules 8 heures post-UVA, c’est-

à-dire lorsque le BrdU est ajouté 8 heures après l’irradiation, nous observons une perte 

d’amplitude du signal BrdU qui est dépendante de la dose (Figure 53.A). Cette perte d’amplitude 

signifie que moins de BrdU a été incorporé dans l’ADN cellulaire après UVA. Une cinétique 

comprenant des temps intermédiaires a révélé que cette perte d’amplitude est immédiate, dès la 

fin de l’irradiation et se maintient 8 heures après l’irradiation (Figure 53.B). En fait, et pour être 

plus précis, dès le temps 4 heures post-UVA on observe deux populations de cellules en phase 

S : une population avec un contenu en BrdU « moyen » (BrdU
m

) et une population avec un 

contenu en BrdU « faible » (BrdU
f
). La première population correspond à des cellules qui étaient 

en phase G1 au moment de l’irradiation et la deuxième aux cellules qui étaient en phase S au 

moment de l’irradiation (Figure 53.B). Le profil de cytométrie au temps 8 heures post-UVA 

montre très nettement que la cinétique de réplication des cellules BrdU
f
 est plus lente que la 

cinétique de réplication des cellules BrdU
m

. Cette observation avait déjà été faite avec les 

cellules transformées, mais la différence entre les deux populations était moins marquée (voir 

figure 31.B). 
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Figure 53 : Perte d’amplitude du signal BrdU après exposition aux UVA. 

A. Des fibroblastes humains primaires MRC5 et de peau NHSF asynchrones sont irradiés dans du MEM 

sans rouge phénol (MEMi) à 40 et 80 kJ/m
2
 UVA, puis ont incorporé du BrdU pendant 30 minutes soit 

immédiatement, soit 8 heures post-irradiation. Les échantillons sont ensuite analysés par cytométrie en 

flux (FACS). Les résultats sont représentatifs de trois expériences distinctes. 

B. Des fibroblastes humains primaires MRC5 asynchrones sont irradiés dans du MEMi à 80 kJ/m
2
 UVA, 

puis ont incorporé du BrdU pendant 30 minutes soit immédiatement, 2 heures, 4 heures, 6 heures ou 8 

heures post-irradiation. Les échantillons sont ensuite analysés par cytométrie en flux (FACS). Les 

résultats sont issus d’une expérience unique et sont similaires à ceux obtenus à partir de NHSF (données 

non montrées). 
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 A l’issue de ces résultats, nous avons émis deux hypothèses : les radiations UVA affectent 

à long terme la perméabilité des membranes, particulièrement dans les cellules primaires, 

réduisant l’entrée du BrdU, et/ou l’activation des origines. Afin de tester la première hypothèse, 

nous avons entrepris d’évaluer la quantité de BrdUTP intracellulaire détectable par HPLC-MS 

dans les cellules MRC5Vi et MRC5 asynchrones irradiées ou non. Pour ce faire, les cellules 

MRC5Vi ont été exposées à 160 kJ/m² d’UVA et les MRC5 à 80 kJ/m² [même IC50, voir figure 

51]. Le BrdU est ajouté 6 heures post-UVA ; rappelons également que dans une population de 

cellules MRC5Vi et MRC5 asynchrones, il y a environ 60% et 90%, respectivement, de cellules 

qui ne répliquent pas (cellules en GO/G1 et G2/M). Autrement dit, le dosage du BrdUTP 

intracellulaire reflète plutôt la diffusion facilitée du BrdU extracellulaire vers le compartiment 

intracellulaire, et la capacité de la cellule a transformé le BrdU en BrdUTP. Le tableau 7 montre 

que le rapport entre les niveaux de BrdUTP mesurés dans les cellules irradiées et non irradiées 

est quasiment identique dans les deux types cellulaires et avoisine la valeur de 0,8. En 

conséquence, l’effet des radiations UVA sur la perméabilité membranaire est trop faible pour 

rendre compte de l’inhibition d’incorporation de BrdU dans l’ADN des cellules, particulièrement 

les primaires. Nous proposons donc que le démarrage de la réplication au niveau d’origines 

latentes ou tardives est compromis par les radiations UVA. Par ailleurs, il est important de noter 

que par HPLC-MS nous n’avons pas retrouvé de BrdU dans les cellules (Guitton et Girard, 

communication personnelle), ce qui suggère fortement que les désoxyribonucléosides kinases 

intracellulaires sont fonctionnelles après UVA.  

 

 

 

 

 
Ratio BrdUTP 

irradié/non irradié 

Barre d’erreur 

+/- 

MRC5Vi 0,74 0,37 

MRC5 0,8 0,12 

 

Tableau 7 : La quantité intracellulaire de BrdUTP est similaire avant ou après UVA. 

Des fibroblastes humains transformés MRC5Vi et primaires MRC5 sont exposés on non à 160 kJ/m² et 80 

kJ/m² d’UVA, respectivement, puis incubés pendant 6 heures à 37°C. Les cellules sont alors incubées 

pendant 30 minutes en présence de 10 µM de BrdU puis récoltées pour le dosage du BrdU et BrdUTP 

intracellulaires par HPLC-MS. Les données correspondent à la moyenne de deux expériences. 
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B. Résultats 

 

 Pour savoir si l’activation des origines latentes ou tardives est perturbée après irradiation 

aux UVA, nous avons étudié par peignage moléculaire la densité des origines actives. 

Initialement, notre objectif était d’évaluer aussi bien la distance inter-origines, qui ne s’adresse 

qu’à des origines relativement proches et ne concerne donc que l’initiation des origines au sein 

d’un même réplicon, que la densité des fourches, qui est une mesure indirecte de l’ensemble des 

origines actives à un temps T au sein du génome entier. Mais l’analyse de la distance inter-

origines s’est avérée délicate parce que l’obtention de molécules d’ADN suffisamment longues 

(>300 kb) a été difficile malgré les nombreuses tentatives pour y remédier. C’est pourquoi, nous 

nous sommes focalisés seulement sur la densité des origines de réplication, c’est-à-dire sur le 

nombre de fourches par mégabase d’ADN. Dans un premier temps, cette étude a été réalisée à 

partir de fibroblastes MRC5Vi asynchrones. Les cellules sont exposées ou non aux radiations 

UVA et soit le double marquage IdU/CldU a lieu immédiatement après UVA soit 4 heures post-

UVA. En absence de stress exogène, on obtient des densités de fourches avoisinant 1 fourche par 

mégabase (1 fourche/Mb au temps T0 et 1,5 fourches/Mb au temps T4) (Tableau 8), valeurs qui 

sont légèrement inférieures à celle décrite dans la littérature sur ce même type cellulaire [1,5-2 

fourches/Mb ; (Despras et al, 2010)]. En réponse aux radiations UVA, on observe une 

diminution de la densité de fourches qui est dépendante de la dose d’UVA, observable 

immédiatement après UVA et qui perdure. En effet, on observe une inhibition de la densité de 

fourches d’environ 40-50% et 60-70%, aux doses de 80 kJ/m² et 160 kJ/m² d’UVA, 

respectivement, et ce aux temps T0 et T4 (Tableau 8). 

 

 Pour confirmer ces résultats, ces expériences ont été reproduites à partir de cellules 

MRC5Vi synchronisées en milieu de phase S (condition S4R), irradiées et marquées soit 

immédiatement (T0) soit 2 heures post-UVA (T2). Tout d’abord, on observe une augmentation de 

la densité de fourches en absence de stress dans les cellules synchronisées en milieu de phase S, 

par rapport aux cellules asynchrones, puisque celle-ci est d’environ 2 fourches/Mb (Tableau 9). 

Néanmoins, nous constatons une baisse de la densité de fourches en réponse aux UVA qui, 

comme pour les cellules asynchrones, est dépendante de la dose, immédiate et perdure dans le 

temps (Tableau 9.A). Pour s’assurer de la validité des résultats, et montrer que cette inhibition 

est dépendante de la production de ROS induite par les UVA, les MRC5Vi synchronisées 

(condition S4R) sont également irradiées dans du PBS où aucun retard réplicatif et aucun 

ralentissement de fourches ne sont perceptibles (voir figures 35.B et 40). Les valeurs obtenues 

montrent qu’il n’y a pas ou très peu d’effet des radiations UVA sur la densité de fourches en 

absence de photosensibilisateurs et donc de production de ROS (Tableau 9.B). 
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Exper. 1/ Exper. 2 

Nombre de 

signaux      

vert-rouge 

Longueur 

d'ADN étiré 

et répliqué 

(Mb) 

Densité 

(fourches/Mb) 

Densité 

moyenne 

(fourches/Mb) 

Pourcentage 

d'origines 

inactives 

T0 0 kJ/m² UVA 186/178 204/217 0,91/0,82 0,86  

T0 80 kJ/m² UVA 98/208 226/344 0,43/0,60 0,54 38 

T0 160 kJ/m² UVA 72/150 345/139 0,21/1,08 0,46 47 

T4 0 kJ/m² UVA 181/158 158/165 1,15/0,95 1,05  

T4 80 kJ/m² UVA 115/116 205/247 0,56/0,47 0,51 51 

T4 160 kJ/m² UVA 133/110 365/540 0,36/0,20 0,27 75 

 

Tableau 8 : Inactivation des origines après exposition aux UVA dans des MRC5Vi asynchrones. 

Des fibroblastes humains transformés MRC5Vi asynchrones sont irradiés dans du MEMi à 80 et 160 

kJ/m
2
 UVA, puis ont incorporé successivement de l’IdU et du CldU soit immédiatement ou 4 heures post-

UVA. Une fois que l’ADN est peigné, puis immunomarqué, l’analyse de la densité a pris part. La densité 

est définie comme le rapport entre le nombre d’origines actives et la longueur totale d’ADN en réplication 

soit 47 % à T0 ou 55 % à T4. Les résultats correspondent à la moyenne pondérée (en fonction de la 

longueur d’ADN) de deux expériences.  
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A 

Exper. 1/Exper. 2 

Nombre 

de signaux 

vert-rouge 

Longueur 

d'ADN 

étiré (Mb) 

Densité 

(fourches/Mb) 

Densité 

moyenne 

(fourches/Mb) 

Pourcentage 

d'origines 

inactives 

T0 0 kJ/m² UVA 1296/933 519/371 2,50/2,51 2,50  

T0 80 kJ/m² UVA 1506/762 555/408 2,71/1,87 2,35 6 

T0 160 kJ/m² UVA 687/312 346/344 1,99/0,91 1,45 42 

T2 0 kJ/m² UVA 660/963 262/472 2,52/2,04 2,21  

T2 80 kJ/m² UVA 584/377 349/308 1,67/1,22 1,46 34 

T2 160 kJ/m² UVA 259/369 165/344 1,57/1,07 1,23 44 

 

 

 

 

B 

 

Nombre de 

signaux vert-

rouge 

Longueur 

d'ADN 

étiré (Mb) 

Densité 

(fourches/Mb) 

Pourcentage 

d'origines 

inactives 

T0 0 kJ/m² UVA 458 405 1,13  

T0 160 kJ/m² UVA 182 229 0,80 30 

T2 0 kJ/m² UVA 357 283 1,26  

T2 160 kJ/m² UVA 79 164 0,48 62 

T0 0 kJ/m² UVA 268 263 1,02  

T0 160 kJ/m² UVA 161 190 0,85 17 

T2 0 kJ/m² UVA 168 158 1,06  

T2 160 kJ/m² UVA 236 157 1,50 -41 

 

Tableau 9 : Inactivation des origines après exposition aux UVA dans des MRC5Vi synchronisées est 

dépendante des ROS produites par les UVA. 

Des fibroblastes MRC5Vi synchronisées en milieu de phase S (S4R) sont irradiés dans du MEMi (A et B) 

ou dans du PBS (B) à 80 et 160 kJ/m
2
 UVA, puis sont incubés séquentiellement avec de l’IdU et du CldU 

soit immédiatement ou 2 heures post-UVA. La densité est définie comme le rapport entre le nombre 

d’origines actives et la longueur totale d’ADN en réplication soit 82 % à T0 ou 78 % à T2 si MEMi soit 83 

% à T0 ou 76 % à T2 si PBS. 

A. Les résultats correspondent à la moyenne pondérée (en fonction de la longueur d’ADN) de deux 

expériences.  

B. Les résultats sont issus d’une expérience unique. 

MEMi 

PBS 
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C. Conclusion 

 

 Les données de ce chapitre montrent clairement que les radiations UVA, via la production 

de ROS, inhibent l’activation des origines. Non seulement cet effet est immédiat mais qui plus 

est, se maintient dans le temps. En effet, que ce soit sur cellules asynchrones ou synchronisées en 

milieu de phase S, on observe toujours une forte diminution de la densité de fourches 4 heures 

(cellules asynchrones) ou 2 heures (cellules synchronisées) post-radiation. Rappelons ici que les 

données de vitesse de fourches et de pool de dNTPs montrent que dans ces mêmes conditions 

expérimentales, ces valeurs sont revenues à la normale (voir chapitres II et III). Autrement dit, 

les espèces réactives de l’oxygène générées par le rayonnement UVA impactent la réplication en 

affectant temporairement la vélocité des fourches et le pool de dNTPs et durablement l’activation 

des origines latentes et/ou tardives (Figure 54).   

 

 

 

 
 

Figure 54 : Mécanisme du retard réplicatif induit par les radiations UVA. 

Ce retard de réplication en réponse aux UVA est la résultante d’un ralentissement transitoire des fourches 

(trait en pointillé) et d’une inactivation prolongée des origines (trait plein). 

 



 

RÉSULTATS 

122 

 

V. Etude de l’expression et des modifications oxydatives des protéines de la 

réplication en réponse aux radiations UVA 

 

 

A. Contexte 

 

 Comme il a été indiqué dans le préambule, nous pensons que les principales cibles des 

ROS générés par les UVA sont les protéines et que ce sont les dommages aux protéines et non à 

l’ADN, qui sont la principale cause de la perturbation de la réplication. En effet, l’oxydation des 

protéines par les radiations UVA peut conduire à la formation de liaisons covalentes réversibles 

[ponts disulfures intra- et/ou inter-moléculaires ; (Girard et al., manuscrit soumis)] ou 

irréversibles (Girard et al, 2011 ; Montaner et al, 2007). La formation de ces liaisons peut 

affecter la structure tridimensionnelle (liaisons intra-moléculaires) ou même la masse 

moléculaire (liaisons inter-moléculaires) de la protéine, changements qui peuvent être mis en 

évidence par la technique du western-blot. Des modifications oxydatives plus subtiles telles que 

la formation de di-tyrosines, de protéines-HNE ou protéines-MDA (marqueurs de la 

peroxydation lipidique), de protéines carbonylées peuvent également être détectées par western-

blot en utilisant des anticorps spécifiques de ces modifications oxydatives au niveau des 

protéines. Toutes ces modifications sont également susceptibles d’être formées par les radiations 

UVA (Bulteau et al, 2002 ; Mizdrak et al, 2008 ; Pygmalion et al, 2010 ; Tebbe et al, 1997). 

 

 Dans les paragraphes précédents, nous avons montré que les radiations UVA diminuent 

modérément et transitoirement le pool de dNTPs. En admettant que cette mesure du pool reflète 

l’activité de la ribonucléotide réductase (RNR), un des acteurs majeurs dans la biosynthèse des 

dNTPs (voir Introduction, I.B), on peut alors envisager que les UVA modifient transitoirement 

une des deux sous-unités ou les deux sous-unités de la RNR.  

 

 De même, l’inhibition de l’initiation de la réplication au niveau des origines latentes et/ou 

tardives suggèrent qu’une ou plusieurs protéines du complexe pré-IC soi(en)t modifiée(s) 

durablement par les UVA et être ainsi non fonctionnelle(s), ou bien que les UVA modifient la 

localisation de l’une de ces protéines de la fraction chromatinienne (fraction insoluble) vers la 

fraction non chromatinienne (fraction soluble). 
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 Nous avons donc entrepris d’étudier le devenir de ces protéines par western-blot en 

utilisant des gels d’électrophorèse de polyacrylamide en conditions dénaturantes (présence de 

SDS) et soit réductrices (présence de réducteur de ponts disulfures tel que le β-mercaptoéthanol 

(β-mer) ou le DTT dans les échantillons) soit non réductrices (sans β-mer ou DTT dans les 

échantillons). Concernant l’étude des protéines du complexe pré-IC, les échantillons obtenus à 

partir des fractions solubles et insolubles sont uniquement analysés en condition dénaturantes et 

réductrices. L’étude de ces protéines est grandement facilitée par le fait que des anticorps 

spécifiques de chacune de ces protéines sont disponibles. 

 

 Si notre hypothèse s’avère juste, nous espérons pouvoir identifier une ou plusieurs 

protéines, participant activement à la réplication, sensibles au stress oxydatif. Il sera alors 

intéressant de rechercher quels sont les types de modifications oxydatives impliqués dans ces 

processus d’oxydation. 

 

 

 

B. Résultats  

 

 

1. Ribonucléotide réductase 

 

 La ribonucléotide réductase (RNR) est un complexe hétérodimèrique formé de 4 sous-

unités, 2 x R1 associées à 2 x R2, soit 2 x R1 associées à 2 x p53R2 (voir Introduction, I.B). Pour 

évaluer l’expression de chacune de ces sous-unités, des MRC5Vi synchronisées en milieu de 

phase S (conditions S4R) sont exposées ou non aux radiations UVA, puis remises en culture 

durant différentes périodes de temps. Ces conditions expérimentales correspondent à celles 

utilisées pour le dosage du pool de dNTPs (voir chapitre III). Après lyse cellulaire, il en résulte 

des extraits de protéines solubles totales qui sont analysés par gel d’électrophorèse de 

polyacrylamide-SDS (SDS-PAGE) dans des conditions réductrices (+β) ou non réductrices (-β). 

La figure 55.A montre que la sous-unité R1 est modifiée immédiatement après UVA. Cette 

modification correspond à un retard de migration électrophorétique de la protéine qui est 

réversible aussi bien dans les cellules, puisqu’il n’est plus détectable 10 minutes après irradiation 

(condition –β) mais également in vitro, puisqu’il disparaît lorsque les échantillons –β sont mis en 

présence de β-mercaptoéthanol (condition +β). Par contre, nous n’observons pas de différence 

dans l’expression ni dans le profil de migration des deux autres sous-unités, la sous-unité R2 et la 

sous-unité p53R2 (Figure 55.A). On montre que cette modification est dépendante de l’oxygène 

singulet produit par les UVA, puisqu’elle n’apparait pas lorsque les cellules sont exposées aux 
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UVA en présence de NaN3 (Figure 55.B), se forme aussi immédiatement après UVA dans des 

cellules asynchrones ou synchronisées en début de phase S mais pas après UVC (Girard et 

Graindorge, données non montrées). L’ensemble de ces observations montrent très clairement 

que la sous-unité R1 subit une modification oxydative réversible qui implique la formation d’un 

ou plusieurs pont(s) disulfure(s) inter-moléculaire(s) entre la sous-unité R1 et un autre partenaire 

(R2, p53R2, autres protéines X). Il est donc extrêmement tentant de proposer qu’il existe bien 

une corrélation entre la sensibilité de la R1 au stress oxydatif et la quantité de dNTPs 

intracellulaires post-UVA.  

 

 

 

 

 
 

 
 

Figure 55 : Modification oxydative et transitoire de R1, immédiatement après UVA. 

Des fibroblastes MRC5Vi synchronisés en milieu de phase S (S4R) sont irradiés ou non dans du MEMi 

en absence (A) ou présence (B) de 10 mM NaN3. Les cellules sont lysées immédiatement, 10 minutes, 20 

minutes ou une demi-heure post-UVA. Les extraits protéiques sont analysés en présence ou non de β-

mercaptoéthanol. L’actine est utilisée comme témoin de charge. Les gels sont représentatifs de 2 

expériences distinctes. M.W.= marqueur de poids moléculaire. R1ox = R1 oxydée ; R1red = R1 réduite. 
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2. Acteurs protéiques de la machinerie réplicative 

 

 Nous avons vu au chapitre IV que les UVA inhibent l’initiation de la réplication à partir 

d’origines latentes et/ou tardives c’est-à-dire au niveau d’origines qui ont tout le matériel 

protéique déjà en place pour que les fourches de réplication démarrent. Nous nous sommes alors 

demandé si les UVA altéraient un de ces facteurs protéiques liés à la chromatine. Pour étudier 

ces protéines, nous avons choisi d’irradier les fibroblastes MRC5Vi synchronisés en début de 

phase S (condition S0R), puis de faire des extraits de protéines solubles totales (fraction soluble) 

ou insolubles (fraction chromatinienne) soit immédiatement (T0h), 4 heures (T4h) ou bien 8 

heures (T8h) après irradiation. Les extraits sont analysés par western-blot en condition 

dénaturante et réductrice. Nous avons choisi d’étudier plus particulièrement les protéines Cdc6, 

Cdc7/Dbf4, Cdc45, MCM2 (protéine totale et phosphorylée), ORC2, PCNA et RPA32. Afin de 

mesurer l’effet de la synchronisation par l’aphidicholine et l’effet des UVA sur l’activation du 

point de contrôle intra-S dépendant des kinases ATR et Chk1, nous avons aussi étudié ces 

protéines. L’analyse par western-blot de ces protéines est présentée dans la figure 56 (gels de 

gauche pour la fraction de protéines totales solubles et gels de droite pour la fraction 

chromatinienne). 

 

 Tout d’abord, on montre bien que la synchronisation à l’APC induit une phosphorylation 

de la kinase Chk1 au niveau de la sérine 345 (Chk1Ser345) (Figure 56 ; fraction soluble) comme 

précédemment observé [voir figure 32.B ; (Brown & Baltimore, 2003)]. Il est à noter que nous 

n’avons pas détecté de protéines Chk1 associée à la chromatine alors que nous détectons la 

kinase apicale ATR dans cette même fraction (Figure 56 ; fraction insoluble). On observe aussi 

que si la phosphorylation de la kinase Chk1 s’atténue fortement au cours du temps dans les 

échantillons non irradiés, celle-ci reste néanmoins plus importante dans les échantillons irradiés, 

ce qui confirme bien nos données publiées (Girard et al, 2008). La présence de cette 

phosphorylation est indicative d’un stress réplicatif induit par les UVA. Dans nos conditions 

expérimentales, on ne détecte pas la kinase Cdc7/Dbf4 dans la fraction chromatinienne (Figure 

56 ; fraction insoluble). 

 

 Si on s’intéresse tout d’abord à ce qui se passe immédiatement après UVA (T0h), même si 

on observe une légère augmentation de la protéine ATR liée à la chromatine dans les 

échantillons irradiés vs non irradiés, peu de différences notables sont observables pour les autres 

protéines (Figure 56 ; fraction insoluble). Néanmoins, en utilisant l’anticorps dirigé contre la 

protéine ORC2, on observe l’apparition d’une bande supplémentaire dont la migration 

électrophorétique est au-dessus de celle de la protéine ORC2 seule (Figure 56 ; fraction 
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insoluble, bande la plus basse) et qui est dépendante de la dose d’UVA. Nous ne savons pas à ce 

jour si cette bande est une réelle modification de la protéine ORC2 ou bien si l’anticorps utilisé 

reconnait aussi une autre protéine dont l’intensité augmente après UVA. Lorsqu’on s’intéresse à 

la quantité de protéines dans la fraction chromatinienne aux temps 4 heures (milieu de phase S) 

post-UVA, on observe une légère augmentation des protéines MCM2, Cdc45, PCNA et RPA32 

(Figure 56, fraction insoluble). Puisqu’au temps 4 heures, toutes les cellules sont encore en phase 

S, cette différence suggère que la quantité de complexe de pré-initiation (pré-IC) est plus 

importante dans les cellules irradiées vs non irradiées. En conséquence, et même si nous n’avons 

analysé que quelques protéines du complexe pré-IC, la forte diminution de la densité de fourches 

observée après UVA ne semble donc pas être due à une diminution de ces complexes, mais est 

probablement causée par leur incapacité d’initier correctement la réplication. 

 

 L’analyse de la distribution de ces protéines dans la fraction soluble ne montre pas de 

différence significative entre les échantillons issus de cellules irradiées ou non irradiées (Figure 

56 ; fraction soluble). On peut juste noter l’apparition de l’hyper-phosphorylation de la protéine 

RPA32 au temps 8 heures dans les échantillons non irradié et irradié à la dose de 80 kJ/m² 

d’UVA mais pas à celle de 160 kJ/m². Puisque cette hyper-phosphorylation conduit à un 

changement conformationnel de la protéine RPA qui régule négativement son activité dans le 

processus de réplication (Binz et al, 2004), on peut penser que cette hyper-phosphorylation de 

RPA32 coïncide avec la fin de la réplication dans les cellules. 
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Figure 56 : Effet du rayonnement UVA sur la quantité de protéines ATR, Chk1, Cdc6, Cdc7, Dbf4, 

Cdc45, MCM2, ORC2, PCNA et RPA32 liées ou non à la chromatine. 

Les cellules MRC5Vi sont synchronisées à l’APC et irradiées aux doses de 80 et 160 kJ/m² en absence 

d’APC (condition S0R). Les cellules sont alors soit lysées immédiatement soit remises en culture dans du 

milieu frais, et lysées 4 heures ou 8 heures post-irradiation. Les extraits de protéines solubles totales et 

insolubles liées à la chromatine sont préparés comme décrit dans le « matériel et méthodes ». Les extraits 

sont analysés par SDS-PAGE en condition réductrice. La lamine A/C est utilisée comme marqueur de 

charge des protéines chromatiniennes et la GAPDH comme marqueur de charge des protéines solubles. 

Les gels sont représentatifs de 2 expériences distinctes. 
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C. Conclusion 

 

 Ces données soulignent que les radiations UVA provoquent une modification oxydative et 

réversible de la sous-unité R1. Or le pool de dNTPs après exposition aux UVA est 

transitoirement abaissé. Ces deux observations conduisent à supposer qu’il existe une corrélation 

entre le pool de dNTPs et l’expression de la R1 vis-à-vis du rayonnement UVA. Néanmoins, la 

différence constatée entre les temps de récupération du pool de dNTPs (60 à 90 minutes) et le 

temps de réduction de la forme oxydée de la R1 (moins de 10 minutes) suggère que cette 

oxydation ne peut pas à elle-seule expliquer un lien causal entre oxydation de la RNR et 

dérégulation du pool de dNTPs. On ne peut pas exclure d’autres formes d’oxydation qui 

modifieraient aussi bien la sous-unité R1 que les deux autres sous-unités de la RNR (R2 et 

p53R2) et en conséquence leurs activités sur une période de temps plus longue. D’autre part, 

comme nous n’observons pas de baisse d’expression de l’un des acteurs de la réplication après 

UVA, parmi les protéines analysées ; nous émettons l’hypothèse qu’il existe une « autre » 

protéine qui pourrait subir une modification oxydative après UVA, rendant ainsi impossible son 

recrutement à la chromatine et engendrerait donc une perte d’activation des origines. Enfin, 

l’absence de variation persistante des protéines du complexe pré-RC (ORC2, MCM2, Cdc6) 

renforce l’idée que les origines de réplication sont compétentes pour répliquer, mais pas 

nécessairement activées. 
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I. Discussion : 

 

 Le mécanisme de réplication est gouverné par deux composantes majeures qui sont 

l’élongation des fourches et l’activation des origines. De plus, la réplication de l’ADN est 

préservée grâce au point de contrôle intra-S (voie ATR/Chk1). En effet, ce « checkpoint » régule 

l’activation des origines, la vélocité des fourches et la stabilisation des fourches en condition de 

stress ou au cours d’une phase S dite normale [voir Introduction, I.C.2 ; (Conti et al, 2007 ; 

Kaufmann, 2010 ; Scorah & McGowan, 2009 ; Segurado & Tercero, 2009)]. Il est important de 

noter qu’en absence de stress exogène, un phénomène de compensation peut prendre part au 

cours de la réplication. Par exemple, la répression d’ATR ou de Chk1 conduit conjointement à 

une sur-activation des origines latentes (ou dormantes) et à un ralentissement de la progression 

des fourches de réplication (Marheineke & Hyrien, 2004 ; Petermann et al, 2008 ; Petermann et 

al, 2010 ; Scorah & McGowan, 2009 ; Shechter et al, 2004 ; Syljuasen et al, 2005). De même, 

Courbet et al. ont observé que dans des cellules de hamster chinois, la diminution de vitesse de 

fourches est compensée par une mobilisation des origines latentes (Courbet et al, 2008). 

Autrement dit, lorsque la progression des fourches est diminuée, l’activation des origines est 

augmentée, et vice et versa. Il en résulte que la durée de la phase S est globalement inchangée. 

La dynamique de ces deux paramètres est également étroitement liée au pool de dNTPs 

intracellulaires (Gon & Beckwith, 2006 ; Odsbu et al, 2009). Par exemple, Odsbu et al. ont 

montré, via des mutants pour la RNR avec des degrés d’inactivité distincts, que la réduction de la 

vélocité des fourches est proportionnelle à la disponibilité modérément réduite en nucléotides, 

pouvant même conduire à un blocage de fourches si le pool devient considérablement limitant 

(Odsbu et al, 2009). 

 

 A contrario, des stress exogènes tels que les radiations UVC ou la camptothécine (CPT qui est 

un inhibiteur de la topoisomérase I), inducteurs de lésions dans l’ADN, activent le checkpoint 

intra-S via la voie ATR/Tim/Chk1, et provoquent un retard réplicatif (Despras et al, 2010 ; Seiler 

et al, 2007 ; Unsal-Kacmaz et al, 2007). Juste après le traitement, l’activation du checkpoint 

intra-S conduit à une diminution du nombre d’origines actives, en inhibant l’activation des 

origines tardives, et à une réduction de la vélocité des fourches de réplication (Seiler et al, 2007 ; 

Unsal-Kacmaz et al, 2007) alors que plusieurs heures après le traitement, l’effet perdure sur 

l’activation des origines mais pas sur les vitesses de fourches (Despras et al., 2010). L’inhibition 

du checkpoint intra-S atténue fortement l’inhibition de la réplication induite par ces stress 

(Despras et al, 2010 ; Seiler et al, 2007 ; Unsal-Kacmaz et al, 2007) même si la matrice d’ADN 
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reste endommagée. Une autre conséquence du stress réplicatif est l’activation des origines 

dormantes au sein d’un même réplicon bien que le checkpoint intra-S soit activé (Ge et al, 2007). 

 Mes travaux de thèse reposent sur l’observation suivante : le rayonnement UVA induit un 

retard réplicatif global, visible par cytométrie en flux, qui est dépendant de la production des 

ROS, et en particulier de l’oxygène singulet, dans des cellules de mammifères (Girard et al, 

2008). En utilisant différentes approches pour inhiber le checkpoint intra-S, les auteurs ont 

également montré que ce ralentissement ne requiert pas de point de contrôle intra-S fonctionnel 

(Girard et al, 2008). Etant donné le caractère multiparamétrique de la réplication de l’ADN, nous 

avons donc étudié l’impact des radiations UVA à la fois sur l’élongation des fourches et sur 

l’activation des origines. En effet, nous nous attendions à ce que le déficit de l’une des 2 

composantes ou la combinaison des 2 réunies puissent être à l’origine de ce problème réplicatif. 

 

 Par la technique du peignage moléculaire, nous avons clairement mis en évidence que les 

radiations UVA impactent, immédiatement et défavorablement, la vitesse des fourches et la 

densité des origines actives. Néanmoins, si le ralentissement des vitesses de fourches est 

transitoire, l’inhibition de l’activation des origines est plus prolongée. De façon surprenante, 

l’effet des UVA sur les vitesses de fourches et sur les origines rappelle l’effet des UVC ou du 

CPT sur ces mêmes paramètres (voir ci-dessus) bien que dans le cas des radiations UVA, mais 

pas des UVC ou du CPT, cela soit indépendant de l’activation du checkpoint intra-S. Par ailleurs, 

il est important de garder à l’esprit que l’inhibition de la réplication par les UVA n’est pas la 

conséquence de dommages à l’ADN mais est dépendante des ROS, alors qu’après UVC ou CPT, 

l’inhibition de la réplication est une conséquence directe de dommages à l’ADN.  

 

 

A. UVA et vélocité des fourches de réplication 

 

 En s’intéressant de plus près à l’élongation de la réplication post-UVA, nous avons tenté 

de déterminer le principal facteur qui contribue à cette diminution temporaire des vitesses de 

fourches. Premièrement, nous avons exclu la présence de dommages bloquants induits par les 

UVA comme la cause de cette baisse de vélocité des fourches. Par exemple, les lésions CPDs et 

(6-4)-PP sont responsables d’un blocage de progression de fourches (Griffiths et al, 1990). 

Cependant, la production en faible quantité de dommages à l’ADN (CPDs TT, 8-oxoguanine et 

cassures de brins) post-UVA n’est pas suffisante pour ralentir la progression des fourches 

(Girard et al, 2008). En accord avec cette première observation, nous n’avons pas observé 

d’asymétrie de fourches après irradiation aux UVA (voir figure 44) qui aurait pu témoigner de la 

présence de lésions bloquantes (Despras et al, 2010). De même, l’ubiquitination de PCNA à la 
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chromatine, protéine qui confère une haute processivité aux ADN polymérases et qui joue un 

rôle pivot dans la synthèse translésionnelle (Kannouche & Lehmann, 2004) est un bon indicateur 

de blocage de fourches en réponse à un grand nombre de stress génotoxiques (Zlatanou et al, 

2011). Cependant, nous n’avons jamais détecté l’ubiquitination de PCNA après UVA (Girard et 

al, 2011). 

 

 Le ralentissement de la progression des fourches peut également s’expliquer par une 

indisponibilité des dNTPs, substrats essentiels dans l’étape d’élongation (voir Introduction, I.B). 

Or, il est intéressant de prendre en considération que le pool de dNTPs détermine la progression 

des fourches en condition de stress (Poli et al, 2012). Nos données montrent que les radiations 

UVA conduisent à une diminution transitoire et modérée du pool de dNTPs intracellulaires (voir 

figure 46) et que cette baisse pourrait expliquer l’effet sur les vitesses. Néanmoins, une 

expérience de complémentation par addition de ribonucléosides a montré que l’ajout de 

ribonucléosides post-UVA n’est pas suffisant pour restaurer une vitesse de fourches « normale » 

(voir figure 49) ce qui suggère que la diminution du pool de dNTPs intracellulaires n’est 

probablement pas la seule cause du ralentissement des fourches. Cependant, il s’agit d’une 

expérience unique qui doit être confirmée.  

 

 Nous envisageons deux principales causes pour interpréter cette baisse transitoire du pool 

de dNTPs intracellulaires : les radiations UVA par l’intermédiaire des ROS induisent une perte 

d’activité de la RNR et/ou une oxydation des dNTPs. Cette dernière possibilité peut être 

envisagée puisque les bases de l’ADN sont sensibles à l’oxydation médiée par les ROS (Kamiya, 

2003). Par ailleurs, si les dNTPs sont oxydés, et donc modifiés chimiquement au cours de 

l’irradiation, ces pools oxydés ne seront pas identifiés dans nos conditions d’analyse 

(HPLC/MS), ce qui se traduira par une diminution du pool de dNTPs intacts. Notre étude montre 

que la présence de ROS intracellulaires perdure environ 1 heure après irradiation (voir figure 

36). Or, ce temps est comparable à la baisse du pool de dNTPs post-UVA. Ainsi, cette 

concordance ne souligne-t-elle pas un lien causal ? Même si plus de 70 modifications oxydatives 

de bases ont été identifiées à ce jour, un nombre restreint d’entre elles ont été effectivement 

identifiées au niveau de l’ADN cellulaire dont la 7,8-dihydro-8-oxodéoxyguanosine (8oxodG) et 

la 2-hydroxy-déoxyadénosine (2-OH-dA) (Cadet et al, 2002 ; Kasai, 2002). De part son faible 

potentiel rédox, la guanine est particulièrement vulnérable à l’oxydation et l’oxygène singulet 

formé après UVA par une photosensibilisation de type II (voir Introduction II.B.1) peut conduire 

à la formation de 8-oxodGTP (Neeley & Essigmann, 2006). Néanmoins, nous montrons que 

parmi les 4 bases, c’est le dATP qui paraît être le plus affecté post-UVA et non le dGTP. Nous 

avons également constaté que le rayonnement UVA, via la production de ROS, occasionne 
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immédiatement une augmentation, certes modeste, essentiellement du pool de dCTP et TTP (voir 

figure 45). Cette augmentation pourrait donc être le reflet d’une non-consommation des dNTPs 

dans une situation où les fourches de réplication ralentissent fortement. N’oublions pas que par 

peignage moléculaire, nous ne sommes pas en mesure d’analyser la vitesse des fourches dans un 

temps très court (<10 minutes) après UVA. L’absence d’augmentation du pool de dGTP et dATP 

pourrait alors s’expliquer par l’oxydation de ces deux bases au cours de l’irradiation. En tenant 

compte de l’ensemble de ces observations, il est tout à fait envisageable que les UVA oxydent le 

pool de dNTPs, essentiellement au niveau du dGTP et dATP. Il serait donc important de mesurer 

les quantités de 8-oxodGTP et 2-OH-dATP présentes après UVA.  

 

 L’autre hypothèse proposée pour rendre compte de la diminution transitoire du pool de 

dNTPs serait une inhibition transitoire de l’activité de la RNR. En effet, les travaux d’Odsbu et 

al. montrent que la vitesse des fourches de réplication dépend de la concentration en dNTPs qui 

elle-même dépend de l’activité de la RNR (Odsbu et al, 2009). Par ailleurs, il est connu que 

l’activité de la RNR est régulée par l’état rédox de la cellule (Gon & Beckwith, 2006). Par 

exemple, la RNR est sensible au stress oxydatif induit par H2O2 et son activité décroit en réponse 

à des concentrations croissantes d’H2O2 (Zahedi Avval & Holmgren, 2009). De plus, Camier et 

al. ont observé que l’accumulation d’une forme oxydée de la sous-unité R1 conduit à une baisse 

de dNTPs et à un allongement de phase S (Camier et al, 2007). Nous avons montré que la sous-

unité R1 de la RNR, mais pas les sous-unités R2 et p53R2, est immédiatement oxydée par les 

radiations UVA (R1ox), que cette oxydation concerne la formation de ponts disulfures intra et/ou 

intermoléculaires et dès 10 minutes post-UVA, la sous-unité est de nouveau réduite (R1red) dans 

les cellules (voir figure 55). Même si l’on ne connaît pas l’effet de cette modification oxydative 

sur l’activité de la RNR, il est peu probable que celle-ci puisse expliquer la baisse transitoire du 

pool de dNTPs puisque le temps de restauration à une expression normale de R1 est plus rapide 

que celui d’un retour à un niveau basal des dNTPs. Ce que nous apprennent aussi ces résultats, 

c’est que la RNR est la cible du stress oxydatif généré par les UVA. Par la technique du western-

blot, nous n’avons testé que des modifications qui donnent lieu à un changement dans le poids 

moléculaire apparent de la protéine. Mais d’autres types de modifications oxydatives sont 

envisageables (Shacter, 2000). Ainsi, la sous-unité R2 possède deux radicaux tyrosines et un site 

ferrique, qui sont tous deux nécessaires à l’activité enzymatique de la protéine (Nordlund & 

Reichard, 2006). Les ROS produites par les UVA peuvent potentiellement induire la formation 

de produits oxydés tels que les di-tyrosines (Shacter, 2000) et ainsi modifier l’activité de la RNR. 

D’autre part, les produits issus de la peroxydation lipidique ont la capacité de se lier aux résidus 

cystéines des protéines (Uchida, 2000). Etant donné que les UVA induisent de la peroxydation 
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lipidique (voir Introduction, II.C.3), il est aussi possible que les cystéines du site actif de la sous-

unité R1 (Figure 57) puissent subir ce type de modification oxydative (non détectable par 

western-blot). En tenant compte de l’ensemble de ces données, il semble donc important de 

doser directement l’activité de la RNR en réponse au rayonnement UVA, afin de savoir si elle est 

responsable de la chute momentanée du pool de dNTPs. Il est possible de quantifier précisément 

l’activité intracellulaire de la RNR post-UVA par une méthode qui ne nécessite pas d’avoir 

recours à des substrats fluoro- ou radio-marqués (Huang & Tzeng, 2012). S’il s’avère que 

l’activité de la RNR est effectivement inhibée transitoirement en réponse aux UVA, il serait alors 

intéressant de rechercher d’éventuelles modifications oxydatives au sein des sous-unités R1, R2 

et p53R2. Cette étude pourrait se faire en immuno-précipitant la RNR avant et après UVA, suivi 

d’une digestion trypsique et d’une analyse par spectrométrie de masse des fragments générés.  

 

 En condition non-réductrice, le fait d’observer un déplacement de la mobilité 

électrophorétique de la sous-unité R1 vers les hauts poids moléculaires (poids moléculaire de 

R1red=90 kDa, poids moléculaire de R1ox=120-130 kDa) suggère qu’il existe une interaction 

protéique entre R1 et une autre protéine X (voir figure 55). Ce poids moléculaire est compatible 

avec une interaction R1/R2 ou R1/p53R2 (90kDa+46kDa ou 90kDa+39kDa, respectivement). 

Néanmoins, étant donné que les niveaux d’expression des sous-unités R2 et p53R2 restent 

inchangées après UVA (pas de baisse d’intensité de la bande à la taille attendue, voir figure 55), 

et que nous n’avons pas mis en évidence, par western-blot, la formation d’une bande de haut 

poids moléculaire en utilisant des anticorps dirigés contre R2 ou p53R2, nous sommes tentés 

d’exclure toute implication de ces deux sous-unités dans cette putative interaction protéique. 

 

 L’activité de la RNR est régulée par les thiorédoxines (Trx) et les glutarédoxines (Grx) 

(Holmgren & Sengupta, 2010 ; Meyer et al, 2009) qui sont des protéines d’oxydo-réduction qui 

facilite la réduction d'autres protéines par formation de ponts disulfures entre résidus cystéine 

[(Meyer et al, 2009) ; (Figure 57)]. Bien que ce soient de petites protéines (environ 12 kDa), on 

ne peut exclure qu’en réponse à une exposition aux radiations UVA, la formation de ponts 

disulfures entre la sous-unité R1 et une Trx ou une Grx ne conduise à un hétérodimère (R1/Trx 

ou R1/Grx) dont la migration électrophorétique en gel non réducteur correspond à une protéine 

de 130-140 kDa. Pour confirmer ou non cette hypothèse, il faudrait inhiber l’expression de la 

thiorédoxine 1 (Trx1) ou de la glutarédoxine 1 (Grx1) par ARN interférence et analyser 

l’oxydation de R1 par western-blot dans des conditions non réductrices. Si l’une ou l’autre de ces 

deux protéines interagit avec la sous-unité R1, alors leur inhibition devrait faire disparaitre R1ox 

après UVA. Le choix de Trx1 et Grx1 se justifie par le fait que ce sont des enzymes cytosoliques 

(Meyer et al, 2009) comme l’est la RNR (Pontarin et al, 2008). 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Pont_disulfure
http://fr.wikipedia.org/wiki/Cyst%C3%A9ine
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 Camier et al. ont observé que dans des cellules de levure S. cerevisiae déficientes pour les 

thiorédoxines, une forme oxydée de la sous-unité R1 s’accumule car elle ne peut plus être 

réduite. Cette forme oxydée de la protéine migre moins vite que la forme réduite sur gel de 

polyacrylamide en condition non réductrice (Camier et al, 2007). Se peut-il que la forme R1ox 

observée après UVA (Figure 55) puisse correspondre à la formation d’un pont disulfide intra-

moléculaire qui serait réduit très rapidement par Trx1 ? L’inhibition de Trx1 dans les cellules 

humaines devrait donc permettre de différencier entre la formation d’un pont disulfure inter- et 

intra-moléculaire. 

 

 

 

Figure 57 : Etat oxydo-rédox de la sous-unité R1. 

A. Schéma de la R1 et ses résidus cystéines. 

B. 2 voies réductrices des ponts disulfures de R1 : thiorédoxines (Trx) et glutathion (GSH)/glutarédoxine 

(Grx)  

D’après (Zahedi Avval & Holmgren, 2009). 

 

 

 

 En conclusion, il est tout à fait envisageable que le rayonnement UVA, via la production 

de ROS, agit non seulement directement au niveau des dNTPs en oxydant partiellement le pool 

de dATP et/ou dGTP mais également au niveau de la RNR en oxydant, entre autre, la sous-unité 

R1. La combinaison des deux effets conduit à une baisse transitoire du pool de dNTPs qui cause 

alors une diminution des vitesses de fourches. Or, les expériences de complémentation en 

ribonucléosides vont partiellement dans le sens d’un rôle du pool de dNTPs sur la vélocité des 

fourches. 
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B. UVA et activation des origines 

 

 Nous avons précédemment énoncé que le retard global de réplication de l’ADN ne repose 

pas seulement sur l’élongation, mais qu’il est également la conséquence d’une inactivation 

prolongée de l’activation des origines latentes et/ou tardives. En effet, grâce au peignage 

moléculaire, nous avons observé que le rayonnement UVA diminue drastiquement la densité des 

fourches sur une longue période (voir tableaux 8 et 9). De plus, l’expérience de complémentation 

en ribonucléosides a montré que l’élongation à elle-seule ne pouvait pas expliquer ce retard 

global.  

 

 Chk1 est une kinase essentielle pour préserver la stabilité du génome (Goto et al, 2012) et 

est requise pour inhiber l’initiation des origines tardives en réponse à des dommages à l’ADN 

(Despras et al, 2010 ; Seiler et al, 2007). Nous avons montré que si les radiations UVA activent 

la voie ATR/Chk1, celle-ci n’est pas responsable du retard global de réplication [(Girard et al, 

2008), voir figure 6 de ce manuscrit)]. Il est assez surprenant d’observer l’activation des points 

de contrôle du cycle cellulaire sans apparente contribution de leurs parts sur la réplication. Pour 

comprendre au niveau moléculaire si Chk1 joue un rôle dans le ralentissement de la réplication 

après UVA (vitesse des fourches et activation des origines), nous proposons de mesurer ces 

paramètres dans des cellules déficientes pour l’expression de Chk1 (par ARN interférence). 

 

 D’autre part, nous nous sommes demandés quelle était l’origine de cette inhibition des 

origines. Nous tenons pour acquis que cette inhibition est dépendante de la production de ROS 

induite par les UVA et non d’un effet direct des UVA puisqu’il n’y a pas d’inhibition en absence 

de ROS (cas de l’irradiation dans le PBS, voir tableau 9). Pour expliquer cette baisse de densité 

des fourches post-UVA, plusieurs arguments sont en faveur d’un effet direct ou indirect des ROS 

au niveau du complexe pré-IC. En effet, notre étude a montré que les cellules MRC5Vi irradiées 

en G1 entrent normalement en phase S (voir figure 31), et donc que les UVA ne doivent affecter 

que modérément l’établissement du complexe pré-RC. Par ailleurs, l’inhibition de l’activation 

des origines est observée dans des cellules irradiées en milieu de phase S c’est-à-dire dans une 

configuration où toutes les origines sont apprêtées pour être initiées (complexe « pré-IC »). Nous 

avons émis l’hypothèse que le stress oxydatif généré par le rayonnement UVA pouvait modifier 

oxydativement une protéine de ce complexe ou alors changer sa localisation subcellulaire. 

L’étude par western-blot de quelques uns des acteurs protéiques impliqués dans ce complexe, et 

associés à la chromatine, n’a guère permis de mettre en évidence l’implication de l’un d’entre 

eux dans ce phénomène (voir figure 56). En effet, après UVA, nous n’avons observé ni la 

diminution d’une protéine associée à la chromatine ni l’apparition d’une forme modifiée d’une 
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de ces protéines. Bien que nous n’ayons pas exploré toutes les protéines associées aux origines 

de réplication, les UVA ne semblent pas modifier leur interaction avec l’ADN. A ce jour, nous 

n’avons pas d’explication rationnelle qui puissent rendre compte de cette inhibition. Mais dans la 

dernière partie, consacrée aux perspectives, nous proposons des expériences pour essayer de 

comprendre le mécanisme. 

 

 

 

 Pour finaliser cette discussion, nous avons fait figurer un schéma qui a pour objectif de 

résumer l’ensemble des résultats acquis au cours des précédentes expériences (détaillées dans la 

partie « Résultats »), et ainsi de représenter le mécanisme qui gouverne ce retard réplicatif induit 

par les radiations UVA (Figure 58). Les différentes hypothèses que nous avons pu émettre au 

cours de la discussion y sont également illustrées. Globalement, ce modèle hypothétique du 

retard réplicatif souligne que le rayonnement UVA engendre : 

1)  une diminution transitoire et modeste du pool de dNTPs,  

2)  un ralentissement de la progression des fourches de réplication (trait en pointillé),  

3)  une modification oxydative de la sous-unité R1 de la RNR et  

4)  une inhibition prolongée de l’activation des origines latentes et/ou tardives (trait plein).  

Sur cette figure deux principales suppositions y sont représentées : 

1)  une oxydation du pool de dNTPs ? 

2)  une baisse de la quantité en dNTPs qui est liée à une inactivation de la RNR ? 
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Figure 58 : Modèle hypothétique du retard réplicatif induit par les radiations UVA. 

Ce retard de réplication en réponse aux UVA est la résultante d’un déficit immédiat, transitoire ou 

prolongé des acteurs de la réplication de l’ADN. 
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II. Perspectives : 

 

 Dans la précédente section, les causes potentielles du ralentissement de fourches après 

irradiation ont pu clairement être définies (oxydation du pool de dNTPs et/ou inhibition 

transitoire de l’activité de la RNR) et nous avons proposé un certain nombre d’expériences pour 

étayer nos hypothèses. En revanche, l’origine de l’inactivation des origines post-UVA n’est pas 

encore comprise. Dans cette seconde section, nous proposons donc un certain nombre 

d’expériences, non seulement pour essayer de préciser le mécanisme d’inhibition, mais aussi 

pour évaluer, à plus long terme, les conséquences de cette perturbation de la réplication sur la 

stabilité du génome.  

 

 

A. Isoler un facteur particulier dont la déficience pourrait expliquer 

l’inactivation des origines post-UVA 

 

 Une des questions qui restent en suspens est la suivante : est-ce que l’effet sur la 

machinerie de réplication est un effet direct, auquel cas la cible serait un facteur localisé dans le 

noyau, ou bien indirect, auquel cas la cible serait plutôt cytosolique ? A ce jour, nous favorisons 

l’hypothèse d’une cible cytoplasmique pour les raisons suivantes: i) la quantité de dommages 

induits par les UVA dans nos conditions est très faible (Girard et al., 2008), ii) la sous-unité R1 

qui localise essentiellement dans le cytosol (Pontarin et al., 2008, PNAS) est oxydée par les 

UVA, et iii) la riboflavine (vitamine B2) qui est le principal photosensibilisateur dans nos 

conditions (Girard et al, 2008 ; Mahns et al, 2003), localise essentiellement dans le cytosol 

(Huang et al, 2003 ; Phelps et al, 2004). Afin de répondre à cette question, nous proposons 

d’utiliser le « Cell free System ». Effectivement, cette technique offre l’avantage d’étudier in 

vitro la réplication de l’ADN en traitant indépendamment la fraction nucléaire et cytoplasmique 

(Krude, 2006 ; Marheineke et al, 2005). Il a été démontré qu’in vitro les noyaux de cellules 

synchronisées en fin de G1 par la mimosine sont compétents pour répliquer leurs chromosomes 

(dans un état pré-IC), mais qu’ils perdent un facteur diffusible nécessaire à l’activation de la 

machinerie réplicative (Nasheuer et al, 2002). Or l’apport de ce facteur issu d’un extrait 

cytosolique de cellules en phase S ou en asynchrone permet d’initier rapidement la réplication 

(Krude, 2000). Notre approche est donc de reconstituer in vitro une réplication de l’ADN en 

mélangeant le noyau de cellules synchronisées à la mimosine et irradiées ou non, avec le 

cytoplasme de cellules synchronisées à l’aphidicholine et irradiées ou non. Ainsi, en réalisant 

différentes combinaisons (noyaux irradiés + cytoplasmes non irradiés ou noyaux non irradiés + 
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cytoplasmes irradiés), nous pourrions savoir si le rayonnement UVA altère la fonction d’un 

facteur, diffusible et présent dans le cytosol, qui est nécessaire à l’initiation de la réplication. 

 

 

B. L’inactivation des origines est-elle liée à un remodelage de la chromatine 

post-UVA ? 

 

 Les modifications chromatiniennes peuvent influencer la fréquence d’activation des 

origines (Conner & Aladjem, 2012), et diverses études décrivent que les ROS sont impliquées 

dans le remodelage chromatinien (Monks et al, 2006 ; Sundar et al, 2010). De ce fait, ne 

pourrions-nous pas imaginer que les radiations UVA induisent des modifications de la 

chromatine qui conduisent à une inactivation des origines. Puisque l’acétylation des histones 

corrèle avec l’activation des origines (Aggarwal & Calvi, 2004), nous pourrions suggérer qu’une 

irradiation UVA diminue l’acétylation des histones via une surexpression de l’histone 

déacétylase (HDAC) ou une perte de fonction des histones acétyltransférases (HATs), rendant 

ainsi une majorité d’origines inactives. Prieur et al. ont montré que l’inhibition de l’activité de 

HAT p300 altère la progression de la phase S (Prieur et al, 2011). D’autres types de changements 

épigénétiques tels que la méthylation des histones et la position des nucléosomes, qui sont 

d’importants modulateurs de l’activité des origines (Dorn & Cook, 2011) pourraient également 

être des cibles potentielles des ROS induites par les radiations UVA. 

 

 

C. Quel est le pattern spatio-temporel des foyers de réplication après 

exposition aux UVA ? 

 

 Il serait intéressant de connaitre le profil spatial des foyers de réplication après une 

exposition aux UVA qui permettrait alors d’en déduire le pattern spatio-temporel de l’activation 

des origines de réplication post-UVA et ainsi de savoir qui, des origines précoces ou tardives, 

sont les plus sensibles à l’irradiation (voir Introduction, I.A.4). Les résultats obtenus par 

cytométrie de flux avec un marquage au BrdU post-UVA montrent que l’incorporation du BrdU 

est altérée immédiatement après UVA dans les cellules primaires et en milieu ou fin de 

réplication dans les cellules transformées (voir figures 53 et 31.B). Cette dynamique de 

réplication peut être étudiée par immunofluorescence en utilisant des analogues de bases (BrdU, 

CldU ou IdU) (Conti et al, 2010 ; Taddei et al, 2001). L’incorporation de ces analogues 

représente les sites de synthèse de l’ADN qui seront visualisés par immunofluorescence au 

niveau de foyers de réplication. Ces foyers sont organisés selon des profils distincts en fonction 

de la progression de la phase S, allant d’un profil diffus en début de phase S jusqu’à une 
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régionalisation périphérique en fin de réplication, comme illustré sur la figure 59. Etant donné 

que nous suspectons une inactivation des origines tardives dans les cellules transformées, nous 

nous attendons à observer un profil moins régionalisé 8 heures post-UVA, par comparaison à 

celui de la fin de phase S de l’échantillon non irradié. 

 

 

 
 

Figure 59 : Profil spatio-temporel des foyers de réplication durant la phase S. 

Des cellules ont incorporé pendant 10 minutes du BrdU, puis sont remises pendant différentes périodes de 

temps avant que ne soient visualisés les profils distincts de foyers de réplication (allant d’un profil diffus 

en début de phase S jusqu’à une régionalisation périphérique en fin de réplication par 

immunofluorescence. 

D’après (Taddei et al, 2001). 

 

 

D. Stress oxydatif et retard réplicatif ? 

 

 Pour savoir si cette inhibition de la réplication peut s’appliquer à d’autres types de stress 

oxydant, nous avons réalisé en parallèle une autre étude avec la ménadione (MN ; 2-méthyl-1,4-

naphthoquinone, vitamine K3). La ménadione est une quinone connue pour induire du stress 

oxydatif soit en augmentant les ROS tels que le peroxyde d’hydrogène (H2O2) ou en déplétant le 

glutathion réduit (GSH) (Kossenjans et al, 1996 ; McAmis et al, 2003). L’analyse du cycle 

cellulaire par cytométrie de flux, montre que la MN engendre un retard réplicatif, dont l’ampleur 

dépend de la concentration en MN (PM Girard et D Graindorge, données non publiées). Le N-

acétylcystéine (NAC) est un antioxydant dont l’action est de stimuler la synthèse de GSH et de 

piéger les ROS (Gurer & Ercal, 2000). L’emploi de NAC au cours du traitement à la MN 

prévient le retard de réplication. Donc, contrairement au retard réplicatif induit par les UVA qui 

est dépendant de l’
1
O2, celui provoqué par la MN est dépendant d’H2O2. D’autre part, ce 

ralentissement s’avère être également indépendant de Chk1 (PM Girard et D Graindorge, 

résultats non publiés). L’ensemble de ces données suggère fortement qu’il existe des similitudes 
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entre le mécanisme d’action des UVA et celui de la MN sur la réplication de l’ADN. Mais, des 

spécificités propres à chacun apparaissent également, en particulier le type de ROS induites. A 

ce stade de l’étude, il serait maintenant intéressant d’évaluer les deux principaux paramètres de 

la réplication, l’élongation via les vitesses de fourches et l’activation des origines via la densité 

en réponse à la MN. 

 

 

E. UVA et instabilité génétique ? 

 

 Des travaux indiquent que chez les eucaryotes toute perturbation de la réplication de 

l’ADN peut conduire à une instabilité génétique et à une prédisposition tumorale (Lambert et al, 

2007 ; Tourriere & Pasero, 2007). Le fait que dans nos conditions expérimentales, les radiations 

UVA conduisent à un retard réplicatif, il est alors possible que cette perturbation puisse 

provoquer de l’instabilité génétique. Dans un premier temps, il serait intéressant de mesurer des 

paramètres tels que la formation de micronoyaux et les échanges de chromatide-sœurs (SCE) 

dans nos conditions expérimentales (Wischermann et al, 2008). L’étude de la formation de 

micronoyaux est un bon indicateur d’aberrations chromosomiques (Fenech, 2002). Et il a été 

montré que le rayonnement UVA est directement un inducteur de micronoyaux (Emri et al, 

2000 ; Shorrocks et al, 2004). Cependant pour savoir si c’est le retard réplicatif, via la production 

de ROS, qui est la source de l’instabilité génétique, nous comparerons le nombre de 

micronoyaux (irradiation dans du MEMi) à celui obtenu dans des conditions où ce ralentissement 

est aboli (irradiation dans du PBS). En parallèle, nous analyserons la fréquence des SCE dans ces 

mêmes conditions expérimentales. A ce jour et à ma connaissance, aucune évaluation de la 

fréquence de SCE après UVA n’a été réalisée. Seules des expériences combinant psoralène avec 

UVA furent entreprises et démontrent que cette combinaison conduit à une élévation du nombre 

de SCE (Baysal et al, 2003). 

 

 Enfin, il semble extrêmement important de s’intéresser aussi à l’instabilité génétique au 

niveau des sites fragiles suite à une exposition au rayonnement UVA. En effet, depuis quelques 

années maintenant, un concept émerge comme quoi la plupart des aberrations chromosomiques 

survenant dans les cancers résultent d’une réplication perturbée, préférentiellement au niveau des 

sites fragiles (Franchitto & Pichierri, 2011). Récemment, Ozeri-Galai et al., ont montré qu’un 

stress réplicatif modéré occasionne une augmentation des pauses de fourches de réplication au 

niveau de sites fragiles, sans activation de nouvelles origines (Ozeri-Galai et al, 2011). Ces 

auteurs proposent que cette réplication perturbée conduit à l’instabilité chromosomique observée 

au niveau de ces sites fragiles. Qu’en est-il donc de la réplication de l’ADN au niveau des sites 
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fragiles dans des cellules exposées au rayonnement UVA et dans des conditions où le stress 

oxydatif serait plus ou moins important ?  
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1. Culture cellulaire 

 

 Cette étude a été réalisée à partir de fibroblastes de poumon humains transformés 

(MRC5Vi) et primaires (MRC5) et de fibroblastes normaux de peau (NHSF pour « Normal 

Human Skin Fibroblasts ». Ces trois modèles cellulaires sont cultivés dans du milieu de culture 

MEM (Eurobio) complémenté avec 10 % sérum de veau (PAA), pénicilline/streptavidine, L-

glutamine, acides aminés non essentiels et du pyruvate de sodium (Eurobio). Les cellules sont 

cultivées à 37°C dans ce milieu complet avec une teneur atmosphérique en CO2 de 5% et 

d’humidité de 95%. Au quotidien, ces cellules sont cultivées dans des flasques de 75 cm² (TPP). 

Pour les expériences d’irradiation, les cellules sont ensemencées dans des boites de pétri de 40, 

60 ou 100 mm de diamètre (TPP) dans des volumes respectifs de milieu complet de 2, 3 et 8 ml. 

 

 

2. Synchronisation cellulaire à l’aphidicoline (APC) 

 

 Les cellules sont ensemencées dans des boites de pétri, mises à l’incubateur pendant une 

nuit, puis synchronisées en début de phase S en les incubant avec 5 µg/ml d’aphidicoline 

(Nigrospora sphaerica, Sigma-Aldrich) pendant 16 à 18 heures. Après deux étapes de lavage 

avec du milieu de culture frais pour éliminer cet agent, la reprise du cycle cellulaire est effective. 

L’APC est préparée à une concentration initiale de 5 mg/ml dans du diméthylsulfoxide (DMSO). 

 

 

3. Traitements 

 

i.Irradiation aux UVA 

 

 Les cellules ensemencées sont préalablement lavées avec du PBS 1X ou du milieu 

d’irradiation MEM 1X sans rouge de phénol (milieu MEMi, Gibco) ou du PBS 1X si indiqué. 

Ensuite, les cellules sont exposées en phase exponentielle de croissance, sans couvercle, au 

rayonnement émanant d’une lampe Sellamed 4000 (Sellas, Dr Sellmeier, Allemagne), ayant une 

distribution spectrale comprise entre 340 et 440 nm environ (voir www.sellamed.com). Les 

doses reçues sont de 40, 80 et 160 kJ/m
2
 à un débit de dose de 50 mW/cm² (soit 0,5 kJ/m²/sec) 

d’UVA. Les temps d’exposition sont de 1’20’’, 2’40’’ et 5’20’’, respectivement. La distance de 

la source UVA à la surface du milieu est d’environ 20 cm et la température du milieu n’excède 

pas 37°C même après 5’20’’ d’exposition. 
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ii.Traitement avec les antioxydants 

 

 L’azide de sodium (NaN3, Sigma-Aldrich) et le N-acétyl-L-cystéine (NAC, Sigma-Aldrich) 

sont préparés à une concentration initiale de 1 M dans de l’eau ultra-pure. La dissolution du 

NAC est favorisée en rajoutant quelques gouttes de soude concentrée. Les antioxydants sont 

ajoutés dans le milieu MEMi à une concentration finale de 10 mM au moment de l’irradiation, 

c’est-à-dire au moment où a lieu la production des espèces réactives de l’oxygène (ROS). 

 

iii.Complémentation en ribonucléosides 

 

 La complémentation avec les 4 ribonucléosides (adénosine, guanosine, cytidine, et uridine) 

est accomplie à une concentration finale de 20 ou 100 µM. Les ribonucléosides sont ajoutés 

immédiatement après l’irradiation. Pour les expériences de peignage moléculaire, seules 

l’adénosine, la cytidine et la guanosine sont ajoutés pour éviter que l’uridine n’entre en 

compétition avec l’iododésoxyuridine (IdU) ou le chlorodésoxyuridine (CldU). Pour les 

expériences de cycle cellulaire analysées en cytométrie en flux, les ribonucléosides sont présents 

tout au long de l’incubation. 

 

 

4. Mesure de la viabilité cellulaire : test MTT 

 

 Les cellules sont ensemencées à 2,5.10
4
 cellules par boite de 40 mm de diamètre. Chaque 

condition est effectuée en duplicate. Le lendemain, ces dernières sont exposées à des doses 

croissantes d’UVA, puis remises en culture. Au bout de 72 heures, le milieu est retiré, les 

cellules sont lavées une fois avec du PBS 1X et 1 ml de milieu frais complet contenant 0,5 

mg/ml de sel de tétrazolium MTT (bromure de 3-(4,5-diméthylthiazol-2-yl)-2,5-diphényl 

tétrazolium, Sigma-Aldrich) est ajouté. Une boite de référence, dépourvue de cellules et 

contenant le réactif, est également préparée. Après une incubation à 37°C d’environ 3 heures, 

temps qui permet à la succinate déshydrogénase intracellulaire de transformer les sels de 

tétrazolium en cristaux insolubles de formazan, 1 ml d’isopropanol 100% :HCl 37% (96 :4 

vol :vol) est ajouté afin de dissoudre ces cristaux et le tout est mis sous agitation douce durant 2 

heures à l’obscurité. Le dosage de chaque échantillon se fait par une lecture colorimétrique à 

l’aide d’un spectrophotomètre (λ=570 nm). 
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5. Cytométrie en flux 

 

i. Cycle cellulaire 

 

 Les cellules sont ensemencées à une densité de 3 à 5.10
5
 cellules par boite de 40 mm de 

diamètre. Si nécessaire, l’APC est ajoutée au milieu de culture comme décrit ci-dessus pendant 

16 à 18 heures. Le marquage des cellules au BrdU (concentration initiale de 10 mM, 

concentration finale de 10 M) s’effectue à 37°C pendant 30 minutes soit avant l’irradiation, soit 

à des temps différents après l’irradiation. Après une étape de lavage dans le PBS 1X, les cellules 

sont décollées par ajout de 1 ml de trypsine (Eurobio). Après ajout de 2 ml de milieu complet, les 

cellules sont transférées dans un tube Falcon de 15 ml. S’il y a une nécessité, les cellules sont 

détachées de la boite en les grattant à l’aide d’un râteau. La boite est rincée avec 2 ml de PBS 1X 

qui sont ensuite transférés dans le tube de 15 ml. Après une étape de centrifugation de 5 minutes 

à 1500 rpm, le surnageant est retiré, le culot cellulaire est lavé dans 5 ml de PBS1 X, resuspendu 

dans 100 µl de PBS 1X et fixé dans 5 ml d’Ethanol 70% froid. Les tubes sont conservés à 4°C 

pendant une fenêtre de temps comprise entre 2 heures et 3 jours. A l’issue de cette étape de 

fixation, les cellules sont centrifugées à 1500 rpm pendant 5 minutes, le surnageant est éliminé, 

puis le culot cellulaire est remis en suspension dans 3 ml d’une solution de lavage (TBS-0.5% 

BSA). Après une nouvelle étape de centrifugation, les culots cellulaires sont remis en suspension 

dans 100 µl d’acide chlorhydrique 2M fraîchement préparé pour dénaturer l’ADN double brin et 

incubés 20 minutes à température ambiante. Après ajout de 3 ml de tampon de lavage et 

centrifugation, les résidus d’acide sont neutralisés par ajout de 500 µl de borate de sodium 0,1 M 

pH 8.6 (Sigma) pendant 2 minutes à température ambiante. Après ajout de 2 ml de tampon de 

lavage, les cellules sont lavées de nouveau 2 fois dans du tampon de lavage puis remises en 

suspension dans 100µl de TBS-0.5% BSA-0.5% Tween20 contenant de l’anticorps monoclonal 

de souris FITC-anti-BrdU (dilution 1/7, clone 3D4, BD Biosciences) pendant 45 à 60 minutes à 

l’obscurité et à température ambiante. Les tubes sont agités toutes les 10 minutes. Au bout de 

cette incubation, 3 ml de tampon de lavage sont ajoutés, les cellules centrifugées et les culots 

cellulaires remis en suspension dans 500µl de solution de lavage contenant 10 µg/ml d’iodure de 

propidium (Sigma, #P4864) et 0,2mg/ml de RNase A (Sigma, #R5503). Les tubes sont incubés à 

l’obscurité à température ambiante pendant 30 minutes au minimum. Dans le cas où l’étude est 

réalisée à partir de cellules synchronisées à l’APC, les étapes d’incubation avec du BrdU et avec 

l’anticorps FITC-anti-BrdU ne sont pas nécessaires. Les échantillons sont maintenus à 4°C, prêts 

à être analysés pour l’analyse du cycle cellulaire. L’acquisition et l’analyse des données se fait à 

partir d’un FACSCalibur en utilisant le programme CellQuest Pro (Becton Dickinson). 
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ii.Mesure des ROS 

 

 Les cellules synchronisées à l’APC sont lavées deux fois avec du milieu complet, puis 

remises en culture pendant 4 heures. L’irradiation aux UVA se fait en présence ou non 

d’antioxydants. Le milieu d’irradiation est éliminé et la sonde dihydrorhodamine 123 (DHR123, 

Life Technologies, Invitrogen, #D632) est ajoutée à du milieu frais à une concentration finale de 

10 µM soit immédiatement, 30 minutes, 1 heure ou 4 heures post-UVA. Cette sonde possède la 

particularité d’être perméante et ne devient fluorescente seulement s’il y a oxydation 

intracellulaire, particulièrement en présence de peroxydes (Qin et al, 2008). La sonde n’est pas 

présente au cours de l’irradiation pour éviter qu’elle ne subisse une modification oxydative, et de 

ce fait, occasionnerait un biais dans les résultats (Boulton et al, 2011). Après une étape de lavage 

avec du PBS 1X, les cellules sont détachées en les trypsinant et en les grattant si besoin est. La 

suspension cellulaire est ensuite transférée dans un tube Falcon de 15 ml, centrifugée 5 minutes à 

1500 rpm, les culots sont rincés avec 2 ml de TBS-0.5% BSA, et remis en suspension dans 500 

µl de TBS-0.5% BSA. Les échantillons sont immédiatement analysés par cytométrie en flux. 

 

 

6. Préparation des extraits protéiques 

 

 Les cellules sont directement lysées sur boite par ajout d’un tampon de lyse (300 l pour 

une boite de 40 mm et 500 µl pour une boite de 60 mm de diamètre) contenant les composés 

suivants : 100 mM NaCl, 300 mM sucrose, 3 mM MgCl2/6H2O, 10 mM Hepes pH 7.5, 1 mM 

EGTA, 50 mM NaF, 20 mM β-glycérophosphate et 0.5% Triton X100. A ce tampon sont 

rajoutés extemporanément 1 mM d’orthovanadate de sodium, un mix d’inhibiteurs de protéases 

1X (Roche, Complete mini EDTA free) et 10 mM de N-éthylmaléimide (NEM, Sigma-Aldrich). 

Le NEM est un alkylant des thiols (fonction –SH) et prévient l’oxydation artéfactuelle des thiols 

au cours de l’extraction et/ou de la migration électrophorétique en conditions non réductrices 

(voir paragraphe ci-dessous). La lyse dure 5 minutes sur la glace et le surnageant contenant les 

protéines solubles totales est transféré dans un tube Eppendorf de 2 ml (si 300 l de surnageant) 

ou dans un tube Falcon de 15 ml (si 500 l de surnageant). A ce stade, les boites sont conservées 

sur la glace pour en extraire les protéines chromatiniennes (voir ci-dessous). La concentration en 

protéines solubles est déterminée par la méthode de Bradford qui est une méthode 

colorimétrique. 
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 Les protéines sont précipitées par ajout de 5 volumes d’acétone froid et les tubes conservés 

pendant 1 heure au minimum à -20°C. Après une centrifugation pendant 20 minutes à 20000 g et 

à température ambiante, le surnageant est aspiré et le culot protéique est séché à l’air libre 

jusqu’à évaporation totale du solvant. Le culot est remis en suspension dans un tampon de charge 

1.5X SDS non réducteur (75mM Tris-HCl pH 6.8, 3% SDS, 0.15% bleu de bromophénol, 15% 

glycérol) à une concentration finale de 3 ou 5 µg de protéines/µl. Les échantillons sont chauffés 

à 95°C pendant 5 minutes. Une partie de chaque échantillon est alors transférée dans des tubes 

Eppendorf de 1,5 ml et du -mercaptoéthanol y est ajouté à la concentration finale de 1.5%. 

 

 La fraction chromatinienne (fraction de protéines insolubles) qui reste liée à la surface de 

la boite est obtenue en rajoutant 500 µL de tampon de lyse et en grattant. La suspension 

résultante est transférée dans un tube eppendorf de 1,5 ml. La boite est de nouveau lavée par 

ajout de 500 l de tampon de lyse qui sont ajoutés à la première fraction. Les tubes sont 

centrifugés à 5000 g pendant 5 minutes à 4°C, le surnageant est alors éliminé et les culots sont 

repris dans un tampon de charge 1.5X SDS réducteur (75mM Tris-HCl pH 6.8, 3% SDS, 0.15% 

bleu de bromophénol, 15% glycérol, 1.5% β-mercaptoéthanol) dont le volume est égal à la 

moitié du volume de tampon de charge de la fraction soluble. Tous les échantillons protéiques 

sont chauffés à 95°C pendant 5 minutes avant d’être analysés par western-blot. 

 

 

7. Western-blot 

 

 La séparation des protéines se fait en gel d’électrophorèse de polyacrylamide en conditions 

dénaturantes (SDS-PAGE). Deux types de matrice sont préparées : l’empilement des protéines se 

fait dans un gel d’acrylamide à 5% (acrylamide :bis-acrylamide 37.5 :1, Eurobio) préparé dans 

du tampon Tris-HCl 0,125 M pH6.8, 0.1% SDS et la séparation des protéines se fait dans un gel 

d’acrylamide, dont le pourcentage d’acrylamide varie de 6.5 à 10 % en fonction de la résolution 

souhaitée, et préparé dans du tampon Tris-HCl 0,19 M pH 8.9, 0.1% SDS. De 20 à 30 g 

d’extrait protéique (pour les fractions solubles) et 10 l (pour les fractions chromatiniennes) sont 

déposés par puit et la migration se fait dans un tampon de migration électrophorétique 25 mM 

Tris-Base, 192 mM Glycine, 0.1% SDS. Un marqueur de poids moléculaires (Prestained Protein 

Marker, Broad range, New England Biolabs) est déposé comme contrôle de migration. La 

migration des protéines se déroule à voltage constant (entre 110 et 140 volts) et ampérage 

variable (de 50 à 90 mA) pendant 1h30 à 2 heures. 
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 La seconde étape consiste à transférer les protéines présentes dans le gel d’acrylamide sur 

une membrane de nitrocellulose (Protran BA83 0.2 µm, Whatman) au sein d’une structure en 

sandwich composée de papier Whatman, le tout humidifié dans du tampon de transfert [25 mM 

Tris-Base, 192 mM Glycine, 20% Ethanol (ou 15% si protéines de haut poids moléculaire), 

0,01% SDS] sous un champ électrique constant de 20 volts maximum et entre 200 et 400 mA 

pendant 1 heure, temps nécessaire pour obtenir un transfert complet. 

 

 Il en résulte l’obtention d’une membrane pourvu de protéines qui peuvent être 

préalablement révélées dans leur globalité à l’aide d’une solution de rouge ponceau (Sigma), 

puis rincée à l’eau distillée. Ensuite, la membrane est lavée deux fois dans du TBS-0.1% Tween 

(TBS-T) pour éliminer le rouge ponceau et ainsi poursuivre sur une étape de saturation avec 5% 

(poids/volume) de lait en poudre écrémé (Régilait) dissout dans du TBS-T, à température 

ambiante et sous agitation constante. Au bout d’une heure de saturation, la membrane est lavée 3 

fois dans du TBS-T, et ainsi prête à être incubée en présence d’un anticorps primaire (dilué dans 

5% BSA/TBS-T selon le tableau 10) dirigé contre la protéine d’intérêt. L’incubation avec 

l’anticorps primaire a lieu toute la nuit à 4°C en chambre froide, exceptée pour l’actine (1 heure 

à température ambiante). Les anticorps primaires sont généralement gardés à 4°C ou -20°C pour 

être utilisés au moins 2 ou 3 fois. Les membranes sont lavées 3 fois 5 minutes avec du TBS-T 

puis incubées pendant 1 heure à température ambiante sous agitation en présence d’un anticorps 

secondaire couplé à la peroxydase [peroxidase goat anti-mouse IgG (H+L), peroxidase goat anti-

rabbit IgG (H+L), Jackson Immunoresearch, et peroxidase donkey anti-goat IgG, Santa Cruz 

Biotechnology] dilué au 1/10000 (anti-mouse et anti-rabbit) et 1/1000 (anti-goat) dans 5% de 

lait/TBS-T. A la fin de l’incubation, les membranes sont lavées 3 fois 5 minutes dans le tampon 

TBS-T, et les protéines révélées par chimioluminescence en utilisant comme solution soit le 

« Western lightning Plus-ECL » (Perkin Elmer) ou le « ECL™ Western Blotting Detection 

Reagents » (GE Healthcare). Les signaux de luminescence sont capturés à l’abri de la lumière 

sur un film d’autoradiographie (Hyperfilm™, GE Healthcare) et révélés en passant les films dans 

une développeuse Curix 60 (AGFA HealthCare).  

 

 



 

MATÉRIEL & MÉTHODES 

151 

 

 

 

 

Protéines Poids moléculaire 

(kDa) 
Anticorps Dilution 

Anticorps 

secondaire HRP 

Actine 42 
Sigma        

(#A1978) 
1/5000 Souris 

Chk1 Ser345 56 
Cell Signaling 

(#2348) 
1/2000 Lapin 

Chk1 56 
Santa Cruz          

(#sc-8408) 
1/200 Souris 

R1 90 
Cell Signaling 

(#3388) 
1/1000 Lapin 

R2 46 
Calbiochem 

(#PC540) 
1/100 Lapin 

p53R2 39 
Abcam    

(#ab8105) 
1/1000 Lapin 

ORC2 70 
Santa Cruz          

(#sc-28742) 
1/300 Lapin 

MCM2 125 
Cell Signaling 

(#3619) 
1/1000 Lapin 

Cdc45 65 
Cell Signaling 

(#3673) 
1/1000 Lapin 

PCNA 36 
Santa Cruz          

(#sc-56) 
1/1000 Souris 

RPA32 32 
Abcam    

(#ab2626) 
1/2500 Lapin 

MCM2 

(S40/S41) 
110 

Bethyl           

(#A300-788A) 
1/2500 Lapin 

Cdc7 55 
Novus          

(#NB120-10535) 
1/5000 Souris 

Dbf4 76 
Novus          

(#NBP1-68173) 
1/10000 Lapin 

Cdc6 62 
Novus          

(#NB200-581) 
1/100 Souris 

ATR 250 
Santa Cruz          

(#sc-1887) 
1/300 Chèvre 

Lamine A/C 69/62 
Santa Cruz          

(#sc-376248) 
1/300 Souris 

GAPDH 37 
Santa Cruz          

(#sc-137179) 
1/300 Souris 

 

Tableau 10 : Liste des différents anticorps primaires utilisés au cours de cette étude. 
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8. Peignage moléculaire 

 

i.Silanisation des lamelles 

 

 Des lamelles carrées de 22x22mm (Menzel Gläser) sont déposées sur un portoir en téflon. 

Avant traitement, l’ensemble des lamelles est nettoyé tout d’abord dans un bain d’acétone pur, 

puis dans un bain de méthanol pur soumis pendant 20 minutes à une sonication (Diagenode 

Bioruptor) à une fréquence modérée pour éliminer toutes impuretés. Ensuite, les lamelles sont 

séchées dans un four à 110°C pendant 1 heure, puis remises à température ambiante pendant 15 

minutes. Dans un second temps, les lamelles sont baignées au sein d’un dessicateur dans une 

solution de triméthoxy (7-octen-1-yl) silane (80%, Sigma-Aldrich) diluée au 1/1000 dans de 

l’heptane pur (Sigma-Aldrich) durant toute la nuit, sous vide, pour éviter une polymérisation du 

silane. Le lendemain, des étapes successives de sonication à basse fréquence de 5 minutes 

chacune sont réalisées dans l’heptane pur, heptane/éthanol (1 :1, vol :vol), éthanol pur, puis dans 

l’eau ultra-pure. La silanisation se termine par un séchage des lamelles à température ambiante et 

à l’abri de tous volatiles (particules de poussière). Le stockage a lieu dans des boites hermétiques 

à l’abri de la lumière. 

 

ii.Peignage 

 

 Les cellules MRC5Vi asynchrones sont ensemencées à 5.10
5
 à J-1 dans des boites rondes 

de 40 mm de diamètre pour obtenir à J0 des cellules en phase exponentielle de croissance. Pour 

la synchronisation à l’APC, les cellules sont ensemencées à J-2 à une densité de 2,5.10
5
 et l’APC 

est ajoutée à J-1. A J0, et en fonction de la condition expérimentale choisie, les cellules sont 

d’abord 1) incubées en présence d’IdU, 2) irradiées puis 3) incubées en présence de CldU, ou 

bien elles sont d’abord 1) irradiées puis 2) incubées en présence successivement d’IdU et de 

CldU. L’incubation en présence des analogues de bases (à une concentration finale de 100 M) 

se fait pendant 30 ou 40 minutes. Entre chaque incubation, les cellules sont rincées rapidement 

avec du milieu complet. A la fin de l’incubation avec le CldU et pour permettre une réplication 

sans analogue de base, les cellules sont incubées avec 1 mM de thymidine (Sigma) pendant 30 

minutes à 37°C. Le marquage de l’ADN cellulaire par l’IdU et le CldU se fait soit 

immédiatement, 30 minutes, 1 heure, 2 heures ou 4 heures post-UVA. Pour arrêter les 

expériences, les cellules sont lavées dans le PBS 1X, trypsinées, et éventuellement grattées, 

centrifugées et remises en suspension dans du PBS 1X. La concentration des cellules se 

détermine par comptage à l’aide d’un cellomètre (Auto T4, Nexcelom Biosciences, Ozyme). La 

suspension cellulaire est centrifugée de nouveau et les cellules remises en suspension dans de la 
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trypsine à une concentration de 4.10
3
 ou 2.10

3
 cellules asynchrones/µl ou 2.10

3
 ou 1.10

3
 cellules 

synchronisées/µl. Cinquante microlitres de suspension cellulaire sont mélangés à 50 l d’agarose 

« low melting » 1.2% (Agarose, type VII, Sigma-Aldrich) préalablement fondue et maintenue 

dans un bain-marie à 42°C. Chaque mélange « suspension cellulaire+agarose » (soit 100 l) est 

coulé dans le puit d’un moule et le tout placé 30 minutes à 4°C pour rendre compacte l’agarose 

et faciliter ainsi la manipulation des petits morceaux de gel nommés « plugs ». Les « plugs » sont 

incubés 1 heure dans une solution hautement saline (20 mM Tris-HCl pH 7.5, 2 M NaCl, 2 mM 

EDTA pH 8, 0.2% NP40) à 4°C avec une légère agitation. Les cellules sont déprotéinisées en 

incubant les plugs pendant 48 heures à 42°C dans un tampon PK (10 mM Tris-HCl pH 7.5, 20 

mM NaCl, 100 mM EDTA pH8, 0.5% SDS, 0.4 mg/ml de protéinase K (Euromedex) avec un 

renouvellement de l’enzyme au bout de 24 heures. Les « plugs » sont lavés 3 fois 30 minutes 

dans du TNE50 (10 mM Tris-HCl pH7.5, 20 mM NaCl, 50 mM EDTA pH 8) à température 

ambiante. A ce stade, soit les « plugs » sont stockés dans 0,5 M EDTA pH 8 à 4°C pour une 

utilisation ultérieure, soit ils sont fondus dans un tube eppendorf de 2mL contenant 1.5 ml de 

MES-E (150 mM MES pH 5.7, 1 mM EDTA pH 8) à 68°C pendant 30 minutes. A partir du 

moment où l’ADN se retrouve en solution, il faut éviter toute manipulation de pipetage qui 

pourrait engendrer des cassures de l’ADN. Avant l’étape finale de peignage, l’agarose fondu 

contenu dans la solution d’ADN est digérée par l’ajout de 500 µl de MES-E contenant 1,5 µl de 

β-agarase (New England Biolabs) pendant 48 heures à 42°C avec l’ajout additionnel de 1,5 µl 

d’enzyme au bout de 24 heures d’incubation. Les molécules d’ADN sont peignées sur une 

lamelle de verre silanisée le jour-même ou bien la solution est stockée à 4°C de plusieurs jours à 

plusieurs semaines. Le peignage de l’ADN est réalisé par le biais d’un appareillage spécifique 

(Molecular Combing System, Bio-Rad) qui permet d’étirer à vitesse constante (300 µm/sec) et 

ainsi obtenir un facteur d’extension de 2 kb/µm. La lamelle peignée est ensuite incubée toute la 

nuit dans un four à 60°C dans le but que la déshydratation facilite l’accrochage irréversible de 

l’ADN à la surface de verre silanisée. 

 

iii.Immunofluorescence 

 

 Les lamelles peignées sont remises à température ambiante 15 minutes avant l’étape de 

dénaturation de 15 minutes dans une solution contenant 0,5 M NaOH et 1 M NaCl, sous 

agitation douce. Les lamelles sont ensuite lavées 3 fois dans du PBS 1X. L’immuno-marquage 

de chaque lamelle débute par l’ajout de 25 µl d’une solution BlockAid (Invitrogen) contenant les 

anticorps primaires mouse anti-BrdU pour révéler l’IdU (dilution 1/5, BD Biosciences, #556028) 

et rat anti-BrdU pour révéler le CldU (dilution 1/25, AbD Serotec, #OBT0030). Les lamelles 
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sont incubées pendant 1 heure à température ambiante puis lavées 3 fois 5 minutes avec du PBS 

1X. La révélation des anticorps primaires se fait par ajout de 25 µl d’une solution BlockAid 

contenant les anticorps secondaires goat anti-mouse Alexa 488 (dilution 1/25, Invitrogen, 

#A11029) et goat anti-rat Alexa 555 (dilution 1/25, Invitrogen, #A21434). L’incubation se fait 

pendant 30 minutes à température ambiante. L’ADN simple-brin est révélé par ajout de 25 l 

d’une solution Blockaid contenant l’anticorps mouse anti-ssDNA (dilution 1/100, Millipore, 

#MAB3034). Après une incubation de 45 minutes à température ambiante, les lamelles sont 

lavées 3 fois 5 minutes dans du PBS 1X. L’anticorps primaire est révélé en incubant 

successivement les lamelles pendant 30 minutes à température ambiante avec 25 l d’une 

solution d’anticorps secondaires dilués au 1/50 dans du BlockAid (1
er

 anticorps = Rabbit anti-

mouse Alexa 350, Invitrogen, #A21062 et 2
ème

 anticorps = goat anti-rabbit Alexa 350, 

Invitrogen, #A21068). Après les dernières étapes de lavage (3 fois 5 minutes dans PBS 1X), les 

lamelles sont montées sur lames en utilisant du milieu de montage (Mounting media Prolong 

Gold antifade reagent, Invitrogen, #P36930). Une fois la lamelle montée, cette dernière peut être 

stockée à l’abri de la lumière et à 4°C. 

 

iv.Acquisition des images 

 

 L’acquisition des images est réalisée à l’aide d’un microscope 3D (Leica DM RXA + 

caméra Cool SNAP HQ) complété d’un objectif 40X à immersion et d’une platine motorisée. 

Après avoir réglé les paramètres d’acquisition, en particulier la mise au point de chacun des 

filtres sous Métamorph (Rhodamine pour l’émission de fluorescence à 555 nm, FITC pour 

l’émission à 488 nm et DAPI pour l’émission à 350 nm), un programme permettant une prise 

automatique de 100 photos successives est lancé.  
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9. Dosage des dNTPs par HPLC couplée à la spectrométrie de masse 

(HPLC-MS) 

 

i.Préparation des échantillons 

 

 Les cellules sont ensemencées à 5x10
5
 cellules par boite de 10 cm de diamètre à J-4 avant 

l’irradiation:  

a) pour doser les dNTPs, les cellules sont incubées à J-1 en présence d’APC. Le jour J, environ 

4.10
6
 cellules sont lavées 2 fois avec du milieu frais pour éliminer l’agent de synchronisation et 

relâchées pendant 4 heures pour obtenir des cellules en milieu de phase S (condition S4R). A ce 

moment-ci, les cellules sont irradiées ou non aux UVA (en présence ou non de NaN3), puis 

récoltées immédiatement ou remises en culture pendant 30 minutes, 1 heure, 2 heures et 4 

heures.  

b) pour doser le BrdU et le BrdUTP : au jour J, les cellules asynchrones sont irradiées ou non, 

remises en culture pendant 4 heures, puis incubées 30 minutes avec 10 µM de BrdU. Le contrôle 

interne correspond à un échantillon cellulaire non irradié et ne contenant aucune trace de BrdU.  

 

 Pour chaque condition, les cellules sont rincées avec du PBS 1X, trypsinées, comptées, et 

centrifugées. Après avoir éliminé le surnageant, les culots cellulaires sont lavés une fois avec du 

PBS 1X et remis en suspension (15’’ de vortex) dans 500 µl de méthanol 60% froid. Puis ils sont 

congelés immédiatement dans l’azote liquide et stockés jusqu’au dosage à -80°C. 

 

ii.Dosage des dNTPs 

 

 Le dosage du pool des 4 dNTPs (dATP, dGTP, dCTP et TTP) est réalisé par HPLC 

couplée à la spectrométrie de masse en tandem (HPLC-MS) selon la méthode décrite par Cohen 

et al. (Cohen et al, 2009). 

 

iii.Dosage du BrdU et BrdUTP 

 

 En ce qui concerne le dosage du BrdUTP, la méthode employée est identique à celle 

utilisée pour doser les dNTPs (Cohen et al, 2009). En revanche, le dosage du BrdU a été réalisé 

en accord avec les instructions publiées pour quantifier le 5-FU et ses métabolites (Cohen et al, 

2010).  
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10. Analyse des données brutes 

 

i.Traitement des images par Image J 

 

 A l’issue de l’acquisition des images, il est possible de créer une mosaïque de l’ensemble 

des photos acquises par l’intermédiaire du logiciel Image J (Rasband, W.S., ImageJ, U. S. 

National Institutes of Health, Bethesda, Maryland, USA, http://imagej.nih.gov/ij/, 1997-2012.) 

pourvu du plugin « Stitch grid of images » développé par Stephan Preibisch. Ainsi, une analyse 

des distincts paramètres de réplication (vitesse de fourches, asymétrie/symétrie de fourches et 

densité des origines actives) peut être mise en œuvre. Les données obtenues à partir du marquage 

IdU (vert) ne prennent en compte que les évènements de réplication précoces (c’est-à-dire ceux 

où l’origine a été activée avant que n’ait eu lieu l’incorporation de l’IdU d’où une absence de 

marquage entre les deux signaux verts), alors que ceux issus du second marquage CldU (rouge) 

comptabilisent à la fois les évènements de réplication précoces et intermédiaires. Les signaux 

issus de l’activation d’origines tardives sont exclus de l’analyse car ce sont des évènements rares. 

 

ii.Quantification des dNTPs 

 

 La concentration de chaque dNTP (dATP, dGTP, dCTP, TTP) endogène est calculée à 

partir d’une gamme étalon (courbe de calibration) de leur analogue marqué avec un isotope 

stable, et est exprimée en pmoles/10
6
 cellules. Si indiqué, les valeurs de dNTPs obtenues à partir 

des échantillons irradiées sont normalisées par rapport à celle de l’échantillon non irradié, en 

utilisant pour ce dernier une valeur de référence égale à 1.  

 

 

11. Test statistique 

 

 Pour évaluer la significativité de la vitesse des fourches entre des échantillons non irradié 

et irradié, un test Mann Whitney est réalisé semi-manuellement à partir de l’adresse : 

http://elegans.som.vcu.edu/~leon/stats/utest.html. La différence est hautement significative 

lorsque P<0,001 (symbolisé par *) ; mais ne l’est pas si P>=0,05 (symbolisé par **) ou P<0,01. 

 

http://elegans.som.vcu.edu/~leon/stats/utest.html
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UVA-induced damage to DNA and proteins: direct versus 
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Abstract. 5[\!R7*!MF)N!U00)!Y)F])!GF/!N0)0/7+,)N!7)!F=,<7+,60!*+/0**!,)!;0MM*3!()!+R,*!T7T0/!

]0! /06,0]! +R0! <,GG0/0)+! +:T0*! FG! VA\! <7W7N0! ,)<-;0<! U:! 5[\#! ,303! *+/7)<! U/07Y*#!

U,T:/,W,<,)0! TRF+FT/F<-;+*#! 7)<! F=,<7+,60M:! <7W7N0<! U7*0*3! QWTR7*,*! ,*! N,60)! +F! +R0!

W0;R7),*W! FG! GF/W7+,F)! +R7+! ,*! G-/+R0/! ,MM-*+/7+0<! U:! +R0! T/0*0)+7+,F)! FG! )0]! in vitro! <7+73!

Q=7WTM0*!FG!F=,<7+,F)!FG!T/F+0,)*!,)6FM60<!,)!VA\!W0+7UFM,*W!7/0!7M*F!N,60)3!

1. Introduction 

Q60)!+RF-NR!+R0/0!,*!7!;F)+,)--W!FG!0)0/N,0*!,)!+R0!0M0;+/FW7N)0+,;!*T0;+/-W!FG!/7<,7+,F)*#! +R0!5[!
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],+R! W7=,W7M! 7U*F/T+,F)! U:! VA\! 7)<! F+R0/! U,FWFM0;-M0*#! 7)<! ]F-M<! U0! 0=+/0W0M:! <7W7N,)N! +F!
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0/:+R0W7#!]R,M0!7;;FWT7),0<!U:!T/FMF)N0<!T0/,F<*!FG!*-)U7+R,)N#!0=TF*-/0!FG!+R0!R-W7)!TFT-M7+,F)!

+F!5[\!R7*! ,);/07*0<! *,N),G,;7)+M:! ,)! +R0! M7*+! <0;7<0*3!\*! 7! ;F)*0f-0);0#! +R0! <0M0+0/,F-*! 0GG0;+! FG!

5[\!R7*! /0;0)+M:! 0W0/N0<! 7*! 7! *F-/;0! FG! ;F);0/)! GF/! T-UM,;! R07M+R3!\*! 7)!0=7WTM0#! *-)U0<*! R760!

U00)! ,);M-<0<! ,)+F! +R0! M,*+! FG! ;7/;,)FN0)*! +F! R-W7)*! U:! +R0! ()+0/)7+,F)7M! \N0);:! FG! B0*07/;R! F)!
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2. DNA damage induced by UVA 

\*! *+7+0<! ,)! +R0! ,)+/F<-;+,F)#!5[.! 7)<!5[1! /7<,7+,F)! 7/0! <,/0;+M:! 7U*F/U0<! U:!VA\#! ;7-*,)N! +R0!
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U/07Y*!>7MY7M,IM7U,M0!UF)<*@!U:!5[\!,)!U7;+0/,7!7)<!TR7N0!VA\!c8d3!(+!,*!]0MM!0*+7UM,*R0<!+R7+!5[\!

T/FWF+0*!TRF+F*0)*,+,^7+,F)!FG!VA\#!+/,NN0/0<!U:!*,)NM0+!F=:N0)!>+:T0!((!TRF+F*0)*,+,^7+,F)@#!0M0;+/F)!

7U*+/7;+,F)! >+:T0! (! TRF+F*0)*,+,^7+,F)@! F/! R:</F=:M! /7<,;7M*3! `R0/0GF/0#! +R0! GF/W7+,F)! FG! F=,<7+,60!

VA\!<7W7N0!,*!0=T0;+0<3!`R0!,)<-;+,F)!FG!*,)NM0!*+/7)<!U07Y*!>CC1@!7)<!VA\IT/F+0,)!;/F**M,)Y*!R7*!

,)<00<!U00)!FU*0/60<!,)!W7WW7M,7)!;0MM*!-TF)!5[\!,//7<,7+,F)!c"4d3!()!+R0!),)0+,0*#!+R0!767,M7U,M,+:!

FG! )0]! 7)<! *0)*,+,60!W0+RF<*! 7MMF]0<! +R0! 0GG,;,0)+!W07*-/0W0)+! FG! 67/,F-*! +:T0*! FG!VA\! M0*,F)*3!

`R0*0! W0+RF<*! 7/0! ;FW0+! 7**7:*#! ;FWW0/;,7MM:! 767,M7UM0! *T0;,G,;! 7)+,UF<,0*! 7)<! VA\! /0T7,/!

0)^:W0*#! XHP.! ;F-TM0<! ],+R! 0M0;+/F;R0W,;7M! <0+0;+,F)! >XHP.IQV@! +F! /0607M! EIF=FN-7),)0#! 7)<!

WF/0! /0;0)+M:! XHP.! ;F-TM0<! ],+R! +7)<0W! W7**! *T0;+/FW0+/:! >XHP.IDCjDC@! +F! W07*-/0! EI

F=FN-7),)0! 7)<! 7MM! +R0! <,GG0/0)+! U,T:/,W,<,)0! TRF+FT/F<-;+*3!5[\I,)<-;0<!VA\!<7W7N0! R7*! +R-*!

U00)!+,W0M:!/06,*,+0<3!

`R0!Escherichia coli! ?TN!F/!A+R!T/F+0,)*!R760!U00)!-*0<! +F! /0607M! F=,<7+,F)!T/F<-;+*!FG! T-/,)0!

>W7,)M:!EIF=FK@!F/!T:/,W,<,)0#!/0*T0;+,60M:#!7)<!AGF!T/F+0,)!+F!/0607M!7U7*,;!*,+0*3!`R0!EIF=FN-7),)0!

>EIF=FK@!R7*! U00)!WF/0! *T0;,G,;7MM:!W07*-/0<!U:!XHP.IQV3!_0! 7)<!F+R0/! R760! *RF])! +R7+!5[\!

/7<,7+,F)! ,)<-;0*! *,)NM0! *+/7)<!U/07Y*! >CC1@#! F=,<,^0<!T:/,W,<,)0*#! F=,<,^0<!T-/,)0*! ,)!W7WW7M,7)!

;0MM*!c""I"&d#!7)<!+R7+!+R0!WF*+!7U-)<7)+!F=,<7+,60!VA\!<7W7N0!T/F<-;0<!,*!EIF=FK!c"'I"id3!!

1:!+R0!-*0!FG!*0)*,+,60!W0+RF<*#!.HV*!R760!U00)!<0+0;+0<!,)!W7WW7M,7)!;0MM*#!,);M-<,)N!,)!R-W7)!

*Y,)!-TF)!5[\!,//7<,7+,F)!c""#!"%#!"'#!"i#!"EI$$!7)<!$%!GF/!/06,0]d3!(+!R7*!U00)!GF-)<!+R7+!.HV*!7/0!

T/F<-;0<!7UF-+!"4'!GFM<!M0**!0GG,;,0)+M:!U:!5[\!+R7)!U:!$'&!)W!5[.!ci#"8d3!gI&!TRF+FT/F<-;+*!]0/0!

U7/0M:!<0+0;+0<!-*,)N!*T0;,G,;!7)+,UF<,0*! c"8d3! ()!7N/00W0)+!],+R! +R0!F/,N,)7M!*+-<,0*! ,)!U7;+0/,7! cid#!

+R0! <,*+/,U-+,F)!FG!.HV*! ,)<-;0<!U:!5[\!</7*+,;7MM:! <,GG0/*! G/FW! +R7+! T/F<-;0<!U:!5[.#!5[1!F/!

*,W-M7+0<!*-)M,NR+!>CCP@3!5[\I,)<-;0<!.HV*!T/0<FW,)7)+M:!GF/W!7+!``!*,+0*#!]R,M0!+RF*0!T/F<-;0<!

7+!..!*,+0*!7/0!TFF/M:!/0T/0*0)+0<!c$4d3!XHP.IDCjDC!7M*F!/0607M0<!T/0<FW,)7);0!GF/!``!.HV*!F60/!

.`! 7)<! `.!.HV*#!]R0/07*! ..!.HV*! 7)<! gI&HH*!]0/0! )F+! <0+0;+0<! c"i#$$d3! \*! *RF])! ,)! ?,N3! "#!

.HV*#! EIF=FK#! F=,<7+,60M:! <7W7N0<! T:/,W,<,)0*#! 7)<! CC1! 7/0! GF/W0<! ,)! +R0! /7+,F! "4O%O"O"3!

()+0/0*+,)NM:#! .HV*! 7/0! +R0! W7eF/! M0*,F)*! ,)<-;0<! U:! 5[\! ,)! W7WW7M,7)! ;0MM*! 7)<! R-W7)! *Y,)!

c"i#$$d3!!

DF/0F60/#!,+!R7*!U00)!*RF])!+R7+!5[\!,*!7UM0!+F!TRF+F,*FW0/,^0!gI&!TRF+FT/F<-;+*!T/F<-;0<!U:!

+R0! 5[1! TRF+F)*! FG! *,W-M7+0<! *-)M,NR+! ,)+F! V0]7/! TRF+FT/F<-;+*! c"i#"8d3! `R,*! *-*+7,)*! +R0!

FU*0/67+,F)! +R7+! V0]7/! TRF+FT/F<-;+*! 7/0! WF/0! G/0f-0)+M:! T/F<-;0<! U:! )7+-/7M! 7)<! *,W-M7+0<!

*-)M,NR+#!+R7)!U:!5[1!c"8d3!VA\!<F-UM0!*+/7)<!U/07Y*#!/0607M0<!U:!)0-+/7M!;FW0+!7**7:!F/!!IX$\J!

GF;,! >TRF*TRF/:M7+0<! X$\J! 67/,7)+! R,*+F)0@#! 7/0! )F+! /07<,M:! T/F<-;0<! ,)! R-W7)! +/7)*GF/W0<!

G,U/FUM7*+*!F/!Y0/7+,)F;:+0*!U:!<,/0;+!5[\!,//7<,7+,F)#!U-+!F;;-/*!7+!MF]!0=+0)+!<-/,)N!+R0!T/F;0**!FG!

VA\!M0*,F)*!c$&#$'d3!

 

COST Chemistry CM0603–MELUSYN Joint Meeting IOP Publishing

Journal of Physics: Conference Series 261 (2011) 012002 doi:10.1088/1742-6596/261/1/012002

2



 

 

Figure 1.! V,*+/,U-+,F)! FG! .HV*#! EF=FN-7),)0! >EF=FK@#! F=,<7+,60M:! <7W7N0<!

T:/,W,<,)0*!>F=H:@#!*,)NM0!*+/7)<!U/07Y*!>CC1@#!/0607M0<!/0*T0;+,60M:!U:!`&!TR7N0!

V0)[!T/F+0,)#!U7;+0/,7M!A+R!7)<!?TN!T/F+0,)*!,)!;FWU,)7+,F)!],+R!7MY7M,)0!7N7/F*0!

N0M#!,)!.R,)0*0!R7W*+0/!F67/:!;0MM*!0=TF*0<!+F!5[\3!`R0!:,0M<*!FG!GF/W7+,F)!]0/0!

FU+7,)0<! U:! M,)07/! /0N/0**,F)! FG! +R0! 7WF-)+! FG! M0*,F)*! ],+R! /0*T0;+! +F! +R0! <F*0!

>G/FW!c"id@3!!

!

3. Processes involved in the formation of UVA-induced DNA damage 

`R0! ,)<-;+,F)!FG! *,)NM0! *+/7)<!U/07Y*! ,)!U7;+0/,7M!VA\!U:!)7//F]IU7)<!%g'I)W! /7<,7+,F)! ,*! +F+7MM:!

<0T0)<0)+!F)!+R0!T/0*0);0!FG!F=:N0)!c8d3!`R0!MF]!7WF-)+*!FG!CC1!7)<!F=,<,^0<!T:/,W,<,)0*#!M,Y0M:!

T/F<-;0<! U:! R:</F=:M! /7<,;7M*! F/,N,)7+0<! G/FW! ?0)+F)! /07;+,F)#! 7)<! +R0! T/0<FW,)7);0! GF/! EIF=FK!

M,Y0M:!*,N)!7!W7eF/!;F)+/,U-+,F)!FG!*,)NM0+!F=:N0)!,)!+R0!GF/W7+,F)!FG!F=,<7+,60!VA\!<7W7N0!,)!;0MM*!

U:!5[\!c$%d3!\!+:T0!(!W0;R7),*W!U:!R:</FN0)!F/!0M0;+/F)!7U*+/7;+,F)!W0<,7+0<!U:!7!TRF+F*0)*,+,^0/!

;7))F+!U0!+F+7MM:!0=;M-<0<3!!

`R0!TRF+F;R0W,;7M!T/F;0**!-)<0/M:,)N!+R0!GF/W7+,F)!FG!5[\I,)<-;0<!.HV*!R7*!U00)!7!W7++0/!FG!

<0U7+0!GF/!W7):!:07/*3!`R0!f-7)+-W!:,0M<*!]0/0!i!=!"4'!M0**!7+!%g'!)W!+R7)!7+!$'&!)W!,)!U7;+0/,7!cid!

7)<!"4'!M0**!GF/!U/F7<IU7)<!5[\!+R7)!7+!$'&!)W!c"8d3!C-;R!:,0M<!FG!.HV*!GF/W7+,F)!U:!5[\!,*!,)!

T0/G0;+! 7N/00W0)+! ],+R! +R0! VA\! 7U*F/T+,F)! *T0;+/-W! c"d3! `R,*! M0<! -*! +F! ;F);M-<0! +R7+! .HV*!

GF/W7+,F)!U:!5[\!;F-M<!U0!;FWT7+,UM0!],+R!<,/0;+!7U*F/T+,F)!U:!VA\!c"8d3!XF]060/#!,)!U7;+0/,7#!+R0!

MF)N0/!]760M0)N+R!/7<,7+,F)!,)<-;0<!T/0<FW,)7)+M:!+R:W,)0!<,W0/*!>``O.`!,)!+R0!/7+,F!'O"@#!]R0/07*!

7+!+R0!*RF/+0/!]760M0)N+R!.HV*!]0/0!,)<-;0<!,)!+R0!/7+,F!'O&O"!>``O.`O..@!cid3!()!W7WW7M,7)!;0MM*#!

.HV*!7M*F!T/0<FW,)7+0M:! GF/W0<!7+!``!*,+0*!7+! 7!N0)0! M060M! c$4d!7)<!7+! 7!R,NR0/!0=+0)+! ,)! +R0!U-MY!

VA\!c"i#$"#$$d3!`R0!T/,);,T7M! ,)<-;+,F)!FG!.HV*!7+!`I;F)+7,),)N!U,T:/,W,<,)0!*,+0*#!7)<!WF*+M:!7+!

``!*,+0*#!,*!7!/0W,),*;0);0!FG!]R7+!]7*!FU*0/60<!U:!TRF+F*0)*,+,^7+,F)!/07;+,F)!FG!VA\!U:!7/FW7+,;!

Y0+F)0*! c$g#! $id3! `R,*! ;F-M<! *-NN0*+! +R7+#! ,)! ;F)+/7*+! +F!]R7+!]7*! *+7+0<! 7UF60#!WF*+! FG! .HV*! 7/0!

GF/W0<!+R/F-NR!+/,TM0+!0)0/N:!+/7)*G0/!G/FW!TRF+F*0)*,+,^0/! +F!0=;,+0<! +R:W,)03!`R0!,<0)+,G,;7+,F)!FG!

7)! R:TF+R0+,;7M! 5[\I7U*F/U,)N! ;R/FWFTRF/0! +,NR+M:! UF-)<! +F! VA\! +R7+! 7MMF]*! 0)0/N:! +/7)*G0/!

/0W7,)*!0M-*,603!

Q6,<0);0!/0;0)+M:!0W0/N0<! ,)! G76F-/!FG!7!<,/0;+!7U*F/T+,F)!FG!5[\!U:!VA\!+R7+!W0<,7+0*!.HV!

GF/W7+,F)3!?,/*+M:#!+R0!<,*+/,U-+,F)!FG!+R0!<,GG0/0)+!+:T0*!FG!VA\!<7W7N0!,)<-;0<!U:!5[\!,*!*,W,M7/!,)!

TM7*W,<!F/!,*FM7+0<!VA\!7)<!,)!;0MM*!c$EI%"d3!()!T7/+,;-M7/#!-TF)!5[\!,//7<,7+,F)#!.HV*!7/0!GF/W0<!

,)! TM7*W,<! VA\! U:! 7! W0;R7),*W! +R7+! *RF-M<! )F+! ,)6FM60! TRF+F*0)*,+,^7+,F)! /07;+,F)*#! <-0! +F! +R0!

7U*0);0! FG! TRF+F*0)*,+,^0/! ,)! +R0! ,//7<,7+,F)!W,=+-/03! `R0/0GF/0#!.HV*! ,)! TM7*W,<! F/! ,*FM7+0<!VA\!

*RF-M<!U0!GF/W0<!U:!<,/0;+!7U*F/T+,F)3!DF/0F60/#!,+!R7*!;M07/M:!U00)!<0WF)*+/7+0<!+R7+!5[\!/7<,7+,F)!
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,*!7UM0!+F!,)<-;0!gI&HH*!,)!TM7*W,<!VA\!c%4d#!]R,M0!gI&HH*!7/0!T/F<-;0<!,)!+,):!7WF-)+!,)!;0MM*!c"8d3!

(WTF/+7)+M:#! gI&HH*! ;7))F+! U0! GF/W0<! U:! TRF+F*0)*,+,^7+,F)! 7)<! 7/0! F)M:! T/F<-;0<! U:! <,/0;+!

7U*F/T+,F)3!`F!R,NRM,NR+!F-/!TF,)+!FG!6,0]#!]0!T/F6,<0!)0]!06,<0);0!,)!G76F-/!FG!7!<,/0;+!W0;R7),*W3!

?,N-/0*!$!7)<!%!*RF]!+R7+!.HV!<,*+/,U-+,F)*!7MF)N!+R0!7<0):MTRF*TRF/,UF*:M!+/7)*G0/7*0!>\HB`@!N0)0!

7/0!*-T0/,WTF*7UM0!]R0+R0/!,*FM7+0<!;0MM-M7/!VA\!F/!;0MM*!]0/0!5[\I,//7<,7+0<#!7*!7M*F!FU*0/60<!GF/!

5[1!F/!5[.I,)<-;0<!.HV*!]R,;R!7/0!GF/W0<!0=;M-*,60M:!U:!<,/0;+!7U*F/T+,F)3!!

!

 
 

 

Figure 2.! ()<-;+,F)! FG! .HV*! U:! 5[\#! 5[1#! 7)<! *,W-M7+0<! *-)M,NR+! >CCP@#! 7+!

)-;M0F+,<0!/0*FM-+,F)#!,)!+R0!7T/+!0=F)!$!N0)0!FG!.R,)0*0!R7W*+0/!F67/:!;0MM*3!.0MM*!

]0/0! 0,+R0/! -),//7<,7+0<! >AFI5[@! F/! ,//7<,7+0<! 7*! ,)<,;7+0<! 7)<! .HV! GF/W7+,F)!

]7*!7)7M:^0<!U:!PDH.B!7MF)N!+R0!)F)I+/7)*;/,U0<!*+/7)<!FG!0=F)!$!FG!7T/+!N0)03!

`R0! G,/*+! GF-/! M7)0*! G/FW! +R0! M0G+! FG! +R0! 7-+F/7<,FN/7W! 0=R,U,+! PDH.B!FG!VA\!

+/07+0<!,)!*+7)<7/<!D7=7WIK,MU0/+!;M0767N0!/07;+,F)*3!?F/!+R0!)0=+!"E!M7)0*#!07;R!

U7)<!,)!7!M7)0!;F//0*TF)<*!+F!7!*,+0!FG!.HV!GF/W7+,F)3!Q,+R0/!;0MM*!>in cellulo@!F/!

VA\!,*FM7+0<!G/FW!;0MM*!>in vitro@!]0/0!,//7<,7+0<!],+R!&'44#!%444#!"'44!YkWI$!FG!

5[\#! %3i'#! "3$4#! 43g4! YkWI$! FG! 5[1#! F/! i'44#! '444#! $'44! YkWI$! FG! CCP#! 7*!

,)<,;7+0<3!`R0!<F*0*!GF/!5[1#!CCP#!7)<!5[.!,)<-;0<!7TT/F=,W7+0M:!0f-7M!NMFU7M!

.HV3!`R0!/0<!<F+*!,)<,;7+0!5[\I,)<-;0<!.HV*!7+!``!*,+0*3!`R0!G,N-/0!/0607M*!+R7+!

+R0! T7++0/)*! FG! U7)<*! >*,+0*! FG!.HV*@! T/F<-;0<! U:!5[1#! CCP! 7)<!5[\! 7/0! +R0!

*7W0! ]R0+R0/! VA\! ,*FM7+0<! G/FW! ;0MM*! F/! ;0MM*! ]0/0! 0=TF*0<! +F! /7<,7+,F)3!

DF/0F60/#!,+!*RF]*!+R7+!+R0!T7++0/)!FG!U7)<!GF/!5[\!<,GG0/*!G/FW!+R7+!FG!5[1!F/!

CCP!7)<!/0607M*!GF/W7+,F)!FG!.HV*!7+!``!*,+0*!>;FWT7/0!],+R!D7=7W!7)<!K,MU0/+!

M7<<0/@3!?F/!G-/+R0/!<0+7,M*!,)!T/F;0<-/0*!*00!c$4d3!
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Figure 3.! `R0! *,+0*! 7)<! G/0f-0);,0*! FG! .HV*! GF/W7+,F)! in vitro! 7)<! in vivo! U:!

5[\! 7/0! *,W,M7/3! `R,*! G,N-/0! /0T/0*0)+*! +R0! W07)! FG! f-7)+,G,0<! PDIH.B!

0=T0/,W0)+*!*-;R!7*!+RF*0!<0*;/,U0<!,)!G,N-/0!$3!?F/!G-/+R0/!<0+7,M*!,)!f-7)+,G,;7+,F)!

*00!c$4d3!`R0!R,NR0*+!G/0f-0);,0*!GF/!5[\I,)<-;0<!.HV*!7/0!7+!``!*,+0*3!!

!

!

DF/0F60/#! +R0! G/0f-0);,0*! FG! .HV! GF/W7+,F)! in vitro! 7)<! in cellulo! 7/0! +R0! *7W0! ,)! +R0*0!

0=T0/,W0)+*#! 7*!]0MM! 7*! ,)!<7+7!T/0*0)+0<! ,)!`7UM0!"3!?,)7MM:#! 7)!F+R0/! 7/N-W0)+! ,*! T/F6,<0<!U:! +R0!

*,W,M7/,+,0*! ,)! +R0! :,0M<*! FG! .HV! GF/W7+,F)!],+R,)! ;7MG! +R:W-*!VA\! 7)<! Y0/7+,)F;:+0*! 0=TF*0<! +F!

5[\!+R/F-NR!G,M+0/*!0=R,U,+,)N!,);/07*,)N!;-+IFGG!]760M0)N+R!>%$$I%84!)W@!c%"d3!.FMM0;+,60M:#! +R0*0!

FU*0/67+,F)*! *+/F)NM:! *-NN0*+! +R7+! +R0! TRF+F;R0W,;7M! T/F;0**! -)<0/M:,)N! +R0! GF/W7+,F)! FG!.HV*! U:!

5[\!,*!<,/0;+!7U*F/T+,F)!FG!5[\!TRF+F)*!U:!VA\3!`R0!MF]!0)0/N:!FG!5[\!TRF+F)*!,*!*-GG,;,0)+!+F!

<,/0;+M:! 0=;,+0! VA\!],+R! *-U*0f-0)+! GF/W7+,F)! FG! U,T:/,W,<,)0! TRF+FT/F<-;+*#! UF+R! .HV*! 7)<! gI

&HH*#!:0+!7+!MF]!M060M3!`R0!T/0<FW,)7);0!GF/!.HV!GF/W7+,F)!7+!``!*,+0*!W7:!U0!0=TM7,)0<!U:!+R0!G7;+!

+R7+!+R:W,)0!R7*#!,)!G7;+#!+R0!MF]0*+!+/,TM0+!*+7+0!0)0/N:!],+R!/0N7/<!+F!F+R0/!U7*0*3!()!;F)+/7*+#!EIF=FK!

,*!0**0)+,7MM:!GF/W0<!U:!TRF+F*0)*,+,^7+,F)!/07;+,F)!W0<,7+0<!U:!*,)NM0+!F=:N0)3!

!

!

Table 1.!l,0M<*!FG!.HV*!GF/W7+,F)!>T0/!YUT!T0/!kWI$@!U:!U/F7<IU7)<!5[\#!5[1!7)<!5[.!,)!

.R,)0*0!R7W*+0/!;0MM*!>cellulo@!c"id!7)<!,)!TM7*W,<!VA\!>vitro@!c$Ed3!

! in vivo! in vitro!

5[.!>$'&!)W@! ! $3$!>mjI43$@!="4I$! "3'!>mjI43%@!="4I$!

5[1!>"a%44!)W@! $34!>mjI43$@!="4I&! "3'!>mjI43&@!="4I&!

5[\! %34!>mjI43&@!="4Ii! "3&!>mjI43$@!="4Ii!

!

!

4. Protein oxidation induced by UVA 

H/F+0,)*!7/0!W7eF/!;0MM-M7/!+7/N0+*!GF/!TRF+FF=,<7+,F)3!`R,*!,*!<-0!+F!+R0,/!7U-)<7);0!,)!;0MM*!7)<!7M*F!

+F!+R0!G7;+!+R7+!+R0:!;7//:!;R/FWFTRF/0*#!i.e.!T/,W7/,M:!*,<0!;R7,)*!F/!UF-)<!TRF+F*0)*,+,^0/*3!H/F+0,)*!

7U*F/U*! ,)! +R0! $'4I%$4! )W! /0N,F)! <-0! +F! +R0! 7/FW7+,;! 7W,)F! 7;,<*3! CFW0! T/F+0,)*! U,)<! T/F*+R0+,;!

N/F-T*! ]R,;R! 7U*F/U! ,)! +R0! 5[\! 7)<! 6,*,UM0! /7)N0#! *-;R! 7*! GM76,)*#! R0W0*3! \*! 7! /0*-M+#! <,/0;+!
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TRF+FF=,<7+,F)! W7:! F;;-/! 7)<! 7/,*0*! G/FW! 7U*F/T+,F)! FG! /7<,7+,F)! U:! +R0! T/F+0,)! F/! U:! +R0! UF-)<!

;R/FWFTRF/0*#! +R0/0GF/0! N0)0/7+,)N! 0=;,+0<! *+7+0*! F/! /7<,;7M*! +R/F-NR! +:T0! (! T/F;0**0*3! ()<,/0;+!

TRF+FF=,<7+,F)! FG! T/F+0,)*! via! +:T0! ((! W0;R7),*W! W7:! 7M*F! F;;-/! 7)<! ,)6FM60*! *,)NM0+! F=:N0)!

N0)0/7+0<!U:!0)0/N:!+/7)*G0/!G/FW!0,+R0/!T/F+0,)IUF-)<!F/!F+R0/!0)<FN0)F-*!;R/FWFTRF/0*!+F!F=:N0)3!

\MM!+R0*0!T/F;0**0*!R760!U00)!<0+7,M0<!,)!c%$I%&d3!\MM!7W,)F!7;,<!/0*,<-0*!7/0!*-*;0T+,UM0!+F!F=,<7+,F)!

c%'d3!\):RF]#! +R0! +R,FM!G-);+,F)!,)!;:*+0,)!/0*,<-0*! ,*!7WF)N!+R0!WF*+!*-*;0T+,UM0!F=,<7)+I*0)*,+,60!

+7/N0+*! ],+R,)! T/F+0,)*! 7)<! ;7)! -)<0/NF! 67/,F-*! /060/*,UM0! 7)<! ,//060/*,UM0! /0<F=! 7M+0/7+,F)*! ,)!

/0*TF)*0!+F!B9C3!

5[\#!7*!7)!F=,<7+,60!7N0)+#!R7*!U00)!*RF])!+F!T/F<-;0!67/,F-*!T/F+0,)!<7W7N0!c%gd3!()!G7;+#!+R0!

FU*0/67+,F)!+R7+!)07/!5[!]760M0)N+R!,*!7UM0!+F!,)7;+,67+0!TRF+F/07;+,67+,)N!0)^:W0!]7*!W7<0!WF/0!

+R7)! %4! :07/*! 7NF! c%id3!DF/0! /0;0)+M:#! ,)! R-W7)! *Y,)! ;0MM*#!5[\! ,//7<,7+,F)!]7*! *RF])! +F! ,)<-;0!

*-MTR:</:M! F=,<7+,F)! ,)! T/F+0,)*! +R7+! <0T0)<*! F)! ,/F)#! *,)NM0+! F=:N0)! 7)<! R:</FN0)! T0/F=,<0! c%Ed3!

5[\! 7M*F! ;7-*0<! ;R7)N0*! ,)! ;7+7M7*0! ;R7/N0! ,)! 0T,<0/W,*! /0;F)*+,+-+0<! ],+R! MF]! TRF+F+:T0!

W0M7)F;:+0*#!TF**,UM:!<-0! +F!F=,<7+,60!WF<,G,;7+,F)!FG!`/T!7)<!D0+! /0*,<-0*! c%8d3!HRF+F7N0,)N!R7*!

7M*F!U00)! 7**F;,7+0<!],+R!T/F+0,)!F=,<7+,F)! ,)!R-W7)! *Y,)#!],+R!7;;-W-M7+,F)!FG!T/F+0,)! ;7/UF):M*#!

0*T0;,7MM:!,)!+R0!-TT0/!<0/W,*3!(+!]7*!/0;0)+M:!*RF])!+R7+! +R0!/0T7,/!0)^:W0!W0+R,F),)0ISI*-MGF=,<0!

/0<-;+7*0! >DCB\@!]7*!0=T/0**0<! ,)!R-W7)!0T,<0/W,*!7)<!*T0;,G,;7MM:!-T/0N-M7+0<!U:! MF]!<F*0*!FG!

5[\! /7<,7+,F)! c&4d3! DCB\#! U:! /0<-;,)N! +R0! W0+R,F),)0! *-MGF=,<0! >D0+9@! +F! W0+R,F),)0#! +R-*!

/060/*0*! +R0! ,)7;+,67+,F)! FG! T/F+0,)*! ;7-*0<! U:! F=,<7+,F)! FG! ;/,+,;7M! W0+R,F),)0! /0*,<-0*3! \)F+R0/!

0=7WTM0!,*!N,60)!],+R!+R0!U7*0!0=;,*,F)!/0T7,/!T/F+0,)#!VA\!NINM:;F*:M7*0!R9KK"!]R,;R!/0WF60*!EI

F=FN-7),)0!7)<!R7*!U00)!*RF])!+F!U0!*0)*,+,60!+F!F=,<7+,F)#!03N3!;:*+0,)!F=,<7+,F)!c&"d3!()+0/0*+,)NM:#!

NM-+7+R,F)0!<0TM0+,F)!FG!*Y,)!G,U/FUM7*+*!7)<!W0M7)FW7!;0MM*#!]R,;R!,);/07*0*!F=,<7+,60!*+/0**#!;7-*0*!

7!*+/F)N!/0T7,/!/0+7/<7+,F)!FG!EIF=FN-7),)0!7G+0/!0=TF*-/0!+F!)F)I+F=,;!<F*0*!FG!6,*,UM0!M,NR+!F/!5[\!

/7<,7+,F)!c&$d3!DF/0F60/#!+R0!;M0767N0!7;+,6,+:!7+!EIF=FN-7),)0!/0*,<-0*!W07*-/0<!,)!T/F+0,)!0=+/7;+*!

G/FW!,//7<,7+0<!;0MM*!</FT*!+/7)*,0)+M:!7G+0/!,//7<,7+,F)3!\!WF<,G,;7+,F)!FG!R9KK"!,*!*-*T0;+0<#!U-+!,*!

)F+!;7-*0<!U:!;/,+,;7M!F=,<7+,F)!FG!.:*3!

_0! R760! /0;0)+M:! *RF])! +R7+! 0=TF*-/0! FG! 0-;7/:F+,;! ;0MM*! >i.e.! G,**,F)! :07*+! S. pombe! 7)<!

W7WW7M,7)!;0MM*@!+F!F=,<7+,60!*+/0**!,)<-;0<!U:!5[\!/7<,7+,F)!M0<!+F!,)R,U,+,F)!FG!VA\!/0TM,;7+,F)!

U:! 7!:0+! -)Y)F])!T/F;0**#!]R,;R!<F0*! )F+! /0f-,/0! 7! G-);+,F)7M!VA\!<7W7N0! ;R0;YTF,)+! /0*TF)*0#!

<0*T,+0! \`D>*TD0;"@I#! \`B>*TB7<%@I#! T%E>*TC+:"@I<0T0)<0)+! T7+R]7:*! 7;+,67+,F)! c$&#&%d3! V7+7! M0<! -*! +F!

T/FTF*0!+R7+!,)R,U,+,F)!FG!VA\!/0TM,;7+,F)!,*!<-0!+F!,WT7,/0<!/0TM,;7+,F)!GF/Y!T/FN/0**,F)#!/7+R0/!7*!7!

;F)*0f-0);0!FG!5[\I,)<-;0<!F=,<7+,60!<7W7N0!+F!T/F+0,)!+R7)!+F!VA\3!`F!R,NRM,NR+!+R,*!TF,)+#!]0!

;7//,0<! ,)60*+,N7+,F)*! F)! +]F! T/F+0,)*! ,)6FM60<! ,)! VA\! W0+7UFM,*W#! H/FM,G0/7+,)N! .0MM! A-;M07/!

\)+,N0)!>H.A\@#!7!;FG7;+F/!FG!VA\!TFM:W0/7*0*#!7)<!JB..%!T/F+0,)!,)6FM60<!,)!/0T7,/!FG!<F-UM0!

*+/7)<!U/07Y*!U:!RFWFMFNF-*!/0;FWU,)7+,F)3!

H.A\!,*!7!RFWF+/,W0/,;!T/F+0,)!]R,;R!7;+*!7*!*M,<,)N!;M7WT!F)!VA\#!;F)G0//,)N!R,NR!T/F;0**,6,+:!

+F!/0TM,;7+,60!VA\!TFM:W0/7*0*3!(+!7M*F!TM7:*!7!T,6F+7M!/FM0!,)!+/7)*M0*,F)!*:)+R0*,*3!H.A\!-)<0/NF0*!

TF*++/7)*M7+,F)7M!WF<,G,;7+,F)!*-;R!7*!WF)FI!F/!TFM:I!-U,f-,+:M7+,F)!-TF)!;0MM*!+/07+W0)+!],+R!5[.!F/!

R:</F=:-/07! ]R,;R! UMF;Y! VA\! /0TM,;7+,F)! GF/Y*3! ()! +R0! M0G+! T7/+! FG! G,N-/0! &#! +R0! U7)<*! W,N/7+,)N!

*MF]0/!+R7)!WF)FW0/,;!H.A\!M,Y0M:!/0GM0;+!-U,f-,+,M7+0<!H.A\3!C-;R!H.A\!WF<,G,;7+,F)!F;;-/*!,)!

7;+,60!H.A\#!UF-)<!+F!;R/FW7+,)3!(+!,*!)F+!,)<-;0<!U:!5[\3!()!;F)+/7*+#!/,NR+!T7/+!FG!G,N-/0!&!*RF]*!

+R7+! 7! *W7MM! G/7;+,F)! FG! H.A\!T/0*0)+! ,)! +R0! *FM-UM0! T/F+0,)! G/7;+,F)!W,N/7+0*! 7*! 7! +/,W0/! >84! YV7!

T/F+0,)@!7)<! ,*! *T0;,G,;7MM:! ,)<-;0<!U:!5[\3!`R,*!5[\I,)<-;0<!H.A\!WF<,G,;7+,F)! ,);/07*0*! ,)!7!

<F*0I<0T0)<0)+!W7))0/#!,+!F;;-/*!60/:!/7T,<M:!7)<!,+!,*!*+7UM0!GF/!WF/0!+R7)!g!RF-/*!7G+0/!,//7<,7+,F)!

>)F+! *RF])@3! (+! ,*! M7/N0M:! /0<-;0<! ]R0)! 5[\! ,//7<,7+,F)! ,*! T0/GF/W0<! ,)! +R0! T/0*0);0! FG! +R0!

7)+,F=,<7)+!AI7;0+:M;:*+0,)0!F/!A7A%#!7!f-0);R0/!FG!*,)NM0+!F=:N0)3!\M+FN0+R0/#!,+!7TT07/*!+R7+!5[\I

,)<-;0<! B9C! M07<! +F! ,//060/*,UM0#! F=,<7+,60#! ;F67M0)+! ;/F**IM,)Y,)N! U0+]00)! +R0! +R/00! *-U-),+*! FG!

H.A\3!C-;R!7)!,//060/*,UM0!H.A\!;/F**M,)Y,)N!R7*!U00)!T/06,F-*M:!/0TF/+0<!c&&d!-TF)!+/07+W0)+!FG!

R-W7)! ;0MM*! ],+R! 7^7+R,FT/,)0! TM-*! MF]! <F*0*! 5[\3! C,)NM0+! F=:N0)! +R-*! T/F<-;0<! U:!

TRF+F*0)*,+,^7+,F)! ]7*! 7M*F! /0*TF)*,UM0! GF/! +R,*! H.A\! WF<,G,;7+,F)3! `R0! 7-+RF/*! *-*T0;+! 7)!

,)+0/*+/7)<! ;/F**M,)Y! ,)6FM6,)N!X,*"'%! 7)<!P:*ii#! *,);0! )F! ;F67M0)+! +/,W0/,;! H.A\! ,*! FU*0/60<! ,)!
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;0MM*! ;7//:,)N! 7)! 7W,)F! 7;,<! ;R7)N0! ,)! H.A\! 7+! X,*"'%3! `R0! ;R0W,;7M! T/F;0**! -)<0/M:,)N! +R,*!

;F67M0)+!/07;+,F)!,*!*+,MM!-)Y)F])3!!

!

!

Figure 4.!DB.'[,! ;0MM*!]0/0! 0,+R0/! -)+/07+0<! F/! 0=TF*0<! +F! "WD!R:</F=:-/07!

>X5@!GF/!"gR#!"g!kjWn!5[.#!E4!YkjWn!5[\#!"44!WD!X$9$!GF/!%4!W,)!F/!"4!K:!!I

/7:*3! (WW0<,7+0M:!TF*+! +/07+W0)+#!;0MM*!]0/0! M:*0<!F)!,;0! ,)! M:*,*!U-GG0/!7)<!+F+7M!

*FM-UM0!7)<! ,)*FM-UM0!T/F+0,)!]0/0! MF7<0<!F)! /0<-;,)N!8!b!CVCIH\KQ3!H/F+0,)*!

]0/0! +R0)! +/7)*G0//0<! F)+F! ),+/F;0MM-MF*0! W0WU/7)0! 7)<! H.A\! T/F+0,)! <0+0;+0<!

-*,)N!WF-*0!WF)F;MF)7M!7)+,IH.A\!7)+,UF<:!>H."4#!C7)+7!./-^!1,F+0;R)FMFN:@3!

H.A\
WF)F

!o!H.A\!WF)FW0/,;3!H.A\
+/,
!o!H.A\!+/,W0/,;3 

!

!

()! 60/+0U/7+0*#! JB..%! ,*! F)0! FG! +R0! G,60! B\V'"! T7/7MFN*! ]R,;R! TM7:! )F)I/0<-)<7)+! 0**0)+,7M!

G-);+,F)*! ,)! +R0! /0T7,/! FG! VA\! <F-UM0! *+/7)<! U/07Y*! U:! RFWFMFNF-*! /0;FWU,)7+,F)3! JB..%!

<0G,;,0);:! /0*-M+*! ,)! ,WT7,/0<!VA\! <7W7N0I,)<-;0<!B\V'"! GF;,! GF/W7+,F)#! ,WT7,/0<! RFWFMFNF-*!

/0;FWU,)7+,F)! 7)<! 0M067+0<! ;R/FWF*FW0! 7U0//7+,F)*3! JB..%! ;F)+7,)*! E! ;:*+0,)! /0*,<-0*#! 7)<! ,)!

)F/W7M! N/F],)N! ;F)<,+,F)*#!JB..%! ,*!W7,)M:! /0<-;0<! >+R,FM! N/F-T*@3! H/F+0,)! 0=+/7;+*! G/FW!R-W7)!

;0MM*!X.`""g!<0G,;,0)+!>JB..%IjI@!F/!)F+!,)!JB..%!]0/0!T/0T7/0<!7)<!W,N/7+0<!F)!CVCIH\KQ3!`R0!

;FWT7/,*F)! FG! +R0! U7)<*! >*00! )F)I/0<-;,)N! ;F)<,+,F)*! ,)! G,N-/0! '@! 7MMF]0<! +F! 7MMF;7+0! +R0! G7*+!

W,N/7+,)N! U7)<! +F! JB..%! T/F+0,)! >7U*0)+! ,)! JB..%! <0G,;,0)+! ;0MM*@3! _R0)! ;0MM*! ]0/0! 5[\I

,//7<,7+0<! 7)<! T/F+0,)! 0=+/7;+*! W,N/7+0<! -)<0/! )F)I/0<-;,)N! ;F)<,+,F)*#! JB..%! T/F+0,)! U7)<!

<0;/07*0*#!+F!7MWF*+!<,*7TT07/!7+!"g4!YkWI$#!]R,M0!+R0!T/F+0,)!,*!*+,MM!T/0*0)+!,)!+R0!0=+/7;+!7*!/0607M0<!

]R0)!0=+/7;+!W,N/7+0<!-)<0/!/0<-;,)N!;F)<,+,F)*3!>G,N-/0!'#!;FWT7/0!+R0!+]F!M0G+!]0*+0/)!UMF+*@3!`R,*!

<0WF)*+/7+0*!+R7+!JB..%!-)<0/]0)+!WF<,G,;7+,F)!-TF)!5[\!,//7<,7+,F)#!]R,;R!T/060)+*!7)+,UF<,0*!

+F! /0;FN),^0! +R0! T/F+0,)! ]R0)! W,N/7+,)N! ,)! )F)I/0<-;,)N! ;F)<,+,F)*3! C,);0! WF<,G,0<! JB..%! ,*!

<0+0;+0<! U:! +R0! 7)+,UF<,0*! ]R0)! W,N/7+,)N! -)<0/! /0<-;,)N! ;F)<,+,F)*#! ,+! W07)*! +R7+! +]F! F/! WF/0!

;:*+0,)*! ]0/0! F=,<,^0<! -TF)! 5[\! ,//7<,7+,F)! 7)<! +R7+! ,+! ,*! /060/*,UM0! U:! +R0! /0<-;,)N! 7N0)+! #I

W0/;7T+F0+R7)FM3!_0!7M*F!GF-)<!+R7+!*,)NM0+!F=:N0)!T/F<-;0<!U:!5[\!/7<,7+,F)!;7-*0*!+R,*!/060/*,UM0!

<,*-MG,<0! UF-)<! ,)!JB..%3!?-/+R0/WF/0#!]0! FU*0/60<! +R7+! +R,*! TR0)FW0)F)! ,*! f-,;YM:! /060/*0<! ,)!

;0MM*3!!

! _R,M0! +R0! ;F)*0f-0);0*! FG! ,//060/*,UM0! >H.A\@! F/! /060/*,UM0! >JB..%@! F=,<7+,F)! F)! +R0!

G-);+,F)7M,+:! FG! +R0*0! T/F+0,)*! R7*! )F+! :0+! U00)! G-MM:! ,)60*+,N7+0<#! F-/! <7+7! 0WTR7*,^0! +R7+! T/F+0,)!

F=,<7+,F)!W7:!TM7:!7!/FM0!,)!+R0!<0M0+0/,F-*!0GG0;+!FG!5[\!/7<,7+,F)3!

!

!
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!

Figure 53!JB..%IT/FG,;0)+! 7)<!<0G,;,0)+! R-W7)!X.`""g!;0MM*!]0/0! 0=TF*0<! +F!

,);/07*,)N!<F*0*!FG!5[\!/7<,7+,F)3!(WW0<,7+0M:!TF*+!/7<,7+,F)#!;0MM*!]0/0!M:*0<!F)!

,;0!,)!M:*,*!U-GG0/!;F)+7,),)N!&!WD!AI0+R:MW7M0,W,<0!>AQD@!7)!,//060/*,UM0!+R,FM!

7MY:M7+,)N!7N0)+!+R7+!T/F+0;+*!;:*+0,)0!/0*,<-0*!G/FW!F=,<7+,F)!<-/,)N!M:*,*3!Qf-7M!

7WF-)+*! >%4! WN@! FG! *FM-UM0! T/F+0,)! 0=+/7;+*! ,)! )F)! /0<-;+,60! >],+RF-+! #I

W0/;7T+F0+R7)FM@! 7)<! /0<-;+,60! >"'4! WD! #IW0/;7T+F0+R7)FM@! ;F)<,+,F)*! ]0/0!

MF7<0<!F)!8!b!CVCIH\KQ!7)<!+/7)*G0//0<!F)+F!),+/F;0MM-MF*0!W0WU/7)03!X-W7)!

J/;;%! T/F+0,)! ]7*! <0+0;+0<! -*,)N! /7UU,+! TFM:;MF)7M! 7)+,IJ/;;%! 7)+,UF<:! >AF6-*!

1,FMFN,;7M#! ;MF)0!"44I"g'@3!`R0!*+7/! ,)<,;7+0*!)F)!*T0;,G,;!;/F**I/07;+,6,+:!FG! +R0!

7)+,UF<:3!

!

!

5. Conclusion 

Q=;0**,60!0=TF*-/0!+F!*-)M,NR+!,*!7!W7eF/!;7-*0!FG!*Y,)!;7);0/!U-+!7M*F!;F)+/,U-+0*!+F!T/0W7+-/0!*Y,)!

7N,)N3!`R0! +]F!W7,)!;FWTF)0)+*!FG! *-)M,NR+! +R7+!;F)+/,U-+0! +F!TRF+F;7/;,)FN0)0*,*!7)<!TRF+F7N,)N!

7/0!5[1!7)<!5[\!/7<,7+,F)#!/0*T0;+,60M:3!_R,M0!,+!,*!Y)F])!GF/!MF)N!+,W0!+R7+!5[1!,*!7!W7eF/!*F-/;0!

FG!VA\!<7W7N0#!WF/0! /0;0)+! <7+7! R,NRM,NR+! 7M*F! 7! Y0:! /FM0! FG!5[\! /7<,7+,F)! ,)! +R0! GF/W7+,F)! FG!

.HV*#! EIF=FN-7),)0! 7)<! *+/7)<! U/07Y*3! QGG,;,0)+! /0T7,/! FG! *-;R! VA\! <7W7N0! ,*! ;/-;,7M! GF/! +R0!

W7,)+0)7);0!FG!N0)FW,;!*+7U,M,+:3!()!F+R0/!]F/<*#!,)7U,M,+:!FG!;0MM*!+F!0GG,;,0)+M:!;7//:!F-+!/0T7,/!;F-M<!
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ABSTRACT  

 

The cysteine thiol groups in proteins are particulary sensitive to the redox state of the cells, and 

cysteine oxidation can regulate positively or negatively protein activity. In vertebrates, XRCC3 

is one of the five Rad51 paralogs that plays a central role in homologous recombination (HR), a 

key pathway for maintaining genomic stability. Here, we assessed the effects of reactive oxygen 

species (ROS), such as singlet oxygen (
1
O2) and free radicals, on cysteines oxidation of XRCC3 

by nonreducing/reducing SDS-PAGE. Using Chinese hamster ovarian (CHO) cells expressing 

human XRCC3 (hXRCC3) as model, we report an increase in the electrophoretic mobility of 

hXRCC3 in response to various oxidizing agents [e.g. menadione (MN) and ultraviolet A (UVA) 

radiation] suggesting the formation of intramolecular disulfide bridges. Incubation of cells with 

quenchers of 
1
O2 production or with a free radical scavenger prevents hXRCC3 oxidation in 

response to UVA or MN, respectively. Furthermore, we show that UVA radiation and MN 

induces protein S-glutathionylation in cells, and that glutathione (GSH) protects cells from the 

cytotoxic effects of UVA and MN. Unexpectedly, intracellular GSH is required for hXRCC3 

oxidation in response to UVA but not in response to the others oxidizing agents tested. Finally, 

oxidation of hXRCC3 is barely or not detected in human cells exposed to these oxidative 

stresses. Collectively, this study reveals that the sensitivity of a human protein to oxidation may 

differ whether it is expressed in CHO or in human cells. This results may have some implications 

for the production of recombinant human therapeutic proteins that are widely produced in CHO. 

 

 



 



 

 The solar UV radiation that reaches the earth’s surface is composed of 10 % UVB (280–

320 nm) and 90 % UVA (320–400 nm) the main toxic radiations (wavelengths below 300 nm) 

being blocked by the stratospheric ozone. Unlike UVB, the UVA component of solar radiation is 

weakly absorbed by DNA. Nevertheless, one of major problems due to UVA exposure is the 

production of reactive oxygen species (ROS) through the interaction with endogenous and 

exogenous chromophores. These ROS cause damage to DNA, lipids and proteins. Even if UVB 

remains the major etiological factor known to be implicated in photoinduced cutaneous 

carcinogenesis, a novel role for UVA via the production of ROS seems to emerge. In our lab, 

previous works have provided evidence that exposure of mammalian cells to UVA-induced ROS 

led to delayed S-phase and reduced DNA synthesis, by a yet unknown process, which does not 

require a functional DNA damage checkpoint response, despite ATM-, ATR-, p38-dependent 

pathways activation. The authors proposed that inhibition of DNA replication is due to impaired 

replication fork progression and/or origins activation, as a consequence of UVA-induced 

oxidative damage to proteins rather than to DNA. The project for my PhD thesis is to better 

understand the mechanism underlying this UVA-induced slowdown of DNA replication in 

human cells. 

 To study at the molecular level the effects of UVA on DNA replication, we used the DNA 

combing methodology. This technique allows measurement of the fork velocity and of the 

origins density. We show that UVA-induced ROS inhibit immediately after irradiation, but 

transiently, the progression of replication forks, while the inhibition on the initiation of origins 

lasts longer. By HPLC-MS, we show that UVA radiation induces a moderate and transient 

decrease of the level of each intracellular dNTP. The supply of ribonucleosides doesn’t seem to 

be sufficient to restore neither a normal forks velocity immediately post-UVA nor the overall 

slowdown of DNA replication. In addition, we observe a reversible oxidation of the subunit R1 

of ribonucleotide reductase, an enzyme which is involved in dNTPs biosynthesis. This oxidation 

cannot explain the transient reduction of dNTPs pool after UVA exposure, but other types of 

RNR oxidative modification could affect its activity. During UVA irradiation, the presence of 

the antioxidant sodium azide (NaN3) prevents the delay of DNA replication, limits the oxidation 

of the subunit R1 and the decrease of dNTPs pool. These results strongly suggest that the 

slowdown of DNA replication totally depends on ROS, in particular on singlet oxygen 

production induced by UVA. 

 Altogether, our data indicate that UVA irradiation affects the process of DNA replication 

by modifying the forks velocity and the activation of origins. As DNA replication impairment is 

a major cause of genetic instability, it is of importance to determine if UVA irradiation leads to 

this instability in our experimental conditions. Finally, we suspect that the target of UVA-

induced ROS is essentially cytosolic and that the mechanism driving the inhibition of replication 

is not specific of UVA-induced ROS, but could be also observed with other types of oxidative 

stress. 

 

 

 

 

Keywords : UVA, oxidative stress, DNA replication, elongation, initiation, dNTPs, 

ribonucleotide reductase. 
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