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Préambule 

 

Les rayonnements ionisants impactent les organismes vivants depuis le 

début de leur existence sur terre. Ils sont d’origine tellurique et cosmique, ces 

expositions sont dites naturelles. Les utilisations des rayonnements ionisants par 

l’Homme sont diverses, ajoutant en plus de l’irradiation naturelle d’autres sources 

d’exposition. Ils sont présents aussi bien dans le domaine industriel (bâtiment, 

alimentaire, centrale nucléaire, etc.) que dans le domaine médical au niveau 

diagnostic (scanner, mammographie, radiographie interventionnelle, scintigraphie, 

etc.) et thérapeutique (radiothérapie externe et interne). L’exposition aux 

rayonnements ionisants est actuellement estimée à en moyenne 4,5 mSv par an sur 

l’ensemble de la population humaine (IRSN, 2016). Ce chiffre est une moyenne car 

suivant la zone d’habitation, le type de sol, l’altitude et le nombre d’examens 

médicaux, toute la population n’est pas exposée exactement à la même dose de 

rayonnements ionisants. De plus, le taux d’exposition tend à augmenter avec le 

temps notamment due à l’utilisation croissante des rayonnements ionisants dans la 

sphère médicale. En effet, entre 1988 et 2008, la dose reçue estimée à augmenter 

de 0,25 mSv (UNSCEAR 2008, 2010).  

Les effets des rayonnements ionisants sur l’homme sont étudiés depuis le 

début du 20ième siècle (radiobiologie), avec deux objectifs principaux et 

potentiellement contradictoires : le traitement à travers leur efficacité à éradiquer 

les cellules cancéreuses, et la radioprotection pour mieux définir l’impact des 

différents types de rayonnements sur l’homme et protéger les travailleurs 

(industrie, nucléaire) ainsi que le public (médical). Ce dernier point a conduit la 

commission internationale de protection radiologique à définir différents seuils 

d’exposition maximale par an pour les travailleurs et pour le public (ICRP, 2007). 

  La dangerosité des rayonnements ionisants a la même origine que ce qui fait 

leur efficacité à éliminer les cellules cancéreuses : ils interagissent avec les 

différents constituants cellulaires en provoquant des altérations qui conduisent 

notamment à la mort cellulaire. Ainsi ce qui est délétère pour une cellule 

cancéreuse à de fortes chances de l’être aussi pour les cellules saines 

environnantes. De plus, suivant le taux de dommages induits au sein des cellules la 
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mort n’est pas systématique. Que cela passe par la sénescence ou l’instabilité 

génomique dans les générations cellulaires suivantes, il y a perturbation de 

l’homéostasie tissulaire. Ces travaux de thèse s’inscrivent dans ce contexte et dans 

l’objectif d’apporter de nouveaux éléments expérimentaux à la connaissance des 

effets des rayonnements ionisants à l’échelle cellulaire ainsi que dans l’espoir fou 

d’une possible extrapolation à l’échelle tissulaire. 

 

En 2016, cela fait plus de 120 ans que la radioactivité fut découverte 

par Henri Becquerel puis Marie Curie et plus de 90 ans que leur dangerosité fut 

établie. Les techniques expérimentales ont considérablement évolué depuis et de 

nombreuses découvertes s’y sont ajoutées. Toutes les connaissances répertoriées 

dans ce manuscrit sont, autant que faire se peut, à lire au regard des choses 

connues, démontrées ou postulées à ce jour. Toutes pourront être remises en 

cause, infirmées ou confirmées dans 1 heure, 1 mois, 1 an, 10 ans... Car tous 

concepts et idées sont faits pour évoluer avec un regard chaque jour renouvelé par 

les avancées scientifiques. 
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1. Les interactions des rayonnements ionisants avec 

la matière à l’échelle atomique : quelques notions 

de physique 

1.1. Nature des rayonnements ionisants  

Les rayonnements ionisants se caractérisent par leur capacité à créer, a 

minima, des ionisations et/ou excitations en traversant la matière. C’est-à-dire 

qu’ils vont induire un mouvement dans le cortège électronique des atomes, soit en 

arrachant les électrons (ionisation) (Figure I.1.1, A) soit en les faisant changer de 

couche électronique (excitation) (Figure I.1.1, B). Suivant leur nature et leur 

énergie initiale, leur probabilité d’interaction avec la matière traversée ne sera 

pas la même. Ainsi, nous distinguons les particules ionisantes et les rayonnements 

électromagnétiques.  

Les particules ionisantes possèdent une masse et une charge. C’est le cas 

des ions Hydrogènes (H+), Hélium (He2+), Fer (Fe2+), par exemple, mais également 

des électrons ou positrons. Naturellement, les électrons/positrons et He2+ 

(particules β et α, respectivement) sont émis lors de la désintégration de 

radionucléides, c’est-à-dire lors de la transition d’un atome non stable vers un 

atome stable. Ces radionucléides peuvent être d’origine naturelle tels que 

l’Uranium 238 et le Carbone 14, ou artificielle tels que le Césium 137 et le Cobalt 

60. Les protons et des ions accélérés sont issus de réactions nucléaires telles que 

celles qui ont lieu au sein du soleil, par exemple. Leur caractéristique ionisante 

peut également être obtenue artificiellement par accélération au sein 

d’accélérateurs de particules. Toutes ces particules ionisantes portent une charge 

énergétique qu’elles vont progressivement déposer lors de leur interaction avec la 

matière, en créant directement des ionisations et des excitations.  

Les rayonnements électromagnétiques ionisants sont des photons ayant une 

longueur d’onde inférieure à 10 nanomètres. Nous distinguons les rayonnements X 

et les rayonnements γ. Les rayonnements X sont émis par la désexcitation d’un 

électron lorsqu’il change de couche électronique, qui peut avoir lieu lors de la 

désintégration de certains radionucléides. Les rayonnements γ, quant à eux, sont 

produits par la transition d’un noyau excité vers un noyau stable, et ceci souvent à 
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la suite d’une désintégration α ou β, comme dans le cas du Césium 137 et du 

Cobalt 60. De par leur origine, les spectres énergétiques des rayonnements X et γ, 

ne sont pas les mêmes. Dans le cas des rayons X, c’est un spectre énergétique 

continu qui est obtenu alors que pour les rayonnements γ se sont une ou plusieurs 

raies mono-énergétiques.  

 

 

Figure I.1.1 : Interaction d’une particule ionisante avec un atome. (A) Une 

ionisation se produit quand la particule transfère une partie de son énergie (E) à un 

électron du cortège électronique et que cette énergie est suffisante pour qu’il soit 

éjecté de l’atome. La particule est déviée de sa course avec une énergie (E’) 

moins importante ; (B)  Une excitation se produit quand la particule transfère une 

partie de son énergie à un électron du cortège électronique, le faisant changer de 

couche électronique. Un rayon X est produit lors de la désexcitation de l’électron, 

c’est-à-dire lorsqu’il regagne sa position initiale. Adaptée du cours 

« Radioactivité » de l’INSTN. 

 

1.2. Interaction des rayonnements X avec la matière 

au niveau atomique  

Dans le cadre de ce travail de thèse, ce sont des rayonnements X issus 

d’un générateur de type médical qui ont été utilisés. Dans ce cas, les rayons X sont 

produits par accélération d’électrons entre une cathode et une anode 

généralement composée de tungstène ou de molybdène. L’impact des électrons sur 
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ce type de cible va induire l’excitation des électrons de la couche électronique des 

atomes de tungstène ou de molybdène. Leur désexcitation va libérer des rayons X 

avec un spectre d’énergie donné. En fonction de leur énergie qui est exprimée en 

électron volt (eV ; correspondant à environ 1,6 x 10-19 joules), les photons 

n’interagissent pas de la même façon avec les atomes. Nous distinguons trois effets 

dont la probabilité d’apparition est directement liée à l’énergie du photon et à la 

matière exposée : l’effet photoélectrique, la diffusion Compton et la production de 

paire (Figure I.1.2).  

 

Dans les trois cas, il y a arrachage d’électrons ou production 

d’électrons/positons dits secondaires qui auront une énergie dépendante de celle 

 

Figure I.1.2 : Effet des photons sur les atomes et probabilités d’occurrence 

suivant l’énergie. En fonction de l’énergie des rayons X, trois types d’interaction 

avec la matière sont possibles : (A) l’effet photoélectrique lorsque le rayon X 

transmet toute son énergie à un électron du cortège électronique de l’atome. 

Cette énergie est suffisante pour qu’il soit éjecté ; (B) la diffusion Compton 

lorsque le rayon X ne transmet qu’une partie d’énergie à un électron du cortège 

électronique de l’atome. Cette énergie est suffisante pour qu’il soit éjecté ; (C) la 

production de paire lorsque le rayon X impacte les électrons qui sont les plus 

proches du noyau de l’atome (appelé champs coulombien) produisant un électron 

et un positon. (Tirée du cours « Radioactivité » de l’INSTN). (D) Graphique 

représentant la probabilité qu’un photon produise un de ces trois effets lors de son 

interaction avec les molécules d’eau en fonction de son énergie initiale. Adaptée 

de (Gorjiara et al., 2011).   



  Partie I. Etat de l’art 

18 
 

du rayon X incident. Ces électrons secondaires vont eux-mêmes créer des 

ionisations/excitations sur des atomes plus ou moins proches de l’interaction 

initiale. La répartition dans la matière de l’ensemble des ionisations/excitations 

produites, dépend de l’énergie des rayons X incidents (Figure I.1.3).  

 

 

Figure I.1.3 : Répartitions des ionisations dans l’espace en fonction de l’énergie 

initiale des photons. Distribution dans l’espace des évènements d’ionisation des 

molécules d’eau dans un volume en trois dimensions X, Y et Z, correspondant à un 

noyau cellulaire. Simulations Monte Carlo faites pour une dose de 0,5 Gy et avec 

une énergie des photons incidents de : (A) 1.33 MeV (principalement de l’effet 

Compton) ou (B) 12 eV (principalement de l’effet photoélectrique. Travaux réalisés 

par Carmen Villagrasa et Gaëtan Gruel à l’IRSN. 

 

La somme des énergies cédées à la matière irradiée lors des 

ionisations/excitations produites par les photons incidents et les électrons 

secondaires est nommée dose absorbée. Elle est exprimée en Gray (Gy) et 

correspond à des joules par kilogramme.   
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2. Les interactions des rayons X avec les composants 

cellulaires 

Une cellule eucaryote est constituée de molécules qui sont toutes 

susceptibles d’être impactées et endommagées par les rayons X : pour 

commencer, l’eau sa composante principale ; ensuite, les lipides constituants les 

membranes, cytoplasmiques, nucléaires mais aussi celles de l’appareil de Golgi ou 

encore des mitochondries ; de plus, les protéines qu’elles soient incluses dans les 

membranes ou dans des complexes protéiques fonctionnels peuvent également être 

altérées ainsi que les acides nucléiques de l’ADN nucléaire ou mitochondrial et des 

ARNs. 

 

2.1. Radiolyse de l’eau  

Les molécules d’eau sont constituées de deux atomes hydrogène (H) 

liés à un atome d’oxygène (O) par des liaisons covalentes les rendant très stables. 

En interagissant avec les molécules d’eau, H2O, les rayons X créent du dihydrogène 

(H2), du peroxyde d’hydrogène (H2O2) et surtout des radicaux libres (H●, ●OH, HO2
● 

et électron aqueux, eaq
-). Ces éléments appelés des espèces réactives de l’oxygène 

(ERO ; ROS en anglais) sont caractérisés par leur haute réactivité chimique et une 

durée de vie très courte. Leur formation peut être décrite en trois phases 

temporelles : une purement physique incluant les ionisations et excitations décrites 

précédemment, une seconde couplant des phénomènes physiques et chimiques au 

moment duquel il y a réorganisation des molécules d’eau touchées et formation des 

ROS et une troisième phase purement chimique au cours de laquelle les ROS 

diffusent dans le milieu et peuvent interagir avec d’autre molécules (Figure I.2.4) 

(Le Caër, 2011).      
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Figure I.2.4 : Cinétique de la radiolyse de l’eau. (Le Caër, 2011) 

   

La production des ROS a des conséquences importantes car ils peuvent 

endommager les autres constituants cellulaires proches tels que les membranes 

lipidiques, les protéines et les acides nucléiques (pour une revue récente voir 

(Reisz et al., 2014)). Les dommages produits par les ROS sont regroupés sous le 

terme « effets indirects » des rayons X.  

  

2.2. Altération des lipides membranaires 

Les membranes cellulaires, telles que la membrane plasmique, 

nucléaire, mitochondriale, etc., permettent de délimiter et maintenir des 

constituants cellulaires dans des compartiments bien définis. Elles sont constituées 

majoritairement de lipides : phospholipides (en double couche), sphingolipides, 

stérols et glycolipides, mais également de protéines, constituant notamment les 

canaux ioniques. Les ionisations/excitations induites par les rayons X et les 

oxydations dues à la radiolyse de l’eau vont perturber la dynamique de ces 

structures complexes. La peroxydation et la fragmentation des lipides sont des 
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facteurs de l’altération des membranes pouvant induire l’augmentation de leur 

perméabilité et donc la perte de leur fonction de barrière (Girotti, 1998). De plus, 

le métabolisme des sphingolipides peut également être perturbé. En effet, la 

production des ROS stimule la relocalisation d’enzymes telle que l’acide 

sphingomyélinase (ASMase) qui hydrolyse la sphingomyéline (SM) conduisant à la 

production de céramide (Figure I.2.5) (Corre et al., 2010). La perte des 

sphingomyélines affecte les propriétés structurales de la membrane. La production 

de céramide va induire le déclenchement de voies de signalisation des dommages 

membranaires pouvant conduire, selon leur importance à l’arrêt de la prolifération 

cellulaire, la sénescence ou encore l’apoptose (Corre et al., 2010; Corre et al., 

2013).    

 

 

Figure I.2.5 : Effets indirects des rayons X sur la membrane plasmique. La 

peroxydation des lipides ainsi que la voie de formation de la céramide sont 

représentées. Adaptée de (Corre et al., 2010).  
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2.3. Altération des protéines  

Les protéines représentent plus de 50% de la masse cellulaire sèche 

(estimation basée sur des modèles bactériens). Elles entrent dans la composition 

des membranes cellulaires et de la chromatine. Elles interviennent également dans 

tous les processus cellulaires (métabolisme,  réplication, transcription, traduction, 

réparation, transport…). Elles sont constituées d’une séquence d’acides aminés qui 

en se repliant prend une conformation spatiale particulière (structure tertiaire) 

leur conférant une activité spécifique (par ex. enzymatique). Lors de l’exposition 

aux rayons X d’une cellule, les conséquences au niveau cellulaire vont dépendre de 

la proportion de protéines impactées. Les altérations des protéines peuvent être 

des cassures ou des modifications dans la séquence en acides aminés, des 

carbonylations et des oxydations sur certains acides aminés (méthionine ou 

cystéine) (Reisz et al., 2014). Ces différentes altérations vont induire des 

changements de conformation impliquant la perte de leur activité. Il est important 

de voir que, de par leur fonction dans tous les processus cellulaires, l’altération du 

pool protéique disponible de la cellule est très délétère pour la réparation des 

dommages au sens large donc de sa survie. Il est intéressant de citer, une étude 

comparative de la résistance aux dommages de l’ADN de différentes espèces, allant 

des bactéries aux eucaryotes en passant par les archées, qui pose l’hypothèse que 

des mécanismes antioxydants efficaces préservant le pool protéique disponible 

pourraient participer au phénomène de radiorésistance observé chez certaines 

espèces telle que Deinococcus radiodurans (Daly, 2012).  

 

2.4. Dommages de l’ADN 

L’ADN (acide désoxyribonucléique) est la molécule qui code 

l’information génétique d’une cellule. C’est une double hélice formée de deux 

brins d’acides nucléiques. Un acide nucléique est constitué d’une base purique 

(adénine et guanine) ou pyrimidique (thymine et cytosine) accrochée à un sucre 

(dextrose) qui est lié à un phosphate. Chaque brin est un enchainement de 

dextrose-phosphate et ce sont les liaisons hydrogènes entre les bases puriques et 
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pyrimidiques qui forment la double hélice. Les deux brins sont orientés dans le sens 

opposé l’un de l’autre  (Figure I.2.6).  

 

 

Figure I.2.6 : Structure de la double hélice d’ADN. L’unité de base est le 

nucléotide constitué d’un sucre (dextrose), d’un phosphate et d’une base (A pour 

adénine, T pour thymine, G pour guanine et C pour cytosine). Les couples sucre-

phosphate se lient entre eux pour constituer le squelette d’un brin et les bases se 

lient entre elles pour maintenir les deux brins ensemble, soit A-T et G-C. Tirée du 

site internet « Scitable par Nature Education ». 

 

Les dommages radio-induits de la molécule d’ADN peuvent avoir deux 

origines : le rayonnement ionisant lui-même, ou les ROS produits par la radiolyse 

de l’eau. Ils sont classés sous les termes : effet direct et indirect, respectivement. 

Cette distinction a été faite suite à des expérimentations utilisant des composés 

chimiques qui piègent les ROS (capteur ou scavenger en anglais) tels que le DMSO 

(diméthylsulfoxyde). Ces expériences ont permis de montrer que les ROS sont 

responsables d’environ 60-70% des dommages de l’ADN produits lors d’une 

irradiation (Ward, 1988). Il est à noter que ce qui est qualifié d’effet direct (30-

40%) peut également inclure des effets indirects. En effet, lorsque les molécules 

d’eau, qui entourent de manière proximale la double hélice d’ADN, sont ionisées, 
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les ROS générés vont produire des dommages sur l’ADN quasi instantanément. Ces 

ROS ne sont pas captés par le DMSO. De ce fait, il est plus juste de parler effet « 

piégeable » ou « non piégeable » (scavengeable ou unscavengeable en anglais) 

(Ward, 1988). 

Lorsque cette structure complexe qu’est l’ADN est exposée à des rayons X, 

différents types de dommages peuvent être induits, tels que des altérations de 

bases et de sucres, des pontages ADN-ADN, des pontages ADN-protéine ou encore 

des cassures de brin, simple et double. Ces différents types de dommages n’ont pas 

le même impact sur la cellule et ne seront pas reconnus et traités de la même 

manière (Figure I.2.7). 

 

 

Figure I.2.7 : Principaux types de dommages induits par les rayons X. Ils sont 

représentés sur la double hélice d’ADN (Adaptée de (Helleday et al., 2014)). Puis 

un tableau récapitulant brièvement les différentes réponses cellulaires pour 

certains de ces dommages. Les fréquences de dommages sont tirées de (Costes et 

al., 2010; Rothkamm and Löbrich, 2003; Ward, 1988). 

 

Dans le cadre de ce travail de thèse, nous nous sommes particulièrement 

intéressés aux cassures double-brin de l’ADN. Elles ne représentent qu’une faible 

proportion dans la masse globale des dommages générés par les rayons X (Figure 

I.2.7), cependant elles sont les plus délétères pour la cellule. En effet, la 
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réparation de ce type de lésion est complexifiée du fait de l’absence de brin 

matrice pour l’étape de resynthèse et de la possible perte de matériel génétique 

(Voir chapitre 4.1.2). Des lésions non ou mal réparées peuvent avoir de sévères 

conséquences sur la suivie cellulaire ou la stabilité génomique (Badie et al., 1995).    

Plus précisément, une cassure de chaine correspond à une rupture entre le 

sucre et le phosphate, au niveau de la liaison phosphodiester 3’ ou/et 5’. Dans les 

cellules humaines, le taux des cassures estimées pour 1 Gy est de 1000 par cellule 

pour les cassures simple-brin (CSB) et 20-40 par cellule pour les cassures double-

brin (CDB) (Figure I.2.7), (Costes et al., 2010; Rothkamm and Löbrich, 2003; Ward, 

1988). La notion de CDB est relativement complexe. En effet, en théorie une CDB 

est composée de deux CSB sur les brins opposés (Figure I.2.8). Ce fait soulève la 

question de distance maximale à laquelle doivent se trouver ces deux ruptures de 

chaine pour former une CDB. La valeur usuellement considérée est une dizaine 

de paires de base (Bernhardt et al., 2003; Nikjoo et al., 1997).  

 

 

Figure I.2.8 : Cassures des brins de l’ADN. (A) Cassure simple-brin,  (B) cassure 

double-brin, franche et (C) deux cassures simple-brin sur les brins opposés 

assimilées à une cassure double-brin. 

 

 Il est important de noter également qu’en fonction de la répartition des 

ionisations/excitations dans l’espace et de l’organisation tridimensionnelle de 

l’ADN, il y a une probabilité plus ou moins grande de former des dommages de 

l’ADN multiples très localisés (Ward, 1988). Ils sont appelés dommages complexes 
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car leur promiscuité les rend difficile à réparer augmentant ainsi le taux d’erreur 

de réparation (translocation) et la létalité cellulaire.   
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3. Signalisation cellulaire de la cassure double-brin 

de l’ADN 

La molécule d’ADN est organisée dans le noyau cellulaire eucaryote 

sous forme de chromatine. De par la régulation de son architecture, la chromatine 

permet de contrôler l’accessibilité de la molécule d’ADN aux protéines impliquées 

dans les processus de réplication, de transcription ou de réparation. Une cassure 

double-brin de l’ADN implique donc, non seulement, la perte de l’intégrité de la 

séquence d’ADN mais également la perturbation locale de la structure de la 

chromatine. Cette modification de la chromatine va induire la relocalisation 

successive de protéines qui vont signaliser la localisation du dommage et maintenir 

les brins d’ADN lésés.    

 

3.1. Structure de la chromatine 

3.1.1. Organisation générale 

A l’exception de la mitose, deux territoires chromatiniens peuvent être 

distingués dans le noyau cellulaire eucaryote : l’euchromatine et 

l’hétérochromatine. L’euchromatine correspond aux zones décondensées de la 

chromatine. Ce sont majoritairement des gènes transcrits qui sont situés dans ces 

zones. En effet, la forme décondensée de la chromatine permet aux protéines liées 

à la transcription d’accéder à la molécule d’ADN. L’hétérochromatine, quant à 

elle, correspond aux zones condensées. Nous distinguons deux types 

d’hétérochromatine : une constitutive et l’autre facultative. L’hétérochromatine 

constitutive est toujours retrouvée au niveau des centromères et des télomères où 

sont localisées beaucoup de séquences répétées et peu de gène. 

L’hétérochromatine facultative correspond plutôt à des régions où le niveau de 

condensation de l’ADN est modulable. Elle participe à la régulation de l’expression 

des gènes qui s’y trouvent et ceci en fonction de l’état de différentiation ou du 

type cellulaire (Gaspar-Maia et al., 2011; Richards and Elgin, 2002). Cette 

différence d’état de la chromatine est principalement induite par un jeu de 

déplacement/modification des nucléosomes.  
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3.1.2. Nucléosome l’unité de base de la chromatine  

Cette notion qu’au sein d’un noyau cellulaire eucaryote la molécule 

d’ADN est associée à des protéines est assez ancienne. C’est W. Flemming au 

environ des années 1880 qui donne le nom de chromatine à la structure présente 

dans le noyau car cette dernière a des affinités pour les colorants. C’est en 1884 

que les histones sont découvertes et identifiées comme des nucléoprotéines par 

A. Kossel. Il faut ensuite attendre 1973-74, 20 ans après la mise en évidence de la 

structure en double hélice de l’ADN (Watson and Crick, 1953), pour que soit 

observé à l’aide de la microscopie électronique la conformation dite en « perles sur 

une chaine » de la chromatine (Olins and Olins, 1974; Strätling et al., 1978). Les 

éléments répétés qui structurent la molécule d’ADN (Kornberg, 1974) sont appelés 

« nucléosomes » en 1975 (Kornberg, 1977; Oudet et al., 1975).  

La structure du nucléosome est précisément décrite chez les mammifères 

par cristallographie en 1997 (Luger et al., 1997). Le cœur du nucléosome se 

constitue par l’assemblage d’hétérodimère : H3-H4 et H2A-H2B (Kornberg, 1974; 

Kornberg and Thomas, 1974; Luger et al., 1997), chacun des couples s’assemble en 

tétramère, l’ensemble formant donc un octamère (Figure I.3.9). Environ 145-147 

paires de bases d’ADN sont enroulées autour de l’octamère d’histone (Luger et al., 

1997; McGhee and Felsenfeld, 1980). L’histone H1, quant à elle, est adjacente au 

cœur du nucléosome et permet le maintien de la structure en « collier de perle de 

nucléosomes » de la chromatine (Happel and Doenecke, 2009; Muyldermans and 

Travers, 1994; Widom, 1998). 
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Figure I.3.9 : Structure d’un nucléosome. (A) Représentation schématique d’une 

vue de la structure tertiaire des histones avec la double hélice d’ADN qui s’enroule 

autour, et à droite représentation d’ensemble du nucléosome avec les quatre 

histones canoniques : H2A-H2B et H3-H4 (Gräff and Mansuy, 2008). (B) Photographie 

en microscopie électronique de nucléosomes isolés. La barre d’échelle correspond à 

10 nm. (C) Photographie en microscopie électronique la structure en « collier de 

perle » de la chromatine. La barre d’échelle correspond à 30 nm (Olins and Olins, 

2003). 

 

Les histones sont classées en deux grands groupes : les premières dites 

« canoniques » et les secondes appelées « variants ». Les histones canoniques sont 

H1, H2A, H2B, H3 et H4. Elles sont définies ainsi car elles constituent de manière 

prépondérante les nucléosomes (Figure I.3.10). Elles ont la particularité d’être 

codées par des gènes organisés en groupe dans le génome (Albig et al., 1997; 

Braastad et al., 2004) et d’être exprimées de manière dépendante de la réplication 

de l’ADN (Marzluff et al., 2002; Osley, 1991; Stein et al., 1996; Wu and Bonner, 

1981). De plus, leurs ARN messagers (ARNm) ne contiennent pas d’intron et 

possèdent une tige boucle à la place de la queue poly-adénilée usuellement 

retrouvée en 3’ des ARNm eucaryotes (Dominski and Marzluff, 1999; Dominski and 

Marzluff, 2007; Whitfield et al., 2000). Ces tiges boucle situées en 3’ des ARN 

messagers des histones médient leur dégradation lorsque la phase S se termine, 

participant ainsi à la régulation de l’expression des histones canoniques (Hoefig et 

al., 2013; Marzluff et al., 2008; Pandey and Marzluff, 1987). 
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Figure I.3.10 : Rôles connus des histones canoniques et de leurs variants. 

Tableau présentant les différentes histones dont le rôle est connu. Pour chacune, il 

est indiqué le nombre de copie du gène dans le génome humain ainsi que le 

moment de leur expression (en fonction de la réplication, DR, ou indépendante de 

la réplication, IR). La localisation des histones et leur fonction connue sont 

également notées. H2A.Bbd pour H2A Barr body-deficient, TSH2B pour 

testis/sperm-specific H2B et CENP-A pour Histone H3-like centromeric protein A. 

Tirée de (Maze et al., 2014)  

 

Les histones H2A, H2B et H3 possèdent plusieurs isoformes non alléliques. 

Ces isoformes sont définies comme variant d’une histone par homologie de 

séquence des gènes (Talbert et al., 2012). A la différence des gènes codants pour 

les histones « canoniques », ceux codants pour les variants d’histone sont isolés 

dans le génome et sont généralement transcrits indépendamment de la phase du 

cycle cellulaire (Wu et al., 1982). Leurs ARNm présentent des introns et une queue 

poly-adénylée comme la plupart des ARNm (Mannironi et al., 1989; Millar, 2013). 

Différents rôles des variants d’histone ont été mis en évidence (Figure I.3.10), nous 

pouvons citer par exemple le variant d’histone H2A.X qui est impliqué dans la 



  Partie I. Etat de l’art 

31 
 

signalisation des dommages de l’ADN et dont les fonctions seront détaillées plus 

bas. Certains variants sont impliqués dans l’activation ou la répression des gènes 

et, de ce fait, seront préférentiellement retrouvés dans l’eu- ou 

l’hétérochromatine, c’est le cas de H2A.Z, MacroH2A, H2A.Bbd, TSH2B et H3.3 

(Figure I.3.10). 

 

3.1.3. Changement d’état de la chromatine 

Les histones ont un rôle important dans les changements d’état de la 

chromatine participant ainsi à la régulation de l’expression des gènes (Allfrey et 

al., 1964). Ces changements interviennent au cours de la transcription, de la phase 

du cycle cellulaire et de la réparation des dommages (Lusser and Kadonaga, 2003). 

Pour cela, trois modalités ont été décrites : la modification post-traductionnelle 

(MPT) des histones (Figure I.3.11, A), le remodelage de la chromatine par échange 

(déposition/reposition) de nucléosomes (Figure I.3.11, B) et celui par déplacement 

de nucléosomes le long de la double hélice d’ADN (Figure I.3.11,C) (Saha et al., 

2006). 

Les MPT des histones ont lieu majoritairement au niveau des acides aminés 

situés sur les queues C- ou N-terminales des histones (Figure I.3.11 A), qui sont 

accessibles aux différents complexes protéiques nécessaires à réalisation de ces 

modifications. Sept types de MPT ont été mis en évidence: l’acétylation, la 

méthylation, la phosphorylation, la sumoylation, l’ADP-ribosylation, 

l’ubiquitination et la biotinylation (Bannister and Kouzarides, 2011). Dans tous les 

cas, c’est la liaison covalente de ces groupements (acétyle, méthyle, phosphate…) 

qui induit un changement conformationnel des histones. Plusieurs acides aminés sur 

la queue d’une ou plusieurs des histones d’un même nucléosome peuvent être 

modifiés en même temps. C’est la mise en évidence de cette combinaison qui a 

conduit à la naissance du concept de code des histones (Jenuwein and Allis, 2001; 

Strahl and Allis, 2000).  
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Figure I.3.11 : Dynamique des nucléosomes. Elle est de trois types : (A) MPT des 

histones, (B) remodelage des nucléosomes par échange du nucléosome ou (C) par 

déplacement de celui-ci le long de l’ADN. Adaptée de (Saha et al., 2006).  

 

Le remodelage des nucléosomes est un phénomène qui se traduit soit par 

l’échange de nucléosomes, soit par déplacement de ces derniers le long de la 

molécule d’ADN (Figure I.3.11 B, C). Ces mécanismes nécessitent de l’énergie, 

obtenue par hydrolyse de l’ATP (adénosine triphosphate). Ils permettent de rendre 

accessible ou au contraire de « fermer » la chromatine. Les différents acteurs 

protéiques identifiés agissent sous formes de complexes multiprotéiques contenant 

au moins une enzyme hydrolysant l’ATP, une ATPase. Ces dernières font partie de 

la famille Snf2 et sont classées en quatre groupes : SWI/SNF, INO80,  ISW1 et CHD, 

définis sur la base des sous-unités catalytiques qu’elles possèdent (en plus de la 

région ATPase) (Flaus and Owen-Hughes, 2011; Hargreaves and Crabtree, 2011).  

 

Pour illustrer ces phénomènes, nous pouvons revenir à la notion d’eu- 

et d’hétérochromatine (Figure I.3.12). En effet, cette dynamique d’ouverture et de 

fermeture de la chromatine est orchestrée par les MPT des histones et le 

remodelage des nucléosomes (Figure I.3.12). L’euchromatine est particulièrement 
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riche en histone H3 triméthylée sur la lysine 4 (H3K4me3) et en histone H3 acétylée 

(H3ac). Les groupements acétyles présents sur l’histone H4 (H4ac) ainsi que les 

variants d’histone H2A.Z-H3.3 et H2A.Bbd permettent la décondensation de la 

chromatine (Robinson et al., 2008). Ces variants d’histone sont impliqués dans la 

déstabilisation des nucléosomes, facilitant l’échange ou le déplacement de ces 

derniers (Campos and Reinberg, 2009). A l’inverse, les zones d’hétérochromatine 

sont caractérisées par un enrichissement en histone H3 triméthylée sur la lysine 9 

(H3K9me3) et histone H4 triméthylée sur la lysine 20 (H4K20me3). Le variant 

d’histone macroH2A est également retrouvé dans ces zones et associé à un blocage 

de la transcription des gènes (Bannister and Kouzarides, 2011; Campos and 

Reinberg, 2009; Richards and Elgin, 2002).  
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Figure I.3.12 : Dynamique de la chromatine et implication des MPT des histones 

et du remodelage des nucléosomes. Différentes MPT d’histones sont indiquées en 

fonction de l’état de la chromatine : euchromatine (encadré vert), 

hétérochromatine constitutive (encadré rouge foncé) ou facultative (encadré 

rouge). De plus au sein de l’euchromatine, différentes MPT d’histones sont 

distinguées en fonction du rôle de la séquence d’ADN : gène transcrit, séquence 

amplificatrice de transcription ou ilot CpG. Adaptée de (Schones et al., 2011). 
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3.2. Modulation de l’organisation de la chromatine 

suite à des dommages de l’ADN 

3.2.1. Etat de la chromatine au moment du dommage 

Lors d’une exposition aux rayons X, l’énergie se dépose de manière 

stochastique au sein de la cellule. Lorsqu’une cellule est en interphase, une faible 

proportion d’hétérochromatine est observée, 10-15% suivant le type cellulaire et 

l’organisme (Yunis and Yasmineh, 1971). Si les dommages de l’ADN ont lieu dans 

l’euchromatine, ils peuvent être réparés très rapidement du fait de l’accessibilité 

de la molécule d’ADN. Ainsi une partie des cassures double-brin ayant lieu dans 

l’euchromatine sont résolues en moins d’une heure (Lorat et al., 2012). Ce n’est 

pas le cas des cassures induites au sein de l’hétérochromatine. L’aspect très 

condensé de la chromatine va de facto augmenter la probabilité de formation de 

groupes de dommages de l’ADN, les rendant ainsi potentiellement plus complexes. 

De plus, la condensation de la chromatine va rendre les cassures de l’ADN 

difficilement accessibles aux protéines de réparation (Cowell et al., 2007; Kim et 

al., 2007), impliquant un délai de réparation plus long (Goodarzi et al., 2008). Un 

phénomène de relaxation des zones d’hétérochromatine endommagées est 

nécessaire, induisant une apparente mobilité des cassures vers l’extérieur de 

l’hétérochromatine (Chiolo et al., 2011; Downs et al., 2007). Ainsi, les nucléosomes 

(i.e. les histones) jouent un rôle prépondérant voir même précurseur dans la 

réponse cellulaire aux dommages de l’ADN, et ceci en ayant un impact direct sur 

les modifications de conformation de la chromatine nécessaires au traitement de 

ces derniers. 

 

3.2.2. Modulation de la chromatine et signalisation des 

dommages de l’ADN  

Suite à une rupture de chaine d’ADN, un changement de conformation 

localisé de la chromatine est induit par le relâchement du surenroulement de la 

molécule d’ADN (pour revue (Cann and Dellaire, 2011)). Ce changement initial est 

proposé comme un des principaux senseurs du dommage déclenchant sa 
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signalisation (Bakkenist and Kastan, 2015). Cependant, la manière dont est détecté 

ce relâchement dans la structure de la chromatine reste peu clair. Il est à noter 

que si les ruptures de chaines sont induites au niveau de site de transcription ou de 

réplication, le blocage de leur avancée peut également être un facteur 

déclenchant la signalisation du dommage (Ljungman, 2005). 

Dans un contexte d’hétérochromatine, il y a nécessité d’ouvrir la chromatine 

pour rendre le dommage accessible aux protéines de réparation. Pour cela, 

H3K9me3, MPT d’histone constitutive des régions d’hétérochromatine, permet la 

fixation du complexe TRRAP-TIP60, dont l’activité acétyltransferase de TIP60 

acétyle les lysines de l’histone H4 participant à la relaxation de la chromatine 

(Fischle, 2009; Murr et al., 2006; Sun et al., 2009). Un autre acteur a été mis en 

évidence dans cette chorégraphie, le variant d’histone H2A.Z via le remodelage des 

nucléosomes. C’est le complexe NuA4, contenant la protéine ATPase p400, qui 

procède au remplacement de l’histone H2A par le variant d’histone H2A.Z (Altaf et 

al., 2009) contribuant ainsi à l’ouverture de la chromatine en synergie avec 

l’acétylation de l’histone H4 (Figure I.3.13) (Gursoy-Yuzugullu et al., 2015; Price 

and D’Andrea, 2013; Xu et al., 2012).    

 

 

En plus de leur rôle dans l’ouverture de la chromatine, les MPT des histones 

participent également à la signalisation des dommages. En plus de la 

phosphorylation du variant H2A.X, qui sera détaillée au chapitre suivant, nous 

pouvons citer la diméthylation de la lysine 20 de l’histone H4 (H4K20me2), 

l’ubiquitination de la lysine 15 de l’histone H2A (H2AK15ub) et l’acétylation de la 

lysine 16 de l’histone H4 (H4K16ac). Ces MPT des histones sont impliquées dans la 

mutuelle exclusion, au niveau des dommages de l’ADN, de deux protéines de 

 

Figure I.3.13 : Implication du variant d’histone H2A.Z dans la relaxation de la 

chromatine. Adaptée de (Price and D’Andrea, 2013). 
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signalisation, l’une impliquée dans la réparation par jonction d'extrémités non 

homologues (NHEJ) et l’autre dans la réparation par recombinaison homologue 

(HR) : 53BP1 (p53 binding protein 1) et BRCA1 (breast cancer 1), respectivement 

(Chapman et al., 2012; Daley and Sung, 2014; Panier and Boulton, 2014). Il est 

intéressant de noter que la dichotomie 53BP1/BRCA1 est une étape importante de 

signalisation différentielle de ces deux voies principales de réparation des 

CDB (Chapman et al., 2012; Daley and Sung, 2014). La protéine 53BP1 possède des 

domaines de reconnaissance de H4K20me2 et de H2AK15ub, qui permettent son 

maintien au niveau du dommage (pour revue, Panier and Boulton, 2014). A 

contrario, l’acétylation de H4K16 par le complexe TIP60 serait un des acteurs de 

l’exclusion, de la protéine 53BP1, de la zone endommagée (Du Toit, 2013; Hsiao 

and Mizzen, 2013; Tang et al., 2013). En effet, l’acétylation de H4K16 rendrait 

inaccessible le groupement diméthyle de sa lysine 20 (Panier and Boulton, 2014). 

H4K16ac en empêchant la fixation de la protéine 53BP1 permettrait l’association 

de la protéine BRCA1 au niveau de la cassure double brin (Figure I.3.14) (Tang et 

al., 2013). 

 

Figure I.3.14 : Modèle de relation antagoniste entre les protéines 53BP1 et 

BRCA1 pour l’accrochage au niveau d’une CDB. Il est basé sur un jeu de MPT sur 

l’histone H4. (Tang et al., 2013).   

 

3.3. Cas particulier du variant d’histone H2A.X 

Comme nous l’avons évoqué précédemment, le variant d’histone H2A.X 

a un rôle dans la réponse cellulaire aux dommages de l’ADN (Figure I.3.10). Il a été 
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mis en évidence à la fin des années 1990, que la phosphorylation de la sérine 139 

du variant d’histone H2A.X (γH2AX) est une MPT d’histone majeure dans la 

signalisation des cassures double brin (Rogakou et al., 1998; Rogakou et al., 1999).  

 

3.3.1. Quelques notions de phylogénie 

L’histone H2A.X est un des variants de l’histone H2A. Il est présent dans 

presque tous les eucaryotes de Giardia lamblia (protozoaire flagellé de l’ordre des 

Diplomonadida) à l’humain (Figure I.3.15) (Malik and Henikoff, 2003). Plusieurs 

équipes ont réalisé des reconstitutions d’arbres phylogéniques, montrant son 

origine comme para ou polyphylétique suivant les espèces (Malik and Henikoff, 

2003; Talbert and Henikoff, 2010; Thatcher and Gorovsky, 1994). Au sein du 

génome humain, le gène codant pour l’histone H2A.X se situe dans le chromosome 

11 (bras q position 23). Contrairement à la plupart des gènes codants pour des 

variants d’histone, celui codant pour l’histone H2A.X a la particularité d’être 

alternativement transcrit en deux ARNm, les deux possèdent une tige boucle 

comme les ARNm des histones canoniques qui sont transcrits en fonction de la 

réplication. Par contre l’un des deux possède également une queue polyadénylée 

en 3’ terminal, impliquant une transcription de ce dernier de façon indépendante 

de la réplication (Mannironi et al., 1989).  

 

 

Figure I.3.15 : Comparaison des séquences en acides aminés de l’histone H2A et 

du variant d’histone H2A.X de plusieurs espèces. Alignement  des séquences 

d’acides aminés en commençant à la position 97 jusqu’au bout terminal COOH. Les 

résidus conservés sont en gras. Inspirée de (Redon et al., 2002).  

 

Le variant d’histone H2A.X est présent dans 2 à 20 % des nucléosomes 

suivant le type cellulaire (Rogakou et al., 1998). La séquence protéique de H2A.X 

diffère de celle de H2A par l’addition d’un motif SQ-(E/D) en C-terminal. Ce motif 

est très conservé au sein des eucaryotes (Malik and Henikoff, 2003; Redon et al., 

2002). Des expériences chez la levure ont mis en évidence que la charge négative 
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du motif H2A SQE (Figure I.3.15) favorise l’ouverture de la structure de la 

chromatine (Downs et al., 2000).  

 

3.3.2. Les modifications post-traductionnelles du variant 

d’histone H2A.X 

Lors de la réponse aux dommages de l’ADN plusieurs MPT ont été 

décrites sur l’histone H2A.X : acétylation, ubiquitination et phosphorylation (Figure 

I.3.16).  

 

Les acétylations ont lieu sur les lysines 5 et 36 au sein du cœur de l’histone 

H2A.X, elles ont été mises en évidence par spectrométrie de masse (Xie et al., 

2010). Plus précisément, l’ajout d’un groupement acétyle sur la lysine 36 est 

constitutif. La perte de cette acétylation induirait une augmentation de la stabilité 

du nucléosome. Elle ne semble pas directement liée à la réponse cellulaire aux 

dommages de l’ADN. Cependant, dans le contexte d’une impossibilité d’acétyler la 

position 36 de l’histone H2A.X (lysine remplacée par une arginine ou une alanine), 

une diminution de la survie de cellules irradiées est observée (Jiang et al., 2010). 

La lysine 5 serait quant à elle, acétylée en réponse aux dommages de l’ADN (Ikura 

et al., 2007; Kusch et al., 2004), cependant le rôle de cette acétylation n’est pas 

très clair. En effet, la perte de la lysine 5 ne semble pas avoir d’impact ni sur la 

réparation des dommages, ni sur la survie cellulaire (Jiang et al., 2010). 

Cependant, le remplacement de la lysine 5 par une arginine (impossibilité 

 

Figure I.3.16 : Séquence en acides aminés du variant d’histone H2A.X et MPT 

associées. Les acides aminés notés en gras correspondent au domaine du cœur 

d’histone. Les MPT sont indiquées, A pour acétylation, P pour phosphorylation et U 

pour ubiquitination. Il est à noter que la séquence du variant H2A.X est similaire à 

celle de l’histone H2A (129 acides aminés) jusqu’à l’acide aminé de la position 120. 

Il peut donc être supposé que les MPT en amont sont communes aux deux histones. 

Inspirée de (Miller and Jackson, 2012; Xie et al., 2010).  
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d’acétyler) a montré que H2A/H2A.XK5ac est requis pour l’ubiquitination de 

H2A/H2A.X (Ikura et al., 2007). Cette ubiquitination de H2A/H2A.X se produit sur 

les lysines 119/120 et semble avoir un rôle important dans l’initiation de la réponse 

aux dommages de l’ADN (Huen et al., 2007; Pan et al., 2011).  

La phosphorylation de la tyrosine 142 des H2A.X a été décrite comme 

constitutive. C’est sa déphosphorylation qui se produit en réponse à l’irradiation 

(Krishnan et al., 2009; Xiao et al., 2009). Cependant, cet aspect reste controversé 

car cette phosphorylation n’a pas été confirmée par spectrométrie de masse (Xie 

et al., 2010). Les phosphorylations de la thréonine 101 et de la thréonine 136 ont 

été mises en évidence par spectrométrie de masse (Li et al., 2010; Xie et al., 

2010), mais aucun rôle dans la réponse cellulaire aux dommages n’a été mis en 

évidence à ce jour. C’est la phosphorylation de la sérine 139 (γH2AX) qui est la 

MPT d’histone majeure dans la signalisation des cassures double brin (Rogakou et 

al., 1998; Rogakou et al., 1999). 

 

3.3.3. Rôles de la phosphorylation sur la sérine 139 de 

l’histone H2A.X (γH2A.X) 

3.3.3.1. Signalisation des cassures double-brin de l’ADN 

Le rôle le plus caractérisé de γH2A.X est la signalisation des cassures 

double-brin de l’ADN (CDB). En effet, γH2A.X est observée en réponse à un 

traitement induisant des dommages de l’ADN, exposition aux rayonnements 

ionisants, à des agents chimiques tel que le 4-hydroxytamoxifen (OHT), etc. C’est 

en 1998 qu’a été montrée, pour la première fois, la corrélation entre 

l’augmentation de γH2A.X et les CDB de l’ADN au sein de cellules de mammifères 

(Rogakou et al., 1998), ainsi que l’amplification de cette phosphorylation sur une 

région d’environ deux mégabases autour de la cassure (Rogakou et al., 1999). 

γH2A.X est détectable à l’aide d’un microscope à fluorescence sous forme de 

foyers quelques minutes après l’exposition aux rayonnements ionisants (Figure 

I.3.19). C’est à 30 minutes après l’induction des dommages de l’ADN que le 

maximum de foyers γH2A.X est détecté avant leur décroissance.  
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La phosphorylation de l’histone H2A.X est réalisée par des protéines 

kinases de la famille des phosphatidylinositol-3-OH-kinases (PIK), telles que ATM 

(ataxia telangiectasia mutated protein) (Figure I.3.18), DNA-PKcs (DNA-dependent 

protein kinase catalytic subunit) et ATR (ataxia telangiectasia and Rad3-related 

protein) (Tableau I.3.17), (Andegeko et al., 2001; Burma and Chen, 2004; Burma et 

al., 2001; Rotman and Shiloh, 1999; Stiff et al., 2004). Les protéines ATM et DNA-

PKcs sont recrutées simultanément au niveau des dommages de l’ADN (Caron et 

al., 2015; Shrivastav et al., 2009). La présence de ces kinases au niveau du 

dommage est dépendante de protéines de recrutement telles que NBS1 (Nijmegen 

breakage syndrome 1) (associée au complexe MRN : MRE11/RAD50/NBS1), ATRIP 

(ATR interacting protein) (Figure I.3.18) et Ku80 (en hétérodimer avec Ku70) 

(Celeste et al., 2003; Falck et al., 2005; Zhou et al., 2006). De plus, 

l’ubiquitination de la lysine 119/120 de H2A.X semble également importante au 

démarrage de la signalisation des dommages de l’ADN. En effet, si elle est abolie, 

par mutation de la lysine en arginine, ATM n’est pas relocalisée au niveau des 

dommages et il y a une réduction de la formation de foyers γH2A.X (Pan et al., 

2011).  

 

 

Tableau I.3.17 : Protéines kinases de la famille des PIK impliquées dans la 

phosphorylation de l’histone H2A.X en réponse à des dommages de l’ADN. 
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γH2A.X a été décrite comme une plateforme pour l’accrochage de 

protéines telles que MDC1 (mediator of DNA damage checkpoint protein 1) (Figure 

I.3.18), 53BP1 ou BRCA1, qui vont guider le recrutement des protéines de la 

réparation (Bassing et al., 2002; Celeste et al., 2002). Plus tard, des expériences 

de déplétion de H2A.X dans des cellules embryonnaires de souris ont montré que 

γH2A.X ne semble pas indispensable au recrutement initial de ces protéines mais 

serait plutôt important au maintien de ces dernières au niveau des dommages de 

l’ADN (Celeste et al., 2003). 

 

 

Figure I.3.18 : Premières étapes de la gestion cellulaire d’une CDB. Schéma 

récapitulatif de la mise en place de la signalisation d’une CDB avec la présence du 

complexe MRN, dont NBS1 permet l’arrivée d’ATM phosphorylée. ATM phosphoryle 

la sérine 139 du variant d’histone H2A.X (γH2A.X) permettant l’accrochage de 

MDC1. Le complexe TRRAP-TIP60 quant à lui acétyle les lysines de H4 (H4ac) 

permettant l’ouverture de la chromatine (voir chapitre 3.2.2). Adaptée de 

(Gospodinov and Herceg, 2013). 

 

3.3.3.2. Autres rôles constitutifs 

La phosphorylation de la sérine 139 de l’histone H2A.X est également 

observée dans d’autres processus cellulaires impliquant la formation 

« physiologique » de CDB de l’ADN. Nous pouvons citer comme exemple les 

réarrangements des gènes codant pour les récepteurs et les immunoglobulines qui 

font partis du mécanisme de maturation des cellules lymphocytaires 

(recombinaison V(D)J pour Variable Diversity Joining) (Fernandez-Capetillo et al., 

2004). 

ATM et γH2A.X seraient également impliquées lors de la transcription des 

gènes (exemple TGFβ), (Singh et al., 2015). Ainsi, la phosphorylation de la sérine 
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139 et de la thréonine 136 de l’histone H2A.X (réalisée par DNA-PKcs et/ou ATM) 

impliquerait une déstabilisation du nucléosome par décrochage de l’histone H1 (Li 

et al., 2010), rendant l’ADN accessible au complexe de transcription (Beato et al., 

2015). 

La phosphorylation de l’histone H2A.X varie également selon la phase du 

cycle cellulaire et ceci indépendamment d’un stress exogène (Figure I.3.19). En 

effet en phase S du cycle, lorsque l’ADN est en cours de réplication, une 

augmentation importante du taux de petits foyers γH2A.X est observée au sein des 

noyaux. Le taux de γH2A.X augmente également en mitose, mais cette fois de 

façon globale à l’ensemble des chromosomes (Ichijima et al., 2005; McManus and 

Hendzel, 2005; Tu et al., 2013). Comme dans le cas de la réponse aux dommages 

de l’ADN, l’histone H2A.X est phosphorylée par ATM, DNA-PKcs ou ATR (Burgess et 

al., 2014; Ichijima et al., 2005; Jette and Lees-Miller, 2015; McManus and Hendzel, 

2005; Shang et al., 2014; Tu et al., 2013). Cependant, le rôle de cette 

phosphorylation est moins clair. Les travaux de Burgess et al., suggère que 

l’importante condensation de la chromatine pourrait être à l’origine du 

déclanchement de l’activation d’ATM/ATR et donc de la phosphorylation du variant 

d’histone H2A.X (Burgess et al., 2014). La même année, une équipe travaillant sur 

le point de contrôle de la mitose, au moment de l’assemblage du fuseau mitotique, 

a mis en évidence la présence d’ATM et de γH2A.X au niveau des kinétochores et 

ceci en prometaphase (Eliezer et al., 2014). Après la formation du kinétochore, la 

phosphorylation de H2A.X pourrait être étendue sur l’ensemble  du chromosome, 

mais à ce jour, ce mécanisme reste encore à élucider. 

 



  Partie I. Etat de l’art 

44 
 

 

Figure I.3.19 : Phosphorylation de l’histone H2A.X sur la sérine 139 dans les 

différentes étapes du cycle cellulaire et en réponse aux dommages de l’ADN. La 

barre d’échelle correspond à 10 µm. 
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4. Gestion cellulaire des cassures double-brin de 

l’ADN et devenir cellulaire   

 La signalisation des CDB est suivie d’un arrêt dans la progression du 

cycle cellulaire permettant le déroulement du processus de réparation des 

dommages. Les mécanismes moléculaires mis en place pour l’arrêt du cycle et la 

réparation des dommages sont étroitement dépendants de la phase du cycle 

cellulaire dans laquelle se trouvent les cellules lors de l’exposition à un stress 

génotoxique. De plus, la mauvaise voir l’absence de réparation des dommages peut 

avoir différents impacts, allant de l’instabilité génomique à la mort cellulaire ou la 

sénescence.    

 

4.1.  Perturbation du cycle cellulaire 

4.1.1. Description générale du cycle cellulaire 

Le cycle d’une cellule en prolifération est composé de quatre grandes 

phases : G1, S, G2 et M. Dans le cas de cellules somatiques, il permet le passage 

d’une cellule mère à deux cellules filles et donc d’accroitre la population 

cellulaire. C’est donc un processus essentiel au maintien de l’homéostasie 

tissulaire d’un organisme. Durant les phases G1, S et G2, les cellules sont dites en 

interphase. La chromatine est relâchée et organisée en zones plus ou moins 

condensées d’hétéro- et d’euchromatine. C’est au cours de ces phases que peut 

avoir lieu la transcription des gènes.  

La réplication de l’ADN a lieu spécifiquement en phase S. Elle implique 

l’ouverture de la double hélice d’ADN et la dépose des nucléosomes permettant la 

duplication des deux brins d’ADN, puis la reconstitution de la chromatine par le 

repositionnement des nucléosomes sur les deux doubles hélices néoformées (Probst 

et al., 2009). En phase G2, la chromatine est donc dupliquée.  

C’est durant la mitose que la chromatine se condense pour former les deux 

chromatides sœurs qui constituent les chromosomes. Les deux chromatides sœurs 

sont ensuite séparées pour être réparties dans les deux cellules filles. La mitose se 

déroule en cinq phases : prophase/prométaphase, métaphase, anaphase, télophase 
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et cytodiérèse. En prophase, les chromatides sœurs commencent à se condenser, 

dans le noyau, et forment des chromosomes rattachés par un centromère. En 

parallèle dans le cytoplasme, les deux centrosomes migrent aux pôles opposés de 

la cellule et à partir de ces derniers, un fuseau mitotique commence à se 

développer. Ce fuseau mitotique est constitué de trois types de microtubules : les 

microtubules polaires qui relient les centrosomes entre eux et les microtubules 

kinétochoriens qui lient les centrosomes aux centromères des chromosomes. A 

ceux-ci, s’ajoutent les fibres de l’aster, microtubules qui maintiennent les 

centrosomes à la membrane plasmique. La membrane nucléaire se dissocie à la fin 

de la prophase et c’est également à ce moment que des complexes protéiques, 

appelés kinétochores, se forment au niveau des centromères des chromosomes. 

C’est au niveau des kinétochores que s’accrochent les microtubules kinétochoriens. 

Durant la métaphase les chromosomes s’organisent à équidistance des deux 

centrosomes pour former la plaque métaphasique. Lorsque tous les kinétochores 

sont accrochés aux microtubules et que les chromosomes sont biens alignés, les 

chromatides sœurs sont séparées et tirées vers les deux centrosomes, c’est 

l’anaphase. Une fois les chromosomes aux deux pôles de la cellule les membranes 

nucléaires se reforment et les chromosomes se décondensent pour former deux 

noyaux, nous sommes donc en présence d’une cellule binucléée, cette étape est 

appelée télophase. La cytodiérèse est la toute dernière étape du cycle où la 

membrane plasmique se sépare pour former les deux cellules filles.  

Suivant l’état de différenciation et le type cellulaire les phases du cycle sont 

plus ou moins longues. Certains types cellulaires passent par une cinquième phase 

dite G0, où les cellules arrêtent de se diviser, elles sont dites en quiescence. C’est 

le cas des lymphocytes, par exemple.  

La progression d’une cellule dans le cycle est contrôlée par un ensemble de 

protéines : les kinases dépendantes des cyclines (CdK), les cyclines (Figure I.4.20) 

ainsi que des activateurs et inhibiteurs de CdK. C’est le jeu de localisation et 

d’expression de ces différentes protéines qui guide la progression du cycle 

cellulaire.  
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Figure I.4.20 : Vue d’ensemble du cycle cellulaire. Pour chacune des principales 

phases du cycle, G1, S, G2 et M, les complexes protéiques CdK-cyclines sont 

indiqués. L’état de la chromatine et la proportion d’ADN sont représentés associés 

à chaque phase. Le trait orange correspond au centromère et les boules bleues aux 

télomères. Pour chacune des phases, le point de contrôle est indiqué ainsi que les 

conditions permettant la progression à travers le cycle.  

 

Les CdK ont une concentration stable durant tout le cycle cellulaire. C’est la 

régulation de la concentration des cyclines qui agit sur l’activité des CdK 

impliquant l’avancée de la cellule dans le cycle cellulaire. Les complexes cycline 

D-CdK4/CdK6 sont essentiels dans la phase G1. Ainsi, la cycline D est exprimée 

aussi longtemps que dure la phase G1. La cycline E est également retrouvée en 

phase G1, elle s’associe à CdK2 pour réguler le passage vers la phase S. Ensuite, 

c’est la cycline A qui se lie à CdK2 permettant la progression en phase S. Pour les 

phases G2 et M, c’est CdK1 qui entre en jeu en s’associant successivement avec la 

cycline A, lors de la phase G2, puis la cycline B, lors de la phase M (Figure I.4.20), 

(pour revue (Vermeulen et al., 2003)). 

 En plus de l’association avec les cyclines, les CdK sont activées par 

phosphorylation/déphosphorylation sur certaines de leurs thréonines et tyrosines. 

Nous pouvons citer comme exemple, les protéines kinases Wee1 et Myt1 qui 
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interviennent pour phosphoryler CdK1 et l’inactiver, et Cdc25 qui intervient pour 

déphosphoryler CdK1 permettant de l’activer (Lew and Kornbluth, 1996).   

Un autre grand groupe de protéines intervient dans la progression du cycle 

cellulaire par la régulation de l’activité des CdK, ce sont les inhibiteurs des CdK 

(CKi). Nous pouvons distinguer deux familles : INK4 et Cip/Kip. Les CKi de la famille 

INK4 inactivent spécifiquement CdK4 et CdK6, impliquant un maintien en phase G1. 

Nous pouvons citer, entre autres, les protéines p15 (INK4b), p16 (INK4a), p18 

(INK4c) et p19 (INK4d). Les CKi de la famille Cip/Kip tels que p21 (Waf1 ou Cip1), 

p27 (Cip2), p57 (Kip2) inhibent également les CdK de la phase G1 mais également 

le complexe cycline B-CdK1 présent en phase M. De plus, les protéines de cette 

famille ont d’autres rôles connus, notamment p21 qui inhibe aussi la synthèse de 

l’ADN en bloquant la protéine PCNA (proliferating cell nuclear antigen). Il est à 

noter que p21 est sous contrôle transcriptionnel de la protéine p53 bien connue 

comme ayant un rôle de suppresseur de tumeur et pour son implication dans la 

réponse aux stress génotoxiques.  

Chacune des phases du cycle possèdent un point de contrôle permettant la 

vérification : (i) de la présence de conditions environnementales favorables (phase 

G1), (ii) de l’intégrité du génome (phases G1 et G2), (iii) du déroulement de la 

réplication (phase S), et (iv) de l’alignement des chromosomes sur le fuseau 

mitotique (phase M) (Figure I.4.1) (Alberts et al., 2007). La détection d’une 

anomalie par l’un des quatre points de contrôle entraine un blocage dans la 

progression du cycle cellulaire jusqu’à la résolution du problème.   

 

4.1.2. Arrêt du cycle cellulaire lié à la phase du cycle 

L’endommagement de l’ADN est l’un des motifs de l’arrêt dans la 

progression du cycle cellulaire. Les principaux acteurs de cet arrêt sont les 

interactions entre les protéines impliquées dans la réponse aux dommages et les 

protéines régissant les points de contrôle du cycle cellulaire (Kastan and Bartek, 

2004). Ces acteurs diffèrent un peu en fonction de la phase du cycle au cours de 

laquelle sont générés les dommages (Figure I.4.21).  
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Figure I.4.21 : Activation des points de contrôle du cycle cellulaire suite à des 

dommages de l’ADN. Dans ce schéma simplifié, nous pouvons distinguer six 

points correspondant à un arrêt en phase G1 (1), durant la transition G1/S (2), au 

cours de la phase S (3), de la phase G2 (4), au début de la phase M (5) ou encore 

lors de l’alignement des chromosomes sur le fuseau mitotique entre la métaphase 

et l’anaphase (6). Les principaux acteurs sont ATM, ATR phosphorylant les 

protéines p53, Chk1 et Chk2, bloquant ainsi par l’intermédiaire des protéines p21 

ou Wee1 les différents complexes CdK-cyclines du cycle. Le point de contrôle entre 

la métaphase et l’anaphase est le seul à faire intervenir les protéines Mad ou Bud 

pour bloquer la sous unité cdc20 du complexe APC (Shaltiel et al., 2015; 

Vermeulen et al., 2003). 

  

Les protéines kinases ATM/ATR sont les principaux déclencheurs des 

cascades conduisant à l’arrêt du cycle notamment en phosphorylant les protéines 

Chk1, Chk2 (Check Point 1, Check Point 2) et en activant la protéine p53 (Deckbar 

et al., 2011; Shaltiel et al., 2015; Shibata et al., 2010). Comme nous l’avons vu 

précédemment la protéine p53 est un activateur transcriptionnel de la protéine 

p21, CKi qui bloque la progression dans le cycle en inhibant la formation des 

complexes cycline/CdK. En plus de son rôle central dans l’arrêt du cycle cellulaire, 

la protéine p53 intervient également dans l’entrée en mort ou en sénescence 

cellulaire (Kuerbitz et al., 1992). 
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Figure I.4.22 : Le point de contrôle de l’assemblage du fuseau mitotique en 

condition normale. Le PCAFM est actif au cours de la prométaphase lorsque les 

microtubules sont en cours d’accrochage sur les kinétochores des chromosomes. En 

métaphase, le PCAFM est désactivé si les kinétochores sont biens alignés sur les 

microtubules pour former la plaque métaphasique. C’est le complexe APC qui 

permet le passage en anaphase ou les chromatides sœurs seront séparées. Tant 

que le PCAFM n’est pas désactivé le complexe MCC (Mitotic checkpoint complex) 

bloque le complexe APC (Anaphase-Promoting Complex) et la mitose est bloquée 

en métaphase (voir aussi le paragraphe 4.1.2 « Arrêt du cycle cellulaire lié à la 

phase du cycle »). Tirée de (Vitale et al., 2011).   

 

Le dernier point de contrôle du cycle est celui de l’assemblage du fuseau 

mitotique (PCAFM), activable entre la prométaphase et l’anaphase. Il bloque la 

séparation des deux chromatides sœurs vers les centrosomes tant que les 

chromosomes ne sont pas alignés sur le fuseau mitotique. C’est un jeu de tension 

mécanique au niveau des microtubules (Foley and Kapoor, 2013). Le complexe MCC 

(Mitotic checkpoint complex) contenant, en autre, les protéines Mad (Mitotic Arrest 

Deficient) et Bud (Budding Uninhibited by Benomyl), intervient dans ce cas pour 

inhiber la sous unité cdc20 du complexe APC (Anaphase-Promoting Complex) 

(Figure I.4.21 et Figure I.4.22) (pour revue, Vermeulen et al., 2003). Tant que le 

PCAFM est activé, le complexe MCC bloque le complexe APC et empêche l’entrée 

en anaphase. Lorsque les chromosomes sont accrochés de chaque côté aux 

microtubules par leur kinétochore, le PCAFM est désactivé et les chromatides 

sœurs sont séparées (Figure I.4.22).  
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4.2.  Réparation des dommages de l’ADN 

4.2.1. Réparation de la séquence lésée de l’ADN  

Après la signalisation des dommages de l’ADN, deux mécanismes 

principaux de réparation des CDB sont possibles : la jonction des extrémités non 

homologues (NHEJ) et la recombinaison homologue (HR) (Figure I.4.23).  

Le mécanisme de réparation le plus courant, quel que soit la phase du cycle 

cellulaire, est NHEJ. En effet, la réparation par NHEJ se fait pas simple jointement 

des deux extrémités d’ADN lésées et n’implique pas la présence d’un brin d’ADN 

homologue (Rothkamm et al., 2003; Shibata and Jeggo, 2014). Elle est peu 

conservative car la cassure peut entrainer une perte de plusieurs nucléotides qui, 

dans ce cas, ne seront pas resynthétisés (Lieber, 2008). La voie NHEJ consiste en un 

jointement des deux extrémités lésées, avec peu voir, pas de résection des bouts 

3’ de l’ADN (Figure I.4.23 A). Pour cela, l’hétérodimère pKu70/80 vient se fixer de 

part et d’autre de la CDB au niveau des bouts d’ADN libres (Walker et al., 2001). 

De ce fait, il empêche la résection des extrémités 3’ par l’exonucléase Exo 1 (Shao 

et al., 2012; Sun et al., 2012). Ensuite DNA-PKcs accompagnée de la protéine 

Artemis, arrivent sur le lieu de la CDB. DNA-PKcs en phosphorylant Artemis lui 

permet acquérir une activité d’endonucléase. Ainsi, Artemis « nettoie » la CDB en 

3’ et 5’ permettant la formation d’extrémités franches (Ma et al., 2002). Le 

complexe ligase IV-XRCC4 peut ensuite agir en liguant les deux extrémités de la 

double hélice d’ADN (Figure I.4.23 A) (Ma et al., 2004).  
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Figure I.4.23 : Voies de réparation des CDB de l’ADN en fonction de la phase du 

cycle cellulaire. Durant toutes les phases du cycle cellulaire, lorsque 53BP1 se fixe 

au niveau de la CDB, c’est la voie de réparation par NHEJ (A) qui est privilégiée, 

alors que la voie de réparation par RH (B) n’a lieu que durant les phases S et G2 du 

fait de la présence de la chromatide sœur. Dans ce cas, c’est BRCA1 qui se fixe au 

niveau de la CDB. Adaptée de (Gospodinov and Herceg, 2013). 

 

Lorsque les CDB ont lieu en phase S et en début de G2, les deux chromatides 

sœurs sont présentes dans le noyau, la partie d’ADN lésée peut être réparée à 

l’aide de la séquence homologue situé sur la chromatide sœur non endommagée, 

ce processus est appelé HR. La réparation par HR est fidèle, du fait de l’utilisation 

d’une séquence homologue comme matrice de réparation, (Karanam et al., 2012; 
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Shibata and Jeggo, 2014). Ce mécanisme nécessite une grande résection de ces 

extrémités 3’ permettant la formation d’ADN simple-brin (Figure I.4.23 B). Dans ce 

cas, pKu70/80 sont éliminés permettant la résection, des brins dans le sens 3’-5’, 

faite par des protéines ayant des activités d’exonucléase et endonucléase telles 

qu’Exo 1, Mre11 et CtIP. L’ADN simple-brin formé est protégé par la protéine RPA 

(replication protein A). RPA est ensuite remplacée par la protéine Rad 51 

permettant l’initiation de l’appariement et l’invasion du brin de la chromatide 

homologue pour former un duplex d’ADN homologue (jonction de Holliday). Ce 

mécanisme permet à l’ADN polymérase de synthétiser un nouveau brin à partir du 

brin homologue (Figure I.4.23 B). A la fin de la synthèse du nouveau brin, la 

jonction de Holliday est résolue par des nucléases telles que MUS81–EME1, SLX1–

SLX4 et GEN1, et des topoisomérases (Wechsler et al., 2011), (pour revue générale 

(Thompson, 2012)).    

 

4.2.2. Restauration de la chromatine 

La signalisation et la réparation des CDB induisent un remodelage de la 

chromatine, impliquant une modification de l’épigénome par MPT des histones et 

échanges d’histones. Une fois la séquence nucléotidique réparée, que ce soit par la 

voie de réparation NHEJ ou HR, une restauration de la structure initiale de la 

chromatine doit s’effectuer pour préserver la stabilité génomique (Dabin et al., 

2016; Smerdon, 1991; Soria et al., 2012). Deux aspects peuvent être distingués : i) 

le retour à l’état initial des MPT des histones, et ii) le replacement des 

nucléosomes. 

Nous avons vu précédemment que le variant d’histone H2A.X est phosphorylé 

sur sa sérine 139 juste après l’induction des dommages permettant leur 

signalisation. Une fois le dommage réparé, γH2A.X doit être déphosphorylée. Deux 

modèles de déphosphorylation de γH2A.X après réparation ont été proposés. Dans 

le premier, γH2A.X serait directement déphosphorylée au niveau de la chromatine 

par une phosphatase, la protéine PP2A (protein phosphatase 2A) (Figure I.4.24, 

point 1). Ceci est étayé par la colocalisation de PP2A avec γH2A.X, et également 

par l’inhibition de l’élimination de γH2A.X lorsque l’expression de PP2A est 

bloquée, par l’utilisation d’ARN interférence (Chowdhury et al., 2005).  
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Figure I.4.24 : Modèle de la dynamique de la chromatine après des CDB. Après 

induction de CDB (étoile jaune), trois grandes étapes peuvent être mises en 

lumière : l’ouverture de la chromatine par la déposition de nucléosomes et la 

signalisation de la CDB par la phosphorylation du variant d’histone H2A.X (trèfle 

vert) ; la réparation de l’ADN et la restauration de la chromatine après réparation. 

Durant cette dernière étape, nous avons distingué la déphosphorylation γH2A.X 

pouvant impliquer deux processus distincts (1 et 2) et le repositionnement de 

nucléosomes (3).  Inspirée de (Adam et al., 2013; Heo et al., 2008; Svetlova et al., 

2010). 

 

Dans le deuxième modèle, il y aurait d’abord déposition du variant H2A.X 

phosphorylé puis déphosphorylation. Dans ce cas, il a été montré dans un système 

acellulaire que le complexe FACT catalyse la réaction d’échange du couple H2B-

H2A.X phosphorylé avec H2B-H2A.X non phosphorylé (Heo et al., 2008). Une fois 
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déposé, γH2A.X serait déphosphorylée également par une phosphatase, la protéine 

PP2Cγ (protein phosphatase 2Cγ) (Kimura et al., 2006), (Figure I.4.24, point 2). Ce 

modèle est alimenté par le constat que l’inhibition des phosphatases, par la 

caliculine A, n’empêche pas la décroissance du nombre de foyers γH2A.X avec le 

temps alors que γH2A.X est toujours observé par western blot. Ceci laisse supposer 

que la disparition des foyers γH2A.X n’est pas obligatoirement la conséquence de la 

déphosphorylation de γH2A.X et que sa déposition ne nécessite pas de 

déphosphorylation (Nazarov et al., 2003; Svetlova et al., 2007).  

La reformation des nucléosomes déposés ou déplacés nécessaire à la 

restauration de la chromatine ne se fait pas simplement en reposant les anciens 

couples d’histone (histones parentales) déposés lors de l’ouverture de la 

chromatine (avant la réparation) mais également par le positionnement de 

nouveaux couples d’histones (Figure I.4.24, point 3). Ceci a été montré, en réponse 

à un stress aux UVC, notamment pour les couples d’histones H3-H4 par 

l’incorporation des variants d’histone H3.1 et H3.3 (Adam et al., 2013; Polo et al., 

2006). C’est le cas également pour l’incorporation du variant d’histone H2A.Bbd, 

observée dans le cas d’une resynthèse d’ADN lors de la réparation par HR (Sansoni 

et al., 2014). Les protéines chaperonnes d’histones (HIRA, SPT16 et CAF-1) sont des 

acteurs dans le repositionnement des variants d’histone H3.3 et H3.1 lors de la 

restauration de la chromatine (Adam et al., 2013; Polo et al., 2006; Zhu and Wani, 

2010). Ce type d’étude n’a pas été réalisé dans le cadre de la réponse aux 

rayonnements ionisants et mériterait d’être exploré, d’autant plus que la présence 

de nouvelles histones/MPT d’histone positionnées sur le site d’une ancienne CDB 

pourraient constituer une empreinte/cicatrice du dommage (Dabin et al., 2016; 

Orlowski et al., 2011; Soria et al., 2012; Zhu and Wani, 2010).   

 

4.3.  Devenirs cellulaires possibles 

Tout ce que qui a été décrit dans la partie précédente détaille les 

grands processus nécessaires à un retour à l’état initial de l’ADN et de la 

chromatine après des dommages. Cependant un écueil dans la réalisation de ces 

processus peut avoir un impact sur le devenir des cellules endommagées, en plus 

du taux d’endommagement des cellules et de la complexité de ces dommages cela 
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peut dépendre aussi du type cellulaire étudié et des conditions expérimentales ou 

environnementales (carence en nutriment, in vivo/in vitro, …). Lorsque les 

dommages ne sont pas ou mal réparés, différents processus peuvent se mettre en 

place : la mort cellulaire, la sénescence, la catastrophe mitotique ou l’instabilité 

génomique au sein des générations suivantes (Figure I.4.25).  

 

 

Figure I.4.25 : Devenirs cellulaires après exposition aux rayonnements 

ionisants. Représentation de trois devenirs possibles : la mort cellulaire, la 

sénescence et l’instabilité génomique des générations cellulaires suivantes lorsque 

les cellules endommagées peuvent encore se diviser (cellules de couleur rose/rose 

foncé et verte). Adaptée de (Suzuki et al., 2003a).   

 

4.3.1. La mort cellulaire radio-induite 

L’une des principales conséquences des rayonnements ionisants, 

surtout à forte dose, est la mort cellulaire. C’est d’ailleurs, l’effet escompté pour 

l’éradication des cellules tumorales en radiothérapie. Une cellule morte est 

caractérisée par la perte de façon irréversible de la perméabilité de sa membrane 

plasmique et/ou par sa fragmentation complète (Galluzzi et al., 2014a). Dans le 

cas de la mort radio-induite, nous pouvons distinguer : l’apoptose, l’autophagie, 

l’oncose (avec une fin nécrotique) (Figure I.4.26) et la mort mitotique. Elle peut 

survenir immédiatement après l’exposition (surtout observée à forte dose) ou avec 
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un délai plus ou moins long (mort différée). Ce délai est dépendant de la quantité 

et de la complexité des dommages (Favaudon, 2000).  

 

Figure I.4.26 : Morts cellulaires radio-induites. Représentation simplifiée de trois 

morts cellulaires : l’apoptose, l’autophagie et l’oncose/nécrose. Dans le processus 

de mort apoptotique des corps sont formés et peuvent être, au sein d’un 

organisme entier, phagocytés par des cellules phagocytaires ou les membranes 

peuvent être dégradées avec libération du contenu dans le milieu extracellulaire 

(nécrose apoptotique). Dans le processus d’autophagie, la cellule libère des 

lysosomes qui seront, au sein d’un organisme entier, phagocytés. L’oncose, se 

traduit par un gonflement général des organelles de la cellule, elle se finit en 

nécrose lorsque la membrane plasmique est lysée et libère son contenu dans le 

milieu extracellulaire. Adaptée de (Fink and Cookson, 2005). 
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4.3.1.1. L’apoptose 

L’apoptose est une forme de mort qui se produit dans différents 

processus cellulaires tels que le développement embryonnaire, l’homéostasie 

tissulaire chez l’adulte et la défense contre des agents pathogènes. Elle est 

également beaucoup décrite dans la réponse cellulaire aux rayonnements ionisants. 

Il existe deux voies principales à l’origine du déclenchement de la mort cellulaire 

apoptotique : la voie extrinsèque et la voie intrinsèque.  

La première implique l’activation de récepteurs de mort de la superfamille 

du TNF (Tumoral necrosis factor) situés au niveau de la membrane plasmique, elle 

est principalement décrite lors des processus immunologiques. La deuxième voie 

est la principale décrite en réponse à une irradiation. Elle peut être activée par les 

dommages de l’ADN de manière dépendante de la protéine p53. En effet, p53 est 

un facteur de transcription impliqué dans l’activation de l’expression de gènes pro-

apoptotiques telles que PUMA (p53-upregulated modulator of apoptosis), p53AIP1, 

BAX et APAF-1 (Apoptotic protease activating factor 1). La voie intrinsèque de 

déclenchement de l’apoptose peut également être provoquée par des dommages 

aux membranes et la production en grande quantité de céramides (voir le 

paragraphe 2.2. « Altération des lipides membranaires »). Que l’activation initiale 

ait lieu par les dommages de l’ADN et/ou des membranes, les mitochondries ainsi 

qu’un ensemble de protéines de la superfamille Bcl-2 sont au centre de cette voie 

d’activation. La phase finale au niveau moléculaire est l’activation en cascade de 

protéines ayant une activité cystéine-protéase : les caspases. La caspase-3 est l’un 

des membres les plus en aval de cette cascade. Elle est responsable de la mise en 

œuvre de la phase effectrice de l’apoptose (pour revue, (Jin and El-Deiry, 2005)).  

Morphologiquement, l’apoptose se caractérise par : l’arrondissement de la 

cellule, la rétractation des pseudopodes (blocage de la mobilité), la réduction du 

volume cellulaire et la condensation de la chromatine. Il y a ensuite la 

fragmentation de l’ADN et de la membrane nucléaire conduisant à la formation de 

corps apoptotiques. Ensuite s’effectue un bourgeonnement de la membrane 

plasmique qui garde, néanmoins, son intégrité jusqu’au stade final de l’apoptose et 

enfin, uniquement in vivo, une phagocytose des corps apoptotiques formés (Figure 

I.4.26) (Kerr et al., 1972). Il est important de noter que l’étape de fragmentation 

de l’ADN ne va pas sans l’activation de la phosphorylation sur la sérine 139 de 



  Partie I. Etat de l’art 

59 
 

l’histone H2A.X dans l’ensemble du noyau (Rogakou et al., 2000). Une autre MPT 

sur le variant d’histone H2A.X a été associée au processus apoptotique : la 

phosphorylation sur la tyrosine 142 (H2A.XY142). En effet, dans le processus normal 

de réponse à un dommage de l’ADN, H2A.XY142 est déphosphorylée (Krishnan et 

al., 2009; Xiao et al., 2009). Cook et al., ont décrit l’ambivalence du couple 

γH2A.X/H2A.XY142 déphosphorylée versus γH2A.X/H2A.XY142 phosphorylée : le 

premier initiant les voies de réparation par la fixation de protéines telles que MDC1 

et Rad50, et le second initiant l’entrée en apoptose par la fixation de protéines 

pro-apoptotiques (notamment après des irradiations de 5 Gy et plus) (Cook et al., 

2009). La phosphorylation de la sérine 14 de l’histone H2B a également été 

corrélée avec l’apoptose induite par les UV (Cheung et al., 2003). 

 

4.3.1.2. L’autophagie 

L’autophagie est un processus catabolique intracellulaire indispensable 

à la dégradation et au recyclage des protéines, des ribosomes et des organites 

telles que les mitochondries, le réticulum endoplasmique ou encore l’appareil de 

Golgi (Klionsky and Emr, 2000; Yang and Klionsky, 2010). Ce phénomène peut se 

déclencher en condition physiologique, dans des cellules normales en privation de 

nutriment ou de facteur de croissance (Galluzzi et al., 2014b; Mancias and 

Kimmelman, 2016), mais également en réponse à différent stress cellulaire tels que 

les rayonnements ionisants. La majorité des études mettant en évidence des 

phénomènes d’autophagie en réponse aux rayonnements ionisants le font dans un 

contexte de cellules cancéreuses (Chaurasia et al., 2016; Yao et al., 2003). 

La mort cellulaire par autophagie implique des processus régulés par les 

gènes de la famille Atgs (Autophagy-related genes) (Hall and Giaccia, 2012; Levine 

and Klionsky, 2004). Elle commence par la séquestration d’une partie du contenu 

cytoplasmique dans des vésicules à double membrane connue sous le nom 

autophagosomes. C’est le complexe protéique LC3 (lipidation of microtubule-

associated protein 1 light chain 3) associée à la protéine ATG8 qui permet la 

fixation de constituants cytoplasmiques à la membrane de l’autophagosome 

facilitant ainsi leur séquestration (Mancias and Kimmelman, 2016). Les 

autophagosomes fusionnent ensuite avec les lysosomes par un processus dépendant 
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des microtubules. Cette fusion provoque la dégradation, par des hydrolases 

lysosomales, de la membrane interne de l’autophagosome et de son contenu 

(Figure I.4.26) (pour revue, (Fink and Cookson, 2005; Galluzzi et al., 2012)).  

C’est récemment qu’un lien a été mis en évidence entre le phénomène 

d’autophagie et les dommages de l’ADN, notamment avec les protéines entrant 

dans la réponse cellulaire aux dommages telles que ATM, PARP-1 (poly(ADP-ribose) 

polymerase) (Rodríguez-Vargas et al., 2012) et également p53 par l’activation de la 

transcription de gènes pro-autophagiques (pour revue, (Vessoni et al., 2013)). En 

plus de la présence de γH2A.X, d’autres MPT d’histones ont été étudiées dans le 

déploiement du processus d’autophagie, et notamment dans la formation des 

autophagosomes. Nous pouvons citer, H4K4me3, H4K20me3, H3K9me2, H3K56ac et 

enfin H4K16ac (Füllgrabe et al., 2013; Füllgrabe et al., 2014a). Cependant aucune 

n’a été étudiée dans le contexte d’un stress génotoxique.    

 

4.3.1.3. L’oncose/nécrose 

L’oncose finissant par un processus de nécrose a longtemps été 

considérée comme une forme de mort cellulaire accidentelle et non contrôlée, 

cependant, des études montrent que son exécution peut être finement régulée par 

un ensemble de voies de transduction du signal et de processus cataboliques 

(Festjens et al., 2006; Golstein and Kroemer, 2007). Des récepteurs de mort de la 

superfamille du TNF tels que TNF-R1, Fas et TRAIL-R sont notamment impliqués 

dans le déclenchement du processus d’oncose. En réponse aux dommages de l'ADN, 

l’oncose peut être initiée par les protéines PARP (Poly (ADP-ribose) polymerase). 

Les protéines PARP participent à la réponse cellulaire aux dommages en 

synthétisant une chaine de poly ADP-riboses à partir d’ADN simple brin. Pour cette 

réaction, PARP utilise du NAD+ (nicotinamide adenine dinucléotide) comme substrat 

(Herceg and Wang, 2001). Cependant, NAD+ joue aussi le rôle de coenzyme entrant 

dans le métabolisme de l’ATP. Une activité excessive de PARP, causée par une 

quantité importante de dommages, va induire la décroissance de NAD+ 

(nicotinamide adenine dinucléotide). Cette diminution du taux de NAD+ va 

impliquer l’altération de la balance énergétique de la cellule participant au 
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déclenchement du processus d’oncose (Kirkland, 1991; Thies and Autor, 1991; 

Walisser and Thies, 1999), pour revue (Fink and Cookson, 2005). 

Morphologiquement, elle se caractérise par une altération mitochondriale 

(avec formation de ROS), une dégradation des lipides, un gonflement du 

cytoplasme et des organelles et une augmentation de la perméabilité 

membranaire. Le terme nécrose est utilisé lors de l’étape de lyse de la membrane 

cytoplasmique et de libération du contenu cytoplasmique dans le milieu 

extracellulaire (Figure I.4.26) (Favaudon, 2000; Golstein and Kroemer, 2007; 

Kroemer et al., 2009). La libération du contenu cytoplasmique dans le milieu 

extracellulaire participe, au niveau d’un organisme, au processus inflammatoire 

associé à la nécrose tissulaire.  

 

4.3.1.4. Catastrophe mitotique  

La catastrophe mitotique n’est pas une mort cellulaire en soi mais un 

évènement qui peut conduire à différentes situations létales (Figure I.4.27) 

(Galluzzi et al., 2012; Vitale et al., 2011). Elle est fréquemment observée en 

réponse à une exposition aux rayonnements ionisants (Favaudon, 2000). 

La catastrophe mitotique peut être provoquée par des dommages de l’ADN 

mal réparés induits en phase S et G2 ou des altérations du fuseau mitotique induits 

en phase M, conduisant à des problèmes d’alignements des chromosomes (Castedo 

et al., 2004). La catastrophe mitotique peut conduire directement à la mort 

cellulaire sans achèvement de la phase M, elle est appelée mort mitotique (Figure 

I.4.27, point 1). Dans ce cas, la phase finale de cette mort est phénotypiquement 

proche de celle de l’oncose, à savoir, un gonflement du cytoplasme et une 

augmentation de la perméabilité membranaire (Tubiana, 2008).  
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Figure I.4.27 : Catastrophe mitotique et mort cellulaire. Lorsqu’une cellule 

commence la mitose avec des dommages de l’ADN non ou mal réparés le PCAFM 

s’active, il y a arrêt mitotique. Puis, soit le PCAFM reste activé et la cellule part 

vers une mort mitotique (1) ou il n’y a pas séparation des cellules filles avant la 

décondensation des chromosomes et la cellule survit avec un génome tétraploïde 

(2). La cellule endommagée peut également effectuer la métaphase si le PCAFM 

est inactivé (3) et soit finir la mitose et engendrer des cellules filles aneuploïdes 

(par exemple) (4), soit ne pas effectuer la cytodiérèse et rester tétraploïde (5). 

Dans les cas où la cellule survie, il y aura instabilité génomique. Adaptée de (Vitale 

et al., 2011). 

 

Une mauvaise réparation des dommages de l’ADN peut conduire à la 

formation d’aberrations chromosomiques. Suivant la nature des aberrations 

chromosomiques, un mauvais alignement sur le fuseau mitotique est possible 
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induisant un blocage mécanique et/ou du PCAFM conduisant à la formation d’une 

cellule tétraploïde (Figure I.4.27, point 2). Une rupture du chromosome aberrant, 

due à la tension exercée (Figure I.4.27, point 3), peut provoquer une répartition 

asymétrique du matériel chromosomique entre les deux cellules filles (Figure 

I.4.27, point 3 et 4) ou un blocage de la phase M et la formation d’une cellule 

tétraploïde (Figure I.4.27, point 5). Des aberrations chromosomiques de type 

anneau centrique et chromosome dicentrique peuvent induire ce genre de situation 

(Figure I.4.28, A et B, respectivement) (Carrano and Heddle, 1973). La mauvaise 

répartition du matériel chromosomique peut également impliquer une perte sous 

forme de micronoyau. En effet un micronoyau peut contenir un fragment voir 

même un chromosome entier qui, n’étant pas aligné sur le fuseau mitotique se 

retrouve exclu des deux noyaux fils (Fenech et al., 2011).  

 

 

Figure I.4.28 : Différents types d’aberrations chromosomiques. Nous nous 

sommes placés dans le cas où les CDB sont faites en phase G1 quand l’ADN est en 

une copie dans le noyau. (A) Remaniements possibles lorsque deux CDB (flèches 

rouges à deux sens) se produisent sur le même chromosome. (B) Remaniements 

possibles lorsque deux chromosomes sont impliqués avec l’exemple simple d’une 

seule CDB (flèches rouges à deux sens) sur chacun d’entre eux.  
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Dans tous les cas, une mauvaise ségrégation des chromosomes est un vecteur 

d’aneuploïdie et d’instabilité génomique important pouvant conduire à terme une 

mort cellulaire dite différée ou à la sénescence (Figure I.4.27) (Favaudon, 2000; 

Vitale et al., 2011). 

 

4.3.2. La sénescence cellulaire 

La sénescence cellulaire se caractérise par un arrêt irréversible du cycle 

associé à des modifications morphologiques et fonctionnelles de la cellule. Deux 

types de sénescence sont à distinguer de par leur cause : réplicative ou 

prématurée. La première est programmée, elle est due au raccourcissement des 

télomères au cours des divisions cellulaires successives (Bodnar et al., 1998; Harley 

et al., 1990). L’autre est induite à la suite d’un stress provoquant des dommages 

de l’ADN (rayonnements ionisants par exemple) ou l’activation de l’expression de 

l’oncogène ras (transposition virale par exemple) (Rodier et al., 2009; Rodier et 

al., 2011; Serrano et al., 1997). Ainsi, la sénescence radio-induite peut découler 

directement en réponse à un trop grand nombre de dommages ou faire suite à une 

catastrophe mitotique (Figure I.4.27). Dans tous les cas, elle se caractérise par un 

arrêt du cycle, en phase G1, qui est lié à l’inhibition de la protéine PCNA et des 

complexes des cyclines D, E et A induite par à la surexpression de la protéine 

p21WAF1 et p16INK4 (inhibiteurs des CDK). Cette surexpression est médiée par la 

protéine p53 (Rodier et al., 2009). Ce blocage du cycle est associé à la formation 

de zones d’hétérochromatine (Rai and Adams, 2012), impliquant le variant 

d’histone macroH2A (Schulz and Tyler, 2005; Zhang et al., 2005) et la 

déacétylation de H4K16 (Contrepois et al., 2012), induisant le silence de nombreux 

gènes notamment des gènes pro-proliférations (Narita et al., 2003). Cette 

modification de l’expression des gènes peut également entrainer une perturbation 

du phénotype cellulaire. En effet, les cellules sénescentes ont une activité 

métabolique et surtout sécrétoire impliquant une possible action sur les cellules 

voisines. Elles sont caractérisables notamment par l’expression dans leur 

cytoplasme de la β–galactosidase (Dimri et al., 1995) et par l’excrétion de facteurs 

de croissance (Coppe et al., 2006), de protéases et de cytokines (IL-6, IL-8) 

(Kuilman et al., 2008). Ces cellules peuvent également présenter des foyers 
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nucléaires persistants contenant des protéines de la réponse cellulaire aux 

dommages telles que ATM, ATR et γH2A.X (Figure I.4.29) et pouvant être localisés 

au niveau de l’ADN télomérique (d’Adda di Fagagna et al., 2003; Fumagalli et al., 

2012; Rodier et al., 2009; Rodier et al., 2011). Ces foyers nucléaires persistants 

sont associés avec des corps nucléaires PML (CN-PML, Promyelocytic leukemia 

protein) au sein de cellule en senescence (Rodier et al., 2011). Les CN-PML sont 

des structures nucléaires sphériques et dynamiques (Lang et al., 2010) qui 

participent à la réponse cellulaire suite à un stress (Bernardi and Pandolfi, 2007). 

Ils sont notamment impliqués dans cette réponse de par leur rôle dans la régulation 

de la protéine p53 (Pearson et al., 2000; Takahashi et al., 2004).  

 

 

Figure I.4.29 : Marques des cellules en sénescence cellulaire. Les rayonnements 

ionisants peuvent induire de la sénescence prématurée. Elle se caractérise par un 

arrêt de croissance, la surexpression de certaines protéines telles que p16INK4a et un 

profil sécrétoire important (PSAS). Au niveau de leur noyau, il y a présence de 

foyers d’hétérochromatine induisant l’extinction de gènes. Des foyers résiduels de 

dommage de l’ADN peuvent également être observés. Tirée de (Rodier and 

Campisi, 2011).  

 

4.3.3. L’instabilité génomique radio-induite 

L’instabilité génomique décrit un phénomène d’accumulation 

d’altération du génome se produisant au cours des générations issues de cellules 

exposées à un stress génotoxique (rayonnements ionisants, radiomimétiques 

chimiques, nucléases, etc.) (Figure I.4.25). Ces altérations peuvent être des 

mutations géniques, des réarrangements chromosomiques, la perte de chromosome 

ou de fragment chromosomique (Figure I.4.28) pouvant conduire à une létalité 
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cellulaire différée (pour revue, (Suzuki et al., 2003a)). L’instabilité génomique est 

décrite comme un des moteurs de la carcinogénèse (pour revue, (Huang et al., 

2003; Little, 2000)). Elle augmente lorsque des gènes clés, tels que ceux qui codent 

pour la protéine p53 (suppresseur de tumeur) ou encore pour les protéines 

impliquées dans les mécanismes de réparation de l’ADN (ATM, DNA PK, etc.), sont 

mutés rendant impossible la production de protéines fonctionnelles (pour revue, 

(Negrini et al., 2010)).  

Depuis quelques années, des études suggèrent qu’une mauvaise restauration 

de la chromatine après réparation de la séquence d’ADN peut également être un 

moteur d’instabilité génomique (Soria et al., 2012) et de modification de 

l’expression génique (Adam et al., 2013) transmissible aux générations cellulaires 

suivantes (Probst et al., 2009). C’est un domaine de recherche, actuellement, en 

plein essor. 
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Cela fait plusieurs décennies que nous savons que les rayonnements 

ionisants provoquent des dommages dans l’ensemble des compartiments 

subcellulaires et notamment au niveau de l’ADN et que ces dommages peuvent être 

létaux à plus ou moins long terme si ils ne sont pas correctement réparés par la 

cellule. Malgré son exactitude, cette vision reste pour le moins simpliste car la 

nature stochastique des rayonnements ionisants induit mécaniquement une 

combinatoire phénoménale de dommages. Ainsi, la nature des dommages mais 

également le contexte chromatinien dans lequel ils se produisent sont aléatoires 

d’une cellule à l’autre. A l’échelle d’une population cellulaire exposée, il y a donc 

une diversité de devenirs cellulaires possibles et c’est certainement leur 

caractérisation et la quantification de leur proportion respective qui est 

aujourd’hui nécessaire à la compréhension du devenir pathologique des tissus 

irradiés. A ce jour, les phénomènes de réparations non-fidèles des dommages 

radio-induits sont relativement bien caractérisés, notamment via la formation des 

aberrations chromosomiques. Il n’en est pas de même dans le cas d’une absence de 

réparation qui est généralement associée à une mort inéluctable des cellules. 

Cependant, des travaux récents commencent à suggérer que ce phénomène de 

non-réparation pourrait également être lié à l’induction de la sénescence cellulaire 

ou d’une instabilité génomique.  Dans ce contexte, l’objectif général de ce travail 

de thèse a été de caractériser cette absence de réparation en étudiant sa 

fréquence au sein d’une population de cellules humaines normales irradiées et en 

analysant ses conséquences sur devenir cellulaire.  

 

Dans ce travail, les cassures double brin de l’ADN ont été utilisées comme 

indicateurs de dommages de l’ADN, non seulement car elles sont particulièrement  

délétères pour les cellules mais également car il existe des outils pour les observer 

et les localiser dans les noyaux cellulaires. Ces cassures ont été suivies de façon 

indirecte par l’observation de la signalisation mise en place par la cellule juste 

après la formation des dommages. L’objectif général a été découpé en trois 

étapes. Tout d’abord, une étude de l’évolution de cette signalisation en fonction 

du temps et du taux de dommages initiaux a été menée. En a découlé, ensuite, 

l’exploration des cas de persistance de la signalisation des dommages dans le 
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temps et de leurs causes éventuelles. Et enfin, a été analysé l’impact de cette 

persistance sur le devenir des cellules et notamment sur leur division.     
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1. Stratégie expérimentale 

Pour répondre aux objectifs de ce travail, nous avons mis en place une 

stratégie expérimentale permettant une étude à l’échelle de populations de 

cellules primaires humaines normales exposées aux rayonnements ionisants.  

La réponse cellulaire aux dommages de l’ADN est dépendante de l’état de 

compaction de la chromatine et de la phase du cycle cellulaire. Nous avons donc 

choisi d’homogénéiser, autant que possible, cette réponse par l’induction des 

dommages de l’ADN dans des cellules synchronisées en phase G0/G1. De plus, nous 

avons mené cette étude sur des cellules endothéliales primaires, HUVEC, dont les 

zones d’eu- et d’hétérochromatine sont peu marquées dans le noyau.    

Deuxième point important, nous avons choisi de réaliser l’essentiel des 

expériences sur la base de marquages en immunofluorescence et par la détection 

in situ des différents observables étudiés (Figure III.1.1, A). En effet, dans l’étude 

de la signalisation des dommages de l’ADN, des causes et potentielles 

conséquences, il est intéressant d’avoir accés à localisation des dommages de 

l’ADN au sein des noyaux et à une vision spatiale d’eventuelle colocalisation avec 

différentes protéines d’intérets.  

Le troisième point déterminant dans le choix de cette stratégie 

expérimentale est le souci d’avoir une vision probabiliste de l’occurrence des 

observables analysés à l’échelle d’une population cellulaire irradiée. Pour cela, 

nous avons utilisé une plateforme de microscopie à fluorescence couplée à un 

logiciel d’analyse d’images et nous avons développé une méthodologie d’analyse de 

masse des données générées (Figure III.1.1 B et C).  
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Figure III.1.1 : Stratégie expérimentale : (A) Choix d’expériences basées sur des 

marquages en immunofluorescence. (B) Utilisation d’une plateforme de 

microscopie à fluorescence couplée à un logiciel d’analyse d’images. (C) 

Développement d’une méthodologie d’analyse de masse des données générées  



Partie III. Matériels et Méthodes 

73 
 

2. Modèle cellulaire et cultures 

2.1. Modèle cellulaire 

Des cellules endothéliales primaires issues de la veine ombilicale ou 

HUVEC ont été utilisées dans cette étude. Les HUVEC ont été isolées par la société 

Lonza (C2519A, lot 0000087758) à partir de tissus humains sains (3 individus 

féminins et 1 masculin). Au préalable, les donneurs ont été testés négatifs pour le 

VIH-1, l'hépatite B et l'hépatite C, et les cellules ont été testées négatives aux 

mycoplasmes, bactéries, levures et champignons. Nous avons évalué leur statut 

cytogénétique par M-FISH lors des passages 2 et 4 (Gruel et al., 2016). Aucune 

anomalie clonale n'a alors été observée, et les proportions de cellules XX et XY 

obtenues étaient en accord avec le groupe de donneur initial (3/1).  

 

2.2. Culture cellulaire 

2.2.1. Maintien des cellules en culture 

Les cellules ont été achetées au passage P1. Pour les amplifier, les 

cellules ont été décongelées et une ampoule de 780 000 cellules a été ensemencée 

dans 3 boites de culture de 75 cm² soit environ 3400 cellules/cm². Elles ont été 

cultivées dans une étuve à 37°C, avec 95% d'humidité et 5% de CO2 dans du milieu 

de culture EGM-2 optimisé pour la prolifération de ce type de cellules 

endothéliales. Ce milieu a été complété avec 5% de sérum fœtal bovin, de 

l'hydrocortisone, du hFGF-B, du VEGF, du R3-IGF-1, de l'acide ascorbique, du hEGF. 

Des antibiotiques ont également été ajoutés lors de la culture : la gentamicine et 

l'amphotéricine-B (EGM-2MV BulletKit, CC-3202, Lonza). Après 5 jours de culture, 

les cellules ont été trypsinées et congelées dans du milieu supplémenté avec 10% 

de sérum fœtal bovin et 5% de diméthylsulfoxyde (DMSO) à 600 000 cellules par 

ampoule de congélation (passage P2). Elles ont été stockées dans un congélateur à 

-150°C. 
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Pour le maintien en culture, le milieu de culture a été changé tous les 2-3 

jours. Les cellules ont été repiquées lorsque la culture était à 80-90% de 

confluence. Lors du repiquage, les cellules ont été réensemencées à 3750 

cellules/cm². Les cellules ont été utilisées à faible passage (P2-P4). 

 

2.2.2. Condition d’ensemencement pour l’irradiation 

Avant l’irradiation, les cellules ont été synchronisées en phase G0/G1 

du cycle cellulaire. Pour obtenir des cellules en phase G0/G1 du cycle cellulaire au 

moment de l'irradiation, nous les avons synchronisées par inhibition de contact, 

état qui est atteint lorsque les cellules sont à confluence. Pour cela, les cellules 

issues d’une ampoule de congélation P2 ont été ensemencées dans une boite de 

75 cm². Cinq jours après, lorsqu’elles ont été à confluence, les cellules ont été 

repiquées sur des lames de verre montées d’une chambre de culture, ou Lab-Tek II 

Nunc®, avec 2 ou 4 puits de culture (Thermo Fisher Scientific), comme suit : 

- 50 000 cellules/cm², temps post-irradiation allant de 10 minutes à 

5 heures, 

- 30 000 cellules/cm², temps post-irradiation allant de 24 à 72 heures, 

- 26 000 cellules/cm², temps post-irradiation 96 et 168 heures. 

Elles ont ensuite été remises dans l’étuve à 37°C pour un temps d’adhésion de 

5 heures avant d’être irradiées. Il a été vérifié que lors de l’irradiation la majorité 

des cellules étaient synchronisées en phase G0/G1 soit 88,2% ± 3% de la population 

cellulaire. 

 

3. Condition d’irradiation 

L’irradiation a été faite avec une plateforme Synergy Elekta qui est un 

accélérateur de rayons X de type médical. Les rayons X produits ont une énergie 

maximale de 4 MeV (4MVp). L’accélérateur a été calibré à l’aide d’une chambre 

d’ionisation (PTW 0125cc3) permettant de définir un coefficient de corrélation en 

kerma air entre les unités de la machine et le Gray. Deux doses différentes ont été 
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délivrées : 1 et 5 Gy, avec un débit de dose de 2,3 Gy/min et une incertitude sur la 

dose délivrée de 7%.  

Les cellules ont été placées dans un incubateur à 37°C lors de l’irradiation. 

Après avoir été irradiées les cellules ont été remises en culture dans une étuve à 

37°C pour des temps allant de 10 minutes à 7 jours. Durant ce laps de temps, les 

milieux de cultures n’ont pas été changés. 

 

4. Traitement post-irradiation 

4.1. Incorporation du BrdU 

Pour contrôler la prolifération cellulaire, nous avons utilisé du BrdU (5-

bromo-2'désoxyuridine). Le BrdU est un analogue de la thymidine pour lequel le 

groupe méthyle en position 5 du cycle pyrimidique a été remplacé par un 

groupement brome. Il a été mis en excès dans le milieu pour que, lors de la 

réplication de l’ADN, il soit incorporé dans le brin synthétisé à la place de la 

thymidine. L’incorporation du BrdU a été détectée à l’aide d’anticorps spécifiques 

(Figure III.4.2).   

Juste après l’irradiation, 50 µM de BrdU (B-5002, Sigma-Aldrich) ont été 

ajoutés au milieu de culture des cellules. Il a été maintenu tout le long de la 

culture jusqu’aux marquages par immunofluorescence aux temps post-exposition 5, 

24, 48 et 72 heures. Il est important de noter que le phénomène de dilution du 

BrdU lors des divisions successives ne nous a pas permis d’étudier des temps au-

delà de 72 heures. De plus, le BrdU ayant un effet génotoxique (voir la partie IV 

« Résultats expérimentaux », chapitre 2 « Etude de l’impact des foyers persistants 

sur le cycle cellulaire »), nous n’avons pas pu utiliser une concentration initiale 

plus forte, ni même en rajouter plusieurs fois durant la culture.  
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Figure III.4.2 : Représentation schématique du principe de détection du BrdU. 

La double hélice de l’ADN est représentée à droite. Deux cas de figure sont à 

envisager. Le panel du bas montre le cas où l’ADN est répliqué, le BrdU est 

incorporé à la place de la thymidine, cette incorporation est ensuite détectée à 

l’aide d’anticorps spécifiques du BrdU. Ici, l’immunomarquage est relevé par un 

anticorps secondaire couplé à un fluorochrome Alexa Fluor 594. Une image d’un 

noyau marqué est donnée pour indication. Le panel du haut montre le cas où l’ADN 

n’est pas répliqué. Une image d’un noyau non marqué est donnée pour indication 

(marquage uniquement au DAPI). 

 

4.2. Cytochalasine B 

Nous avons utilisé la cytochalasine B pour bloquer la cytodiérèse et 

obtenir des cellules binucléées (deux noyaux fils dans le cytoplasme de la cellule 

mère). En effet, la cytochalasine B bloque la formation des filaments d’actine et 

ainsi empêche la constriction de la membrane cytoplasmique lors de la séparation 

des deux cellules filles. Cependant de par son mode d’action, elle devient toxique 

pour les cellules à partir d’une certaine dose. Une gamme de concentration allant 

de 0,2 à 4 µg/ml, a donc été testée au préalable, par vidéo microscopie en 

contraste de phase, pour obtenir la concentration qui limite l’effet cytotoxique et 

optimise l’obtention de cellules binucléées. Les cellules ont été incubées pendant 

48 heures avec les différentes concentrations, puis une observation qualitative 

(état des cellules) et quantitative (nombre de cellules binucléés) du film obtenu 

ont été effectuées. La concentration de 0,35 µg/ml a été retenue. L’incubation des 
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cellules irradiées et non irradiées a été faite avec 0,35 µg/ml de cytochalasine B, 

ajouté au milieu de culture 24 heures après l’irradiation. Les cellules ont été 

marquées après 24 heures de traitement, soit 48 heures après l’irradiation.  

 

5. Marquages par immunofluorescence 

5.1. Protocole de marquage par immunofluorescence  

A chaque temps post-irradiation, les cellules ont été lavées avec du PBS 

1X (tampon phosphate, 14190-094, Life Technologies), fixées dans une solution de 

PFA à 4% (paraformaldéhyde, 199431LT, Affymetrix) et perméabilisées avec 0,5% 

de Triton X-100 (T8787, Sigma-Aldrich). Les anticorps primaires qui ont été utilisés 

dans cette étude ont pour cible γH2A.X, 53BP1 et CN-PML. Ils sont décrits dans le 

tableau III.5.3. Les anticorps ont été dilués dans du PBS 1X avec 2% (poids/volume) 

de BSA (albumine de sérum bovin, A9418, Sigma-Aldrich) et incubés avec les 

cellules pendant 1 heure à température ambiante. Après lavages au PBS 1X avec 2% 

de BSA puis au PBS 1X seul, les cellules ont été incubées avec les anticorps 

secondaires. Les anticorps secondaires utilisés sont décrits dans le tableau III.5.3. 

Ils ont été dilués dans du PBS 1X avec 2% de BSA et incubés avec les cellules 

pendant 1 heure à température ambiante. L'ADN a été ensuite marqué avec du 

DAPI (4',6'-diamidino-2-phénylindole ; 0,2 μg/ml ; 1050A, Euromedex) et les lames 

ont été montées avec du ProLong® Antifade (P36930, Life Technologies). Vingt-

quatre heures après séchage, les lames ont été congelées. 

 

Dans le cas où nous avons étudié la prolifération cellulaire par 

incorporation de BrdU dans l’ADN néoformé, nous avons effectué un 

immunomarquage avec des anticorps anti-BrdU. Pour détecter l’incorporation de 

BrdU, une étape de dénaturation de l'ADN a été faite entre la fixation à la PFA et la 

perméabilisation. Pour cela, une incubation des cellules, 30 minutes à température 

ambiante dans de l’acide chlorhydrique 1 M (PROLABO) a été réalisée. Le protocole 

d’immunomarquage a ensuite été effectué comme décrit précédemment. 
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Tableau III.5.3 : Liste des anticorps primaires et secondaires utilisés dans 

l’étude. Pour chacune des cibles, les caractéristiques des anticorps primaires et 

secondaires sont détaillées. Pour les fluorochromes : FITC (isothiocyanate de 

fluorescéine) avec un pic d’émission à 488 nm, l’Alexa Fluor 594 avec un pic 

d’émission à 594 nm et l’Alexa Fluor 647 avec un pic d’émission à 647 nm. Les taux 

de dilutions des anticorps primaires et secondaires ont été définis à l’aide d’une 

gamme de dilution et d’une analyse du rapport signal/bruit de fond. 

 

5.2. Validation des anticorps utilisés 

Pour vérifier la spécificité des anticorps primaires dirigés contre 

H4K16ac et les CN-PML, nous avons mis en place un protocole de blocage des 

anticorps en utilisant les peptides qui ont servi à les produire. Pour se faire, 

l’anticorps primaire a été pré-incubé 30 minutes à température ambiante avec son 

peptide à une concentration finale de 1 µg/ml. Le mélange a ensuite été utilisé 

comme tel pour le marquage. Des contrôles ont été effectués en parallèle, à 

savoir, un marquage classique avec les anticorps primaires et secondaires, et un 

marquage avec uniquement le peptide bloquant et l’anticorps secondaire. 

L’anticorps primaire a été validé si la pré-incubation du peptide bloque la fixation 

de l’anticorps sur sa cible. Pour observer cela, nous avons comparé l’intensité de 

fluorescence moyenne dans le noyau avec ou sans pré-incubation avec le peptide 

(Figure III.5.4). Ce qui est attendu est une absence de fluorescence dans les noyaux 

ayant été incubé avec le mélange peptides – anticorps primaires (Figure III. 5.4).  
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Figure III.5.4 : Exemple d’une validation d’anticorps avec l’anticorps anti-PML. 

Histogrammes montrant l’intensité de fluorescence moyenne associée à PML (Alexa 

Fluor 647). (A) L’anticorps anti-PML a été incubé seul avec les cellules puis le 

marquage a été révélé par une incubation avec l’anticorps secondaire couplé à un 

fluorochrome. (B) L’anticorps anti-PML a été préalablement incubé avec son 

peptide. Le mélange a ensuite été incubé avec les cellules. Le marquage a été 

révélé par une incubation avec l’anticorps secondaire couplé à un fluorochrome. 

(C) Uniquement l’anticorps secondaire couplé à un fluorochrome a été utilisé. 

L’analyse a été à l’aide du logiciel Scan^R Analysis sur environ 8000 noyaux par 

condition. 

 

L’anticorps anti-BrdU a été validé par comparaison de l’intensité de 

fluorescence du marquage sur des cellules ayant été incubées en absence ou en 

présence de BrdU dans la culture. Les anticorps anti-γH2A.X et anti-53BP1 ont été 

validés par comparaison entre des conditions irradiées et non irradiées.  
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Une procédure de validation a également été mise en place pour les 

anticorps secondaires. L’intensité de fluorescence a été comparée entre des 

marquages effectués avec l’anticorps secondaire seul et des marquages où 

l’anticorps primaire a été incubé avant.   

 

5.3. Acquisition par microscopie à fluorescence 

A partir des lames marquées en immunofluorescence, des images ont 

été acquises sur un microscope inversé à fluorescence IX81 d’Olympus. Un objectif 

avec un grossissement de x100 (UPLSAPO, Olympus) à immersion dans l'huile avec 

une ouverture numérique de 1,4 a été utilisé. Il est monté sur une tourelle, 

permettant un déplacement en profondeur de champs (Z) pour la mise au point et 

la prise d’image sur différents plans focaux. Une lampe xenon/mercure a été 

utilisée avec quatre couples de filtres de longueurs d’onde d’excitations et 

d’émissions de fluorescence suivantes : 402 nm ± 15 nm / 455 nm ± 50 nm (pour 

le DAPI) ; 490 nm ± 20 nm / 525 nm ± 36 nm (pour le FITC) ; 555 nm ± 25 nm / 605 

nm ± 52 nm (pour l’Alexa Fluor 594) et 645 nm ± 30 nm / 705 nm ± 72 nm (pour 

l’Alexa Fluor 647). Le microscope est couplé à une caméra Orca R² CCD 

(Hamamatsu) et une platine motorisée IM IX2 (Märzhäuser), permettant un 

déplacement sur deux axes X et Y. Le logiciel Scan^R Acquisition (Olympus) pilote 

l’ensemble du microscope. 

 

6. Méthodologie analytique 

6.1. Analyses des images  

L'analyse des images a été réalisée avec le logiciel d'analyse d’image 

Scan^R Analysis (Olympus). L’algorithme de segmentation des objets, Edge (Canny, 

1986), a été utilisé pour détourer les noyaux dans le canal DAPI (objet principal), 

les foyers γH2A.X dans le canal FITC (sous-objet 1) et les foyers 53BP1 ou CN-PML 

dans le canal Alexa Fluor 647 (sous-objet 2) (Figure III.6.5). Cet algorithme trace 
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les bords des objets au point de contraste entre la fluorescence de l’objet et celle 

du bruit de fond. Ensuite les bords sont fermés et la forme ainsi détourée constitue 

l’objet détecté (Figure III.6.5). Les paramètres de détection d’objets ont été 

définis indépendamment pour tous les objets et sous-objets analysés. 

 

Figure III.6.5 : Détection automatique des objets. Utilisation du module Edge 

(Canny, 1986), pour détecter les noyaux avec le canal DAPI (objet principaux, A), 

les foyers  γH2A.X avec le canal FITC (sous-objet 1, B). La première colonne 

d’image correspond aux images brutes, la seconde à la première étape de la 

détection qui est le détourage (rouge ou vert) des objets détectés et la troisième à 

la deuxième étape de la détection qui correspond à la fermeture des détourages et 

à l’affichage des objets effectivement détectés par l’algorithme. 

 

Une fois la détection automatique des noyaux et des foyers effectuée, une 

première sélection basée sur l’aire et la circularité des noyaux a été effectuée par 

la définition d'une région dans le nuage de points correspondant aux objets 

principaux (noyaux) (Figure III.6.6). Cette étape a permis de sélectionner 

uniquement les noyaux isolés (« cellules », Figure III.6.6, 1), en supprimant de 

l’analyse les objets correspondant à des groupes de noyaux ou à des débris. A 

partir de la sélection des noyaux isolés, une deuxième sélection a été faite sur la 

base des niveaux d'intensité totale de fluorescence de DAPI (ADN) en fonction des 

niveaux d'intensité totale de fluorescence de FITC (signal γH2A.X) des noyaux 

(Figure III.6.6, 2). Cette étape a permis de sélectionner les noyaux en fonction de 
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leur phase du cycle cellulaire : G0/G1 et G2  (Gruel et al., 2016; Löbrich et al., 

2010).  

 

L’analyse d’image a permis l’obtention d’un fichier texte, pour les objets 

principaux et pour chaque sous-objet, qui répertorient les mesures faites sur 

chaque noyau / foyer γH2A.X / foyer 53BP1 / CN-PML (Tableau III.6.7). De plus, 

 

Figure III.6.6 : Analyse des noyaux. (A) Graphiques représentants la circularité 

des noyaux en fonction de leur aire. Une région « cellules » est établie sur cette 

base pour définir les noyaux analysables (3, bleu), ainsi sont éliminés les petits 

noyaux et les fragments de noyaux (1), les noyaux pliés (2) et les doublons (4). (B) 

Graphiques représentants pour les noyaux l’intensité totale de fluorescence de 

FITC (signal  global γH2A.X) en fonction de l’intensité totale de fluorescence de 

DAPI (ADN). Deux régions sont établies sur cette base pour définir les cellules en 

phase G0/G1 (5) et en phase G2 (7). Les cellules en phase S (6) sont exclues de 

l’analyse. La barre d’échelle correspond à 10 µm. 
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chaque détourage d’objet, noyau et foyer, a été utilisé comme un masque pour 

l’obtention de valeurs d’intensité de fluorescence dans chacun des canaux utilisés 

(DAPI, FITC, Alexa Fluor 594, Alexa Fluor 647). Aussi pour les foyers γH2A.X, par 

exemple, nous avons obtenu des valeurs d’intensité en FITC (fluorochrome utilisé 

pour le détecter) mais également en DAPI (pour la quantité d’ADN) et en Alexa 

Fluor 647 (pour la localisation de 53BP1). 

 

Tableau III.6.7 : Paramètres obtenus avec l’analyse d’image. Deux parties sont à 

distinguer, les paramètres mesurés sur les noyaux (objet principaux) et sur les 

foyers γH2A.X / foyers 53BP1 / CN-PML (sous-objets), et ceux mesurés 

spécifiquement pour les uns ou pour les autres. Les données d’appartenance à une 

région, sont données en code binaire (0/1) et sont issues des régions tracées lors 

de l’analyse (Figure III.6.6).  

 

6.2. Analyses des données 

Pour chaque condition de temps/dose, quatre fichiers textes contenant 

les mesures faites sur tous les noyaux, foyers γH2A.X, foyers 53BP1, CN-PML, 

respectivement, ont été obtenus. L’analyse de cette grande quantité de données a 

été effectuée à l’aide d’un logiciel libre de programmation R (R Core Team, 2014), 

spécialisé dans l’analyse statistique et le traitement des données. Avec ce logiciel, 

tous les fichiers textes obtenus pour chaque catégorie d’objet (noyaux, foyers 
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γH2A.X, foyers 53BP1, CN-PML) dans une même expérience ont été compilés. A 

partir de ceux-ci, nous avons réalisés des filtrations sur la base des régions G0/G1 

et G2, pour isoler les sous populations d’intérêt. Nous avons ensuite travaillé plus 

spécifiquement sur ces sous populations, telles que les cellules ayant ou non 

incorporées du BrdU, les foyers γH2A.X en fonction de leur aire, etc. (Figure III.6.8). 

 

Figure III.6.8 : Traitements des données obtenus après l’analyse d’images. 

L’analyse d’images a permis d’obtenu des fichiers contenant des mesures sur les 

différents catégories d’objets analysées (noyaux, foyers γH2A.X, foyers 53BP1, CN-

PML). Ces données ont été compilées et analysées à l’aide de logiciel de 

programmation R. 

 

6.2.1. Analyses des foyers γH2A.X  

La cinétique d’évolution des foyers γH2A.X au cours du temps a été 

étudiée à partir d’images obtenues après des immunomarquages avec des anticorps 

anti-γH2A.X réalisés à des temps allant de 10 minutes à 7 jours après des 



Partie III. Matériels et Méthodes 

85 
 

irradiations à 1 et 5 Gy (et les contrôles non irradiés correspondants). Nous avons 

analysé la quantité de ces foyers dans chaque noyau en phase G0/G1.  

L’évolution de l’aire des foyers γH2A.X a été étudiée au cours du temps à 

partir des mêmes expériences que précédemment. De la même manière que pour 

la quantité de foyers, leur aire est également un paramètre qui est directement 

mesuré par le logiciel d’analyse d’image. Ce paramètre d’aire est exprimé en 

pixel. Pour transformer l’aire donnée en pixel en une aire en micromètre carré 

(µm²), la correspondance pixel-µm² a été mesurée en fonction de l’objectif du 

microscope utilisé et de la caméra. Ainsi, il a été défini que 1 µm² équivaut à 15,5 

pixel pour un grossissement x100. 

Nous avons également réalisé une analyse de la densité d’ADN et de H4K16ac 

(acétylation de la lysine 16 de l’histone H4) au niveau des foyers γH2A.X sur la base 

des intensités de fluorescence moyennes associées à l’ADN (DAPI) ou à H4K16ac 

(Alexa Fluor 594).  

  

6.2.2. Création de foyers simulés 

Dans le but de comparer les densités d’ADN, d’H4K16ac, etc., obtenues 

au niveau des foyers γH2A.X avec le reste du noyau, nous avons simulé des foyers 

aléatoirement dans ce dernier. En effet, sachant que la répartition et 

l’organisation de l’ADN n’est pas homogène dans le noyau, prendre une valeur 

unique de densité d’ADN à l’échelle du noyau est biaisé. L’idéal est de pourvoir 

comparer la quantité d’ADN ou d’H4K16ac entre le lieu d’un dommage de l’ADN 

signalisé par un foyer γH2A.X et celles de parties dans le noyau sans CDB 

signalisées. Pour cela, nous avons simulé des foyers aléatoirement dans les noyaux. 

A l’aide du logiciel de programmation R, nous avons codé, dans une matrice de la 

taille de l’image générée par l’acquisition (1024 lignes x 1344 colonnes), des carrés 

de « 1 » correspondant à des foyers aléatoirement répartis dans cette matrice 

(Figure III.6.9). Ces carrés avaient une aire tirée aléatoirement suivant la 

distribution des aires observées pour les foyers γH2A.X radio-induits. La densité de 

carrés au sein de la matrice a également été tirée aléatoirement dans la 

distribution de densités de foyers par noyau obtenue pour les foyers γH2A.X radio-

induits. Le nombre de matrices a été généré en fonction du nombre d’images 
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acquises par condition expérimentale. Ces matrices ont ensuite été converties en 

images Tiff (Urbanek, 2013) (Figure III.6.9).  

 

Figure III.6.9 : Etapes de création des images de foyers simulés. Les foyers 

simulés ont été créés à partir de mesures faites sur les foyers γH2A.X radio-induits 

pour une condition expérimentale donnée : aires et quantités par noyau. Les 

valeurs de quantités de foyers γH2A.X par noyau ont été préalablement converties 

en quantités par pixel de noyau. Un tableau a été créé contenant un nombre de 

ligne tirée aléatoirement dans la distribution de quantité de foyers γH2A.X par 

pixel de noyau. Ainsi chaque ligne correspondant à un foyer simulé. Pour chaque 

foyer simulé, une aire a été tirée aléatoirement dans la distribution des aires 

observées pour les foyers γH2A.X dans cette même condition expérimentale. Pour 

chaque foyer simulé a ensuite été tirée aléatoirement des coordonnées en X et Y 

dans une image de 1024 x 1344 pixel. A partir de ce tableau a été générée une 

matrice de taille 1024x1344, codé en binaire (0/1) et dont les « 1 » correspondent 
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aux foyers simulés avec l’aire et la position défini dans le tableau précédent. Cette 

matrice remplie de 0 et 1 a enfin été converti en image Tiff (Urbanek, 2013). Tout 

ce processus a fait l’objet d’un développement de code avec langage de 

programmation R (R Core Team, 2014). 

Les foyers simulés aléatoirement ont été analysés de la même manière que 

les foyers γH2A.X radio-induits après substitution des images FITC par les images 

générées. Les paramètres d’aire et de quantité de foyers par noyau des foyers 

simulés ont été mesurés et comparés avec ceux des foyers γH2A.X radio-induits 

pour valider les foyers simulés (Figure III.6.10). 

 

 

Figure III.6.10 : Analyses des foyers simulés aléatoirement. Les images de 

microscopie du haut correspondent aux noyaux en DAPI, aux foyers γH2A.X radio-

induits en FITC et à la superposition des deux. Les graphiques en histogramme 

entourés de vert correspondent aux valeurs d’aire et de quantité de foyers γH2A.X 

par noyau observés pour une condition expérimentale donnée. Les images du bas 

correspondent aux mêmes noyaux en DAPI mais aux foyers simulés aléatoirement 

en rouge et à la superposition des deux. Les graphiques en histogramme entourés 

de rouge correspondent aux valeurs d’aire et de quantité de foyers par noyau 

calculés à partir pour les foyers simulés aléatoirement.  

 

6.2.3. Colocalisation de 53BP1 au niveau des foyers 

γH2A.X  

La colocalisation de 53BP1 au niveau des foyers γH2A.X a été analysée 

à partir d’images obtenues après des immunomarquages avec des anticorps anti-

γH2A.X et anti-53BP1 réalisés à des temps allant de 10 minutes à 7 jours après des 

irradiations à 1 et 5 Gy (et les contrôles non irradiés correspondants). Pour 
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analyser, de manière automatique pour un millier de foyers γH2A.X, la 

colocalisation de 53BP1, deux étapes ont été nécessaires. Dans un premier temps, 

il a fallu déterminer à partir de quelle intensité de fluorescence un foyer 53BP1 a 

été détecté (signal 53BP1 positif). En d’autre terme, à partir de quelle valeur 

d’intensité de fluorescence le différentiel signal/bruit de fond devient suffisant 

pour que le logiciel d’analyse d’image détecte un foyer 53BP1. Pour cela, nous 

avons calculé un ratio d’intensité de fluorescence associée à 53BP1 en divisant la 

valeur d’intensité moyenne de fluorescence du foyer 53BP1 par celle du noyau 

correspondant. Ce ratio a été calculé pour chaque foyer 53BP1 de chacune des 

conditions expérimentales. Ainsi nous avons obtenu une distribution de ratio par 

condition expérimentale. La valeur minimale a été définie comme étant le seuil au-

dessus duquel le signal 53BP1 devient positif. Dans un second temps, ce même ratio 

d’intensité de fluorescence associée à un signal 53BP1 a été calculé au niveau de 

tous les foyers γH2A.X. Lorsque ce ratio est plus grand que le seuil de positivité du 

signal 53BP1 déterminé plus haut, il y a colocalisation de 53BP1 au niveau du foyer 

γH2A.X. Le pourcentage de foyers γH2A.X colocalisés avec 53BP1 a ensuite été 

calculé pour chaque condition expérimentale. 

 

6.2.4. Association des CN-PML avec les foyers γH2A.X  

L’association des CN-PML avec les foyers γH2A.X a été étudiée à partir 

d’images obtenues après des immunomarquages avec des anticorps anti-γH2A.X et 

anti-CN-PML réalisés à des temps allant de 10 minutes à 7 jours après des 

irradiations à 1 et 5 Gy (et les contrôles non irradiés correspondants). A la 

différence de l’étude de la colocalisation de 53BP1 au niveau des foyers γH2A.X, il 

n’y a pas obligatoirement de superposition entre les marquages de γH2A.X et des 

CN-PML puisqu’il s’agit dans ce cas d’une association. L’association d’un CN-PML 

avec un foyer γH2A.X radio-induit a donc été définie par la distance euclidienne 

qui existe entre eux, calculée grâce aux coordonnées dans l’image des deux objets. 

Pour un foyer γH2A.X donné, les distances entre son centroïde et le centroïde de 

tous les CN-PML du noyau ont été calculées. Seule la distance la plus petite a été 

conservée pour l’analyse. Un foyer γH2A.X a été considéré comme associé à un CN-

PML si la distance entre lui et le CN-PML le plus proche est inférieure à 1 µm. Le 
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pourcentage de foyers γH2A.X associés à un CN-PML a été calculé pour chaque 

condition expérimentale. Nous avons ensuite appliqué cette procédure analytique 

aux foyers simulés aléatoirement dans le noyau. Les différences de pourcentage 

d’association à un CN-PML, des foyers γH2A.X observés expérimentalement et des 

foyers simulés aléatoirement ont été comparées statistiquement par le test de 

Student.  

 

6.2.5. Analyse de la prolifération cellulaire 

Nous avons analysé les cellules en fonction de leur incorporation de 

BrdU et de la phase du cycle. Les analyses ont été faites à partir d’images obtenus 

après immunomarquages avec des anticorps anti-BrdU, anti-γH2A.X, anti-53BP1 ou 

anti-CN-PML. Ces expériences ont été réalisés à des temps allant de 30 minutes à 

72 heures après des irradiations à 1 et 5 Gy (et les contrôles non irradiés 

correspondants). Pour définir si une cellule avait incorporé du BrdU, nous avons 

fixé un seuil sur la base de l’intensité moyenne de fluorescence associé au BrdU 

intégrée au noyau dans les cellules non irradiées à 5 heures comparé à 24 heures 

(Figure III.6.11). Le test statistique de Student a été utilisé pour comparer les 

moyennes obtenues. 

 

Figure III.6.11 : Visualisation de l’incorporation de BrdU. Histogrammes obtenus 

par l’analyse d’image via le logiciel Scan^R Analysis, représentants l’intensité de 

fluorescence moyenne des noyaux pour le fluorochrome associé au BrdU. Les 

valeurs tracées ont été obtenues pour les noyaux non irradiés après 5 heures (A) et 

24 heures (B) d’incubation. La barre rouge correspond au seuil au-dessus duquel un 

noyau a été considéré comme BrdU positif. 
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6.3. Analyse des cellules binucléées  

A la différence des expériences précédentes, l’analyse sur les cellules 

binucléées a été réalisée sur des cellules traitées à la cytochalasine B et au BrdU. A 

partir des images obtenues après immunomarquage avec des anticorps anti-γH2A.X 

et anti-BrdU, 48 heures après 5 Gy, les cellules binucléées BrdU positives ont été 

dénombrées manuellement. Pour chaque cellule binucléée, le nombre de foyers 

γH2A.X présents dans chacun des noyaux a été compté. Les cellules binucléées ont 

été classées en fonction de la différence du nombre de foyers γH2A.X entre les 

deux noyaux et la proportion de chaque classe a été établie.  

 

6.4. Analyse des anomalies de ségrégation mitotique 

Nous avons évalué la présence d’anomalies de ségrégation mitotique au 

sein des cellules en phase G0/G1 ayant cyclé (BrdU positives), 48 heures après une 

exposition à 1 ou 5 Gy et dans le contrôle non irradié. A partir des images obtenues 

après immunomarquages avec des anticorps anti-γH2A.X et anti-BrdU, la fréquence 

d’anomalies de mitoses a été calculée sur la base : i) du taux de cellules 

binucléées, indiquant un problème lors de la cytodiérèse (sans ajouter aucune 

substance chimique), et ii) du taux de mauvaise ségrégation des chromosomes 

évaluée par la présence de micronoyaux ou de débris de pont nucléoplasmique 

dans des cellules mononucléées. L’analyse a été faite en distinguant les cellules 

avec ou sans signal γH2A.X au niveau du noyau et/ou du micronoyau et/ou du pont 

nucléoplasmique. 
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1. Evolution temporelle de la signalisation des 

dommages de l’ADN  

La dynamique des foyers γH2A.X a été étudiée dans des cellules 

endothéliales primaires humaines (HUVEC) synchronisées en phase G0/G1 du cycle 

cellulaire et exposées à des doses de 1 et 5 Gy de rayons X à différents temps post-

irradiation allant de 10 minutes à 7 jours. Les analyses ont porté sur le nombre de 

foyers γH2A.X par noyau, leur aire, leur contenu en ADN, leur taux d’acétylation de 

la lysine 16 de l’histone H4 (H4K16ac), la colocalisation de 53BP1 ainsi que la 

représentativité de ces différents paramètres dans l'ensemble de la population de 

cellules exposées. Tous les résultats présentés ici concernent uniquement les 

cellules en phase G0/G1 du cycle cellulaire. 

 

1.1. Cinétique des foyers γH2A.X  

Le nombre de foyers γH2A.X par noyau atteint un pic 30 minutes après 

l'exposition (Figure IV.1.1, A), avec 19,9 ± 1,8 foyers γH2A.X à 1 Gy et 54,6 ± 11,4 

foyers γH2A.X à 5 Gy (Figure IV.1.1, B). En 24 heures, la fréquence des foyers 

γH2A.X au sein des noyaux diminue de plus de 90% pour les deux doses. Cependant 

certains foyers γH2A.X sont encore observables. Leur quantité devient 

proportionnelle à la dose d’irradiation, soit 4,6 fois plus de foyers γH2A.X dans les 

cellules exposées à 5 Gy par rapport à celles irradiées à 1 Gy : 4,2 ± 0,5 et 0,9 ± 

0,2 foyers γH2A.X par noyau, respectivement, à 24 heures (Figure IV.1.1, B). Sept 

jours après une exposition à 5 Gy, le nombre moyen de foyers γH2A.X par noyau est 

encore de 0,8 ± 0,3, toujours significativement plus élevé que celui mesuré dans 

les cellules non irradiées (0,4 ± 0,2 par noyau; Figure IV.1.1, B).  
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Figure IV.1.1 : Quantification du nombre de foyers γH2A.X par noyau aux 

différents temps post-irradiation pour les doses de 1 et 5 Gy. (A) Représentation en 

boite à moustaches de la distribution du nombre de foyers γH2A.X par noyau pour 

chaque condition. Pour chaque boite à moustache, la médiane est indiquée par le 

trait noir au centre de la boite, les extrémités basse et haute de la boite 

correspondent, respectivement, au 1ier et 3ième quartile. Les moustaches représentent 

les valeurs 1,5 fois inférieures ou supérieures aux quartiles 1 et 3, respectivement 

(fonction « Boxplot » du logiciel R). Valeurs correspondant à une expérimentation, 

soit de 400 à 7 700 noyaux par condition. (B) Tableau indiquant les fréquences 

moyennes de foyers γH2A.X au sein d’une population de cellules en phase G0/G1 du 

cycle cellulaire. Les valeurs représentent la moyenne calculée sur cinq expériences 

soit en moyenne 1 400 à 11 000 cellules analysées par condition et par réplica. Le test 

de Student a été réalisé et les valeurs significativement différentes de celles 

obtenues dans les cellules non-irradiées sont indiquées comme suit : * α < 0,05,  ** α <  

0,01 et *** α <  0,001. 
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1.2. Cinétique des aires des foyers γH2A.X 

Pour caractériser ces foyers γH2A.X encore présents 24 heures après 

l’exposition, l’évolution de l’aire des foyers γH2A.X a été analysée au cours du 

temps (Figure IV.1.2). A la dose de 5 Gy, l’aire médiane des foyers γH2A.X radio-

induits augmente à partir de 24 heures et reste élevée jusqu’à 7 jours après 

irradiation. Ainsi, la majorité des foyers γH2A.X observables avant 24 heures ont 

une aire plus petite que les foyers γH2A.X encore présents après 24 heures (Figure 

IV.1.2). Cette augmentation est moins nette à la dose de 1 Gy, cependant, les 

distributions des aires observables montrent la présence de foyers γH2A.X ayant 

une aire plus élevée après 24 heures et ceci jusqu’à 72 heures après irradiation 

(Figure IV.1.2).  

 

Figure IV.1.2 : Cinétique de l’aire des foyers γH2A.X en fonction du temps et de 

la dose délivrée. Représentation en boite à moustaches de la distribution des aires 

des foyers γH2A.X pour chaque condition. Pour chaque boite à moustache, la 

médiane est indiquée par le trait noir au centre de la boite, les extrémités basse et 

haute de la boite correspondent, respectivement, au 1ier et 3ième quartile. Les 

moustaches représentent les valeurs 1,5 fois inférieures ou supérieures aux quartiles 

1 et 3, respectivement (fonction « Boxplot » du logiciel R). Les valeurs correspondent 

à une expérimentation représentative avec 9 500 à 180 000 foyers γH2A.X analysés 

aux temps précoces et 350 à 6 500 aux temps tardifs.  
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La Figure IV.1.3, montre une image de microscopie illustrant cette 

modification de l’aire des foyers γH2A.X entre 30 minutes et 72 heures après une 

exposition des HUVEC à 1 Gy. 

 

Figure IV.1.3 : Différence de l’aire des foyers γH2A.X en fonction du temps post-

exposition. Images représentatives de foyers γH2A.X à 30 minutes et 72 heures 

après exposition à 1 Gy. L’ADN est marqué en DAPI et γH2A.X avec un marquage 

immunofluorescent en FITC. La barre d’échelle correspond à 10 µm. 

 

Les distributions des aires des foyers γH2A.X à 30 minutes, 5, 24, 48, 72 

et 168 heures ont été étudiées plus en détail. La présence de foyers γH2A.X dans 

les cellules non irradiées montre un bruit de fond de foyers non radio-induits 

(Figures IV.1.1 et IV.1.2). Pour étudier les aires représentatives des foyers γH2A.X 

spécifiquement radio-induits, nous avons effectué une normalisation de ces 

dernières. Pour cela, les foyers γH2A.X détectés dans les cellules irradiées et non 

irradiées à tous les temps post-exposition ont été classés en fonction de leur aire 

(classes définies avec un pas de 0,1 µm²). Pour une condition, temps/dose, donnée 

c, un ratio a ensuite été calculé pour chaque classe i, Rci, en divisant la fréquence 

de foyers de cette classe dans les cellules irradiées, Fci IR, par la fréquence de 

foyers de cette même classe dans les cellules non irradiés Fci non IR :  

𝑅𝑐𝑖 =  
𝐹𝑐𝑖 𝐼𝑅

𝐹𝑐𝑖 𝑛𝑜𝑛 𝐼𝑅
 

La Figure IV.1.4 montre les résultats de ratio obtenus pour chaque condition 

expérimentale. 
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Figure IV.1.4 : Evolution de l’aire des foyers γH2A.X au cours du temps. Les deux 

panels représentent les ratios de foyers γH2A.X radio-induits dans chaque classe 

d’aire calculée pour 1 Gy (panel du haut) ou pour 5 Gy (panel du bas). Ces valeurs 

représentent le cumul de cinq expériences et de 100 000 à 1 200 000 foyers γH2A.X 

aux temps précoces et de 5 600 à 43 000 foyers γH2A.X aux temps tardifs.   
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Les aires des foyers γH2A.X présents à 30 minutes et 5 heures après 

l’exposition peuvent être interprétées uniquement à la dose de 1 Gy. En effet, à la 

dose de 5 Gy la fréquence de foyers γH2A.X radio-induits par noyau est très élevée 

à 30 minutes les rendant difficile à distinguer les uns des autres. Par contre après 

24 heures, l’analyse des aires des foyers γH2A.X est plus intéressante après 

exposition à 5 Gy car leur fréquence reste suffisamment élevée comparée à celle 

des foyers obtenus après exposition à 1 Gy.  

Après une exposition à 1 Gy, les foyers γH2A.X radio-induits à 30 minutes et 

5 heures sont caractérisés par une aire allant de 0,2 à 1,3 μm² (Figure IV.1.4, panel 

du haut) et les foyers γH2A.X après 24 heures par une aire supérieure à 0,6 μm² 

(Figure IV.1.4, panel du bas).  

 

Cette analyse a servi également à définir un seuil d’aire de foyers 

γH2A.X radio-induits permettant de caractériser l’aire des foyers persistants après 

24 heures. Ainsi l’aire seuil a été fixée pour chaque réplica expérimental et 

correspond en moyenne à 0,7 µm² ± 0,1 µm². Avec cela, un nombre moyen par 

noyau de foyers γH2A.X avec une aire supérieure à ce seuil a été obtenu.  

Nous observons qu’il y a des foyers γH2A.X avec une aire supérieure à 

0,7 µm² au sein des cellules non irradiées, leur fréquence est en moyenne de 0,05 

foyers par noyau et reste constante au cours du temps (Figure IV.1.5, A). Leur aire 

varie peu également avec une moyenne de 1,7 ± 0,2 µm² (Figure IV.1.5, B).  

La quantité des foyers radio-induits diminue avec le temps pour les deux 

doses. Cependant, 7 jours après une exposition à 5 Gy, il y a toujours un nombre 

significatif de ces foyers par noyau, soit 0,5 ± 0,1, ce qui n’est pas le cas à 1 Gy 

(Figure IV.1.5, A). L’aire moyenne de ces foyers radio-induits à 5 heures est de 1,3 ± 

0,08 µm² à 1 Gy et 1,2 ± 0,2 µm² à 5 Gy. Il y a une augmentation progressive de 

l’aire moyenne de ces foyers radio-induits entre 5 heures et 24 heures pour les 

deux doses (Figure IV.1.5, B). Ainsi à partir de 24 heures après l’exposition, les 

foyers radio-induits ont une aire moyenne similaire à ceux des conditions non 

irradiées, soit 1,7 ± 0,1 µm² à 1 Gy, 1,6 ± 0,1 µm² à 5 Gy (Figure IV.1.5, B). 
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Figure IV.1.5 : Quantification du nombre moyen et de l’aire moyenne des foyers 

γH2A.X ayant une aire supérieure à 0,7 µm². (A) Tableau indiquant les fréquences 

moyennes de foyers γH2A.X ayant une aire supérieure à 0,7 µm² ± 0,1 µm² au sein 

d’une population de cellules en phase G0/G1 du cycle cellulaire. Les valeurs 

représentent la moyenne calculée sur cinq expériences soit en moyenne 1 400 à 

11 000 cellules analysées par condition et par réplica. Le test de Student a été réalisé 

et les valeurs significativement différentes de celles obtenues dans les cellules non-

irradiées sont indiquées comme suit : * α < 0,05,  ** α <  0,01 et *** α <  0,001. (B) 

Courbes représentants les moyennes des aires des foyers γH2A.X ayant une aire 

supérieure à 0,7 µm² ± 0,1 µm² pour les doses de 1 et 5 Gy ainsi que pour le contrôle 

(0 Gy). Les valeurs représentent les moyennes et les écarts types calculés sur cinq 

expériences, soit en moyenne 400, 1 200 et 4 200 foyers γH2A.X ayant une aire 

supérieure à 0,7 µm² ± 0,1 µm² analysés pour le contrôle, 1 et 5 Gy, respectivement. 

 

1.3. Colocalisation de 53BP1 au niveau des foyers 

γH2A.X 

Pour étudier l’évolution de la colocalisation de 53BP1 au niveau des 

foyers γH2A.X, des immunomarquages avec des anticorps anti-γH2A.X et anti-53BP1 
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ont été réalisés. A 24 heures, 53BP1 est colocalisé au niveau des foyers γH2A.X 

persistants (Figure IV.1.6).  

 

Figure IV.1.6 : Colocalisation de 53BP1 sur les foyers γH2A.X persistants (aire 

supérieure à 0,7 µm² ± 0,1 µm²). Images en microscopie à fluorescence de noyaux 

24 heures après une exposition à 5 Gy de rayons X. La colocalisation de 53BP1 est 

observée sur l’ensemble des foyers γH2A.X. L’ADN est marqué en DAPI et γH2A.X et 

53BP1 avec un marquage immunofluorescent en FITC et Alexa Fluor 594, 

respectivement. La barre d’échelle est de 10 µm.  

 

Une étude quantitative de cette colocalisation a été menée. Les résultats 

obtenus montrent que la colocalisation de 53BP1 au niveau des foyers γH2AX est 

observable dans 90-100% des cas et ceci de 5 heures à 7 jours après l'exposition 

(Figure IV.1.7).  
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Figure IV.1.7 : Colocalisation de 53BP1 sur les foyers γH2A.X ayant une aire 

supérieure à 0,7 µm² ± 0,1 µm². Histogrammes représentant le pourcentage de 

foyers γH2A.X avec une aire supérieure à 0,7 µm² ± 0,1 µm² colocalisés avec 53BP1 

en fonction du temps et de la dose, barres grises claires pour 1 Gy et grises foncées 

pour 5 Gy. Les valeurs représentent les moyennes et les écarts types sur trois 

expériences indépendantes (1 000 à 3 000 foyers γH2A.X par expériences). 

 

1.4. Quantification de la densité d’ADN au niveau des 

foyers γH2A.X  

Nous nous sommes intéressés à la modulation de la densité d’ADN au 

niveau des foyers γH2A.X. La modulation de la densité d’ADN a été estimée sur la 

base de l’intensité moyenne de fluorescence du DAPI. Tout d’abord, nous avons 

évalué la variation du marquage de DAPI sur l’ensemble des noyaux. La Figure 

IV.1.8, présente les valeurs d’intensité moyenne de fluorescence de DAPI pour tous 

les noyaux en phase G0/G1 d’une condition donnée (temps/dose). Les variations de 

l’intensité de fluorescence entre les conditions expérimentales sont le fait d’une 

variabilité de marquage du DAPI (Figure IV.1.8).  
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Figure IV.1.8 : Fluctuation de l’intensité moyenne de fluorescence de DAPI. 

Boites représentant les 1ier et 3ieme quartiles des distributions des valeurs 

l’intensité de fluorescence moyenne de DAPI pour tous les noyaux en phase G0/G1 : 

pour les cellules non irradiées (gris clair), pour les cellules irradiées à 1 Gy (gris) et 

à 5 Gy (gris foncé), à des temps post-exposition allant de 30 minutes à 96 heures. 

Les valeurs correspondent à une expérience avec une moyenne de 11 000 noyaux 

par condition. 

 

Ainsi, il a été nécessaire de développer une stratégie de normalisation 

pour étudier la densité d’ADN au niveau des foyers γH2A.X. Pour cela, nous avons 

calculé un ratio d’intensité de DAPI en divisant la valeur d’intensité moyenne de 

fluorescence de DAPI au niveau des foyers par celle du noyau correspondant. De 

plus, sachant que la répartition et l’organisation de l’ADN n’est pas homogène dans 

le noyau, nous avons comparé ces valeurs de ratio avec celles obtenues pour les 

foyers simulés (zones du noyau sans CDB ; voir Partie III « Matériels et Méthodes », 

paragraphe 5.2.2 « Création des foyers simulés »).  

La Figure IV.1.9 A, présente les médianes des logarithmes de ratio 

d’intensité de fluorescence de DAPI pour les foyers expérimentaux et les foyers 

simulés aléatoirement entre 10 minutes et 24 heures après exposition à 1 Gy. Nous 

observons que les valeurs de ratio de DAPI des foyers γH2A.X évoluent très peu 

entre 10 minutes et 24 heures, entre 0,04 et 0,08. Cette tendance reste la même 

pour les foyers persistants (Figure IV.1.9, B), impliquant que même si l’aire des 

foyers augmente au cours du temps la densité d’ADN au niveau de ces foyers 

semble constante. Par contre, les médianes des logarithmes de ratio d’intensité de 

fluorescence de DAPI calculées au niveau des foyers γH2A.X sont toujours 
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supérieures à celles obtenues au niveau des foyers simulés aléatoirement (Figure 

IV.1.9, A et B), laissant supposer que la densité d’ADN est en moyenne plus élevée 

au niveau des foyers γH2A.X quel que soit le temps post-exposition. 

 

 

Figure IV.1.9 : Evolution temporelle de la densité d’ADN au niveau des foyers 

γH2A.X. La densité d’ADN au niveau des foyers γH2A.X est mesurée sur la base de 

l’intensité de fluorescence moyenne de DAPI. Pour chaque foyer, un logarithme de 

ratio de DAPI est calculé en divisant l’intensité de fluorescence moyenne de DAPI 

au niveau de celui-ci par celle du noyau. (A) Médianes des logarithmes de ratio de 

DAPI calculés pour tous les foyers γH2A.X obtenus expérimentalement après une 

dose de 1 Gy  entre 10 minutes et 24 heures (losanges gris clairs) et pour les foyers 

simulés sur la base d’une irradiation à 1 Gy également (carrés gris moyen clairs). 

Les valeurs représentent les moyennes et les écarts types de trois expériences 

indépendantes (de 8 000 à 200 000 foyers aux temps précoces et environ 2 000 au 

temps 24 heures, par expérience). (B) Médianes des logarithmes de ratio de DAPI 

calculés pour les foyers persistants obtenus expérimentalement après une dose de 

5 Gy entre 24 et 168 heures (losanges gris foncés) et pour les foyers simulés avec 

une aire supérieure à 0,7 µm² sur la base d’une irradiation à 5 Gy également 

(carrés noirs). Les valeurs représentent les moyennes et les écarts types de trois 

expériences indépendantes avec une moyenne de 4 600 gros foyers par expérience. 
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1.5. Quantification de l’acétylation sur la lysine 16 

de l’histone H4 au niveau des foyers γH2A.X 

Pour analyser l’acétylation de H4K16 spécifiquement au niveau des 

foyers γH2A.X, nous avons réalisé, comme pour l’étude des densités d’ADN au 

niveau des foyers γH2A.X, une normalisation des valeurs d’intensité moyenne de 

fluorescence des foyers en les divisant par l’intensité moyenne de fluorescence du 

noyau auquel il appartient. Ces valeurs ont été comparées à celles obtenues pour 

les foyers simulés. Nous constatons, de 10 minutes à 5 heures post-irradiation, une 

densité d’H4K16ac supérieure au niveau des foyers γH2A.X par rapport aux foyers 

simulés (Figure IV.1.10).  

 

 

Figure IV.1.10 : Evolution temporelle de l’acétylation de H4K16 au niveau des 

foyers γH2A.X induit dans des cellules en phase G0/G1 du cycle cellulaire. 

Courbes représentants les médianes des logarithmes de ratio d’H4K16ac (rouge) et 

d’ADN (bleu) calculés pour tous les foyers γH2A.X (expérimentaux, à gauche) 

obtenus à des temps post-exposition allant de 0,17 à 24 heures après une irradiation 

des cellules en phase G0/G1 à 5 Gy. Les courbes de droite correspondent aux 

valeurs obtenues pour les foyers simulés. Les valeurs correspondent à une 

expérience avec une moyenne de 500 000 foyers γH2A.X/simulés observés par 

condition.  

 

Ceci est cohérent avec l’augmentation de la densité d’ADN observée au 

niveau des foyers γH2A.X et donc ne traduit pas une hyper-acétylation. A partir de 

24 heures, nous observons que H4K16ac revient au même niveau que celui observé  
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au niveau des foyers simulés alors que la densité d’ADN reste constante (Figure 

IV.1.11). Cette diminution spécifique de H4K16ac pourrait traduire une 

désacétylation de cette dernière au niveau des foyers γH2A.X. Pour confirmer 

cette tendance il serait nécessaire de faire des réplicas expérimentaux. 

 

 

Figure IV.1.11 : Evolution temporelle de l’acétylation de H4K16 au niveau des 

foyers γH2A.X persistants induits dans des cellules en phase G0/G1 du cycle 

cellulaire. Courbes représentant les médianes des logarithmes de ratio d’H4K16ac 

(rouge) et d’ADN (bleu) calculés pour tous les foyers γH2A.X ayant une aire 

supérieure à 0,7 µm² (expérimentaux, à gauche) obtenus à des temps post-exposition 

allant de 24 à 168 heures après une irradiation des cellules en phase G0/G1 à 5 Gy. 

Les courbes de droite correspondent aux valeurs obtenues pour foyers simulés ayant 

une aire supérieure à 0,7 µm². Les valeurs correspondent à une expérience avec une 

moyenne de 9 000 foyers γH2A.X persistants/simulés observés par condition. 

 

1.6. Evolution du taux de cellules ayant des foyers 

γH2A.X persistants au cours du temps 

Au sein des populations cellulaires étudiées, 24 heures après 

l'exposition, nous observons que 12,7% ± 3,3% des cellules irradiées à 1 Gy 

contiennent au moins un foyer persistant, ce qui représente environ un cinquième 

du pourcentage observés à 5 Gy soit 73,2% ± 12,8% (Figure IV.1.12). Malgré la 

diminution de cette proportion au cours du temps à 5 Gy, la proportion de cellules 

présentant encore des dommages non résolus après 24 heures reste 
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particulièrement élevée, d'autant plus que seulement 4,3% ± 0,01% des cellules non 

irradiées contiennent des foyers γH2A.X ayant une aire supérieure à 0,7 µm² 

(Figure IV.1.12). 

 

Figure IV.1.12 : Evolution de la proportion de cellules contenant au moins un 

foyer γH2A.X persistant au cours du temps. Graphique indiquant les pourcentages 

des cellules contenant au moins un foyer γH2A.X persistant pour les doses de 1 et 

5 Gy. La condition contrôle (0 Gy) est également tracée et correspond au bruit de 

fond de foyers γH2A.X dans nos conditions expérimentales. Les valeurs sont des 

moyennes et écarts types calculés sur cinq expériences indépendantes soit en 

moyenne 1 400 à 11 000 cellules analysées par condition. Des droites de régression 

linéaires avec les équations correspondantes sont également tracées. 

 

  



Partie IV. Résultats expérimentaux 

106 
 

2. Etude de l’impact des foyers persistants sur le 

cycle cellulaire 

2.1. Foyers persistants et cycle cellulaire 

2.1.1. Perturbation du cycle cellulaire après irradiation 

La perturbation du cycle cellulaire après l’irradiation a été étudiée par 

ajout de BrdU, juste après l’exposition, dans les cultures cellulaires initialement 

synchronisées (en phase G0/G1) et des marquages en immunofluorescence avec des 

anticorps spécifiques ont été réalisés révélant le taux de cellules ayant incorporé 

du BrdU dans la population cellulaire. Pour identifier les cellules ayant réalisé un 

cycle, nous avons mesuré l’intensité moyenne de fluorescence associée au BrdU 

dans le noyau. La Figure IV.2.13 montre la répartition des cellules dans les 

différentes phases du cycle cellulaire en fonction de la dose et du temps. Les 

résultats obtenus sur les cellules non irradiées sont compatibles avec la croissance 

normale des HUVEC dans nos conditions de culture cellulaire (Figure IV.2.13). En 

24 heures plus de 80% des cellules sont entrées en cycle et 32,5% ± 9.2% ont déjà 

effectuées un cycle cellulaire complet (BrdU positive en phase G1) (Figure IV.2.13, 

A). Quarante-huit heures plus tard, nous observons 77,2% ± 3.4% cellules non 

irradiées BrdU positives en phase G0/G1 (Figure IV.2.13, B).  

Pour les conditions irradiées, une accumulation de cellules BrdU négatives 

en phase G0/G1 est visible et dépendante de la dose, 24 heures après l'exposition, 

soit 32,2% ± 9,5% à 1 Gy et 60,9% ± 9,4% à 5 Gy comparé au 14,7% ± 3,2% observé 

dans le contrôle (Figure IV.2.13, A). Nous n’observons pas d’augmentation 

significative de la proportion de cellules en phase S ou en phase G2 ni à 24 heures 

(Figure IV.2.13, A) ni à 48 heures (Figure IV.2.13, B) entre les cellules non irradiées 

et les cellules irradiées à 1 et 5 Gy. Au temps 48 heures, 74,6% ± 2,8% des cellules 

irradiées à 1 Gy sont BrdU positives et en phase G0/G1, elles ont donc fait un cycle 

complet. Après une dose de 5 Gy, c’est le cas de 49,1% ± 10,6% des cellules (Figure 

IV.2.13, B).  
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Figure IV.2.13 : Reprise du cycle cellulaire après irradiation. Représentation en 

histogramme de la proportion de cellules en fonction de la phase du cycle cellulaire 

(G0/G1, S et G2), et de leur incorporation (BrdU positives) ou non (BrdU négatives) de 

BrdU. Ces proportions sont montrées à 24 heures (A) et 48 heures (B) après irradiation 

des cellules à 1 Gy (gris clair) ou 5 Gy (gris foncé) ou sans irradiation (blanc). Les 

proportions de cellules sont calculées au sein du tapis cellulaire. Les cellules BrdU 

positives ont commencé leur cycle après l’irradiation et celles en phase G0/G1 ont 

donc fait un cycle cellulaire complet après l’irradiation. Les proportions représentent 

les moyennes de cinq expériences pour 0 et 5 Gy et de trois expériences pour 1 Gy avec 

en moyenne 2 000 cellules analysées par condition. Les barres d’erreur montrent les 

écarts types standard calculés à partir des moyennes de ces expériences. 
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2.1.2. Présence de foyers persistants au sein de cellules 

ayant cyclée 

La présence de foyers persistants au sein des cellules BrdU positives est 

observée (Figure IV.2.14). Sachant que les cellules ont été synchronisées en phase 

G0/G1 du cycle cellulaire avant l’irradiation, les cellules qui ont incorporé le BrdU 

ajouté à la culture juste après l’irradiation et qui sont en phase G0/G1 au moment 

de l’observation, ont fait un cycle cellulaire complet depuis l’irradiation.   

 

 

Figure IV.2.14 : Foyers persistants observables dans des cellules ayant fait un 

cycle cellulaire complet. Images de microscopie à fluorescence montrant un noyau 

BrdU positif en phase G0/G1 avec un foyer γH2A.X et 53BP1 persistant 48 heures 

après 5 Gy de rayons X. Ayant été irradiée en phase G0/G1, cette cellule a fait un 

cycle cellulaire complet depuis l’irradiation. L’ADN est marqué en DAPI et γH2A.X, 

53BP1 et BrdU avec un marquage immunofluorescent en FITC, Alexa Fluor 647 et 

594, respectivement. La barre d’échelle correspond à 10 µm. 

 

Au sein des cellules non irradiés, nous avons estimé qu’à 5 heures, il y a 

95,1% ± 0,02% cellules BrdU négatives sans foyers γH2A.X (blanc) et 4,5% ± 0,4% 

cellules BrdU négatives avec des foyers γH2A.X (avec une aire > 0,7 µm²) (blanc 

ponctué de noir ; Figure IV.2.15). Ces proportions sont représentatives de l’état 

des cellules non irradiées. A 24 heures et 48 heures, toujours dans le contrôle non 

irradié, le taux de cellules BrdU positives augmente pour atteindre 97% au total 

(gris et gris ponctué de noir ; Figure IV.2.15). Il est important de noter qu’au sein 
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des cellules BrdU positives il y a 12,6% ± 1,5% des cellules qui ont des foyers γH2A.X 

(avec une aire > 0,7 µm²) (gris ponctué de noir ; Figure IV.2.15).  

Ensuite, nous avons quantifié la fréquence de ces évènements au sein de la 

population de cellules irradiées. Comme observé précédemment, 24 heures après 

l'exposition, la plupart des cellules sont bloquées en phase G0/G1, ceci est 

observable avec le taux de cellules BrdU négatives sans foyer persistant soit 49,3% 

± 10,1% à 1 Gy et 17,9% ± 2,5% à 5 Gy (blanc ; Figure IV.2.15) et celui de cellules 

BrdU négatives avec des foyers persistants, soit 18,9% ± 2,2% à 1 Gy et 78,8% ± 2,7% 

à 5 Gy (blanc ponctué de noir ; Figure IV.2.15). A 48 heures, une levée du blocage 

en G0/G1 est observée avec 94% de cellules BrdU positives à 1 Gy et 76% à 5 Gy 

(gris et gris ponctué de noir ; Figure IV.2.15). De plus, les cellules avec au moins un 

foyer persistant sont majoritairement BrdU positives (16,7% ± 1,3% et 42,3% ± 3,6% 

pour 1 et 5 Gy, respectivement ; gris ponctué de noir, Figure IV.2.15). Ces résultats 

indiquent que la présence de foyers persistants n'empêche pas, de manière 

permanente, les cellules de progresser dans le cycle cellulaire. 

Il est important de noter que le BrdU, lui-même, induit l’augmentation, de 

manière significative, du taux de foyers γH2A.X mesurés dans les cellules non-

irradiées, jusqu'à atteindre, à 48 heures, un taux de cellules avec un foyer γH2A.X 

(avec une aire > 0,7 µm²) proche de celle mesurée pour 1 Gy (12,6% ± 1,5% pour le 

contrôle et 16,7% ± 1,3% pour 1 Gy ; en gris ponctué de noir, colonne 48 heures ; 

Figure IV.2.15). Cependant, les proportions de cellules BrdU positives avec des 

foyers persistants restent dépendantes de la dose (supérieures à 5 Gy qu’à 1 Gy) ce 

qui montre que se sont bien des foyers radio-induits qui sont majoritairement 

observés à 5 Gy. Afin d'éviter les interférences potentielles de l’effet du BrdU sur 

les analyses suivantes, seuls les résultats obtenus avec la dose de 5 Gy seront 

présentés.  
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Figure IV.2.15 : La présence de foyers persistant ne bloque pas définitivement la 

division cellulaire. Représentation en camembert des proportions de cellules au sein 

de la sous-population de cellules en phase G0/G1 du cycle, en fonction de leur 

incorporation de BrdU : BrdU positives (gris foncé) et BrdU négatives (blanc) ; et en 

fonction de la présence de foyers γH2AX (pointillé) ou non (sans pointillé). 

Puisqu’elles sont en phase G0/G1, les cellules BrdU positives ont donc fait un cycle 

cellulaire complet après l’irradiation. Les proportions représentent les moyennes et 

les écarts types standard obtenus sur trois expériences indépendantes soit en 

moyenne 3 000 cellules par conditions. GFγH2AX : foyers γH2AX avec une aire 

supérieure à 0,7 µm² ± 0,1 µm² ; Focip : foyers persistants au-delà de 24 heures 

après l’exposition. 



Partie IV. Résultats expérimentaux 

111 
 

2.2. Transmission des foyers persistants aux cellules 

filles 

2.2.1. Evolution des distributions des foyers persistants 

avant et après division cellulaire 

Pour étudier la transmission ces foyers des cellules mères irradiées aux 

cellules filles, la fréquence de foyers persistants a été analysée en fonction de 

l’incorporation de BrdU dans les noyaux. Tout d’abord, sur l’ensemble de la 

population de cellules en phase G0/G1, la fréquence des foyers persistants diminue 

de manière significative entre 24 et 48 heures après l'irradiation, soit 2,2 ± 0,4 

foyers persistants par cellule à 24 heures et 1,2 ± 0,4 foyers persistants par cellule 

à 48 heures (Figure IV.2.16, A).  

Lorsque les cellules sont distinguées en fonction de leur incorporation de 

BrdU, nous observons que la fréquence de foyers persistants est significativement 

plus faible dans les cellules BrdU positives par rapport aux cellules BrdU négatives, 

soit, respectivement, 0,9 ± 0,2 foyers persistants et 2,2 ± 0,4 foyers persistants 

(Figure IV.2.16, A). Par contre, la fréquence de foyers persistants dans les cellules 

BrdU négatives et celle dans les cellules BrdU positives reste stable au cours du 

temps (Figure IV.2.16, A). Cette diminution est apparemment concomitante à la 

reprise du cycle cellulaire. Leur aire, quant à elle augmente significativement en 

fonction du temps, dans les cellules en phase G0/G1 qui ont cyclé, soit 1,7 ± 0,5 

µm² à 24 heures et 2,7 ± 0,3 µm² à 24 heures ; et également dans celles qui n’ont 

pas cyclé, soit 1,5 ± 0,4 µm² à 24 heures et 2,3 ± 0,3 µm² à 48 heures (Figure 

IV.2.16, B). 
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Figure IV.2.16 : Diminution de la fréquence de foyers persistants par noyau est 

concomitante à la reprise du cycle cellulaire. (A) La fréquence de foyers 

persistants par noyau 24 heures (gris foncé) et 48 heures (gris clair) après une 

irradiation à 5 Gy est calculée pour l’ensemble des cellules en phase G0/G1 et 

distinctement pour les cellules en phase G0/G1 ayant incorporé ou non du BrdU. (B) 

L’aire moyenne des foyers persistants est mesurée 24 heures (gris foncé) et 48 

heures (gris clair) après une irradiation à 5 Gy, pour l’ensemble des cellules en 

phase G0/G1 et distinctement pour les cellules en phase G0/G1 ayant incorporé ou 

non du BrdU. Les valeurs représentent les moyennes et les écarts types calculés sur 

trois expériences soit en moyenne 3 000 cellules et 4 000 foyers persistants par 

conditions. En utilisant le test de Student, les valeurs significativement différentes 

sont indiquées comme suit : * α < 0,05,  ** α <  0,01 et *** α <  0,001. 

 

Pour examiner plus en détail la décroissance du taux de foyers 

persistants dans les cellules avant et après la division cellulaire, nous avons étudié 

la distribution des cellules en fonction du nombre de foyers persistants qu’elles 

contiennent (Figures IV.2.17). La forme des distributions obtenues pour les cellules 

BrdU négatives reste la même entre 24 et 48 heures après l’irradiation (barres 
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grises, Figures IV.2.17, A et B), impliquant qu’il y a une diminution proportionnelle 

de toutes les classes. Cette observation est cohérente avec la stabilité du nombre 

moyen de foyers persistants mesurée dans la population de cellules BrdU négatives 

(Figure IV.2.17). Par contre, la distribution observée à 48 heures pour les cellules 

BrdU positives est clairement décalée par rapport à celles des BrdU négatives. En 

effet, il y a une nette augmentation des classes de cellules présentant un faible 

nombre de foyers persistants (barres grises et noires, Figures IV.2.17, A et B). 

Cette observation est cohérente avec la différence de fréquences observées entre 

les cellules BrdU négatives et positives (Figure IV.2.16, A). Les cellules filles ont 

clairement moins de foyers persistants que les cellules mères.  

 

Figure IV.2.17 : Décalages des distributions de foyers persistants par cellules 

avant et après la division cellulaire. Histogrammes représentant les pourcentages 

de cellules classées en fonction de leur nombre de foyers persistants, 24 (A) et 

48 heures (B) après 5 Gy. Ces valeurs représentent le cumule de trois expériences 

indépendantes, soit 3 000 à 14 000 cellules analysées par condition. 
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2.2.2. Foyers persistants dans les cellules filles 

Pour étudier la répartition des foyers persistants entre les noyaux fils, 

nous avons effectué un blocage de la cytodiérèse par ajout de cytochalasine B 48 

heures après l'exposition à 5 Gy. Cette technique permet de bloquer les deux 

noyaux fils dans le même cytoplasme. C’est le différentiel du taux de foyers 

persistants entre les deux noyaux qui nous intéresse ici. La Figure IV.2.18 présente 

trois exemples de phénotypes observés. 

 

Figure IV.2.18 : Transmission asymétrique possible entre deux cellules filles. 

Images de microscopie à fluorescence prise 48 heures après 5 Gy, présentant : dans 

le panel de gauche une cellule binucléée avec le même nombre de foyer persistant 

dans les deux noyaux, dans le panel du milieu une cellule binucléée avec un foyer 

persistant de différence entre les deux noyaux, et dans le panel de droite une 

cellule binucléée avec deux foyers persistants de différence entre les deux noyaux. 

Les proportions de chacun des trois exemples dans la population de cellule en phase 

G0/G1 correspondent aux moyennes et écarts types mesurés sur trois expériences et 

environ 100 cellules binucléées comptées manuellement pour chaque expérience. 

L’ADN est marqué en DAPI et γH2A.X avec un marquage immunofluorescent en FITC. 

La barre d’échelle correspond à 10 µm. 
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Nous avons observé des cellules binucléées ayant le même nombre de foyers 

persistants mais également des cellules binucléées ayant un nombre de foyers 

persistants différent entre les deux noyaux. Après quantification, il s’avère que 

45% des cellules binucléées présentent un nombre de foyers persistants 

asymétrique entre les deux noyaux fils (Figure IV.2.18).  

 

2.2.3. Foyers persistants et anomalies de ségrégation 

mitotique  

Nous avons analysé ensuite la proportion d’anomalies de ségrégation 

mitotique dans les cellules BrdU positives en phase G0/G1. Le comptage a été 

réalisé manuellement en considérant comme cellules aberrantes : i) celles qui 

contenaient des micronoyaux  (mauvaise ségrégation des chromosomes) et/ou, ii) 

celles qui étaient binucléées contenant ou non des ponts nucléoplasmiques 

(blocage de la cytodiérèse). Dans les deux cas, la présence d’un signal γH2A.X a 

été prise en compte qu’il soit situé dans le noyau (foyer persistant), dans un 

micronoyau et/ou dans un pont nucléoplasmique. Cette analyse a été faite dans les 

cellules 48 heures après l'exposition à 1 et 5 Gy ainsi que dans les cellules non 

irradiées de manière générale.  

Une nette augmentation de la proportion de cellules aberrantes en fonction 

de la dose est observée que les cellules présentent un signal γH2A.X, soit 50% ± 6% 

après 1 Gy et 91% ± 3% après 5 Gy ou qu’elles en soient dépourvues, soit 16% ± 1% 

après 1 Gy et 44% ± 7% après 5 Gy (Figure IV.2.19, A). Il apparait, cependant, 

clairement que la fréquence des cellules aberrantes est plus importante lorsqu’il y 

a un signal γH2A.X persistant à 48 heures au sein des cellules. Plusieurs phénotypes 

observés sont mis en évidence et illustrés dans la Figure IV.2.19, B. 
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Figure IV.2.19 : La présence d’un signal γH2A.X augmente la probabilité 

d’évènement de mauvaise ségrégation. (A) Fréquences de cellules aberrantes 

comptées dans les cellules BrdU positives en G0/G1 avec ou sans signal γH2A.X. Le 

terme « cellules aberrantes » regroupe les cellules mononucléées avec un 

micronoyau et toutes les cellules binucléées. Les valeurs correspondent à des 

moyennes et écarts types calculés sur trois expériences indépendantes et environ 250 

cellules par expérience. (B) Images de microscopie à fluorescence représentatives 

des phénotypes de cellules aberrantes contenant un signal γH2A.X, 48 heures après 

5 Gy. Le panel du haut montre, de gauche à droite, des cellules binucléées avec un 

micronoyau et un pont nucléoplasmique entier ou cassé. Le panel du milieu présente 

des cellules mononucléées avec des micronoyaux et celui du bas des cellules 

mononucléées avec un débris de pont nucléoplasmique. L’ADN est marqué en DAPI et 

γH2A.X avec un marquage immunofluorescent en FITC. La barre d’échelle correspond 

à 10 µm. 
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3. Etude de l’association des corps nucléaires PML et 

des foyers γH2A.X 

Pour caractériser l’association des corps nucléaire PML (CN-PML) et des 

foyers γH2A.X dans les HUVEC, nous avons analysé, à partir de marquages en 

immunofluorescence, la dynamique de réponse des CN-PML suite à une irradiation à 

des doses de 1 et 5 Gy, puis leur association avec les foyers γH2A.X dans 5 000 

cellules en moyenne pour chaque condition étudiée. 

 

3.1. Dynamique des corps nucléaires PML en réponse 

à l’irradiation 

A des temps post-exposition allant de 10 minutes à 7 jours après une 

irradiation à 1 et 5 Gy, des marquages ont été réalisés à l’aide d’anticorps 

spécifiques anti-PML. Dans chacune des conditions expérimentales leur fréquence a 

été estimée dans les cellules en phase G0/G1 du cycle.  Dans la condition contrôle, 

il y a 15 CN-PML en moyenne par cellule. Après 1 Gy d’irradiation, cette fréquence 

ne varie pas par rapport au contrôle. C’est à la dose de 5 Gy qu’est observée une 

augmentation à 20 CN-PML par cellule à partir de 24 heures. La différence entre les 

cellules irradiées et non irradiées disparait 7 jours après l’exposition (Figure 

IV.3.20, A). Il est à noter que les valeurs obtenues à 7 jours montrent une plus 

grande variabilité entre les expériences.  

L’analyse de l’aire moyenne de ces CN-PML ne met en évidence aucune 

variation significative de l’aire des CN-PML après irradiation. Sept jours après une 

irradiation à la dose de 5 Gy, il semble y avoir une légère augmentation de l’aire 

des CN-PML, cependant, elle n’est pas significative (Figure IV. 3.20, B). 
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Figure IV.3.20 : Dynamique des CN-PML en réponse à l’irradiation. (A) Courbes 

représentant les fréquences moyennes de CN-PML par noyau en phase G0/G1. Les 

temps analysés vont de 10 minutes à 7 jours après une dose de 1 Gy (triangles gris) 

et 5 Gy (carrés noirs). Un contrôle (losanges blancs) est également montré. (B) 

Courbes représentant les aires moyennes des CN-PML pour les mêmes conditions. Les 

valeurs représentent les moyennes et les écarts types obtenus sur deux expériences 

indépendantes et 2 000 à 15 000 noyaux par condition.  

 

3.2. Dynamique d’association des corps nucléaires 

PML et des foyers persistants  

La mesure d’association a été faite sur tous les foyers persistants 

indépendamment les uns des autres. Pour cela, les distances entre un foyer 

persistant et tous les CN-PML du noyau ont été calculées. La distance minimale a 

été conservée. Ensuite, nous avons qualifié d’associés les foyers persistant étant à 
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une distance inférieure à 1 µm d’un CN-PML. Sur cette base, l'association avec un 

CN-PML est observée pour environ 80-90% des foyers persistants de 24 heures à 7 

jours après l'exposition, quelle que soit la dose de rayonnements (Figure IV.3.21). 

Le taux d’association entre les foyers γH2A.X non radio-induits observables dans la 

condition non irradiée et les CN-PML est d’environ 80%.   

 

Figure IV.3.21 : Association des foyers persistants avec un CN-PML. Histogrammes 

représentant la proportion de foyers persistants à moins de 1 µm d’un CN-PML, pour 

les doses de 1 Gy (gris clair) et de 5 Gy (gris foncé). Les valeurs représentent les 

moyennes et les écarts types obtenus sur trois expériences indépendantes, 1 000 

foyers persistants analysés en moyenne pour 1 Gy et 3 200 pour 5 Gy, aux temps 24 à 

96 heures ; et 600 foyers persistants en moyenne, pour les deux doses à 168 heures. 

 

Pour déterminer si cette association entre les foyers persistants et les 

CN-PML est un processus dynamique dans le temps ou une colocalisation due au 

hasard de la formation des CDB (proche d’un CN-PML), nous avons comparé les taux 

d'association observés entre les CN-PML et les foyers γH2A.X expérimentaux avec 

les taux d'association calculés entre les CN-PML et des foyers simulés aléatoirement 

dans les noyaux. Il est à noter que cette comparaison a été faite aux temps post-

exposition allant de 10 minutes à 24 heures, uniquement pour les foyers γH2A.X 

induits à la dose de 1 Gy. En effet, 10 et 30 minutes après une exposition à 5 Gy, la 

densité de foyers γH2A.X induits étant très élevée et il n’est pas possible de les 

individualiser précisément.  

Quel que soit le temps post-exposition à 1 Gy, nous observons une 

probabilité constante d'association des CN-PML avec les foyers simulés d’environ 

30% de 10 minutes à 5 heures (Figure IV.3.22). Ce qui signifie que seulement 30% 

des foyers simulés sont à moins de 1 µm d’un CN-PML. Par contre, l'association avec 
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les foyers γH2A.X est de 35% à 10 minutes, de 41% à 30 minutes, et atteint 71% 

après 5 heures (Figure IV.3.22 A). Lorsque nous analysons cette association 

uniquement pour les foyers γH2A.X ayant une aire supérieure à 0,7 µm² ± 0,1 µm², 

les taux d’association sont légèrement plus élevés, soit 41% à 10 minutes, 51% à 30 

minutes, et 85% après 5 heures (Figure IV.3.22 B).  

 

Figure IV.3.22 : Dynamique d’association des CN-PML sur les foyers γH2A.X. 

Histogrammes représentant la proportion les foyers γH2A.X étant à moins de 1 µm 

d’un CN-PML. (A) L’analyse est faite, après une dose de 1 Gy, sur tous les foyers 

γH2A.X détectés et (B) sur les foyers ayant une aire > 0,7 µm² ± 0,1 µm². Les 

mesures présentées correspondent aux foyers γH2A.X expérimentaux (gris clair) et 

aux foyers simulés aléatoirement (gris foncé). Elles représentent la moyenne 

calculée sur deux expériences soit 16 000 et 11 000 foyers à 10 et 30 min, et 3 600 

et 300 foyers à 5 et 24 heures. En utilisant le test de Student, les valeurs 

significativement différentes sont indiquées comme suit : + α < 0,1,  ** α <  0,01 et 

*** α <  0,001. 

 



Partie IV. Résultats expérimentaux 

121 
 

Dans tous les cas, ce taux d'association CN-PML/foyers γH2A.X est toujours 

plus élevé par rapport à celui obtenu avec les foyers simulés ce qui suggère que 

l'association entre les deux structures est dynamique et qu’elle commencerait 

rapidement après de début de la signalisation des dommages à l'ADN. 

 

3.3. Evolution de cette association après la division 

cellulaire 

Nous avons analysé ensuite l’association des foyers persistants et des 

CN-PML différentiellement dans les cellules, en phase G0/G1, ayant ou non 

incorporées du BrdU. Cette association des foyers persistants et des CN-PML est 

observable aussi bien au sein des cellules BrdU négatives que des cellules BrdU 

positives quel que soit le temps et la dose d’irradiation (Figure IV.3.23).  

Il semble que la fréquence d’association est toujours plus élevée au sein des 

cellules n’ayant pas fait de cycle. Environ 90% d’association est observée dans les 

cellules BrdU négatives et environ 70% d’association dans les cellules BrdU positives 

(Figure IV.3.23). Cette expérience a été réalisée une fois, il serait somme toute 

nécessaire de la reproduire pour confirmer ou infirmer cette tendance. 
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Figure IV.3.23 : Maintien de l’association des CN-PML sur les foyers persistants 

après la division cellulaire. (A) Images de microscopie à fluorescence obtenues 48 

heures après une exposition à 5 Gy. Les cellules sont marquées avec des anticorps 

anti-PML (Alexa Fluor 647), anti-γH2A.X (FITC) et anti-BrdU (Alexa Fluor 594). Les 

panels 1 et 2 représentent le grossissement des structures CN-PML/foyer persistant, 

l’une dans une cellule n’ayant pas incorporé de BrdU (1) et l’autre dans une cellule 

ayant incorporé du BrdU (2). La barre d’échelle correspond à 10 µm. (B-C) 

Histogrammes représentant la proportion de foyers persistants à moins de 1 µm d’un 

CN-PML, dans des cellules n’ayant pas incorporé du BrdU (gris foncé) et dans des 

cellules ayant incorporé du BrdU (gris clair) après une exposition à 1 Gy (B) et à 5 Gy 

(C). Les valeurs représentent la fréquence mesurée sur une expérience soit en 

moyenne 700 foyers persistants à 1 Gy et 1 700 à 5 Gy. 
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1. Caractéristiques des foyers γH2A.X persistants   

Dans les cellules de mammifères, juste après l’endommagement de 

l’ADN, la phosphorylation de l'histone H2A.X sur la sérine 139 (γH2A.X) permet la 

signalisation des dommages. L’amplification de cette phosphorylation sur les 

nucléosomes présents sur des mégabases autour de la CDB permet l'observation au 

microscope de foyers nucléaires (Kinner et al., 2008; Löbrich et al., 2010; Rogakou 

et al., 1999). En plus d’être un vecteur de la signalisation du dommage, γH2A.X 

participe à la relaxation de l'architecture de la chromatine, relaxation qui permet 

de rendre accessible la CDB aux protéines impliquées dans le processus de 

réparation (Misteli and Soutoglou, 2009; Price and D’Andrea, 2013). La disparition 

des foyers γH2A.X est généralement associée à la réparation des dommages 

(Rothkamm and Löbrich, 2003) et à la restauration de la structure de la chromatine 

(Soria et al., 2012). 

A la suite de l’exposition à une dose de 1 et 5 Gy de rayons X (4MV), de 

cellules HUVEC synchronisées en phase G0/G1 du cycle cellulaire, nous avons 

observé un nombre maximum de foyers γH2A.X par noyau 30 minutes après 

l’exposition, avec 19,9 ± 1,8 foyers γH2A.X à 1 Gy et 54,6 ± 11,4 foyers γH2A.X à 

5 Gy (Figure IV.1.1). Nos résultats sont en accord avec des études précédentes qui 

reportent des valeurs allant de 15,9 à 21 foyers γH2A.X par noyau et par Gy en 

utilisant un dénombrement manuel ou automatique (Costes et al., 2007; Kegel et 

al., 2007; Leatherbarrow et al., 2006). Il est important de noter qu’à la dose de 

5 Gy, il y a une saturation dans la détection des foyers, 30 minutes après 

l’exposition. En effet, lorsque la quantité de foyers γH2A.X par noyau devient 

importante alors que l’aire du noyau ne change pas, il devient impossible de 

séparer les foyers les uns des autres. L’algorithme du logiciel d’analyse d’image 

peut donc avoir des difficultés à les distinguer malgré le soin tout particulier aux 

réglages des paramètres de détourage des objets pour limiter ce biais. Ainsi, au 

lieu de détourer des foyers individualisés, l’algorithme identifie des agglomérats de 

foyers γH2A.X. Cet effet de saturation après une irradiation à 5 Gy n’est pas 

spécifique de l’analyse d’image automatisée et est également vrai lors de 

l’observation manuelle. En effet, Kegel et al., ont reporté un effet de saturation 

dans la quantification manuelle des foyers γH2A.X à partir de 50 foyers par noyau 
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(Kegel et al., 2007). Cette perte d’exhaustivité dans le dénombrement des foyers 

γH2A.X initiaux impacte peu la suite de notre travail car nous nous sommes plus 

particulièrement intéressés aux foyers γH2A.X persistants. 

Dans un second temps, nous observons une décroissance de la quantité de 

foyers par noyau au cours du temps. Nos résultats montrent que la quantité de 

foyers γH2A.X, 24 heures après exposition, devient proportionnelle à la dose, soit 

4,6 fois plus de foyers γH2A.X dans les cellules après 5 Gy par rapport à celles 

irradiées à 1 Gy : 4,2 ± 0,5 et 0,9 ± 0,2 foyers γH2A.X par noyau, respectivement 

(Figure IV.1.1). A ce même temps post-irradiation, la proportion de foyers γH2A.X 

au sein des cellules irradiées correspond à 4,5% et 7,7% des foyers observés 30 

minutes après une irradiation à 1 Gy et 5 Gy. La différence entre la proportion 

relative de foyers γH2A.X à 1 et à 5 Gy ne semble pas significative, étant donné 

que la proportion de foyers γH2A.X, 30 minutes après une irradiation de 5 Gy, est 

sous-estimée. Ces résultats sont en accord avec les travaux de Yamauchi et al. 

(Yamauchi et al., 2008) et de Löbrich et al. (Löbrich et al., 2010), qui ont réalisé 

des irradiations à 1 et 3 Gy et montré une proportion similaire de foyers résiduels à 

24 heures, soit, respectivement, 4,9% et 6% des foyers observés à 30 minutes 

(Löbrich et al., 2010; Yamauchi et al., 2008).  

Nous avons également caractérisé ces foyers γH2A.X par l’évolution de leur 

aire au cours du temps, entre 10 minutes et 7 jours après l’irradiation des cellules. 

De la même manière que la détermination du nombre de foyers par noyau, la 

mesure de l’aire de ces foyers peut être biaisée lorsque leur densité au sein des 

noyaux est élevée. Ainsi, aux temps 30 minutes après l’irradiation, seules les 

données des aires obtenues après une dose de 1 Gy ont pu être considérées et 

interprétées. Globalement, l’aire moyenne des foyers γH2A.X augmente de façon 

concomitante avec la diminution générale de leur quantité au sein des noyaux. En 

effet, la majorité des foyers γH2A.X observables 30 minutes suivant l'exposition 

(1 Gy) ont une aire inférieure à 0,7 µm², alors que les foyers γH2A.X observables 

après 24 heures ont en moyenne une aire supérieure à 0,7 ± 0,1 µm² (1 et 5 Gy) 

(Figure IV.1.4). L’aire des foyers est un paramètre moins étudié dans la littérature 

que leur fréquence. Dans leurs travaux Yamauchi et al., ont observé des foyers 

ATM avec des aires inférieures à 0,2 µm² 30 minutes après une irradiation à 1 Gy et 

supérieures à 0,8 µm² 24 heures après l’exposition (Yamauchi et al., 2008). De 
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plus, les foyers ATM avaient en moyenne la même aire, quelle que soit la dose 

d’irradiation (1 à 8 Gy). Nos deux études rapportent ainsi les mêmes 

caractéristiques morphologiques des foyers et ceci avec deux marqueurs différents, 

ATM ou γH2A.X.  

Suite à cette analyse, nous avons défini que les foyers γH2A.X présents au-

delà de 24 heures suivant l’exposition avec une aire supérieure à 0,7 ± 0,1 µm² 

sont des foyers persistants. A ce même temps post-irradiation, il reste 0,2 ± 0,1 

foyers persistants γH2A.X par noyau après 1 Gy et 2,0 ± 0,6 foyers persistants 

γH2A.X par noyau après 5 Gy (Figure IV.1.5). Yamauchi et al., ont quant à eux, 

choisi comme seuil une aire de 2 µm² et défini, ainsi, un nombre de foyers 

persistants (ATM) de 0,2 par noyau, 48 heures après la dose de 1 Gy. Il est difficile 

de comparer les résultats ces travaux avec les nôtres du fait qu’ils se soient placés 

à 48 heures pour faire leurs mesures quantitatives. En effet, dans notre modèle 

expérimental une partie des cellules ont fait un cycle cellulaire 48 heures après 

l’exposition et nous observons que la division a un impact sur le taux moyen de 

foyers persistants par noyau. En considérant ce résultat, il devient erroné de 

comparer des taux de foyers à l’échelle de la population sans faire de distinction 

entre les cellules qui ont faire un cycle cellulaire et celles qui n’en ont pas fait.  

 

La persistance des foyers γH2A.X s’accompagne d’une augmentation de 

leur aire, dont le rôle et la cause n’est pas élucidée. Trois hypothèses peuvent être 

posées pour expliquer ce phénomène : i) l’amplification du signal γH2A.X, ii) la 

relaxation de la chromatine au niveau des foyers γH2A.X, iii) la fusion de plusieurs 

foyers non résolus.  

La première hypothèse est celle qui est actuellement privilégiée car 

alimentée par la présence de la protéine ATM rapportée pour des foyers 53BP1 

radio-induits jusqu’à 48 heures suivant l’exposition à 1 Gy dans des cellules 

humaines normales (Yamauchi et al., 2008). La protéine ATM phosphoryle l’histone 

H2A.X en réponse aux dommages de l’ADN. Sa présence pourrait expliquer le 

maintien de cette phosphorylation et son extension conduisant ainsi à 

l’augmentation de l’aire des foyers persistants. La crédibilité de cette hypothèse 

est renforcée par le fait que l’inhibition d’ATM affecte l’augmentation de l’aire des 
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foyers γH2A.X/53BP1 induits par des rayonnements ou par clivage enzymatique 

(Caron et al., 2015; Yamauchi et al., 2008).  

Ceci n’exclut pas l’hypothèse d’une possible relaxation locale de la 

chromatine qui pourrait également conduire à une augmentation du volume 

nucléaire occupé par le foyer (Kruhlak et al., 2006). Cependant ce phénomène a 

uniquement été décrit à des temps après exposition extrêmement précoces 

(quelques dizaines de minutes). En effet, l’étude du changement de la structure de 

la chromatine suite à une micro-irradiation (laser UV) de noyaux de cellules 

embryonnaires de souris (MEF), avait mis en évidence une décondensation locale de 

la chromatine, décondensation conduisant à une augmentation de 30% de la surface 

de la zone endommagée dans les minutes qui suivent l’exposition (Kruhlak et al., 

2006). Falk et al. ont également observé l’augmentation de la proportion de 

dommages signalisés dans les zones décondensées (zones marquées H4K5ac), entre 

10 et 20 minutes après irradiation de cellules fibroblastiques exposées à 1,5 Gy de 

rayons γ. Cette augmentation était associée à la présence de TIP60 (acétylase) au 

niveau de ces foyers, laissant supposer qu’une relaxation locale et précoce de la 

chromatine avait eu lieu (Falk et al., 2007). Nous supposons que cette 

augmentation devrait alors s’accompagner de la diminution de la densité de 

γH2A.X au sein des foyers et donc d’une diminution de l’intensité moyenne 

associée, ce que nous n’observons pas dans nos travaux. Nous montrons au 

contraire une augmentation de la densité d’ADN ainsi qu’une potentielle 

désacétylation locale de H4K16 entre 30 minutes à 24 heures (Figures IV.1.9 à 

IV.1.11). Ces éléments vont à l’inverse d’une éventuelle décondensation locale de 

la chromatine. Il est donc peu probable, dans notre cas, que l’augmentation de 

l’aire des foyers persistants soit (ou pas uniquement) causée par cette relaxation 

de la chromatine. 

La troisième hypothèse pouvant expliquer l’augmentation de l’aire des 

foyers γH2A.X, est la fusion de ces derniers. Cette idée de fusion des foyers γH2A.X 

sous-tend un mouvement de la chromatine au niveau de la lésion. La vidéo-

microscopie avait mis en évidence un phénomène de diffusion des foyers qui, si des 

foyers sont proches, pourrait conduire à leur fusion. Ainsi, suite à l’exposition de 

cellules épithéliales d’ostéosarcome humain (U2OS) à une dose de 5 Gy de 

rayonnements γ, il est possible d’observer une augmentation de la mobilité des 
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zones endommagées (foyers 53BP1) par rapport à des zones non endommagées, 

(centromères ou domaines chromosomiques) (Krawczyk et al., 2012). Plusieurs 

estimations de l’amplitude de ces mouvements des CDB ont été réalisées sur la 

base de la vitesse de déplacement des foyers 53BP1 ou NBS1 marquées avec la 

protéine GFP et filmées en temps réels, dans des fibroblastes humain et des U2OS 

(Falk et al., 2007; Jakob et al., 2009b). Ces estimations vont de 0,01 à 

0,03 µm²/min dans les 6 heures suivant une exposition de 2 ou 3 Gy de rayons X. 

Ces vitesses s’apparentent à des mouvements de diffusion (Falk et al., 2007; 

Georgescu et al., 2015; Jakob et al., 2009b), ce qui confirme que les dommages 

signalisés doivent être relativement proches pour que les foyers fusionnent. Dans 

les 30 minutes suivant une irradiation à 5 Gy de cellules U2OS, le taux de fusion des 

foyers 53BP1 est ainsi de seulement 1,5 fusion par cellule (Krawczyk et al., 2012). 

Ce phénomène a également été reporté (sans être quantifié) dans les 10 heures 

suivant une exposition de cellules épithéliales mammaires humaines à la dose de 

2 Gy (Georgescu et al., 2015). Ce phénomène ne semble pas suffisamment fréquent 

pour expliquer le taux de foyers qui grossissent au cours du temps, que nous 

observons quelle que soit la dose. En effet, dans le contexte d’une exposition à 

1 Gy de rayons X, les dommages de l’ADN signalisés par γH2A.X sont relativement 

éparses dans le noyau, et la fusion ne permet pas d’expliquer l’augmentation 

généralisée en taille. Donc s’il existe, ce phénomène semble marginal et ne peut 

pas être à lui seul responsable de l’augmentation de l’aire des foyers persistants. 

 

2. La persistance de certains foyers γH2A.X a-t-elle 

des causes identifiables ? 

L’hypothèse la plus communément admise est, tant qu’il y a des 

dommages de l’ADN, il y a phosphorylation de l’histone H2A.X, et vice versa. Ainsi 

un foyer persistant pourrait correspondre à un dommage de l’ADN non réparé. Nous 

pouvons présupposer qu’un dommage difficilement réparable pourrait être dû à 

une structure complexe, par exemple plusieurs CDB ou différents types de 

dommages proches.  

Nous voyons augmenter, à priori linéairement, le taux de foyers γH2A.X 

persistants avec la dose (entre 1 et 5 Gy). Ce qui augmente également 
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linéairement avec la dose est la densité des ionisations créées par la traversée du 

rayonnement dans la matière, générant ainsi des dommages plus proches et donc 

potentiellement plus complexes. Indépendamment de la dose, cette promiscuité 

des dommages liée à la densité des ionisations est bien démontrée lors d’exposition 

avec des particules α, où les dommages générés sont observables sous forme de 

traces de signalisation γH2A.X particulièrement persistantes (Aten et al., 2004). A 

la suite d’une irradiation avec des ions uranium (3 MeV par nucléon ; TEL de 

14 MeV/µm), les foyers γH2A.X observés dans des fibroblastes de peau avaient une 

aire moyenne de 1 µm² dès 10 minutes après l’irradiation. Ces derniers persistaient 

au minimum 18 heures après l’exposition (Jakob et al., 2009a). Concernant les 

irradiations photons, Neuimaier et al. ont observé 30 minutes après des irradiations 

aux rayons X, un nombre de foyers 53BP1 par Gy plus faible pour une dose de 2 Gy 

que pour une dose de 0,1 Gy (Neumaier et al., 2012). Ceci suggère donc que la 

promiscuité des dommages à 2 Gy est suffisante pour que plusieurs CDB soient 

signalisées dans un même foyer de réparation (Jakob et al., 2009b; Neumaier et 

al., 2012). Nous pouvons donc supposer que la formation de dommages de l’ADN 

proches pourrait induire des structures de dommages difficilement réparables et 

potentiellement persistants, et dont la fréquence augmente avec la dose. De plus, 

dans nos travaux, nous observons que les foyers qui persistent ont une aire 

supérieure à 0,7 µm² (Figure IV.1.4). La présence de foyers γH2A.X remplissant ce 

critère de taille est également mise en évidence dès 30 minutes, ce qui nous 

permet de penser que ce pourrait être ces foyers qui persisteront.    

La densité de dépôt d’énergie n’est pas le seul moteur du risque de 

promiscuité des dommages. En effet, la conformation de la chromatine au moment 

de l’irradiation peut également jouer un rôle important dans l’augmentation de la 

probabilité de cette promiscuité (Cann and Dellaire, 2011; Goodarzi et al., 2010) 

mais aussi dans l’augmentation de la difficulté à traiter les dommages. Nos 

résultats montrent qu’au niveau des foyers γH2A.X, l’ADN est en moyenne plus 

dense comparé à la densité moyenne observée sur l’ensemble du noyau, et ceci dès 

10 minutes après l’exposition. Ainsi, dans nos expérimentations, cette 

caractéristique ne semble pas être spécifique des foyers persistants (Figure IV.1.9). 

En revanche, la légère hypoacétylation observée à partir de 24 heures pourrait 

correspondre, si elle est significative, à une organisation particulière de la 
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chromatine associée aux foyers persistants (Figure IV.1.11). Il est néanmoins 

important de noter que les HUVEC ne présentent pas, à l’échelle micrométrique, 

de zones d’eu- et hétérochromatine très contrastées, rendant difficile cette 

distinction si elle existe. Lorat et al. ont réalisé à l’échelle nanométrique des 

analyses structurales sur la densité de la chromatine au niveau des dommages 

signalisés à l’aide d’un microscope électronique à transmission (Lorat et al., 2012). 

Ces expériences ont été faites sur des neurones corticaux après irradiation in vivo 

de souris ainsi qu’in vitro sur des fibroblastes. Lorat et al. ont montré ainsi que 

l’arrivée de la protéine pKu70 est plus lente au niveau des dommages localisés dans 

l’hétérochromatine (20 minutes) par rapport aux dommages localisés dans 

l’euchromatine (immédiat) (Lorat et al., 2012). Ils ont également vu disparaitre les 

protéines pKu localisées dans l’euchromatine plus rapidement (retour au niveau du 

bruit de fond au bout de 30 à 60 min). En revanche, la signalisation associée à 

53BP1 et γH2A.X semble être majoritairement associée avec les zones 

d’hétérochromatine, de sorte que la majorité des dommages persistants à 24 et 72 

heures, signalisés par 53BP1, ont été observés dans les zones denses en ADN 

associées à l’hétérochromatine (Lorat et al., 2012; Lorat et al., 2015). Tous ces 

éléments vont dans le sens que les foyers γH2A.X persistants sont initialement 

formés dans des zones d’ADN plus denses impliquant une potentielle complexité 

dans la structure initiale du dommage qui, de ce fait, est plus difficile à réparer. 

Cependant, l’analyse des modulations de l’acétylation de H4K16 au niveau des 

foyers ne donnant pas de nette indication quant à la compaction de l’ADN dans ces 

zones, il serait intéressant d’utiliser d’autres MPT associées à l’hétérochromatine 

(facultative ou constitutive) telles que H3K9 di et triméthylée, H3K4 et H3K27 

triméthylées ainsi que H4K20 diméthylée, par exemple.    

 

3. L’association entre les foyers γH2A.X et les corps 

nucléaires PML comme marqueur précoce de 

dommages persistants ? 

Pour aller plus loin, nous avons étudié l’évolution de l’association des 

foyers γH2A.X avec des corps nucléaires PML (CN-PML). Ces corps sont impliqués, 

entre autres, dans la réponse aux dommages de l’ADN (Bernardi and Pandolfi, 
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2007; Dellaire et al., 2006). Les CN-PML sont des structures sphériques ayant une 

position relativement stable dans le noyau cellulaire (Eskiw et al., 2003; Lang et 

al., 2010). Ils peuvent devenir mobiles mais de manière dépendante du 

métabolisme énergétique de la cellule (Muratani et al., 2002). Leur nombre dans 

les cellules humaines normales varient en fonction du type cellulaire, de l'état du 

cycle cellulaire et des conditions environnementales des cellules (Ascoli and Maul, 

1991; Koken et al., 1995; Maul et al., 1995). Il a notamment été montré que 

l’induction de dommages de l’ADN influence les CN-PML (Bernardi and Pandolfi, 

2007). 

Nous observons en effet une augmentation du nombre de CN-PML par noyau 

après exposition des HUVEC à 5 Gy de rayons X. Ce phénomène se produit à partir 

de 24 heures et persiste jusqu’à 96 heures (Figure IV.3.20). Dans leurs travaux 

Varadaraj et al. ont également observé cette augmentation de la quantité de CN-

PML par noyaux, mais de manière plus précoce (dès 4 heures, premier temps 

analysé) et pour des doses allant de 1 à 15 Gy. Dans leur modèle, cette 

augmentation du nombre de CN-PML reste observable au minimum jusqu’à 24 

heures après l’exposition pour des doses supérieures à 10 Gy (dernier temps de leur 

cinétique) (Varadaraj et al., 2007). Dellaire et al., ont également vu persister 

cette augmentation du taux de CN-PML dans les noyaux au minimum jusqu’à 24 

heures après l’exposition (dernier temps de leur cinétique) pour des doses 

supérieures à 5 Gy. Dans ces études, c’est une fission des CN-PML qui a été 

identifiée comme responsable de l’augmentation du nombre de CN-PML quelques 

minutes après induction des CDB, formant ainsi des micro-corps à partir des CN-

PML « parentaux » (Dellaire et al., 2006). L’équipe de Bazett-Jones a proposé un 

modèle qui découle des observations de fission des CN-PML et d’une analyse 

structurale faite à l’aide d’un microscope électronique à transmission et dans 

lequel ils ont proposé que le maintien de la structure des CN-PML serait 

intimement liée à l’architecture de la chromatine et que l’endommagement de la 

chromatine proche d’un CN-PML impliquerait une déstabilisation de ces derniers 

(Dellaire et al., 2006; Eskiw et al., 2003; Eskiw et al., 2004). Dans nos conditions 

expérimentales, nous ne mettons pas en évidence la formation de ces micro-corps, 

ce qui pourrait expliquer l’absence d’augmentation du nombre de CN-PML aussi 

rapidement après l’exposition. Le fait que nous ne voyons pas de diminution de la 
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gamme de taille des CN-PML va également dans le sens de cette observation 

(Figure IV.3.20). Ainsi, dans notre cas, le mécanisme de cette augmentation 

tardive et persistante reste inconnu.  

Dans un second temps, nous montrons que l’association entre les foyers 

γH2A.X et les CN-PML commence moins de 10 minutes après l’irradiation (temps 

post-exposition analysé le plus précoce), avec 35% des foyers γH2A.X concernés par 

cette association à 10 minutes, 41% à 30 minutes, et 71% à 5 heures après une 

exposition à 1 Gy (Figure IV.3.22). Nous sommes les premiers à mettre en évidence 

la précocité de cette association entre les foyers γH2A.X et les CN-PML suite à une 

irradiation. A partir de 24 heures et ce jusqu’à 7 jours après l’exposition, 80-90% 

des foyers γH2A.X persistants sont associés avec un CN-PML et, ceci, aussi bien à la 

dose de 1 Gy qu’à celle de 5 Gy (Figure IV.3.21). Cette augmentation progressive 

du taux d’association des CN-PML avec les foyers γH2A.X est cohérente avec les 

travaux de Carbone et al. qui l’ont observé à partir de 2 heures suivant une 

irradiation de fibroblastes avec 15 Gy de rayons X (Carbone et al., 2002) malgré un 

taux d’association mesuré plus faible (20% des foyers à 2 heures et 60% à 24 

heures). Les travaux de Rodier et al., ont également démontré une association des 

CN-PML avec les foyers 53BP1 de 30 minutes à 13 jours après une exposition à 

10 Gy, avec également un taux plus faible d’association, soit environ 15% à 30 

minutes, 30% à 6 heures, 70% à 24 heures et 95% à 48 heures (Rodier et al., 2011). 

Les variations des taux d’association entre les foyers γH2A.X/53BP1 et les CN-PML 

peuvent être dues aux critères de détermination de cette dernière qui sont 

dépendants de la méthode d’analyse utilisée : manuelle (observation d’une 

superposition totale ou partielle) ou automatique (détermination d’une distance 

maximale). Il est néanmoins intéressant de constater que cette association est une 

signature de la persistance des foyers γH2A.X et de poser la question de ce qui 

pourrait induire cette association précoce.  

 

Plusieurs études suggèrent que cette association entre les foyers 

γH2A.X et les CN-PML serait nécessaire à la mise en place de certaines voies de 

réparation. Ainsi, l’inhibition de l’expression de PML ne semble pas interférer avec 

la réparation par NHEJ par contre elle est délétère à la réparation par HR (Yeung 

et al., 2012). De plus, RPA et RAD 51 sont nécessaires à l’association des CN-PML au 
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niveau des foyers γH2A.X (Münch et al., 2014) sous-tendant l’hypothèse que les CN-

PML s’associent aux dommages lorsqu’il y a présence d’ADN simple brin (Münch et 

al., 2014; Xu et al., 2003; Yeung et al., 2012). Contrairement à nos travaux, ces 

expériences ont toutes été réalisées sur des cellules asynchrones lors de l’induction 

des dommages de l’ADN, permettant ainsi la réparation par HR au sein des cellules 

endommagées en phase S et G2. Dans notre cas, il est intéressant de constater que 

malgré une induction des dommages de l’ADN dans des cellules synchronisées en 

phase G0/G1 du cycle cellulaire, nous observons quand même cette association des 

CN-PML avec certains des foyers γH2A.X. Dans nos conditions expérimentales, la 

réparation par HR semble donc peu probable, d'autant plus que 53BP1 est aussi 

colocalisé au niveau des foyers persistants et qu’aucune chromatide sœur n’est 

disponible comme matrice pour la recombinaison homologue. Ceci suggère que 

l'association serait induite plus par une structure de dommage de l'ADN particulière 

ou par le traitement initial de la lésion de l'ADN (y compris la formation d'ADN 

simple brin par résection) que par l'exécution d'une voie de réparation spécifique.  

Pour aller plus loin, il serait intéressant d’identifier quels types de 

structures de dommage/traitement initial de la lésion entrainent l’association des 

CN-PML et la persistance du dommage signalisé. Pour y répondre, il est important 

de pouvoir jouer sur la complexité des dommages induits et d’observer si elle a un 

impact direct sur la persistance de la signalisation et sur le taux d’association 

précoce avec les CN-PML. L’utilisation d’autres types de rayonnements engendrant 

systématiquement des dommages localement plus denses et donc plus complexes 

tels des particules α seraient des outils très pertinents. Nous pourrions également 

utiliser d’autres types cellulaires ayant une composante d’hétérochromatine plus 

marquée, augmentant ainsi la probabilité d’avoir une densité de dommage plus 

importante localement au niveau des zones d’hétérochromatine. L’utilisation 

d’autres marqueurs pour caractériser la structure de ces dommages de l’ADN sera 

également intéressante. Nous pouvons citer comme exemple la protéine RPA 

permettant la mise en évidence de la présence d’ADN simple-brin.  
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4. Les foyers persistants ne bloquent pas 

définitivement le cycle cellulaire 

Pour étudier l’impact de l’irradiation sur le cycle cellulaire, nous avons 

réalisé des expériences d’incorporation du BrdU après irradiation des HUVEC 

synchronisées en phase G0/G1 du cycle cellulaire.  

Les résultats obtenus sur les cellules non irradiées correspondent à la 

croissance normale des HUVEC dans nos conditions de culture c’est-à-dire un temps 

de doublement moyen de 18 heures. En 24 heures, la majorité des cellules sont 

entrées en cycle et 30% ont déjà effectuées un cycle cellulaire complet (BrdU 

positives en phase G1). Quarante-huit heures plus tard, elles ont toutes effectuées 

un cycle complet. Lorsque les cellules sont exposées aux rayons X, une 

accumulation en phase G1 est mise en évidence de façon dépendante de la dose. 

Ainsi, 24 heures après l'exposition, 32% et 61% des cellules de la population sont 

toujours en phase G1 à 1 Gy et 5 Gy respectivement, alors qu’elles ne sont plus que 

15% dans la condition non-irradiée (Figure IV.2.13). Cette observation semble 

indiquer que le délai de reprise du cycle dépend du taux initial de dommages. Le 

principal point de contrôle activé, lors de l’induction des dommages de l’ADN en 

phase G0/G1, semble donc être celui de la transition entre les phases G1 et S. De 

plus, nos résultats ne mettent pas en évidence d’augmentation significative de la 

proportion de cellules en phase S ou G2 et ceci quelle que soit la dose d’exposition. 

Ces observations sont cohérentes avec la synchronisation des cellules dans la phase 

G0/G1 du cycle et également avec la mise en place du point de contrôle de la 

phase G1 qui a été mise en évidence précédemment, notamment lors d’irradiation 

de cellules synchronisées par inhibition de contact (tapis cellulaire) (Di Leonardo et 

al., 1994; Linke et al., 1997). Huang et al., ont été plus loin en établissant que la 

présence d’une seule CDB était capable d’activer le point de contrôle de la phase 

G1. Des expériences sur la base de transfection de plasmides ayant dans leur 

séquence des sites d’enzymes de restriction permettant l’induction d’une ou 

plusieurs CDB, leurs ont permis de formuler ces conclusions (Huang et al., 1996). 

Les travaux de Yamauchi et al. ont également montré un arrêt en phase G1 des 

cellules fibroblastiques irradiées, avec 1 Gy de rayons X, de façon concomitante à 

la présence de foyers persistants (Yamauchi et al., 2008).  
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Quarante-huit heures après l’exposition, le blocage du cycle en phase G1, 

dépendant de la dose, est toujours observé pour une minorité de cellules (4,5% des 

cellules qui sont BrdU négatives à 1 Gy et 27,3% à 5 Gy ; Figure IV.2.13). Ainsi, la 

majorité des cellules irradiées sont reparties dans le cycle. De manière 

surprenante, nous observons que les cellules ayant des foyers persistants sont aussi 

capables de faire au moins un cycle cellulaire. Non seulement, les cellules 

contenant des foyers persistants passent le point de contrôle G1/S mais également 

celui de G2/M puisque nous observons qu’une partie des cellules en phase G0/G1 

sont BrdU positives (cycle complet depuis l’irradiation) et qu’elles présentent un 

taux de foyers significativement supérieur au bruit de fond et dépendant de la 

dose. Dans la population des cellules en phase G0/G1 48 heures après une 

exposition à 1 Gy, il y a 17% de cellules BrdU positives qui contiennent des foyers 

persistants. Après une exposition à 5 Gy, elles représentent 42% de la population 

cellulaire en phase G0/G1 (Figure IV.2.15).  

Nous mettons également en évidence que la capacité des cellules à 

progresser dans le cycle cellulaire ne semble pas dépendre du nombre de foyers 

persistants qu’elles contiennent (ici, 8 foyers persistants au maximum). En effet, le 

taux de cellules BrdU négatives diminue entre 24 et 48 heures, et ceci quel que soit 

le nombre de foyers persistants qu’elles contiennent (Figure IV.2.17). Cette 

observation suggère que la reprise du cycle constatée dans nos expérimentations 

n’est pas liée à une potentielle tolérance de foyers résiduels lorsque leur nombre 

passe sous un seuil. Il semble se produire une levée plus ou moins globale du point 

de contrôle G1/S entre 24 et 48 heures. 

Les foyers persistants analysés dans notre étude semblent donc compatibles 

avec la progression du cycle cellulaire. Ainsi, si les foyers persistants correspondent 

à des CDB non réparées, nos observations semblent indiquer que ces mécanismes 

de contrôle du cycle ne sont pas infaillibles. En effet, les cellules primaires 

normales, telles que les HUVEC, ont normalement des points de contrôle du cycle 

cellulaire actifs capables de bloquer la progression du cycle jusqu'à ce que les CDB 

soient réparées (Dasika et al., 1999; van Gent et al., 2001; Zhou and Elledge, 

2000). D’autres travaux, sur des fibroblastes humains et des fibroblastes 

embryonnaires murins, ont suggéré que le point de contrôle de la phase G1/S peut 

être contourné, en dépit de CDB non réparées, en particulier si les cellules sont à 
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la fin de la phase G1 lors de l'irradiation et qu’elles ont passé le point de restriction 

de cette phase (Cann and Hicks, 2006; Deckbar et al., 2010). C’est notamment le 

cas, des expériences réalisées par Deckbar et al., sur des fibroblastes humains 

irradiés après synchronisation en phase G1. Ils ont montré une augmentation du 

taux de cellules en phase S juste après des doses de 1 et 2 Gy (Deckbar et al., 

2010). Il semble néanmoins que le phénomène qui a été mis en évidence dans ces 

travaux n’est pas le même que dans le nôtre car ils ont observé un passage en 

phase S très rapidement après l’irradiation (Cann and Hicks, 2006; Deckbar et al., 

2010) comparé au blocage de 24 heures que nous observons.  

L’observation de CDB induites en phase G0/G1 pouvant franchir les points de 

contrôle G1/S et persister après la réplication de l'ADN n’est pourtant pas nouvelle. 

En effet, Rodriguez et al. ont décrit la présence d’éléments chromosomiques 

incomplets (fragments de chromosomes avec ou sans centromère mais sans signal 

télomérique à chaque extrémité) dans des chromosomes condensés prématurément 

(PCC couplée à de l’hybridation in situ de sondes télomériques), ce qui indique la 

présence de cassures chromosomiques en phase G2 provoquées par des CDB non 

réparées et induites en phase G0/G1 (lymphocytes) (Rodríguez et al., 2009). 

Deckbar et al. ont également signalé la présence de cassures chromosomiques (sans 

discrimination entre éléments chromosomiques complets ou incomplets) et de 

foyers γH2A.X dans les fibroblastes en phase G2 24 heures après avoir été irradiés 

en phase G0/G1 (Deckbar et al., 2010). Toutefois, ces précédents travaux 

mettaient en évidence une forte diminution du taux d'éléments chromosomiques 

incomplets observables dans les cellules en phase M suggérant que le point de 

contrôle G2/M jouerait un rôle de filtre important dans la transmission de ces CDB 

résiduelles (Rodríguez et al., 2009). Malgré cela, un taux d'éléments 

chromosomiques incomplets par cellule restait observable en phase M et ceci de 

façon dépendante de la dose (0,1 par cellule à 1 Gy et 0,4 par cellule à 3 Gy) 

(Rodríguez et al., 2009) confirmant aussi la capacité d’une partie de ces CDB 

résiduelles à arriver au moins jusqu’en mitose. Ces résultats sont en accord avec 

d’autres études qui ont montré qu’il y a un seuil de 15-20 CDB en dessous duquel le 

point de contrôle G2/M n’est pas activé (Deckbar et al., 2007). Nous n’observons 

pas, dans notre modèle expérimental, d’accumulation significative des cellules en 

phase G2 qui pourrait correspondre à l’arrêt en phase G2 nécessaire à la sélection 
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des cellules (Figure IV.2.14). Cependant, notre protocole expérimental n’est pas 

optimisé pour permettre l’observation de toutes les cellules en phase G2. En effet, 

les HUVEC ne sont que partiellement adhérentes lors de la phase fin de G2/M, ce 

qui les rend difficilement observables après les traitements d’immunomarquages 

(perte ou noyaux partiellement décollés).  

Toutes ces observations participent à la relativisation de l’infaillibilité des 

points de contrôle du cycle cellulaire des cellules humaines normales face à la 

présence d’ADN endommagé.  

 

5. Impact de la division cellulaire sur la structure 

signalisée par les foyers persistants 

L’observation de foyers persistants au sein des cellules filles des 

cellules irradiées suggère donc leur capacité à se transmettre, dans une certaine 

mesure, au travers des différentes étapes du cycle cellulaire (S, G2, et M). Pour 

étudier les caractéristiques de leur transmission, l’évolution de leur fréquence a 

été analysée dans un premier temps en fonction de l’incorporation de BrdU. Ainsi, 

nous observons que le taux de foyers persistants est plus faible dans les cellules 

filles (cellules en G0/G1, BrdU positives) que dans les cellules mères irradiées 

(cellules en G0/G1, BrdU négatives). En effet, nous mesurons 2,2 ± 0,4 foyers 

persistants par cellule BrdU négative 24 heures après une dose de 5 Gy et 0,9 ± 0,2 

foyers persistants par cellule BrdU positive 48 heures après la même dose. Par 

contre, ce taux de foyers persistants au sein des cellules qui sont BrdU négatives 

est resté stable au cours du temps (entre 24 et 48 heures). Cette stabilité au cours 

du temps est également constatée dans les cellules BrdU positives (Figure IV.2.16). 

Ces observations suggèrent que c’est la division cellulaire, plutôt que le temps 

post-exposition, qui est principalement responsable de la réduction de la fréquence 

de foyers persistants au sein des cellules. Ainsi le taux de foyers persistants est 

divisé par deux suite à la division cellulaire laissant supposer que leur transmission 

ne s’accompagne pas d’une duplication au cours de la phase S. 

Pour vérifier cette hypothèse, nous avons étudié la répartition des 

foyers persistants dans les deux noyaux fils. Pour cela, la cytodiérèse a été bloquée 

par ajout de cytochalasine B 24 heures après l'exposition à une dose de 5 Gy de 
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rayon X. Le blocage de cette étape de la phase M permet l’observation des deux 

noyaux fils dans le même cytoplasme. Environ 45% des cellules binucléées 

présentent un nombre asymétrique de foyers persistants entre leurs deux noyaux 

(Figure IV.2.18). Ce résultat suggère que les foyers persistants peuvent être 

répartis de façon asymétrique dans les cellules filles et donc que ce phénomène 

pourrait être un des moteurs de la diminution du taux de ces foyers au cours de la 

division.   

Nous observons également de nombreux signes d’anomalies de ségrégation 

dans des cellules adhérentes ayant fait un cycle cellulaire complet (sans traitement 

à la cytochalasine B). En effet, 48 heures après l’exposition, nous mesurons une 

augmentation en fonction de la dose du taux de cellules ayant des micronoyaux 

et/ou étant binucléées avec 32% à la dose de 1 Gy et 79% à la dose de 5 Gy au sein 

des cellules ayant incorporé du BrdU (Figure IV.2.19). L’observation d’anomalies de 

ségrégation et de catastrophes mitotiques est attendue en réponse à l’irradiation. 

En effet, des erreurs de réparation de CDB peuvent conduire à la formation de 

chromosomes dicentriques et de fragments chromosomiques. Ces derniers sont 

connus pour être des moteurs de catastrophe mitotique due à une mauvaise 

ségrégation (Carrano and Heddle, 1973). Cependant, l’analyse du taux d’anomalies 

de ségrégation en fonction de la présence ou non d’un signal γH2A.X fait apparaitre 

que le taux de cellules aberrantes est nettement plus élevé lorsque les cellules 

présentent un signal γH2A.X avec 50% et 91%, respectivement aux doses de 1 et 

5 Gy contre 16% et 44% au sein des cellules sans signal γH2A.X, aux mêmes doses 

(Figure IV.2.19). Ces résultats nous permettent de suggérer que la présence en 

phase M d’une structure signalisée par un foyer persistant pourrait également être 

un moteur d’anomalies de ségrégation.  

Ainsi, si un foyer γH2A.X persistant correspond à minima à une CDB non 

réparée, la présence de ce dommage au cours de la progression du cycle cellulaire 

(S, G2, M) pourrait aboutir à une structure interférant avec la ségrégation des 

chromosomes lors de l’anaphase. Ce phénomène a été observé chez Saccharomyces 

cerevisiae par l’introduction dans le génome de cet organisme d’un site de clivage 

enzymatique spécifiquement couplé à l’utilisation de la protéine Ddc1 (DNA 

damage checkpoint protein 1) marquée à la GFP pour la suivre par vidéo-

microscopie (Kaye et al., 2004). Cette protéine a été utilisée pour marquer les 
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extrémités d’ADN de la CDB induite par coupure enzymatique en phase G1. Cette 

expérience a permis de mettre en évidence, au moment de l’anaphase, une sorte 

de "tir à la corde" entre les deux pôles du fuseau mitotique pour séparer les deux 

chromatides sœurs lésées et ceci dans 15 à 40% des cas. Kaye et al., ont ainsi 

montré que ce "tir à la corde" entraine une mauvaise ségrégation des chromosomes 

entre les cellules filles (Kaye et al., 2004). En s’appuyant sur ce travail, nous 

postulons que les foyers persistants que nous observons pourraient correspondre à 

une ou des CDB résiduelles et que la difficulté de ségrégation des chromatides 

sœurs lésées durant l’anaphase pourrait induire plusieurs types de structures 

chromosomiques atypiques (Figure V.5.1). Ces éléments chromosomiques 

pourraient être inclus dans le noyau des cellules filles ou former un micronoyau 

(Figure V.5.1), comme nous le laissent suggérer nos observations phénotypiques 

d’anomalies de ségrégation (Figure IV.2.19). Ainsi nous pouvons émettre 

l'hypothèse que la nature des foyers γH2A.X avant et après division n'est pas la 

même. 

 

 

Figure V.5.1 : Modèle de transmission d’une CDB induite en phase G0/G1 du 

cycle cellulaire et présentation des différents phénotypes possibles après 

passage de la mitose. 

 

Pour aller plus loin dans la mise en évidence du lien entre les foyers 

persistants et la structure qu’ils signalisent avant et après la mitose, il serait très 
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intéressant de pouvoir relier ces foyers γH2A.X avec la structure chromosomique 

qui les porte. Des analyses de foyers γH2A.X dans des cellules en métaphase ont 

déjà été menées cependant, elles ont montré des résultats contradictoires. Les 

travaux de Martin et al. ont suggéré que ces foyers ne colocalisent pas 

spécifiquement avec les extrémités libres des chromosomes (sans télomères) ni 

même avec des cassures mal réparées (Martín et al., 2014). A l’inverse, Suzuki et 

al. ont associé les foyers γH2A.X avec des dommages mal réparés (Suzuki et al., 

2006a). Les résultats de ces différents travaux sont cependant à prendre avec 

précaution. En effet, de la métaphase à la télophase, l’histone H2A.X est 

phosphorylée sur la sérine 139 tout le long des bras chromosomiques, 

indépendamment de possible dommage de l'ADN. Ainsi, il apparaît difficile, voire 

impossible, de distinguer clairement entre la phosphorylation de l’histone H2A.X 

qui se produit normalement au cours de la phase M et celle induite par la réponse 

aux dommages de l’ADN. 

Une solution alternative pourrait tout de même permettre d’étudier les 

structures chromosomiques associées avec les foyers γH2A.X. Ainsi l’étude de 

chromosomes condensés prématurément en G2 (PCC chimique) ou de chromosomes 

au tout début de leur formation (prométaphase ; traitement au nocodazole), juste 

avant l’expansion du signal γH2A.X (Eliezer et al., 2014), pourrait être une 

solution. De plus, l’étude dans les cellules filles de l’occurrence des différents 

phénotypes représentés dans la Figure V.5.1 pourra être réalisée en interphase sur 

la base de marquages en immunofluorescence couplés à de l’hybridation in situ 

permettant de visualiser les foyers γH2A.X persistants, les télomères et les 

centromères.  
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Par nos travaux, nous montrons que suite à l’irradiation des cellules 

synchronisées en phase G0/G1 du cycle cellulaire, il y a bien un blocage en phase 

G1 mais qu’après un certain temps une grande partie des cellules repartent en 

cycle malgré la présence de foyers persistants associés à des CN-PML. Force est de 

constater également que les cellules de la génération suivante contiennent encore 

ces foyers persistants. Ces faits expérimentaux laissent supposer que la présence 

de dommages persistants n’est pas obligatoirement le moteur d’une entrée 

immédiate en senescence ou en mort radio-induite des cellules irradiées comme le 

suggère les travaux de Rodier et al. et de Banath et al., respectivement (Banáth et 

al., 2010; Rodier et al., 2011). Nous montrons également que la présence de foyers 

persistants au sein de cellules qui cyclent n’est pas sans impact. En effet, la 

présence de foyers persistants s’accompagne d’une augmentation du taux 

d’anomalies de ségrégation lors du passage de la phase M. Ces anomalies se 

traduisent notamment par la formation de micronoyaux impliquant une perte de 

matériel chromosomique (aneuploïdies), et certainement par la formation d’autres 

types d’anomalies comme des polyploïdies. Elles n’empêchent pas nécessairement 

les cellules de se multiplier mais elles sont un moteur d’instabilité génomique et de 

déséquilibre dans le dosage génique (Santaguida and Amon, 2015; Suzuki et al., 

2003b). Les cellules filles pourraient également à plus ou moins long terme entrer 

en sénescence (Suzuki et al., 2003; Vitale et al., 2011). Pour aller plus loin, il 

serait intéressant de suivre les générations cellulaires suivantes.  

Nous ne pouvons pas exclure que nos observations soient liées 

spécifiquement au type cellulaire étudié, les HUVEC. En effet, ces cellules 

endothéliales ont un temps de doublement relativement rapide de 18 heures. Nous 

pouvons supposer que cette rythmique rapide de cycle implique que les points de 

contrôles soient potentiellement levés plus rapidement. Pour cela, il serait 

intéressant de réaliser ces expériences sur des cellules endothéliales issues 

d’autres types de vaisseaux sanguins (avec un temps de cycle plus lent) puis sur 

d’autres types cellulaires humains afin de restreindre ou généraliser ces 

observations. 

 

Cela fait plusieurs décennies que nous savons que les rayonnements 

ionisants provoquent des dommages dans l’ensemble des compartiments 
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subcellulaires et notamment au niveau de l’ADN et que ces dommages peuvent 

êtres létaux si ils ne sont pas ou pas correctement réparés par la cellule. 

L’ensemble des résultats présentés dans ce travail n’est pas totalement en 

contradiction avec ce fait établi. En effet, de récentes expériences effectuées par 

vidéo-microscopie montrent qu’une partie (dont la quantité dépend de la dose) des 

cellules irradiées perd sa capacité d’adhésion dans les heures qui suivent 

l’irradiation, ce qui indique probablement une mort par apoptose ou par oncose. Le 

fait que ces dernières perdent leur adhérence signifie qu’elles sont exclues de nos 

analyses et peut laisser penser, à première vue, que ces situations ne se produisent 

pas.  

Parmi les cellules adhérentes que nous analysons, une partie (dont la 

quantité dépend toujours de la dose) n’incorpore pas de BrdU et sont toujours 

présentes  au moins jusqu’à 7 jours après l’irradiation (elles ne reprennent donc 

pas le cycle après l’irradiation), et présentent encore des foyers persistants 

associés à des CN-PML. Elles ont donc certaines des caractéristiques associées aux 

cellules sénescentes. En effet, la sénescence se traduit par un arrêt de croissance 

des cellules mais avec une conservation des caractéristiques d’adhérence 

accompagnée d’une activité métabolique et sécrétoire (Rodier and Campisi, 2011). 

De plus, la présence de dommages non réparés en leur sein fait également partie 

des éléments caractéristiques de la sénescence radio-induite (Kim et al., 2014; 

Rodier et al., 2011; Suzuki et al., 2006b). Une cellule sénescente ne peut pas être 

considérée comme une cellule morte et peut potentiellement avoir un impact sur 

son environnement en fonction de sa représentativité au sein d’un tapis cellulaire.  

 

Nos travaux font donc clairement ressortir la multiplicité de devenir 

des cellules irradiées. Ainsi, même si au moment de l’irradiation les cellules sont, 

autant que faire se peut, phénotypiquement semblables (phénotype endothélial, 

caryotype normal, synchronisées en G0/G1), il apparait clairement que l’irradiation 

engendre l’apparition d’une mosaïque de phénotypes. La combinatoire liée à la 

réparation erronée (translocations, dicentriques…) est relativement bien décrite et 

documentée notamment à travers sa relation avec la dose et la qualité du 

rayonnement. Nos travaux illustrent que l’absence de réparation est également un 

moteur d’instabilité génomique post-irradiation et alimente donc cette mosaïque 
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de devenirs cellulaires radio-induits. La connaissance et la prise en compte de 

cette diversité est essentielle à la compréhension des risques associés à 

l’irradiation des tissus sains. Elle conditionne le devenir à l’échelle d’un tissu 

endommagé et peut avoir un impact sur le fonctionnement physiologique du tissu 

et conduire à la pathologie.  
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Abstract  

Unrepaired DNA double-strand breaks (DSBs) induced by ionizing radiation are 

associated with lethal effects and genomic instability. After the initial breaks and 

chromatin destabilization, a set of post-translational modifications of histones 

occurs, including phosphorylation of serine 139 of histone H2AX (γH2AX), which 

leads to the formation of ionizing radiation-induced foci (IRIF). DSB repair results in 

the disappearance of most IRIF within hours after exposure, although some remain 

24 hours after irradiation. Their relation to unrepaired DSBs is generally accepted 

but still controversial. This study evaluates the frequency and kinetics of persistent 

IRIF and analyzes their impact on cell proliferation. We observed persistent IRIF up 

to 7 days postirradiation, and more than 70% of cells exposed to 5 Gy had at least 

one of these persistent IRIF 24 hours after exposure. Moreover we demonstrated 

that persistent IRIF did not block cell proliferation definitively. The frequency of 

IRIF was lower in daughter cells, due to asymmetric distribution of IRIF between 

some of them. We report a positive association between the presence of IRIF and 

the likelihood of DNA missegregation. Hence, the structure formed after the 

passage of a persistent IRI focus across the S and G2 phases may impede the 

correct segregation of the affected chromosome’s sister chromatids. The ensuing 

abnormal resolution of anaphase might therefore cause the nature of IRIF in 

daughter-cell nuclei to differ before and after the first cell division. The resulting 
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atypical chromosomal assembly may be lethal or result in a gene dosage imbalance 

and possibly enhanced genomic instability, in particular in the daughter cells. 

 

Keywords:  

Ionizing radiation, γH2AX foci, cell division, chromosome break, DNA double strand 

break.  

 

1. Introduction  

DNA damage is a key event in cell response to ionizing radiation, one involving 

genetic and epigenetic modifications that may affect the homeostasis of healthy 

tissues in exposed individuals. In particular, DNA double-strand breaks (DSBs) that 

are incorrectly or not repaired are associated with lethal effects and genomic 

instability [1]. DSBs trigger activation of phosphatidylinositol-3’-OH kinase-related 

kinases (PIKK), such as ataxia telangiectasia mutated (ATM) and DNA-dependent 

protein kinase (DNA-PK); these, in turn, phosphorylate the histones H2AX located 

around the break, at serine 139 [2–5]. This phosphorylation of H2AX (γH2AX) quickly 

spreads over several megabases on the adjacent chromatin [5,6] and results in the 

formation of microscopically visible nuclear foci, known as ionizing radiation-

induced foci (IRIF). One explanation for this extensive phosphorylation postulates 

that DSBs cause massive relaxation of chromatin coiling [6]. γH2AX initiates the 

formation of a platform to attract and retain proteins, such as Nijmegen breakage 

syndrome 1 (NBS1), mediator of DNA damage checkpoint protein 1 (MDC1), breast 

cancer susceptibility 1 (BRCA1), and p53-binding protein 1 (53BP1); these lead in 

turn to the recruitment of DNA damage repair proteins [7–10].  

The number of γH2AX IRIF peaks at 30 minutes after exposure, and most of these 

IRIF disappear within hours of exposure [5,6]. This disappearance is thought to be 

related to DSB repair and restoration of chromatin integrity and structure [11,12]. 

However, some IRIF remain 24 hours after exposure [13], and their association with 

residual DSBs is generally accepted since DDR proteins are still present within these 

persistent IRIF [13,14]. Although the nature, role, and consequences of these IRIF 

are still unclear, some studies suggest that they are involved in the inhibition of 

G1/S progression [13] but also in radiation-induced cellular senescence and death 

[15,16].  
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In this work, we evaluated the kinetics of the appearance and disappearance of 

γH2AX and 53BP1 IRIF. We characterized persistent IRIF up to 7 days after exposure 

to ionizing radiation and evaluated their impact on the resumption of the cell cycle 

and the division of normal human primary cells irradiated during the G0/G1 phase. 

 

2. Materials and Methods 

2.1. Cell cultures and irradiation 

Primary human umbilical vein endothelial cells (HUVECs, C2519A, lot. 0000087758) 

were isolated by Lonza from human tissue (from 3 females and 1 male) donated 

after permission was obtained for its use in research applications by informed 

consent or legal authorization. All cells tested negative for mycoplasma, bacteria, 

yeast, and fungi. Cell lots and donors were tested and negative for HIV-1, hepatitis 

B, and hepatitis C. The HUVECs were cultured at 37 °C, with 95% humidity and 5% 

CO2 in EGM-2 media optimized for the proliferation of endothelial cells and 

supplemented with 5% fetal bovine serum, hydrocortisone, hFGF-B, VEGF, R3-IGF-

1, ascorbic acid, hEGF, gentamicin, and amphotericin-B (EGM-2MV BulletKit, CC-

3202, Lonza). We used HUVEC primary cells at low passages and evaluated their 

cytogenetic status by M-FISH during passages 2 (P2) and 4 (P4) [17]. No clonal 

abnormality was observed, and the proportions of males and females obtained by 

cytogenetic analysis were consistent with the initial cell pools (3 females and 1 

male). To obtain cells in G0/G1 phase of the cell cycle at irradiation, we 

synchronized cells by contact inhibition induced in confluent culture. Subsequently, 

synchronized cells were seeded on glass in Nunc® Lab-Tek® II chamber slide 

systems (Thermo Fisher Scientific) for 5 hours before irradiation. The experimental 

protocol was designed to ensure that the DNA damage took place in cells in G0/G1 

(initial synchronization of the cells) but also that nothing other than irradiation 

could block resumption of the cell cycle. We therefore verified that at 5 hours 

post-seeding, cells were in G0/G1 and almost all adherent and that the density of 

seeding would allow future cell growth. An Elekta Synergy Platform (linac 

accelerator) was used to deliver X-rays with a maximum energy of 4 MeV (4 MVp) at 

a dose rate of 2.3 Gy·min-1 and with a delivered dose uncertainty rate of 7%. We 

delivered two different doses: 1 and 5 Gy. Culture media were not renewed after 

irradiation. To monitor cell proliferation we added 50 µM 5-bromo-2’deoxyuridine 
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(BrdU; B-5002, Sigma-Aldrich) to the cell culture medium just after its exposure to 

X-rays. 

 

2.2. Immunofluorescence staining 

Cells were washed with 1X PBS (14190-094, Life Technologies), fixed with 4% 

paraformaldehyde solution (199431LT, Affymetrix), and permeabilized with 0.5% 

Triton X-100 (T8787, Sigma-Aldrich). The following primary antibodies were used in 

this study: mouse IgG1 monoclonal anti-phospho-histone H2AX (Ser139) antibody 

(dilution of 1/800; 05-636, clone JBW301, Upstate), rabbit IgG polyclonal anti-

53BP1 antibody (dilution of 1/1000; A300-272A, Bethyl Laboratories), and rat IgG2a 

monoclonal anti-BrdU antibody (dilution of 1/200; ab6326, clone BU1/75 (ICR1), 

Abcam). Antibodies were diluted in 1X PBS with 2% (w/v) BSA (bovine serum 

albumin; A9418, Sigma-Aldrich) and incubated with cells for 1 hour at room 

temperature (RT). After washing, the following secondary antibodies were used: 

donkey anti-mouse IgG polyclonal antibody conjugated to FITC (1 mg.ml-1; dilution 

of 1/100; AP192F, Chemicon), donkey anti-rat IgG polyclonal conjugated to Alexa 

Fluor® 594 (2 mg.ml-1; dilution of 1/500; A21209, Life Technologies), and goat anti-

rabbit IgG polyclonal conjugated to Alexa Fluor® 647 (2 mg.ml-1; dilution of 

1/1000; A21245, Life Technologies) or chicken anti-goat IgY polyclonal conjugated 

to Alexa Fluor® 647 (2 mg.ml-1, dilution of 1/500; A21469, Life Technologies). They 

were diluted in PBS with 2% BSA and incubated with cells for 1 hour at RT. DNA was 

stained with DAPI (0.2 µg.ml-1; 1050A, Euromedex) and mounted with ProLong® 

Antifade Reagents (P36930, Life Technologies). For BrdU labeling, we performed a 

DNA denaturation step between fixation and permeabilization by incubation for 

30 minutes at RT in 1 M HCL (Prolabo). 

 

2.3. Analysis of binucleated cells  

To obtain binucleated cells, cytokinesis was blocked with cytochalasin B (0.35 

µg.ml-1; c2743, Sigma-Aldrich) and added to culture medium 24 hours after 

exposure to 5-Gy irradiation. In situ immunofluorescence staining was performed 

24 hours after cytochalasin B treatment began. 
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2.4. Image acquisition and analysis 

Images were acquired and analyzed with the Scan^R platform (Olympus), as 

described previously [17]. Briefly, images were acquired on an inverted Olympus 

IX81 fluorescence microscope with a UPLSAPO 100XO oil immersion objective 

(Olympus) and an NA of 1.4; the microscope was coupled with an Orca R² CCD 

camera (Hamamatsu) and a motorized SCAN IM IX2 stage (Märzhäuser). Image 

analysis was performed with Scan^R analysis software (Olympus). An edge 

segmentation algorithm based on Canny’s method [18] was used to detect nuclei in 

the DAPI channel (main object) and γH2AX foci in the FITC channel (sub-object 1). 

A first selection based on the area and circularity of the nuclei excluded clusters of 

cells and cellular debris. Cells were selected in the different phases of the cell 

cycle by assessing the integrated intensity of the DAPI signal (DNA content) 

combined with the integrated intensity of the γH2AX signal in the entire nucleus, 

which increased dramatically increased in S phase [17,19].  

 

3. Results  

3.1. Characterization of IRIF as a function of time and dose  

To investigate the IRIF dynamics induced in G0/G1 phase, we exposed synchronized 

G0/G1 phase human umbilical vein endothelial cells (HUVECs) to 1 or 5 Gy of 4 MV 

X-rays and studied IRIF from 10 minutes to 7 days after exposure by monitoring 

γH2AX foci. Using automated detection of nuclei and foci, we analyzed a mean of 

4,000 cells for each condition so that we could screen subpopulations of cells or 

foci by different characteristics, such as size, shape, or cell-cycle phase, and 

weight their representativeness within the entire population of exposed cells. All 

results presented here concern only cells in the G0/G1 phase of the cell cycle.  

The number of γH2AX IRIF peaked 30 minutes after exposure (Fig. 1A), consistent 

with previous reports [5,6,20]. By 24 hours after exposure, the frequency of γH2AX 

IRIF per nucleus decreased by more than 90% for both doses. Some IRIF nonetheless 

remained observable, their numbers dose-dependent; we observed 4.6 times more 

IRIF for the cells exposed to 5 Gy compared with 1 Gy of irradiation: 4.2 ± 0.5 and 

0.9 ± 0.2 γH2AX IRIF per nucleus, respectively (Table 1). By 7 days after exposure 

to 5 Gy, the mean number of γH2AX IRIF per nucleus was still 0.8 ± 0.3, still 

significantly more than that measured in unirradiated cells (0.4 ± 0.2 per nucleus; 
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Table 1). Co-immunostaining of γH2AX and 53BP1 showed nearly invariable co-

location between these proteins from 10 minutes to 7 days after exposure (Fig. 

2C). 

To characterize these γH2AX/53BP1 IRIF over time, we measured the area of about 

100,000 to 460,000 early IRIF (before 24 hours postexposure) and 9,600 to 22,000 

persistent IRIF (from 24 hours postexposure). Their area increased as their number 

per nucleus decreased (Fig. 1). Most early IRIF were small, whereas persistent IRIF 

were characterized by their larger size (Fig. 1B), in accordance with previous work 

[13]. Comparison of the distributions of IRIF areas at 30 minutes and 72 hours 

confirmed this observation. Fig. 2 depicts the two different ranges of size observed 

for early (Fig. 2A) and persistent (Fig. 2B) IRIF induced specifically by ionizing 

radiation (i.e., normalized with respect to the corresponding non-irradiated 

condition). Hence, early IRIF were characterized by an area ranging from 0.2 to 1.3 

µm² (Fig. 2A) and persistent IRIF by an area greater than 1.1 µm² (Fig. 2B). We 

therefore use these areas as thresholds to study persistent IRIF in the rest of this 

work and report in Table 1 the frequencies of these IRIF as a function of time since 

irradiation and dose. A basal rate of foci with size characteristics similar to the 

persistent IRIF was observed in non-irradiated cells.   

At 24 hours after exposure, 12.7% ± 3.3% of the cells exposed to 1 Gy irradiation 

contained at least one persistent IRI focus (Fig. 3), that is, about one fifth of the 

percentage among 5 Gy irradiated cells: 73.2% ± 12.8%. These results underline the 

substantial number of cells affected, especially as only 4.3% ± 0.01% of non-

irradiated cells contained at least one large γH2AX focus.  

 

3.2. Persistent IRIF and cell proliferation  

We investigated the role of the cell cycle in IRIF behavior. To identify the cells that 

had completed a full cell cycle, we added BrdU just after irradiation. Fig. 4A and 

4B show the cell distribution at different phases of the cell cycle as a function of 

dose and time. The results for unirradiated cells were consistent with normal 

HUVEC cell growth in our cell culture conditions. At 24 hours after exposure, the 

cell cycle had resumed, dose-dependently (Fig. 4A). Consistent with the cell 

synchronization in the G0/G1 phase at irradiation, the main activated checkpoint 

was G1/S. The lack of any significant increase in the proportion of cells in G2 at 24 
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(Fig. 4A) or 48 hours (Fig. 4B) after irradiation suggests that the G2/M checkpoint 

was not significantly activated in our experimental conditions. 

The density of the cell monolayer (Fig. 4C) was consistent with cell cycle 

resumption between 24 and 48 hours after irradiation. Interestingly, although 

BrdU-positive cells in G0/G1 accounted for almost half of the cell population 

exposed to 5 Gy (Fig. 4B), monolayer density did not increase significantly (Fig. 

4C). Phase contrast live-cell imaging of synchronized cells exposed to 5 Gy showed 

that around 45% of cells that reached M phase (when the adherent cells became 

transiently spherical) died. Of the 157 cells that entered M phase, 86 produced 

adherent daughter cells, while the other 71 died during this phase. This finding 

may explain the apparent stability of the cell monolayer density after irradiation 

with 5 Gy, despite the presence of dividing cells. 

At 24 hours after exposure, most of the cells with persistent γH2AX/53BP1 IRIF 

were halted in G0/G1, that is, were still BrdU-negative (Fig. 5A). Surprisingly, the 

situation was reversed at 48 hours: as most of the cells with persistent 

γH2AX/53BP1 IRIF were G0/G1 BrdU-positive (16.7%±1.3% and 42.3%±3.6% for 1 and 

5 Gy, respectively, see Fig. 5A and B). These results indicate that the presence of 

persistent IRIF does not permanently prevent cells from progressing through the 

cell cycle. It is interesting to note that BrdU incorporation significantly increased 

the frequency of large foci measured in unirradiated cells after cell division; at 48 

hours, their frequency of cells with large foci was close to that measured for cells 

exposed to a 1-Gy dose (Fig 5A). To prevent this from interfering with subsequent 

measurements, we focused on cells exposed to the 5 Gy dose. 

 

3.3. Transmission of persistent IRIF to daughter cells  

To investigate the transmission of persistent IRIF through cell division, we 

determined its frequency as a function of BrdU labeling and time since exposure. 

The frequency of persistent IRIF decreased significantly between 24 and 48 hours 

after exposure, apparently simultaneously with the resumption of cell cycle 

progression (Figs. 4, 5, and 6A). Interestingly, the frequency of persistent IRIF 

remained stable over time in each subpopulation of G0/G1 BrdU-negative cells and 

G0/G1 BrdU-positive cells (Fig. 6A). This finding suggests that cell division, rather 

than a repair process occurring in G0/G1 after exposure, was primarily responsible 
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for reducing the frequency of persistent IRIF. These IRIF therefore do not 

permanently block cell proliferation, which is indeed likely to influence the number 

of IRIF in the daughter cells. To examine this point in more detail, we analyzed the 

distribution of G0/G1 BrdU-negative and BrdU-positive cells according to their 

number of persistent IRIF (Fig. 6B and C). The shape of the distribution in G0/G1 

BrdU-negative cells, like the frequency, remained the same between 24 and 

48 hours (gray bars in Fig. 6B and C). The proportionately equal decrease for all 

classes indicates that the number of persistent IRIF per cell did not influence 

ability to progress through the cell cycle. In addition, the distribution observed for 

G0/G1 BrdU-positive (compared with G0/G1 BrdU-negative) cells clearly shifted to 

the classes with fewer IRIF. This result indicates a class change between the 

mother cell and its daughter cells; daughter cells had fewer persistent IRIF than 

their mothers. To verify this hypothesis, we blocked cytokinesis with cytochalasin B 

48 hours after exposure to 5 Gy. Around half of the binucleated cells had an 

asymmetric number of persistent IRIF in the daughter nuclei (Fig. 7). Our data thus 

suggest that the decrease in the frequency of persistent IRIF over time may be 

linked not to a repair process but rather to a substantially asymmetric distribution 

of IRIF between daughter cells. Furthermore, this asymmetry suggests that IRIF 

segregation during anaphase may be abnormal. 

To confirm this hypothesis, we analyzed the missegregation events in G0/G1 BrdU 

positive cells observed at 48 hours after exposure (without cytochalasin B 

treatment). Among the entire population of G0/G1 BrdU-positive cells, the number 

of micronuclei and/or nucleoplasmic bridges in mono- and binucleated cells clearly 

increased and did so dose-dependently (Table 2). More than 85% of these 

missegregation events were associated with the presence of a γH2AX signal, 

however; this finding suggests that the structure formed after the passage of a 

persistent IRI focus across the S and G2 phases may impede the correct segregation 

of the affected chromosome’s sister chromatids (Fig. 8 and Table 2). 

 

4. Discussion 

Many studies have described the correlation of transient IRIF with DSBs 

[5,19,21,22]. ATM phosphorylation of histone H2AX on serine 139 near the break, 

its amplification over megabases around the break and the resulting observation of 
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nuclear foci have been well described in mammalian cells [6,7,19]. Moreover, this 

histone modification leads to relaxation of the chromatin architecture, which in 

turn allows the DNA repair machinery to access the spatially confined region 

surrounding the break [23–25]. The disappearance of IRIF is generally associated 

with DSB repair [22] and restoration of the initial chromatin structure [24]. Our 

data show that, depending on the dose, 5 to 10% of the total IRIF observed at 30 

minutes after exposure remain 24 hours after irradiation in 10 to 70% of cells. 

Relatively few studies have examined the nature and cellular impact of these 

persistent IRIF. Consistently with the progressive increase of the size of 53BP1 and 

ATM IRIF reported by Yamauchi et al [13], we observed that the area of 

γH2AX/53BP1 IRIF increased over time as the frequency of γH2AX/53BP1 IRIF 

decreased (Fig. 1). At 72 hours after exposure, persistent γH2AX IRIF were 

predominantly large, with areas 2 to 6 times bigger than those measured at 30 

minutes (Fig. 2). Some studies suggest that chromatin movement may cause 

adjacent IRIF to merge, thus contributing to both the reduction of their frequency 

and their increase in size [26–29]. These observations, however, involved 

asynchronous cells, in which DSB repair by homologous recombination (HR) can 

occur when DNA damage is produced during S or G2. In our study, we ensured that 

DNA damage occurred mainly to cells in G0/G1, thus preventing the use of HR and 

limiting putative chromatin movements [30]. In this case, persistent γH2AX IRIF 

may grow larger over time through the amplification of γH2AX signals, probably 

due to persistent ATM presence at their site [13,15,31,32]. The cause of the 

persistence and amplification of the phosphorylation nonetheless remains unclear. 

No repair activity appears to take place at the site of these persistent IRIF [33], 

although several DNA damage signaling proteins, such as 53BP1 (Fig. 2C), MRE11, 

and NBS1, co-locate there [32–34]. In addition, and consistent with other studies 

[32–34], we observed that promyelocytic leukemia nuclear bodies were almost 

invariably associated with these persistent IRIF (data not shown). 

Consistently with the results of Yamauchi et al [13], a majority of cells with 

persistent γH2AX/53BP1 IRIF were halted in G1 until 24 hours after exposure (Fig. 

5A). However, analyzing later post-irradiation time points, we observed that this 

inhibition was not permanent in our model of normal primary endothelial cells (Fig. 

4B and 5A). The persistent IRIF analyzed in our study were compatible with cell-
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cycle progression and were transmitted to daughter cells: HUVECs irradiated in the 

G0/G1 phase that had persistent IRIF 24 hours after exposure — and not just a few 

of them — were able to complete a whole cell cycle. Moreover, the ability of cells 

to progress through a complete cell cycle did not appear to depend on their 

number of persistent IRIF: between 24 and 48 hours; the frequency of BrdU-

negative cells decreased at the same rate, regardless of their number of persistent 

IRIF (gray bars in Fig. 6B and C).  

These observations raise questions about the real nature of these IRIF. Normal 

cells, such as primary HUVECs, have active cell-cycle checkpoints able to block the 

cycle’s progression until the resolution of DSBs [35–37]. Thus, if persistent IRIF 

correspond to a somehow stabilized unrejoined DSB, our observations would seem 

to indicate that this mechanism failed to detect this structure. Several studies 

suggest that the G1/S phase checkpoint can be bypassed, despite unrepaired DSBs, 

particularly if cells are in the late G1 phase during irradiation and have passed a 

point where they can no longer initiate a global shutdown of the S phase [38]. This 

hypothesis seems unlikely in our case, as it would mean that this restriction point 

would have been passed 24 hours before the cells entered the S phase. Moreover, 

DSBs induced in the G0/G1 phase can also persist after DNA replication, as shown 

by G2 premature chromosome condensation assays combined with FISH using 

pantelomeric PNA probes [39]. In this case, the observation of incomplete 

chromosome elements (chromosome fragments without a telomere signal at each 

end) demonstrated the presence at G2 phase of unrejoined chromosome breaks 

from DSBs induced in the G0/G1 phase. Another study reported the presence in G2 

phase of chromosome breaks (without discriminating complete from incomplete 

chromosome elements) and γH2AX IRIF in fibroblasts irradiated in the G0/G1 phase 

[40]. On the other hand, the G2/M checkpoint appears to induce a drastic 

reduction in the rate of incomplete chromosome elements in M-phase cells [39], 

although the rate of incomplete chromosome elements per cell in M phase remains 

dose-dependent. The selection that appears to occur during the G2/M transition 

may be consistent with the difference in the frequency of persistent IRIF observed 

in our experiments between G0/G1 BrdU-negative cells and G0/G1 BrdU-positive 

cells (Fig. 6A). However, the absence of any significant arrest in G2 in our model 

suggests that this mechanism may not apply here (Fig. 4A). 
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Thus if these incomplete chromosome elements are able to reach cytokinesis, they 

should be transmitted to daughter cells, as were the persistent IRIF observed in our 

study. Analyzing metaphase cells, Martin et al. reported that persistent IRIF do not 

seem to co-locate with either telomere-free chromosome ends or misrepaired 

breaks [41]. It is nonetheless important to note that histone H2AX phosphorylation 

takes place on serine 139 along the chromosome arms from metaphase to 

telophase, independently of any DNA damage induced [42–44]. Thus, it appears 

difficult, or even impossible, to distinguish clearly between the H2AX 

phosphorylation that occurs normally during M phase and that induced by DDR.  

Nevertheless, the asymmetric distribution of persistent IRIF between daughter cells 

(Fig. 7) suggests that it may be difficult for this structure to segregate correctly 

during anaphase. The normal distribution of chromosomes between daughter cells 

is driven by the presence of a centromere that allows sister chromatids to 

segregate equally in each cell [45,46]. Thus, the structure formed after the 

passage of a persistent IRI focus across the S and G2 phases may impede the 

correct segregation of the affected chromosome’s sister chromatids. The rate of 

missegregation associated with the presence of a γH2AX signal strongly supports 

this hypothesis (Table 2 and Fig. 8). All these observations suggest that the nature 

of the IRIF must differ at least slightly before and after the first cell division 

following exposure. If DNA damage is induced in G0/G1 phase but the cell 

nonetheless reaches metaphase, the process of chromosome segregation during 

anaphase may encounter numerous problems, including the conversion of a 

remaining DSB into chromosome breaks (CRB) (Fig. 9). This transition into CRBs of 

DSBs induced in the G1 phase and reaching metaphase has been described in yeast 

where two types of associations may occur: one between the two sides of the DNA 

break (intrachromosomal association) and the other between sister chromosomal 

fragments from either side of the DNA break (interchromosomal association) [47]. 

These two associations lead to a kind of “tug-of-war” between the two spindle 

poles during the anaphase, which almost always results in co-segregation of the 

acentric chromosome fragments [47]. According to this model, the persistent IRIF 

observed after cellular division in our study might correspond to several kinds of 

atypical chromosomal structures composed of segregated chromatids with 
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unrejoined DSBs either stabilized or converted into CRBs. These chromosome 

elements may be included in the cell nucleus or may form micronuclei (Fig. 9).  

In conclusion, we observed that cells containing persistent IRIF do not block the 

cell cycle permanently and that these IRIF can be transmitted to daughter cells. 

Moreover the asymmetric distribution of persistent IRIF between daughter cells 

indicates that cell division likely affects the structure signaled by persistent IRIF 

and may lead to the formation of an atypical chromosomal structure in daughter 

cells. This atypical chromosomal assembly may be lethal or result in gene dosage 

imbalance and possibly enhanced genomic instability in daughter cells. The 

consequences of this phenomenon should be further analyzed, especially as more 

than 50% of the progeny of cells exposed to 5 Gy of irradiation (10% for 1 Gy) may 

carry this abnormal structure.  
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Fig. 1. Numbers and areas of γH2AX foci in G0/G1 primary HUVECs as a function of time 

after irradiation by 1 Gy (light gray boxes), 5 Gy (dark gray boxes), and in non-irradiated 

cells (white boxes). Box-and-whisker plots of (A) the number of γH2AX foci per nucleus, 

and (B) their corresponding areas. Bold black bars of boxplots correspond to medians. The 

lower and upper borders of the box correspond to the first and third quartiles, 

respectively, and the upper and lower whiskers to 1.5 times the interquartile distance. The 

numbers of γH2AX foci per nuclei and their respective areas were evaluated with image 

analysis software on around 3,000 cells for each post-irradiation time, corresponding to 

one representative experiment. The number of γH2AX IRIF peaked 30 minutes post-

exposure. The area of γH2AX IRIF increased as the number per nucleus decreased. Most 

early γH2AX IRIF (before 24 hours after exposure) were small, but persistent IRIF were 

characterized by a larger size.  
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Fig. 2. Distribution of IRIF area in G0/G1 cells after X-ray exposure at 1 Gy. Frequencies of 

γH2AX foci area at (A) 30 minutes and (B) 72 hours after irradiation were normalized 

relative to the corresponding non-irradiated condition to define the different ranges of size 

observed for early and persistent IRIF. Because spontaneous foci are also present in 

irradiated cells, to focus only on the size of IRIF (foci induced by irradiation), we 

normalized them, that is, calculated a ratio (irradiated versus control) of the frequency of 

each class of the size distribution. The results shown are obtained by pooling the data of 5 

experiments and correspond to the analysis of the distribution of size of about 460,000 IRIF 

at 30 minutes and 21,000 IRIF at 72 hours after irradiation. Early IRIF were characterized 

by an area ranging from 0.2 to 1.3 µm² and persistent IRIF by an area greater than 1.1 

µm². (C) Representative pictures of the co-labeling by immunofluorescence of γH2AX 

(FITC) and 53BP1 (Alexa Fluor® 594) corresponding to early (upper panel, 30 min) and 

persistent (lower panel, 72 h) IRIF in HUVECs. DNA was stained with DAPI. We observed co-

location of γH2AX and 53BP1 IRIF for both early and persistent IRIF. Scale bar corresponds 

to 10 µm. 
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Fig. 3. The proportion of G0/G1 cells with at least one persistent IRI focus as a function of 

time since exposure. The analyses were performed on cells exposed to irradiation of 1 Gy 

(light gray triangles) and 5 Gy (dark gray squares) and on unirradiated cells (white 

diamonds). The mean percentages of cells with at least one persistent γH2AX focus ± 

standard error (s.e.) were calculated from at least 5 experiments. For each condition, the 

average number of analyzed cells ranged from about 1,300 to 11,000. The decrease in the 

percentage of cells with persistent IRIF was more pronounced for those irradiated by 5 Gy, 

compared with 1 Gy, about 6% per 24 hours for 5 Gy and only 1% per 24 hours for 1 Gy.  
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Fig.4. Persistent IRIF and cell proliferation. (A-B) To study the evolution of cell division 

after irradiation, we added BrdU just after exposure. Cells in the different phases of the 

cell cycle were selected by assessment of the integrated intensity of the DAPI signal (DNA 

content) combined with the integrated intensity of γH2AX signal in the entire nucleus (S 

phase). Percentages of cells in each phase of the cell cycle were measured at 24 hours (A) 

and 48 hours after irradiation (B) on unirradiated cells (white bars) and on cells exposed to 

1 Gy (light gray bars) and 5 Gy (dark gray bars). The mean percentages ± s.e. were 

calculated from the results of 5 experiments, with an average of about 3,000 cells 

analyzed per condition. (C) The density of the cell monolayer was evaluated at different 

time points after exposure for unirradiated cells (white diamonds) and for cells exposed to 

1 Gy (light gray triangles) and 5 Gy (dark gray squares). The cell monolayer density was 

measured by counting of the number of nuclei per cm² observed at different time points 
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after exposure. These measurements were performed on around 5,000 images per 

condition. The percentages were calculated for each condition with respect to the density 

measured 10 min after exposure. The percentages and error bars correspond to the 

calculation of means and standard errors based on 4 experiments. 
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Fig. 5. Persistent IRIF do not permanently block cell proliferation. To recognize cells that 

had completed a full cell cycle since irradiation, we added BrdU just after exposure and 

considered only G0/G1 cells. (A) Histograms of the proportion of G0/G1 cells as a function 

of BrdU incorporation (BrdU+ in light gray and BrdU- in white) and presence (dotted) or not 

(empty) of persistent IRIF. The percentages were calculated for unirradiated cells, 

respectively 5, 24 and 48 hours after the addition of BrdU, and for irradiated cells, 

respectively, 24 and 48 hours after exposure to 1 and 5 Gy and the addition of BrdU. The 

mean percentages were calculated from the results of 3 experiments, with an average of 

about 3,000 cells analyzed per condition. (B) Representative pictures of the co-labeling by 

immunofluorescence of γH2AX, BrdU, and 53BP1 performed 48 hours after 5-Gy irradiation, 

using primary antibodies against γH2AX, BrdU, and 53BP1, detected respectively by 

secondary antibodies conjugated to FITC, Alexa Fluor® 594, and Alexa Fluor® 647. DNA 

was stained with DAPI. Persistent γH2AX/53BP1 IRIF were observed in G0/G1 BrdU-positive 

cells. Scale bar corresponds to 10 µm.  
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Fig. 6. Average numbers and distribution of persistent IRIF per cell in G0/G1 BrdU-positive 

and BrdU-negative cells. We evaluated the number of persistent γH2AX IRIF in G0/G1 BrdU-

positive versus G0/G1 BrdU-negative cells in the G0/G1 phase. (A) Average number of 

persistent IRIF per cell analyzed 24 hours (dark gray bars) and 48 hours (light gray bars) 

after exposure to 5 Gy of X-rays. The frequency of persistent IRIF remained stable over 

time in each subpopulation of G0/G1 BrdU-negative cells and G0/G1 BrdU-positive cells. 

The reduced frequency of persistent IRIF appears to be associated mainly with cell division 

rather than time since exposure. The mean number ± s.e. was calculated from the results 

of 3 experiments; for each condition the average number of analyzed cells ranged from 

about 3,000 to 14,000. Student’s test: ** α < 0.025 and *** α < 0.01. (B-C) Percentages of 

cells with each number of persistent IRIF were calculated in G0/G1 BrdU-positive (black 

bars) and G0/G1 BrdU-negative (gray bars) cells at (B) 24 hours and (C) 48 hours after 

exposure to 5 Gy irradiation. The shape of the distribution observed in G0/G1 BrdU-

negative cells (gray bars) remained the same at (B) 24 hours and (C) 48 hours. The 

proportionately equal decrease for all classes indicated that all had the same ability to go 
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through the cell cycle regardless of the number of persistent IRIF per cell. The distribution 

observed for G0/G1 BrdU-positive cells shifted to lower classes (i.e., cells with fewer IRIF) 

compared to G0/G1 BrdU-negative cells. This result indicates a class change between the 

mother and daughter cells; the daughter cells have fewer persistent IRIF than the mother. 

Percentages were calculated after pooling the data from 3 independent experiments 

corresponding to analysis of 3,000 to 14,000 cells, depending on the cell subpopulation 

(BrdU+ or BrdU-) and time since exposure. 
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Fig. 7. Distribution of persistent IRIF between daughter cells. At 48 hours after exposure to 

5 Gy, we blocked cytokinesis by adding cytochalasin B to cell culture medium; 24 hours 

later, we immunostained the cells with an antibody against γH2AX and stained the DNA 

with DAPI. Representative pictures of the immunofluorescence labeling of γH2AX of 

binucleated cells with a difference of 0 (left panel), 1 (middle panel), and 2 (right panel) 

persistent IRIF between the two daughter nuclei. Scale bar corresponds to 10 µm. The 

percentage of binucleated cell with a difference of 0, 1, or 2 persistent IRIF between the 

two daughter nuclei was estimated from 3 independent experiments (around 100 

binucleated cells for each). Around half of the binucleated cells had an asymmetric 

number of persistent IRIF in the daughter nuclei.  

 

  



Partie VIII. Publication associée 

193 
 

 

Fig. 8. Persistent IRIF induce missegregation phenotypes in BrdU-positive cells. 

Representative pictures of BrdU-positive cells with different kinds of missegregation 

observed 48 hours after irradiation, with primary antibodies against γH2AX and BrdU (not 

shown), detected respectively by secondary antibodies conjugated to FITC and Alexa 

Fluor® 594. DNA was stained with DAPI. (A) binucleated cells including a micronucleus and 

a nucleoplasmic bridge or a broken nucleoplasmic bridge with a γH2AX signal. (B) G0/G1 

cells including a micronucleus with a γH2AX signal. (C) G0/G1 cells including a broken 

nucleoplasmic bridge with a γH2AX signal. Scale bar corresponds to 10 µm. 
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Fig. 9. Model of inheritance of one persistent IRIF based on the hypothesis of an 

unrepaired DSB. The two broken ends of a DSB are maintained close by non-homologous 

end-joining repair proteins (intrachromosomal association; purple circles). After DNA 

replication, association between sister chromosomal fragments from either side of the DNA 

break can occur (interchromosomal association; orange circles) [47]. The structure formed 

after the passage of a persistent IRI focus across the S and G2 phases may impede the 

correct segregation of affected chromosome’s sister chromatids. Consequently, the nature 

of IRIF in the nucleus of daughter cells might differ before and after the first cell division. 

Thus, the IRIF observed in daughter cells might correspond to several atypical 

chromosomal structures resulting from abnormal anaphase resolution.  
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  Table 1. Frequency of γH2AX foci in G0/G1 cells exposed to X-rays 

    Radiation 
dose 

  Time after exposure 

      24h 48h 72h 96h 168h 

  
Frequency of γH2AX 

foci per cell 
a
 

0Gy   0.27 0.22 0.26 0.25 0.39 

  1Gy   0.86** 0.48*** 0.45 0.52 0.59 

  5Gy   4.22*** 2.23*** 1.67*** 1.33** 0.84* 

  
Frequency of large 

γH2AX foci per cell 
a
 

0Gy   0.05 0.05 0.05 0.05 0.05 

  1Gy   0.23* 0.19** 0.16** 0.13** 0.10 

  5Gy   2.02** 1.34*** 1.19*** 0.97*** 0.53** 

  
a
 Values represent means calculated on five experiments (about 1 300 to 11 000 cells by condition) 

  Value significantly different of unirradiated cells using Student T-test with:  

  * α < 0.05, or ** α <  0.01, or *** α <  0.001 

 

 

 

Table 2. Frequency of cells with micronuclei and/or nucleoplasmic bridges in G0/G1 BrdU-
positive cells  

Radiation 
dose 

All cells
 a
 Cells with γH2AX signal

 a, b
 Cells without γH2AX signal 

a
 

0Gy 9.1% ± 1.0% 59.6% ± 17.8% 40.4% ± 17.8% 

1Gy 23.4% ± 3.6% 85.7% ± 0.8% 14.3% ± 0.8% 

5Gy 78.0% ± 4.5% 86.5% ± 1.4% 13.5% ± 1.4% 

a
 Values represent means and s.e. calculated on three experiments (around 700 cells by condition) 

b
 Corresponding to γH2AX signal observed in nuclei, micronuclei or nucleoplasmic bridges 
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Résumé : Les cassures double-brin de l’ADN (CDB) sont 

des événements clés dans la réponse aux rayonnements 

ionisants qui, avec le profil génétique et épigénétique 

individuel, peuvent conditionner le devenir des tissus sains 

d’un individu exposé. À la suite des cassures de la molécule 

d’ADN et de la déstabilisation de la chromatine, une série 

de modifications post-traductionnelles des histones se 

produit, notamment la phosphorylation de la serine 139 de 

l'histone H2A.X (γH2A.X), conduisant à la formation de 

foyers radio-induits. La réparation des CDB, et donc la 

disparition de ces foyers, a lieu dans les heures suivant 

l’exposition. Toutefois, une certaine proportion de ces 

foyers γH2A.X persiste 24 heures après l’irradiation. La 

nature et le rôle de ces foyers persistants sont encore peu 

clairs. L’objectif de ce travail a été d'explorer les 

caractéristiques de ces foyers persistants et leurs 

conséquences sur le devenir des cellules. Pour cela, nous 

avons évalué la fréquence et la cinétique des foyers 

persistants et analyse leur association temporelle de la 

protéine 53BP1 et les corps nucléaires PML (CN-PML). 

L’impact des foyers persistants sur la prolifération cellulaire 

a également été exploré. L'analyse par microscopie à 

fluorescence d'un grand nombre d‘évènements nous a 

permis de discriminer des sous-populations de cellules ou 

de foyers sur la base de différentes caractéristiques, telles 

que leur aire ou la phase du cycle cellulaire, et de mesurer 

leur représentativité dans l'ensemble de la population de 

cellules exposées. Ainsi, nous avons déterminé que plus de  

70% des cellules exposées à 5 Gy ont au moins un foyer 

persistant 24 heures après l'exposition. De plus, ces foyers 

persistants sont observables au moins jusqu'à 7 jours après 

l’irradiation. Une association spatiale significative entre les 

CN-PML et les foyers γH2A.X a été observée à partir de 10 

minutes après l'exposition et 24 heures après l’exposition, 

environ 90% des foyers persistants sont associés à un CN-

PML. De plus, la présence de foyers persistants ne bloque pas 

définitivement la prolifération des cellules. Cependant, la 

fréquence des foyers persistants est plus faible dans les 

cellules filles que dans les cellules irradiées, probablement en 

raison d'une certaine proportion de distribution asymétrique 

des foyers persistants entre les cellules filles. Nous avons 

également mesuré une corrélation positive entre la présence 

d'un foyer persistant et la probabilité de mauvaise ségrégation 

de l'ADN par l'observation de phénomènes de catastrophes 

mitotiques. Il semble donc que la structure formée après le 

passage d'un foyer persistant à travers les phases S et G2 soit 

susceptible d’empêcher la séparation correcte des chromatides 

sœurs du chromosome affecté. Nous suggérons donc que la 

nature des foyers persistants n’est pas la même avant et après 

la première division cellulaire due à une résolution anormale 

de l'anaphase. Ces assemblages chromosomiques atypiques 

résultants d’anaphases anormales pourraient être létaux pour 

la cellule ou entraîner un déséquilibre du dosage génique et 

une instabilité génomique accrue pouvant conduire à une 

mosaïque de phénotypes cellulaires. 

 

 

Title : Study of genetic and epigenetic consequences consecutive to the persistent signaling of radiation-induced DNA damage 
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Abstract: The DNA double-stranded breaks (DSB) are key 

events in the cell response to ionizing radiation that may 

affect, with the individual genetic and epigenetic profile, the 

fate of healthy tissues of people exposed. Following initial 

breaks and chromatin destabilization, a set of post-

translational modifications of histones occurs, including the 

phosphorylation of serine 139 of histone H2AX (γH2A.X), 

which leads to the formation of ionizing radiation-induced 

foci (IRIF). DSB repair results in the disappearance of most 

IRIF within hours after exposure. However, a proportion of 

IRIF remains 24 hours upon irradiation. The nature and role 

of these persistent IRIF are still unclear. The goal of this 

work is to explore the characteristics of these persistent IRIF 

and their consequences on the cell behavior. To investigate 

the dynamic of IRIF in our model, we evaluated the 

frequency and kinetics of persistent IRIF and analyzed their 

temporal association with 53BP1 protein and Promyelocytic 

leukemia nuclear bodies (PML NBs) and their impact on 

cell proliferation. The analysis of a large number of cells 

and foci allowed us to screen subpopulations of cells or foci 

through different characteristics, such as size, shape or cell 

cycle phase among others, and to weight their 

representativeness in the whole population of exposed cells. 

We identified that more than 70% of cells exposed to 5 Gy 

had at least one persistent IRIF 24 hours after exposure and 

we observed these persistent IRIF up to 7 days post 

irradiation. A significant spatial association between PML 

NBs and IRIF was observed from 10 minutes after exposure; 

at 24h post irradiation, around 90% of persistent IRIF were 

associated with PML NBs. Moreover we demonstrated that 

persistent IRIF did not block cell proliferation definitively. 

The frequency of IRIF was lower in daughter cells, probably 

due to a certain amount of asymmetric distribution of IRIF 

between them. We report a positive association between the 

presence of an IRIF and the likelihood of DNA 

missegregation by observation of mitotic catastrophes. 

Hence, the structure formed after the passage of a persistent 

IRIF across the S and G2 phases may impede the correct 

segregation of sister chromatids of the chromosome affected. 

Consequently, the nature of IRIF in the nucleus of daughter 

cells might differ before and after the first cell division due to 

an abnormal resolution of anaphase. The resulting atypical 

chromosomal assembly may be lethal or result in a gene 

dosage imbalance and possible enhanced genomic instability, 

and could lead to a patchwork of cell phenotypes. 

 


