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Résumé

Le cetuximab est une thérapie ciblée dirigée contre le récepteur du facteur de 

croissance épidermique (EGFR) utilisée dans le cancer colorectal (CCR) en combinaison 

avec des chimiothérapies (5-FU, irinotécan et oxaliplatine). Sa fixation inhibe les voies de 

signalisation en aval du récepteur conduisant à une diminution de la prolifération et de la 

survie des cellules ciblées. Cependant, chez les patients atteint de CCR présentant une 

protéine KRAS mutée, le cetuximab est inefficace, de plus, la moitié des patients présentant 

une protéine KRAS wild-type ne répond pas non plus au cetuximab. Afin de découvrir des 

nouveaux biomarqueurs de sélection des patients qui pourraient bénéficier de ce traitement 

ou d’améliorer la réponse des patients, une meilleure connaissance des mécanismes 

d’action du cetuximab est nécessaire. Par exemple récemment, des études ont montré que 

la protéine p53 participait à la réponse au cetuximab. Il serait intéressant de savoir si le 

statut de cette protéine peut constituer un bon marqueur de réponse. 

Précédemment, nous avons montré que l’activation de la « mitogen activated protein 

kinase » p38 (MAPK p38) induit une résistance à l’irinotécan in vitro et in vivo et est un 

marqueur de non réponse à cette drogue. De plus, d’autres équipes ont montré que la MAPK 

p38 bloque également la réponse au 5-FU et participe à la cytotoxicité de l’oxaliplatine. Il 

semble alors que la MAPK p38 soit impliquée dans les mécanismes d’action des anti-

tumoraux. Il est donc intéressant de savoir si la MAPK p38 participe également à la 

cytotoxicité des thérapies ciblées comme le cetuximab. 

Pour répondre à ces questions nous avons choisi de comparer deux lignées 

cellulaires de CCR KRAS wild-type mais au statut TP53 différent et qui répondent 

différemment au cetuximab: la lignée Caco2 (30% d’inhibition de la survie, TP53 muté) et la 

lignée DiFi (80% d’inhibition de la survie, TP53 sauvage). Nous avons effectué des tests de 

cytotoxicité combinant le cetuximab et l’inhibition transcriptionnelle ou pharmacologique de 

p38 ou l’inhibition transcriptionnelle de p53. Nous avons également testé l’apoptose et la 

prolifération induite par le cetuximab en l’absence de la MAPK p38 ou de p53. Enfin nous 

avons testé l’expression des gènes BIM, p27 et PUMA impliqués dans l’apoptose et la 

prolifération.

Dans cette étude, nous avons démontré que la MAPK p38 et p53 participent à l’effet 

cytotoxique du cetuximab dans les cellules DiFi. En revanche, dans les cellules Caco2, la 

MAPK p38 bloque partiellement l’effet du cetuximab. Nous avons également montré

l’implication de p38 et p53 dans l’apoptose induite par le cetuximab et l’implication de p38 

dans l’inhibition de la prolifération. La protéine p38 est impliquée dans la régulation de ERK

et dans la localisation nucléaire de FOXO3a responsable de l’expression des gènes BIM et

p27. Enfin, nous avons montré que p38 a également un rôle dans le mécanisme d’action 

d’inhibiteurs de tyrosine kinase ciblant l’EGFR (lapatinib et erlotinib).

Pour conclure, nous avons déterminé que p38 et p53 sont impliquées dans le 

mécanisme d’action du cetuximab. Nous avons décris l’implication de la voie p38-FOXO3a

dans le mécanisme d’action du cetuximab. Enfin, p38 et p53 semblent être de bons 

biomarqueurs de réponse au cetuximab.
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I. Le cancer colorectal 

1.1. Général

1.1.1. Anatomie 

Le côlon est l’organe qui relie, par le caecum, l’intestin grêle au rectum. Il est 

composé de 4 parties: le colon ascendant, le colon transverse, le colon descendant et le colon 

sigmoïde. C’est dans le côlon que vont être absorbé l’eau et les sels encore présent dans la 

nourriture digérée. Le rectum quant à lui est l’organe qui relie le côlon à l’anus (Figure 1).

Figure 1: Anatomie du côlon et du rectum

(http://www.cancer.gov/dictionary)

Les parois du colon et du rectum sont composées de 4 couches de tissus: la muqueuse, la sous 

muqueuse, la musculeuse et la séreuse reliées entre elles par du tissus conjonctif.

1.1.2. Cancérogenèse

Les cellules de la paroi du côlon et du rectum peuvent proliférer de manière anormale. 

Elles forment alors une excroissance ou tumeur non cancéreuse (bénigne) appelée polype. La 
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majorité des tumeurs malignes se développent à partir d’un polype, cependant tous les 

polypes ne deviennent pas cancéreux. Au cours du temps, une cellule à la surface du polype 

va présenter des altérations génétiques qui vont conduire à un cancer. Cette cellule en se 

multipliant va pouvoir envahir les tissus du côlon et du rectum et même atteindre d’autres 

organes. Les cancers du côlon et du rectum, étant similaires, sont regroupés sous le terme de 

cancer colorectal.

a. Les formes familiales

On distingue notamment deux types de cancers liés à l’hérédité: la Polypose 

Adenomateuse Familiale (PAF) et le cancer colorectal héréditaire sans polypose (HNPCC). 

Ils concernent 15% des cancers colorectaux.

La PAF est une maladie autosomique dominante rare caractérisée par une mutation du 

gène APC (adenomatous polyposis coli) conduisant à une protéine tronquée. Les patients 

présentant une PAF ne vont pas tous développer un cancer colorectal. Le devenir de leur 

maladie est lié au type de mutation que présente leur protéine APC. Selon la position de la 

mutation elle peut conduire à la formation de centaines voir de milliers de polypes. Ces 

tumeurs bénignes ne sont pas toutes dangereuses mais garantissent l’apparition de carcinomes 

dans quasiment 100% des cas [1].  Ainsi les patients qui développent un cancer colorectal 

sont, en majorité, ceux dont la mutation APC se trouve entre les codons 1250 et 1464 (Nagase 

et al, 1993). 

Le HNPCC, ou syndrome de Lynch, contrairement à la PAF, ne présente pas de 

polypes. C’est une maladie à transmission autosomique dominante. Il concerne 2 à 4% des 

CCR et il est caractérisé par des carcinomes peu différenciés et mucineux [2]. Les mutations 

transmises concernent les gènes de réparation des mésappariements dans l’ADN (gènes 

MMR): hMSH1, hMLH2, hPMS1 et hPMS2. Ainsi 75% des HNPCC présentent une 

instabilité des microsatellites (MSI).
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b. Les formes sporadiques

Deux sous types de développement du cancer colorectal sont décrit. Le premier est

appelé « la voie canonique », elle concerne 80 à 85% des cancers et est caractérisée par une 

instabilité chromosomique. Fearon et Vogelstein ont proposé un modèle de carcinogenèse 

colorectale à instabilité chromosomique qui décrit l’apparition successive d’événements 

génétiques bien définis conduisant un tissu normal à devenir un carcinome. Ce modèle est 

également appelé « suppressor pathway » ou encore CIN. Dans ce modèle la première 

mutation à apparaitre est la mutation du gène APC dans 60% des cancers du côlon et 82% 

des cancers du rectum. La protéine APC fait partie, avec les protéines axine et GSK-3Béta,

d’un complexe responsable de la dégradation de la Béta-caténine. La mutation au niveau de 

cette protéine empêche la formation du complexe et donc une activation constitutive de la 

voie Wnt avec pour conséquence la transcription de gènes impliqués dans le cycle cellulaire et

dans la progression tumorale (Figure 2). La mutation du gène APC, suivie de sa perte 

allélique sont responsables de la transition entre un épithélium normal et un adénome précoce. 

Figure 2: Rôle de l’APC dans la voie Wnt [3]

Les mutations au niveau du gène KRAS (35 à 40% des cancers colorectaux possèdent 

ces mutations) quand à elle va être responsable de la transition entre l’adénome précoce et 

l’adénome intermédiaire. KRAS est un proto-oncogène impliqué dans la prolifération 
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cellulaire, la survie mais aussi la polarité cellulaire. Son rôle sera plus amplement décrit dans 

la partie « voie de signalisation du récepteur au facteur de croissance épidermique ». Les 

mutations suivantes toucheront les gènes DCC (Deleted in Colorectal Cancer) et p53 avec 

70% et de 50 à 75% de fréquence dans les cancers colorectaux respectivement [4], et vont 

conduire à la transition entre un adénome intermédiaire et un carcinome. La protéine DCC est 

impliquée dans l’apoptose et l’arrêt du cycle dans certaines lignées cellulaires. Elle est 

également impliquée dans la mobilité cellulaire. La protéine p53 quant à elle régule le cycle 

cellulaire afin de permettre la réparation de l’ADN. Ses rôles seront décrits plus précisément 

dans la partie qui lui est dédiée dans ce manuscrit. Le modèle de Fearon et Vogelstein 

représente la voie de transformation la plus fréquente conduisant à un carcinome colique [5]

(Figure 3).

Figure 3 : Evénements génétique conduisant à un carcinome [5]

Le deuxième sous type de développement du cancer colorectal est la voie de 

l’instabilité des locus microsatellites appelé RER+ pour « replication error » ou encore MSI 

pour « microsatellite instability ». Il concerne 15 à 20% des cancers colorectaux. Les cellules 

anormales présentent des mutations au niveau des gènes codant des protéines du système 

MMR. Il existe 7 de ces protéines: hMLH1, hMLH3, hMSH2, hMSH3, hMSH6, hPMS1 et 

hPMS2. Ce système n’étant plus capable de corriger les erreurs de la polymérase, des 

mutations apparaissent alors dans les locus microsatellites, qui sont des  régions riches en 

répétitions et sujettes aux erreurs de réplication. Notamment au niveau des microsatellites de 

gène impliqués dans la cancérogenèse, par exemple: TGFBIIR, BAX, APC ou encore IGF2R 

(table1).
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Growth factor (Wnt pathway)WISP-3

Growth factor receptorTGF!RII

Transcription factor (Wnt pathway)TCF-4

Nucleobase transporterSLC23AI

ER membrane proteinSEC63

Cell cycle and apoptotic proteinRIZ

Cell motilityRHAMM

Response to DNA damageRAD-50

Cell cyclePTEN

O-linked GlcNAc transferaseOGT

NADH ubiquinone oxidoreductaseNADH-UOB

MMRMSH6

MMRMSH3

MMRMLH3

DNA glycosylase and methyl CpG

binding proteinMBD-4

Homologue to mouse cordon bleuKIAAO977

Growth factor receptorIGFIIR

Cell cyclehG4-1

Growth factor bound proteinGRB-14

Proapoptotic factorFAS

Response to DNA damageCHEK1

Homeobox transcription factorCDX2

Proapoptotic factorCaspase-5

Response to DNA damageBLM

Proapoptotic factorBCL-10

Proapoptotic factorBAX

Wnt signalingAXIN-2

IFN inducibleAIM2

Growth/differentiation factor receptorACTRII

FonctionGene

Growth factor (Wnt pathway)WISP-3

Growth factor receptorTGF!RII

Transcription factor (Wnt pathway)TCF-4

Nucleobase transporterSLC23AI

ER membrane proteinSEC63

Cell cycle and apoptotic proteinRIZ

Cell motilityRHAMM

Response to DNA damageRAD-50

Cell cyclePTEN

O-linked GlcNAc transferaseOGT

NADH ubiquinone oxidoreductaseNADH-UOB

MMRMSH6

MMRMSH3

MMRMLH3

DNA glycosylase and methyl CpG

binding proteinMBD-4

Homologue to mouse cordon bleuKIAAO977

Growth factor receptorIGFIIR

Cell cyclehG4-1

Growth factor bound proteinGRB-14

Proapoptotic factorFAS

Response to DNA damageCHEK1

Homeobox transcription factorCDX2

Proapoptotic factorCaspase-5

Response to DNA damageBLM

Proapoptotic factorBCL-10

Proapoptotic factorBAX

Wnt signalingAXIN-2

IFN inducibleAIM2

Growth/differentiation factor receptorACTRII

FonctionGene

Tableau 1: liste des gènes touchés par des mutations non réparées

(adapté de [5])

Les cancers MSI peuvent avoir 2 statuts: MSI-H pour High Microsatellite instability et 

MSI-L pour Low microsatellite instability. Un panel de 5 séquences de microsatellites a été 

proposé pour définir le statut MSI-H ou –L. Si la tumeur présente des mutations sur une seule 

de ces séquences elle sera alors classée MSI-L. Si en revanche elle présente 2 séquences 

mutées ou plus, elle sera alors classée MSI-H. 
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Les cancers MSI sont caractérisés par une infiltration lymphocytaire et une faible 

fréquence des métastases [5]. Les patients présentant un statut MSI ont un meilleur pronostic

que ceux qui sont MSS (Microsatellite stability). 

1.1.3. Anatomopathologie

Les différents stades du CCR sont établis à partir de l’observation de l’atteinte des différentes

couches tissulaires du côlon et du rectum pour les 3 premiers stades. 

Stade 0: Tumeur superficielle seule la muqueuse est atteinte.

Stade I: La tumeur a atteint la sous muqueuse ou la couche musculeuse.

Stade II: La tumeur a envahit plusieurs couches de tissus.

Les stades suivants correspondent à l’atteinte des ganglions lymphatiques (stade III) puis à la 

dissémination des cellules cancéreuses jusqu’à d’autres organes: métastases (stade IV) (Figure 

4). Les organes principalement touchés par des métastases colorectales sont le foie, les 

poumons et le péritoine. 

Figure 4: Stades du cancer colorectal

Site Institut National du Cancer.

La classification TNM va permettre de décrire l’état du cancer selon la taille de la 

tumeur primaire, la profondeur tissulaire qu’elle atteint. Ce système indique si le cancer s’est 
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disséminé jusqu’aux ganglions lymphatiques et si un grand nombre de ces ganglions sont 

touchés et enfin si il y a présence de métastases à distance de la tumeur primaire.

T: description de la tumeur primaire

TX: la tumeur primaire ne peut être évaluée

T0: il n’y a pas de preuve de la présence de tumeur primaire 

T1 à T4: numéroté selon la taille ou la profondeur de la tumeur.

N: atteinte des ganglions lymphatiques régionaux

NX: ne peut être évaluée

N0: pas d’atteinte des ganglions lymphatiques

N1 à N3: numéroté selon le nombre de ganglions touchés et leur éloignement de la tumeur 

primaire.

M: atteinte des organes à distance de la tumeur primaire

MX: non évaluable

M0: pas de métastases

M1: présence de métastases à distance de la tumeur primaire.

Les stades vont être établis à partir de cette classification TNM:

Stade I (T1-T2, N0, M0)

Stade IIA (T3, N0, M0)

Stade IIB (T4a, N0, M0)

Stade IIC (T4b, N0, M0)

Stade IIIA (T1-T2, N1, M0 et T1, N2a, M0)

Stade IIIB (T1-T2, N2b, M0; T2-T3, N2a, M0 et T3-T4a, N1, M0)

Stade IIIC (T3-T4a, N2b, M0 et T4b, N1-N2, M0 et T4a, N2a, M0)

Stade IVA (tout T, tout N et M1a)

Stade IVB (tout T, tout N et M1b)
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1.1.4. Incidence

Le cancer colorectal (CCR) est, selon les chiffres de 2012 (GLOBOCAN), le troisième 

cancer dans le monde pour les hommes et le deuxième cancer pour les femmes avec 1,3 

million de nouveau cas et près de 700 000 morts. En 2012, en termes d’incidence, chez 

l’homme il se situe après le cancer de la prostate et du poumon. Chez la femme, juste après le 

cancer sein. Et en terme de mortalité, Il se situe au second rang, après le cancer du poumon 

chez l’homme et au troisième rang après le cancer du sein et celui du poumon chez la femme

(Binder-Foucard et al., 2014).

En France, on observe une stabilisation de l’incidence depuis 2005 et une baisse de la 

mortalité depuis 1980 (-1,3% par an) due à la précocité du diagnostic et à l’amélioration des 

traitements. Cependant en 2012, toujours en France, il a tout de même été recensé plus de 

42000 nouveau cas et près de 18000 décès sont survenus [6].

95% des personnes touchées ont plus de 50 ans. Les principaux facteurs de risque, 

outre les antécédents familiaux d’adénomes ou de cancer colorectal et les prédispositions 

génétiques, sont les inflammations du tube digestif et la consommation excessive de viande 

rouge, de charcuterie ou de boissons alcoolisées, la sédentarité et le tabagisme.

1.2. Traitements

Le traitement diffère entre les cancers métastatiques et non métastatiques. Cependant 

on y retrouve l’utilisation de trois drogues: le 5-FluoroUracile (5-FU), l’oxaliplatine et 

l’irinotécan, et des thérapies ciblées visant le récepteur au facteur de croissance épidermique 

(EGFR): le cetuximab et le panitumumab, ou visant le facteur de croissance de l’endothélium 

vasculaire (VEGF): le Bévacizumab. Très récemment, deux nouvelles thérapies ciblées ont 

été approuvées, l’aflibercept ciblant également le VEGF, et le Sorafenib qui, en plus de cibler 

aussi l’angiogénèse, est un inhibiteur de plusieurs kinases impliquées dans la prolifération 

cellulaire.

Le 5-FluoroUracile

Le 5-FU est un anti-métabolite fluoropyrimidine analogue des nucléotides pyrimidine 

(cytosines, uracile et thymidine). Une fois dans la cellule le 5-FU va être métabolisé en deux 
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métabolites distincts aux effets différents: le 5-Fluoroyuridine monophosphate (F-UMP) et le 

5-5-Fluoro-2’-deoxyuridine-5’-O-monophosphate (F-dUMP) (Figure 5). Le F-UMP va 

pouvoir s’incorporer à l’ARN et inhiber ainsi ses modifications et sa traduction en protéine 

conduisant à l’inhibition de la croissance cellulaire. L’effet majeur du 5-FU serait du à 

l’inhibition de la thymidylate synthase par le deuxième métabolite, le F-dUMP. Ce métabolite 

se fixe à l’enzyme avec la même affinité que l’uracile mais le fluor en position 5 empêche 

l’activité de l’enzyme et le F-dUMP reste fixé de manière covalente à l’enzyme [7] (Figure 6).

Cette fixation va entraîner une carence en thymidine triphosphate (TTP) utilisée dans la 

synthèse d’ADN.

La leucovorine

La leucovorine ou acide folinique (LV) a été associé avec le 5-FU à partir des années 

1980 et a montré des taux de réponses tumorales deux fois supérieurs au 5-FU seul [8]. Elle a 

pour rôle de stabiliser le lien entre le F-dUMP et la thymidylate synthase intensifiant ainsi 

l’effet du métabolite sur celle-ci.

5-FU F-UMPF-dUMP5-FU F-UMPF-dUMP

Figure 5: Formules du 5-FU et ses métabolites 
(pubchem compound)
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Figure 6: Mécanisme d'action du FdUMP sur la thymidilate synthase [7]

L’oxaliplatine

L’oxaliplatine est un organoplatine complexe dans lequel l’atome de platine est 

complexé avec un transporteur: le 1,2-diaminocyclohexane (DACH) et un groupe partant: le 

ligand oxalate (Figure 7). Une fois libérés, les dérivés d’oxaliplatine vont former des ponts 

inter et intra-brins dans l’ADN inhibant ainsi la réplication et la transcription (Figure 8). Son 

efficacité a tout d’abord été démontrée en association avec le 5-FU, montrant une synergie 

entre les deux traitements aussi bien in vitro qu’in vivo et ce sur des cellules sensibles comme 

résistantes au 5-FU [9]. Cependant, il a été montré qu’il est également efficace en 

monothérapie [10].

OxaliplatineOxaliplatine

Figure 7: Formule oxaliplatine

(Pubchem compound)
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Figure 8: sites de fixation de l’oxaliplatine [10]

L’irinotécan

L’irinotécan est un dérivé semi-synthétique de la camptothécine. C’est une pro-drogue 

qui va être convertie en un métabolite actif: le 7-ethyl-10-hydroxy-camptothecin (SN38)

(Figure 9). Mille fois plus efficace que l’irinotécan, le SN38 inhibe l’activité de la 

topoisomérase I (TopoI) en stabilisant le complexe ADN-TopoI. Cette action va conduire à 

une cassure dans l’ADN et donc à l’arrêt de la réplication et à l’apoptose des cellules (Figure 

10). L’irinotécan nécessite des cellules en phase de synthèse d’ADN pour être efficace. 

Figure 9: formules Irinotécan et SN38

(Pubchem compound)
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Figure 10: Mécanisme d’action de l’irinotécan
(Adapté de P. Pourquier)

1.2.1. Traitements des cancers non métastatiques

Le traitement d’un cancer non métastatique consistera surtout en la résection de la 

tumeur et des ganglions lymphatiques périphériques (12 au minimum). L’addition d’une 

chimiothérapie dépendra de la localisation du cancer et du stade. Un cancer au niveau du 

rectum de stade II ou III sera traité par chimiothérapie adjuvante préopératoire ou 

postopératoire avec radiothérapie conventionnelle. Le rectum ne possédant pas de séreuse,

l’ajout de ces traitements diminue la récurrence locale en éradiquant les micro-métastases 

potentielles. La chimiothérapie sera basée sur l’utilisation de 5-FU en infusion continue ou de 

Topo1 +

Topo1

Topo1

irinotécan

Stabilisation du complexe

Collision avec une fourche 
de réplication (ou de transcription)

Complexe irréversible (« suicide »)

Cassure

double-brin

Topo1

Topo1

+

Inhibition de la religation
de l’ADN
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capécitabine (forme orale du 5-FU), utilisée récemment et qui montre les mêmes taux

d’efficacité. En ce qui concerne le côlon, qui à l’inverse du rectum est moins sujet à des 

récurrences locales, la chimioradiothérapie ne sera utilisée que dans des cas particuliers (pour 

revue [11]).

Pour les cancers du côlon présentant une atteinte des ganglions lymphatiques (stade 

III), sera administrée une chimiothérapie basée sur l’utilisation du 5-FU associé à la 

leucovorine (LV) pour 6 mois. Ce traitement augmente de 10 à 15% le taux de survie. La 

capécitabine a montré des effets similaires avec moins d’effets secondaires. Cependant, le 

traitement le plus utilisé, sauf contre indication, reste l’association 5-FU, LV et oxaliplatine 

(protocole FOLFOX) qui permet une hausse de 7% de la survie à 3 ans (4,4% pour la 

capécitabine). Les patients qui ont un cancer du côlon au stade II peuvent également, de 

manière exceptionnelle, recevoir ce traitement mais uniquement s’ils ont un statut non-MSI-H

ou si la résection des ganglions lymphatiques est insuffisante (inférieur à 12 ganglions 

retirés). 

1.2.2. Traitements des cancers métastatiques

Le site le plus touché par les métastases colorectales est le foie. 25% des patients sont 

diagnostiqués avec des métastases et au cours du temps, les patients ne présentant pas de 

métastases au moment du diagnostic, vont en développer dans 40 à 50% des cas [12]. Chez 

les patients présentant des métastases il faudra d’abord déterminer si elles peuvent être 

retirées par chirurgie. Une chirurgie des métastases sur le foie ne sera envisagée que si les 

tumeurs sont peu nombreuses, de taille inférieure à 5cm de diamètre et si le foie restant après 

l’ablation des tumeurs est suffisant. Cette chirurgie pourra être suivie d’une chimiothérapie 

afin d’éliminer les microtumeurs résiduelles. Les patients qui ne rentrent pas dans ces critères 

recevront une chimiothérapie visant à réduire la taille des tumeurs afin de les rendre 

résécables ou à réduire les symptômes (pour revue [11]).

a. Les chimiothérapies

Les patients ayant subit une chirurgie pourront également recevoir une chimiothérapie 

administrée directement dans l’artère hépatique avec une méthode appelée « trans-arterial 
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chimioembolization » . Cette méthode combine une embolisation de l’artère hépatique et une 

infusion de drogue  afin d’augmenter la concentration de drogue administrée aux potentielles 

tumeurs restantes [13]. Le traitement de base des patients présentant des tumeurs résécables 

reste le FOLFOX ou l’association 5-FU et irinotécan (FOLFIRI), le choix du traitement 

dépendra de l’oncologue, de l’avancée du cancer et de l’état général du patient. Cependant, 

récemment la combinaison associant les trois drogues (FOLFOXIRI) a montré de meilleurs 

résultats avec plus de 60% de réponse comparé au FOLFOX ou au FOLFIRI qui ont un taux 

équivalent entre eux, autour de 30% [14]. Cependant, la survie à 5ans des patients avec 

tumeurs hépatiques réséquées reste faible (25 à 35%) [15].

b. Les thérapies ciblées

Des progrès ont également été observés avec l’arrivée des thérapies ciblées dirigées 

contre les mécanismes moléculaires de la carcinogenèse du CCR. Notamment avec les 

anticorps thérapeutiques comme le cetuximab, le panitumumab et le bévacizumab, mais aussi 

une protéine recombinante: l’aflibercept, et un inhibiteur de tyrosine kinase: le sorafénib. Le 

but de ces thérapies ciblées est d’inhiber les voies de signalisations cellulaires de prolifération 

et de survie d’une part, et d’autre part d’inhiber la création de nouveaux vaisseaux qui 

pourraient alimenter la tumeur. Cette thèse concernera l’étude du mécanisme d’action du 

cetuximab, une description plus détaillée sera faite dans une partie qui lui sera dédié.  

Les anti-angiogéniques 

L’angiogenèse est définie par l’apparition de nouveaux vaisseaux à partir de capillaires 

préexistants. C’est un processus physiologique normal de l’embryogenèse et de la réparation 

tissulaire. En 1971, Folkman a émit l’hypothèse que les tumeurs solides étaient dépendantes 

de l’angiogenèse au-delà d’une certaine taille [16] et donc inhiber cette angiogenèse 

conduirait à une inhibition de la croissance tumorale. Depuis, son hypothèse à été validée par 

plusieurs études [17] et des thérapies ciblant l’angiogenèse ont vu le jour.

Il y a plusieurs mécanismes d’angiogenèse et tous sont conduit par des cytokines 

secrétées par les cellules saines ou cancéreuses: les facteurs de croissance de l’endothélium 

vasculaire (VEGF). Il en existe 5: VEGF-A (communément appelé VEGF), -B, -C et –D et le 
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facteur de croissance placentaire (PlGF). Ils vont se fixer et activer trois récepteurs tyrosine 

kinase: VEGFR-1, -2 et -3. Les VEGFs ont des affinités différentes avec ces 3 récepteurs 

(Figure 11). Les neuropilines (NP1 et 2) agissent comme des co-récepteurs, augmentant 

l’affinité des VEGFs avec leurs récepteurs. Leur fixation va entrainer l’activation de voies de 

signalisation en aval des récepteurs qui vont conduire à la formation de nouveau vaisseaux

(Figure 11).

Figure 11: Différents ligands et récepteurs impliqués dans l’angiogenèse [18]

Le bévacizumab (Avastin) est un anticorps monoclonal recombinant dirigé contre une 

cytokine pro-angiogénique, le VEGF, bloquant ainsi sa fixation sur le récepteur et donc la 

formation de nouveaux vaisseaux ou la croissance des vaisseaux préexistants pouvant 

alimenter la tumeur. L’utilisation du bévacizumab augmente le taux de réponse des patients 

quand il est combiné au 5-FU ou au FOLFIRI [19] mais pas avec l’oxaliplatine, où seule la 

survie sans progression est améliorée par l’ajout du bévacizumab [20].

L’aflibercept a aussi pour cible le VEGF. C’est une protéine de fusion recombinante 

associant des segments des récepteurs VEGFR1 et VEGFR2 se liant au VEGF et un domaine 

Fc d’IgG1 permettant le recrutement du système immunitaire et l’élimination du VEGF. Son 

efficacité à été démontrée en association avec le protocole FOLFIRI [21].
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Il y a une autre stratégie de ciblage de l’angiogenèse, les inhibiteurs de tyrosine kinase 

ciblant les VEGFR. Il en existe trois, le sorafenib, le regorafenib et le sunitinib, cependant ces 

inhibiteurs ne ciblent pas uniquement les VEGFR mais d’autres récepteurs tyrosine kinase ou

protéine kinase et seul le premier, le sorafenib, a obtenu l’AMM (Figure 12).

Le sorafenib est un inhibiteur multi-cibles utilisé pour traiter le cancer du rein 

métastatique et le carcinome hépatocellulaire avancé [22] ; [23]. Il est capable d’inhiber C-

Raf et B-Raf (sauvage ou muté V600E) mais aussi c-KIT, FLT-3, RET, VEGFR-2 et 3 et 

PDGFR. Il va ainsi affecter la croissance tumorale en inhibant directement la prolifération 

cellulaire, en favorisant l’apoptose mais aussi en perturbant l’angiogenèse tumorale [24]. Son 

activité sur des lignées de cancer colorectal a également été démontrée en préclinique [25].

Figure 12: Formule sorafénib
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II. Cibler la voie du récepteur au facteur de 

croissance épidermique 

2.1. La voie de l’EGFR

Le récepteur au facteur de croissance épidermique (EGFR) est l’un des quatre 

membres de la famille des récepteur tyrosine kinase HER. Il est également appelé ERBB1 ou 

encore HER1. Il forme des dimères avec un autre EGFR (homodimères) ou avec les autres 

membres de la famille (hétérodimères), HER2, HER3 ou HER4. Ces récepteurs sont 

composés d’un large domaine extracellulaire qui contient, à l’exception de HER2, un domaine 

de liaison aux différents ligands, un domaine transmembranaire, un petit domaine juxta 

membranaire avec le domaine kinase et, en C terminal les différents sites phospho-tyrosine 

qui vont permettre la fixation des molécules effectrices, sauf pour HER3. Les ligands de 

l’EGFR sont nombreux: EGF, amphiréguline, TGF-alpha, Bétacelluline, heparin-binding EGF

(HB-EGF) et l’épiréguline. Une fois le ligand fixé sur le récepteur, il va permettre la 

dimérisation du récepteur. Cette dimérisation va conduire à une autophosphorylation des deux 

partenaires et l’EGFR va pouvoir recruter ses cibles comme: Grb2 (growth factor bound 2),

SOS (Son of sevenless) et Shc (Src homology 2 containing). Ces protéines vont à leur tour 

lier RAS et activer les cascades des « mitogen activated protein kinase » (MAPK). Il peut 

également recruter STAT5 (signal transducer and activator of transcription). Ces cascades 

d’activation sous les récepteurs HER sont complexes et dépendent du ligand et du dimère 

formé [26] (Figure 13). Les effets sur l’expression des gènes détermineront la réponse 

biologique suite à l’activation du récepteur. 
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Figure 13: Ligands, dimères formés et protéines effectrices des récepteurs HERs [26]

Les deux voies principales activées, suite à la fixation du ligand sur l’EGFR, sont RAS-

RAF-MEK- ERK (extracellular signal-regulated kinases) [27] et PI3K-AKT [28] (fig). Toutes 

deux sont impliquées dans la prolifération, la survie, la différentiation cellulaire et l’apoptose.

Leur activation conduit à la phosphorylation de kinases, de phosphatases, de protéines du

cytoplasme et de protéines de l’apoptose [29]. AKT (aussi appelé PKB) et ERK sont

également capables de phosphoryler plusieurs facteurs de transcription qui vont agir 

directement au noyau (tableau 2) comme par exemple les « forkhead transcription factors »

FOXO1, FOXO4, FOXO6 et FOXO3a [29][30]. Cette phosphorylation va induire la sortie du 

noyau de ces facteurs et favoriser leur dégradation [31], ils ne seront alors plus capables de

permettre la transcription de leurs gènes cibles et de promouvoir l’arrêt de la prolifération et 

l’apoptose.
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Facteurs de transcription phosphorylés

ERK Forkhead transcriptional factor (Fox), 

c-Jun, SAP1/2, p53, Elk1, STAT1/3, ESR,

UBF, BRF1, c-Myc, MLCK, calpain, Pax6 et FAK.

Cibles indirectes, via p90RSK ou MSK1/2:

CREB, ATF1, HMG14, c-Fos, SRF, ETS.

[32] ; [33]

AKT Forkhead transcriptional factor (Fox) [34] [35] [36], CREB [37], YAP [38],

ER-! et –" [39] ; [40], GATA1 et 2 [41], Nur77 [42], Sox2 [43], Tal1 [44] et 

twist1 [45].

Tableau 2: Facteurs de transcription phosphorylés par ERK et AKT

FOXO3A plus particulièrement, qui promeut l’apoptose et l’arrêt du cycle cellulaire via 

ses cibles (p27, p21, Bim, FasL, TRAIL, etc), va être phosphorylé sur les résidus serine 344, 

294 et 425 par ERK [29] et sur les résidus thréonine 32, sérine 253 et 315 par AKT [46]. Les 

phosphorylations dues à ERK vont favoriser l’interaction entre FOXO3a et MDM2 et 

conduire à l’ubiquitination de FOXO3a puis sa prise en charge par le protéasome. Les 

phosphorylations d’AKT quant à elles entrainent la prise en charge de FOXO3a par les 

protéines 14-3-3 qui vont l’exclure du noyau ce qui favorisera sa dégradation [31] (Figure 14).
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Figure 14: Contrôle de FOXO3a par l’EGF [29]

2.2. Le ciblage de la voie EGFR

Dans la majorité des cancers, le récepteur de l’EGF est surexprimé. Comme nous venons 

de le voir, cette voie est impliquée dans la prolifération et la survie cellulaire. Il a été 

également montré que l’expression ou l’activation dans des cellules non cancéreuses peuvent 

conduire ces cellules à se comporter comme des cellules transformées et qu’une forte 

expression de l’EGFR dans une tumeur est corrélée à une plus grande agressivité [47], [48]. Il 

a alors été émis l’hypothèse que l’inhibition de la liaison entre l’EGF et son récepteur ou 

l’inhibition de l’activité tyrosine kinase du récepteur pouvaient être utilisées à des fins 

thérapeutiques. Rapidement les premiers inhibiteurs de tyrosine kinase (ITK) et anticorps

dirigés contre l’EGFR ont été produits.

L’équipe du Dr Sato a produit notamment 3 anticorps anti-EGFR: 528, 225 et 579 IgG. Ils 

sont capables d’inhiber la fixation de l’EGF sur son récepteur sur des cellules A431 (cellules 

de carcinome épidermique surexprimant EGFR), HeLa et des fibroblastes. Ils inhibent alors 

l’activation des récepteurs tyrosine kinase. Ils sont également capables, en plus de bloquer la 

fixation du ligand, d’induire la dimérisation de l’EGFR et son internalisation. Ces résultats ont 
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par la suite été également observés dans des cellules cancéreuses de sein, de colon, du 

poumon, du rein et de la prostate [49].

Plus tard, les études in vivo menées sur ces anticorps ont montré que l’anticorps 225 IgG 

est capable d’inhiber la croissance de tumeurs issues de xénogreffes dans des souris Nude, 

validant ainsi les résultats obtenus précédemment sur les cultures cellulaires. Cette 

observation a été faite sur des cellules de sein, du colon et de la prostate. L’effet observé est le 

même si les auteurs retirent la partie Fc de l’anticorps 225, démontrant que cet effet 

n’implique pas le système immunitaire [50]. Cependant l’effet de l’anticorps se limite à 

l’inhibition de la croissance quand il est utilisé dès l’inoculation des cellules cancéreuses, il 

n’est pas capable de diminuer la taille d’une tumeur après une semaine de croissance sauf 

dans le cas de tumeurs établies à partir de la lignée DiFi, extrêmement sensible au traitement.

La lignée DiFi 

C’est une lignée dérivée d’un patient atteint d’un carcinome colorectal héréditaire. Ces 

cellules du rectum sécrètent du TGF-Béta et présentent une forte expression d’EGFR [51] due 

à une amplification génique [52]. La quantité d’EGFR à la membrane des DiFi est deux fois 

supérieure à celle des A431 usuellement utilisées pour étudier l’EGFR. Elles présentent un 

statut KRAS sauvage [53], ce qui fait de cette lignée un excellent modèle pour étudier la 

signalisation en aval du récepteur EGFR [51].

2.2.1. Le cetuximab

De part ses résultats prometteurs in vitro et in vivo, le Mab 225 a été sélectionné pour le 

développement clinique. Auparavant, il a été produit une version chimérique humain-souris 

du Mab 225 afin de diminuer la réponse immunitaire qui pourrait se mettre en place contre 

l’anticorps au cours du traitement. Cet anticorps chimérique, le cetuximab (IMC-C225), est 

apparu comme plus efficace in vivo que la version murine, due à une affinité accrue avec la 

cible [54]. Cet anticorps est alors capable d’induire la régression de tumeurs xénogreffées 

établies. Cependant in vitro l’effet observé est majoritairement un arrêt de la prolifération 

mettant en évidence l’existence d’autres mécanismes in vivo.

Il a été établi qu’en complément de l’arrêt de la prolifération induite par une augmentation 

de p27 [55], les DiFi présentent de l’apoptose suite au traitement par le cetuximab [56]. Les 
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auteurs observent l’activation des caspases 3, -8 et -9, les signes morphologiques de 

l’apoptose et la fragmentation de l’ADN et démontrent que la voie JNK n’intervient pas dans 

ce mécanisme.

En plus d’inhiber la prolifération et d’induire de la mort cellulaire, le cetuximab est 

également capable d’inhiber l’angiogenèse et la formation de métastases. L’inhibition de la 

voie EGFR conduit à une inhibition de l’activité transcriptionnelle d’AP1 responsable de 

l’expression, entre autres, du VEGF, de l’IL-8 et du bFGF, tous trois impliqués dans 

l’angiogenèse et la formation de métastases [57]..

En ce qui concerne l’effet immunitaire induit par le cetuximab, la différence entre le C225 

privé de sa partie Fc et l’anticorps complet est subtile mais détectable suggérant que même si 

la mort induite par le système immunitaire n’est pas essentielle elle contribue à l’effet global 

observé [58;50]. Via sa partie Fc, le cetuximab est capable de recruter les cellules NK et 

d’induire la mort par le système ADCC (antibody dependent cell-mediated cytotoxicity). La 

quantité d’EGFR à la membrane ne modifie pas cet effet, même une quantité faible suffit à 

induire l’ADCC et une augmentation du nombre d’EGFR membranaire n’augmente pas la 

mort induite par les NK [59].

Les patients présentant des polymorphismes sur les récepteurs des Fc à la surface de 

cellules de l’immunité présentent des différences de réponse impliquant un nouveau 

mécanisme de résistance ou de réponse [60;61].

Cependant ces études ont été menées in vitro ou in vivo sur des xénogreffes et ne prennent 

pas en compte l’immunité adaptative. En 2013, une équipe a découvert que cette immunité 

participe à l’effet du cetuximab. Plus particulièrement via les cellules T CD8+ car ils ont 

observé que leur absence diminue la régression des tumeurs xénogreffées [62].

Les anti-EGFR ont clairement été montrés comme ayant un effet synergique en 

combinaison avec l’utilisation de chimiothérapies dans le traitement du cancer [63] et le 

cetuximab ne fait pas exception que ça soit avec de fortes doses [64;50] ou à des doses 

suboptimales de chimiothérapie [64]. Plus particulièrement dans le cancer colorectal, la 

combinaison du cetuximab avec le topotécan (dérivé de la camptothécine comme l’irinotécan)

ou l’irinotécan est synergique si elle est utilisée de manière séquentielle avec en premier lieu 

le topotécan/irinotécan puis le cetuximab. Ceci s’explique par le fait que les dérivés de la 

camptothécine nécessitent le passage des cellules en phase de synthèse pour induire les 

cassures d’ADN et que le cetuximab bloque les cellules en phase G1 [65]. In vitro et in vivo,

le cetuximab potentialise l’activité d’agents chimiothérapeutiques aux mécanismes d’actions 
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différents. C’est pour cette raison que les premiers essais cliniques sont majoritairement des 

essais de combinaison et très peu d’études observent la réponse des patients au cetuximab seul 

comparée à un placébo. Les essais incluent des patients en échec face à des chimiothérapies 

conventionnelles comme l’irinotécan ou l’oxaliplatine. L’étude qui a permit au cetuximab 

d’obtenir l’autorisation de mise sur le marché (AMM) est l’étude de phase II BOND où le 

cetuximab a été comparé à l’association cetuximab + irinotécan chez des patients devenus 

résistant à l’irinotécan. Cette étude a montré un bénéfice de la combinaison, au niveau du taux 

de réponse (RR) et du temps de survie sans progression (PFS) [66], démontrant la capacité du 

cetuximab à sensibiliser de nouveau les patients résistants à l’irinotécan. Cependant, si l’ajout 

du cetuximab augmente le taux de réponse et la PFS, il n’y a pas de différence significative au 

niveau de la survie globale (OS). Sachant que cette différence entre bénéfice en PFS et non en 

OS peut être due au mélange de patients initialement inclus dans le bras du traitement seul 

ayant reçu la combinaison suite à une forte progression de leur maladie.

L’une des rares études comparant le cetuximab à un placébo, chez des patients où les 

chimiothérapies avaient échoué, démontre que le cetuximab stabilise la maladie et prolonge la 

survie [67]. Le panitumumab, qui est aussi un anti-EGFR, en revanche augmente la PFS mais 

pas l’OS [68].

Les résistances au cetuximab 

Seulement 39% des patients, de l’étude de Jonker et al, ont répondu à cette thérapie 

mettant en évidence la nécessité de trouver des biomarqueurs de réponse au cetuximab.

La première hypothèse qui a été émise était que la réponse serait corrélée à la présence 

d’EGFR détectable en immunohistologie et à son niveau d’expression. Mais rapidement les 

résultats ont montré des réponses chez les patients ne présentant pas d’EGFR détectable en 

immunohistologie [66;69]. La raison pour laquelle il n’y a pas de lien entre EGFR détectable 

et réponse à cet anti-EGFR peut être liée à la méthode de détection ou encore à la part de mort 

cellulaire dépendante de l’anticorps induite par les cellules NK et les monocytes suite à la 

fixation de l’anticorps sur sa cible. En ce qui concerne le récepteur EGFR, si les études 

montrent des résultats discordants en ce qui concerne le lien entre expression du récepteur et 

réponse au cetuximab, une mutation de l’EGFR a été décrite comme mécanisme de résistance 

acquise au cetuximab : la mutation S492R [70]. De manière intéressante cette mutation ne 

change pas la réponse à un autre anticorps anti-EGFR: le panitumumab.
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Il est alors apparu que si le niveau de récepteur lui-même n’influe pas la réponse au 

cetuximab, le nombre de copies de son gène en revanche est un marqueur de résistance 

[71;72]. Si les mutations de l’EGFR sont rares, des mutations au niveau des protéines des 

voies de signalisation en aval sont également responsables de l’absence de réponse au 

cetuximab.

Les mutations KRAS 

En 2006, une équipe a montré que KRAS mutée sur les codons 12 et 13 est un facteur 

prédictif de réponse au cetuximab [73]. Leurs résultats ont par la suite été confirmés sur un 

plus grand nombre de patients [74].

Les mutations KRAS sur les codons 12 et 13 concernent 40% des patients atteint d’un 

cancer colorectal métastatique. Elles entrainent une activation constitutive de la voie Ras-

ERK et donc l’inefficacité du cetuximab mais également des inhibiteurs de tyrosine kinase 

(ITK) comme l’erlotinib ou le gefitinib [73]. Les mutations KRAS sur les codons 12 et 13 

sont à ce jour le seul biomarqueur de réponse validé en clinique pour le cetuximab bien que 

d’autres mutations inhibant la réponse à cet anticorps aient été découvertes. Des mutations 

plus rares sur d’autres positions du gène KRAS ont également été décrites comme étant des 

facteurs qui peuvent prédire la résistance au cetuximab, comme les mutations sur les codons 

61 et 146 [75].

Une équipe a montré que l’ingénierie des anticorps, la glycosylation,  peut permettre à 

un anticorps anti-EGFR de conserver un effet antitumoral malgré les mutations KRAS en 

augmentant le potentiel d’activation du système immunitaire. En effet, l’ajout d’un fucose au 

cetuximab (l’afucosylation) favorise la liaison de l’anticorps au récepteur des fragment Fc et 

donc le recrutement des cellules de l’immunité [76]. Une autre équipe a montré que l’ajout 

d’un radioélément, le 64Cu, au cetuximab permet d’avoir un effet anti-tumoral 

indépendamment du statut KRAS. En effet, la fixation du cetuximab sur son récepteur entraine 

son internalisation et permet l’apport du radioélément au noyau ou le 64Cu va pouvoir affecter 

l’ADN [77].

Il reste encore une forte proportion de patients KRAS sauvage qui ne répondent pas au 

cetuximab. Il est donc nécessaire de déterminer les autres facteurs impliqués dans la réponse à 

cet anticorps.
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Les autres modifications de la voie EGFR impliquées dans la réponse 

au cetuximab 

Une forte expression des ligands épiréguline et amphiréguline, contrairement aux 

mutations KRAS prédictives de résistance, a été montrée comme ayant un impact positif sur la 

réponse au cetuximab [78]. Cependant la détection de cette particularité nécessite des 

échantillons tumoraux frais qui sont difficiles à obtenir. L’étude de polymorphisme du gène 

de l’EGF semble être plus facile à effectuer et est également lié à la réponse au cetuximab 

[79]. Les patients présentant une homozygotie du SNP EGF61 montrent de meilleures 

chances de répondre positivement au traitement avec une meilleure survie globale médiane 

que ceux présentant une hétérozygotie.

Le récepteur MET est également un activateur des voies de prolifération et de survie 

PI3K/AKT et RAS/ERK. Une équipe a montré que l’inhibition de MET peut restaurer la 

sensibilité de lignées cellulaires colorectales au cetuximab en inhibant la production de TGF-;'

induite par le dimère EGFR-MET sous traitement à l’anticorps [80].

Des mutations de la voie PI3K/AKT ont également été répertoriées, comme la 

mutation sur l’exon 20 de PI3KCA qui est la sous-unité catalytique de PI3K [81]. Le statut de 

PTEN a également été étudié et montré comme associé à la résistance au cetuximab mais il a 

été observé une différence de réponse entre la tumeur primaire et les métastases [82].

En aval de KRAS, les patients présentant une mutation de BRAF V600E répondent 

moins bien que les patients BRAF sauvage [83]. Encore une fois ce marqueur n’a pas été 

validé car des résultats contraires ont été montrés [84].

Dans le tableau suivant (tableau 3) sont répertoriées les différentes modifications 

étudiées comme biomarqueurs de réponse au cetuximab.
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Biomarqueur Incidence Valeur prédictive

Expression EGFR 80-85% Non

Nombre de copies

du gène EGFR
6-51% Oui [71] ; [72]

Expression 

amphiréguline

et épiréguline

NR Oui [78]

Mutations KRAS 35-45%
Oui et c’est à ce jour le seul critère de sélection 

des patients pour le cetuximab [73]

Mutation BRAF 

V600E
4-15% Controversé [83;84]

Mutation PI3KCA 

exon 20
10-20% Controversé [85;81;86]

Status PTEN 19-42% Controversé [87]

Nombre de copies 

du gène KRAS
NR Oui, à valider sur une plus grande cohorte [88]

Expression MET NR Oui in vitro à confirmer chez les patients [80]

Tableau 3: liste des biomarqueurs potentiels de réponse aux anti-EGFR 
(adapté de [89])

L’utilisation du cetuximab est une approche qui a montré son efficacité en clinique pour 

traiter le CCR cependant l’abondance des mutations entrainant des résistances réduit le 

nombre de patients pouvant bénéficier de ce traitement (Figure 15). C’est pourquoi il semble 

essentiel d’élucider les mécanismes mis en jeu afin de découvrir de potentielles cibles 

thérapeutiques pouvant contourner toutes les mutations évoquées tout en gardant les bénéfices 

de l’inhibition de la voie EGFR.
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Figure 15: Voie de signalisation de la survie et de la prolifération.
En vert sont pointées les modifications qui semblent conférer une meilleure réponse des tumeurs et en rouge les 
modifications conférant une résistance au cetuximab.

Lors de la fixation du cetuximab ou des inhibiteurs de tyrosine kinase, les voies 

PI3K/ATK et RAS/ERK sont très bien décrites dans la littérature. Cependant peu 

d’informations existent sur l’influence des inhibiteurs de l’EGFR sur les facteurs de 

transcription. Dans ce travail de thèse, nous nous sommes intéressés aux zones d’ombres des 

mécanismes de l’inhibition de l’EGFR.

2.2.1. Les inhibiteurs de tyrosine kinase

En ce qui concerne les ITK ciblant l’EGFR, il en existe à ce jour plus d’une dizaine

(gefitinib, erlotinib, lapatinib, canertinib, neratinib, vandetanib, AEE788, etc). Seulement 3 

d’entre eux ont obtenu l’AMM: l’erlotinib, le gefitinib et le lapatinib (inhibiteur 

EGFR/HER2) (Figure 16). Ils ont montré une activité antiproliférative avec un arrêt en phase 

G1 induite par une expression de p27 dans les cancers du colon et du sein [90;91;92] et 

apoptotique sur des lignées cellulaires de cancer colorectal [93;94;95]. Tous les trois sont 

capables d’induire une inhibition des voies ERK et AKT et une augmentation de FOXO3a 

[96;97;92].
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Cependant ils présentent moins d’avantages que les anticorps. Les anticorps anti-EGFR 

déclenchent une réaction immunitaire, ont une demi-vie plus longue et diminuent la quantité 

d’EGFR à la membrane. De plus, les ITK peuvent potentiellement avoir des réactions croisées

avec d’autres cibles.

Les inhibiteurs de tyrosine kinases comme l’erlotinib ou le gefitinib ne sont pas aussi 

efficaces que le cetuximab dans le CCR [98;99].

Figure 16: Formules de trois ITK ciblant l’EGFR
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III. La MAP Kinase p38 

3.1. Les MAPKs

Les « Mitogen activated protein kinase » (MAPKs) ont pour rôle de convertir les stimuli 

extracellulaires en réponses cellulaires adaptées comme la prolifération, la migration, 

l’inflammation ou la survie. Il y a quatre voies MAPK très bien décrites: extracellular signal-

regulated kinase 1 et 2 (ERK1/2), Jun amino-terminal kinase (JNK), ERK5 et MAPK p38

(p38;B' p38CB' p38D' &1' p38EFG Et quatre autres ont été identifiées plus récemment: ERK3, 

ERK4, ERK7 et ERK8.

Leur activation nécessite une double phosphorylation sur leur motif thréonine-X-tyrosine 

médiée par les MAPK kinases (MAP2K). De manière générale, suite à la détection d’un 

stress, de cytokines ou de facteurs de croissance, les récepteurs de surface vont être activés et 

phosphoryler les MAPK kinases kinases (MAP3K). À leur tour, ces MAP3K vont activer les 

MAP2K responsables de l’activation des MAPK (Figure 17). Ces protéines ont pour cibles 

d’autres protéines kinases mais aussi des facteurs de transcription et des protéines 

cytoplasmiques. Leur régulation négative se fait via des phosphatases.

Les voies MAPKs sont complexes mais spécifiques des signaux extracellulaires détectés. 

Les interactions séquentielles entre les MAP2Ks et les MAPKs permettent l’activation de 

plusieurs MAPKs différentes sous un même stimulus. Ces voies peuvent s’autoréguler en 

modifiant l’expression des ligands et en inhibant les récepteurs de surface par une boucle de 

rétroaction.
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Figure 17: Différentes voies MAPK [27]

Les MAPK peuvent agir dans le noyau, sur des facteurs de transcription liés à l’ADN 

mais également réguler l’expression de gènes via des cibles cytoplasmiques et réguler la 

traduction via des kinases effectrices comme MNK1 capable de phosphoryler un facteur 

d’initiation de la traduction: eIF-4e [100].

Comme nous l’avons vu plus tôt, ERK est impliqué dans la survie et la prolifération. JNK 

et p38 en revanche sont plutôt décrit pour être impliqués dans l’apoptose [101] mais ces 

attributions dépendent du type cellulaire et du contexte. 

3.2. La MAPK p38

Il y a quatre gènes qui codent pour les MAPKs p38: MAPK14 (p38;FB'5678HH'Ip38CFB'

MAPK12 (p38DF'&1'5678H('Ip38EFG'J4'5678'p38;'&<1',4'9,$<'&@9%"AK&'34.<',4'9,$94%1'3&<'

types cellulaires et la majorité des publications sur la MAPK p38 se réfèrent à cette isoforme. 

Les trois autres sont plus faiblement exprimés ou sont spécifiques de certains tissus.

Les MAPK p38 peuvent être distinguées en deux sous groupes, p38;' &1' C' 3-$.' >L1K' &1'

p38D'&1'E'3&',-4$1%&B en fonction de plusieurs critères comme leurs homologies de séquence, 

les différences d’expression tissulaire, leur substrat spécifiques et leur sensibilité à des 

inhibiteurs de type pyridyl imidazole (SB203580 et SB202190). La p38C' &<1' "3&.1"M$&' N' ,4'

p38;'N'OPQ'>2.1%&')?Q'&1')HQ'%&<9&>1"R&A&.1'92$%',&<'p38D'&1'EB'<4>/4.1'M$-&.1%&'&,,&<B'>&<'

dernières, possèdent 70% d’homologie de séquence d’acide aminés [102]. Ces différences de 
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séquences entre les deux sous-groupes sont notamment à l’origine de leur sensibilité ou non 

aux inhibiteurs SB203580 et SB202190. Ces molécules se fixent à la poche d’ATP des p38;'

&1'C'#%S>&'N',4'9%K<&.>&'3-$.'4>"3&'4A".K'1/%K2.".&'&.'92<"1"2.'HT)B',&<'p38D'&1'E'&.'%&R4.>/&'

présente une méthionine à cette position qui ne permet pas la fixation de ces molécules ce qui 

explique leur insensibilité à ces inhibiteurs [103]. Les MAPKs p38 ont également des 

substrats qui leurs sont spécifiques. Ainsi les p38;'&1'C peuvent phosphoryler MAPKAP-K2, 

MAPKAP-K3 et la glycogène synthase alors que les p38D' &1' E' 9&$R&.1' 9/2<9/2%U,&%' ,&<

protéines Tau, <U.1%29/".&';HB'+67VTW7+XVP'&1'+67VOW/X,#'[102]. En ce qui concerne leur 

expression, les p38;' &1' C' <2.1' &@9%"AK&<' 3&'A4."Y%&' $0"M$itaire alors que l’expression des 

p38D'&1'E'&<1'1"<<$ spécifique. Elles ont été identifiées dans le muscle squelettique pour p38D

[104] et dans le poumon, le rein, le testicule, le pancréas et l’intestin grêle pour p38E'[105].

3.2.1. Les mécanismes d’activation de la MAPK p38

L’activation de la voie des MAPKs p38 est fortement déclenchée par les stimuli de stress 

environnementaux (UV, radiation), par des cytokines inflammatoires principalement et moins 

stimulée par les facteurs de croissance. En premier lieu, la voie a été étudiée pour son rôle 

dans l’inflammation, il a alors été découvert qu’elle est impliquée dans l’activation des 

macrophages mais aussi dans la stimulation des cellules endothéliales par le TNF, des 

chondrocytes, des lignées cellulaire de monocytes, des plaquettes et des neutrophiles sous 

l’action de différentes interleukines et facteurs (IL-2,-3,-7,-17,-18 ; TNF, NGF, IGF, VEGF, 

PDGF et EGF-C) [106].

Une fois le stress détecté ou les ligands sur leur récepteurs, le signal sera transmis aux 

GTPases de la famille Rho telles que Rac1 et Cdc42 qui vont être responsables de l’activation 

des MAP3K [107;102]. Les MAP3K, notamment MEKK (MAPK/ERK kinase kinase), MLK 

(mixed-lineage kinase), ASK1 (apoptosis signal-regulating kinase 1), TAO (thousand-and-one 

amino acid) et TAK1 (TGF C-activated kinase 1) vont alors activer les MAP2K.

Ce sont les MAP2K comme MKKs 3, 4, 6 et 7 qui vont finalement transmettre les 

signaux extracellulaires aux MAPKs p38 en les activant à leur tour. Seule MKK6 est capable

de phosphoryler les quatre MAPKs p38. La MKK3 active p38;B' D' &1' EB' 14.3"<' M$&'588Z'

active p38;'&1'E'&1',4'MKK7 seulement p38E (Figure 18). Cette activation se fait par 

phosphorylation des résidus thréonine-X-tyrosine qui va entrainer un changement de 

conformation permettant à la fois l’accessibilité des substrats et le rapprochement des sites 

porteurs de l’activité kinase, les domaines N-terminal et C-terminal.
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Bien que ces voies soient les principales responsables de l’activation de la MAPK p38, en

parallèle, la MAPK p38 est également capable de s’autophosphoryler de manière 

indépendante des voies décrites ci-dessus. La première autophosphorylation décrite se produit 

via une interaction avec la protéine TAB1 (TAK1-binding protein 1) [108]. La deuxième a été 

observée dans les cellules T, suite à l’activation du TCR (T cell receptor) la MAPK p38 va 

être phosphorylée sur le résidu tyrosine 323 par ZAP70 ce qui va induire sont 

autophosphorylation [109].

Figure 18: Signalisation de p38 [110]

3.2.2. L’inhibition de la voie MAPK p38

L’activation de la voie MAPK p38 est rapide et transitoire mais le niveau de p38 reste 

stable suggérant une régulation négative par déphosphorylation. Plusieurs phosphatases ont 

été montrées comme étant responsable de l’inactivation de p38: les MAPKs phosphatases 

(MKP), les PP2A et C et les PTPs.

Les MKPs sont des « Dual Specificity Phosphatase » qui déphosphorylent directement 

les résidus thréonine et tyrosine du motif thr-X-tyr des MAPKs p38. Seulement quatre 

membres de cette famille sont capables d’inactiver p38: MPK-1, -4, -5 et -7 [106]. Les PP2A

et C quant à elles sont des serine/thréonine phosphatases qui inactivent les MAP2Ks: MKK4 
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et 6. Enfin, les PTPs sont des tyrosines phosphatases. Une fois la tyrosine de p38

déphosphorylée, p38 est monophosphorylée sur le résidu thréonine et son activité est alors

diminuée de 10 à 20 fois [111].

Afin d’étudier la voie MAPK p38, des molécules de type pyridinyl imidazole ont été 

utilisées: le SB203580 et le SB202190. Ces deux molécules sont capables de se fixer dans la 

poche à ATP des p38;'&1'C empêchant ainsi leur accès à l’ATP et leur activité kinase. Bien 

que définis comme des inhibiteurs spécifiques, ils sont également capables, dans un système 

in vitro purifié, 3-"./"0&%'=8HEB'[+8(CB'\]7?'&1'[68' [112]. Pour cette raison les auteurs 

recommandent de confirmer les résultats obtenus avec les SBs avec un autre inhibiteur ou par 

extinction de l’expression de p38;'2$'CG

D’autres compétiteurs de l’ATP ont été développés: les pyrimidopyridazinones, les 

pyrimidinones, les pyrazoles ketones (RO3201195, VX745 and AMG548) (Figure 19).

Figure 19: Différentes classes d’inhibiteurs de p38 [113]

Une autre classe d’inhibiteur a également été développée avec un mécanisme 

d’inhibition différent: le BIRB. Cette molécule induit un changement conformationnel qui 

verrouille la MAPK p38 dans une conformation inactive. Si sa cible principale est la MAPK 
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p38;B' ",' &<1' K#4,&A&.1' >4940,&' 3-"./"0&%' ,&<' 1%2"<' 4$1%&<' "<2^2%A&<G'De plus, dans le même 

contexte que les SBs précédemment décrits, il peut également inhiber JNK2. 

3.2.3. Les substrats des MAPKs p38

L’utilisation des inhibiteurs a permit d’identifier les cibles des MAPKs p38. Parmi ces 

substrats on peut retrouver des protéines kinases impliquées dans différents processus, des 

protéines nucléaires comme des facteurs de transcription ou de remodelage de la chromatine 

mais aussi des protéines cytoplasmiques ayant un rôle dans les processus de dégradation ou de 

relocalisation des protéines, dans la stabilité des ARNm, dans l’endocytose et l’apoptose ou 

encore dans la migration cellulaire et la dynamique de cytosquelette [111].

a. Les protéines kinases

Le premier substrat de p38 identifié est la MAPKAP-K2 [114]. Rapidement, une 

protéine de la même famille est également identifiée comme cible: MAPKAP-K3. Ces deux 

kinases sont impliquées dans le remodelage de l’actine via la protéine HSP27 (Heat Shock 

protein) et dans l’élongation des ARNm via eEF2K (eukaryotic elongation factor 2 kinase).

De plus, MAPKAP-K2 et 3 favorisent le recrutement des ARNm par Ago2 (Argonaute2) 

[115] et TTP (tritetraprolin) [111], qui sont des inhibiteurs de la traduction. La voie 

p38/MAPKAP-K2 est très importante dans la stabilisation des ARNm qui possèdent une 

région riche en AU (AU rich element) via HuR, qui stabilise les ARNm de protéines de 

réponse aux stress et impliquées dans la prolifération [116;117].

Plusieurs substrats kinases impliqués dans l’induction de la transcription de gènes 

précoces de réponse aux stress et aux stimuli sont des cibles de p38 comme MSK1 et 2. Ces 

deux kinases contrôlent le remodelage de la chromatine ou le recrutement du système de 

transcription via CREB, ATF1, p65, STAT1 et 3 (Signal transducer and activator of 

transcription), l’histone H3, HMG-14 et p53 [118;119].

Les MAPKs p38 peuvent également agir au niveau de la synthèse des protéines via

MNK1 et 2 responsables de l’activation du facteur eIF4E (eukaryotic initiation factor 

4E)[120].
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b. Les protéines cytoplasmiques

La MAPK p38 est impliquée dans le renouvellement de protéines via la régulation de 

la dégradation médiée par le protéasome ou par internalisation de récepteur comme l’EGFR. 

Elle est capable de phosphoryler directement l’EGFR et induit son internalisation clathrine-

dépendante avec la participation de protéines effectrices Rab5 [121].

De plus, suite au contact cellule-cellule, p38 va inhiber la prolifération via la 

dégradation de l’EGFR. p38 va phosphoryler et stabiliser Siah2, une ubiquitine ligase qui 

régule négativement Sprouty2. Sprouty2 est une protéine inhibitrice de cCbl qui est 

responsable de la dégradation de l’EGFR. [122] (Figure 20).

Figure 20: inhibition de la prolifération par p38 via Sprouty2 [122]

Dans un contexte d’inflammation ou de stress en revanche, p38 active la prolifération 

via l’EGFR. Elle phosphoryle et active TACE (_`!;-converting enzyme), une 

métalloprotéase associée à la membrane qui va participer à la libération des facteurs de la 

^4A",,&'3$'_[!;. Ces facteurs vont induire la survie cellulaire et la prolifération en activant

l’EGFR [123] (Figure 21). Ce processus peut notamment participer à la prolifération de 
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cellules cancéreuses et au développement de métastases. Par exemple, dans le cancer de la 

prostate, MMP-2, une métalloprotéase induite par le TGF-CB'&<1'3K9&.34.1&'3&'p38 [124].

Figure 21: Implication de p38 dans la stimulation de la prolifération [123]

p38 peut également participer à l’induction de l’apoptose via la dégradation des

protéines FLIPs. Les FLIPs sont des protéines similaires aux caspases 8 mais ne possèdent pas 

d’activité protéolytique. Cependant elles possèdent le site de fixation au FADD, de cette 

manière elles bloquent le recrutement de la caspase 8 par le FADD et inhibent l’apoptose 

induite par le TNF. p38 peut phosphoryler les FLIPs et ainsi favoriser leur interaction avec 

cCbl ce qui va conduire à leur dégradation, à l’activation de la caspase 8 et à l’apoptose [125].

La MAPK p38 participe à la régulation du cytosquelette via la protéine Tau et la 

stathmine lors d’un stress osmotique [126;127].

c. Les protéines nucléaires

La MAPK p38 est responsable de la phosphorylation de plusieurs facteurs de 

transcription comme ATF1, 2 et 6, SAP1, p53, MEF2C et MEF2A (pour revue [128]). Plus 

récemment, l’équipe du Dr E. Lam a découvert un nouveau facteur de transcription cible de 

p38: FOXO3a. Comme vu précédemment, FOXO3a est régulé négativement par les voies 

ERK et AKT qui l’accumulent dans le cytoplasme pour y être dégradé. Ici le rôle décrit de 
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p38 est un rôle de relocalisation de ce facteur de transcription vers le noyau, permettant ainsi 

son activité transcriptionnelle et l’expression de ses gènes cibles [129].

La voie p38 peut également intervenir sur le remodelage de la chromatine via MSK1 

et l’histone H3. En étant responsable de la phosphorylation de l’histone H3, p38 augmente 

l’accessibilité de NF-ab'N'<&<'<"1&<'3&',"4"<2.'N',-6X`'[130]. En induisant un relâchement de 

la chromatine, elle permet également aux facteurs de réparation de l’ADN d’accéder aux 

lésions induites par les UV [131].

Compartiment Cibles de p38

Noyau SAP1; FOXO3a; PRAK; Pax6; p53; STAT1; Max; Myc; Elk1; 

CHOP; MEF2A, C et D; ATF1, 2 et 6; ETS1; MSK1 et 2;

MAPKAPK2 et 3; cdc25c; caspases3 et 6; Fra1; JunB et D.

Cytoplasme EEA1; Rho-GDI; eEF2K; MNK1 et 2; cPLA2; Tau; Siah2;

FLIPs; Stathmine; MAPKAPK2 et 3; Ago2; TTP; HuRc'67?;c'

NF-abB'=db7;'&1'D.

Membrane cellulaire EGFR et TACE.

Tableau 4: Listes des cibles de p38 dans les différents compartiments cellulaires
[132;110;111;133;134;135]

3.2.4. Les rôles physiologiques et pathologiques de p38

Au travers des multiples cibles qui viennent d’être décrites, la MAPK p38 a un rôle 

dans la régulation de nombreuses fonctions biologiques comme l’inflammation, la 

prolifération, la migration, la mort cellulaire ou la survie. La dérégulation de la voie de p38

est donc à l’origine de pathologies liées à ses rôles dans les différents organes (Figure 22).
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Figure 22: Implication physiologique de p38 [111]

a. p38 et inflammation

Il s’agit d’un des premiers rôles établis de p38. Elle est impliquée dans la régulation de

la biosynthèse des cytokines pro-inflammatoires comme l’IL-HCB' ,&' _`!-;' &1' ,-]J-6 [136].

Notamment via une enzyme : COX-2 [137]. Elle régule également l’expression d’une autre 

enzyme: iNOS (inducible nitric oxide synthase) qui régule l’oxydation par la production 

d’oxyde nitrique [138]. Ce rôle de p38 sur ces cytokines peut contribuer à la progression 

tumorale, via leur rôles pro-angiogénique et de survie, de plusieurs cancers comme le cancer 

du sein, les gliomes et le cancer de la prostate [139;140;141]

D’autre part, p38 régule également des protéines d’adhésion impliquées dans 

l’inflammation comme VCAM [142], la prolifération et la différentiation de cellules de 

l’immunité induite par les facteurs de croissance GM-CSF (Granulocyte Macrophage colony-

stimulating factor), CSF, l’EPO (érythropoïétine), et le CD40 [143;144].

C’est via ces cibles et le contrôle de la production des cytokines que p38 se trouve 

impliquée dans plusieurs pathologies comme la polyarthrite rhumatoïde, la maladie de Crohn, 
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le psoriasis et l’asthme chronique [145]. Mais également dans d’autres pathologies que les 

maladies inflammatoires comme les maladies cardiovasculaires [146], les rétinopathies 

ischémique [147] et le développement de résistance à l’insuline dans le diabète [148].

b. p38 et cycle cellulaire

Plutôt décrite comme impliquée dans l’apoptose, p38 est aussi étudiée pour son rôle 

dans le cycle cellulaire. Des études suggèrent notamment que p38 participe à l’arrêt de la 

transition de la phase G1 à la phase S via deux mécanismes différents selon le contexte 

cellulaire.

Dans le contexte d’une cellule adhérente, p38 induit la répression du promoteur de la 

cycline D1 et donc la progression de la phase G1 vers la phase S via la stabilisation des 

protéines p21 et HBP1 [149] mais aussi via CHOP/GADD153 (growth arrest and DNA 

damage-153) [150].

Dans le contexte d’une cellule non adhérente, comme des fibroblastes primaires murin 

non-adhérents, p38 va être inhibée ce qui va conduire à une augmentation de l’expression de 

la cycline A et donc à la transition G1/S [151].

La protéine p53, un autre régulateur de la progression dans le cycle, est décrite comme 

cible de p38 [152]. Dans la lignée murine BJ6 (épiderme), p53 régule l’expression de 

régulateurs comme l’inhibiteur de cdk: p21. La phosphorylation de p53 va conduire à sa 

stabilisation par le blocage de son interaction avec Mdm2 [153].

A l’inverse, p38 peut promouvoir la prolifération en phosphorylant pRb 

(retinoblastoma protein) et ainsi lever l’inhibition de la prolifération induite par la répression 

de pRb sur E2F dans la lignée Jurkat [154].

D’autre part, p38 est nécessaire pour l’arrêt en phase G2 induit pa%',&<'%43"41"2.<'D et 

les UV. La MAPK p38D' phosphoryle Chk2 qui, à son tour, phosphoryle cdc25c [155]. À

l’aide de l’inhibiteur SB202190 il a également été établi que les MAPKs p38;' &1' C' ont

également un rôle dans le blocage de l’entrée en mitose induit par les UV. Le SB202190 

bloque la phosphorylation de cdc25B sur le résidu nécessaire à sa liaison avec les protéines 

14-3-3 responsables de son inactivation [156].



49

La durée d’activation de p38 peut induire un arrêt du cycle temporaire ou une entrée 

en sénescence si le signal est maintenu [157]. Une régulation négative est alors nécessaire 

lorsque le signal de stress est levé. p38 est capable de stabiliser l’ARNm de MKK6 et permet 

ainsi de maitriser la durée d’activation de la voix [158].

Le rôle suppresseur de tumeur de p38 se base sur sa capacité à être activée par le 

contact cellule-cellule pour inhiber la prolifération [159], sur sa capacité à agir sur cdc25 ou 

sur pRb comme discuté plus haut [160]. De plus lorsque son rôle dans l’arrêt de prolifération 

est perturbé cela peut conduire à un défaut de différentiation, une hyper prolifération et 

favoriser la tumorigenèse comme dans le cas des rhabdomyosarcomes ou des cancers du 

poumon induit par une mutation KRAS [161;162].

c. p38 et l’apoptose

En conditions physiologiques l’implication de la MAPK p38 dans l’apoptose a été 

démontrée notamment à l’aide des inhibiteurs. La ligation de Fas et la déprivation de NGF 

(nerves growth factor) induisent de l’apoptose médiée par p38 [163;164]. Des études montrent 

alors que p38 peut agir soit en amont soit en aval des caspases. En effet, une équipe a montré 

que les inhibiteurs de caspases bloquent l’activation de p38 induite par Fas [165]. De plus, 

l’inhibition de MKK6, kinase activatrice de p38, par un dominant négatif induit l’activité des 

caspases. Ce qui indique que l’inhibition de p38 induit l’apoptose [166].

Une autre équipe a montré que p38 participe à la mort de fibroblastes induite par 

l’inhibition du TNF [167]. Plus tard les auteurs établiront que p38 est un régulateur négatif de 

l’activation de NF-ab, impliqué dans la survie, dans ces cellules [168].

Plus récemment, p38 a été démontré comme impliquée dans l’apoptose induite par 

l’oridonine, une molécule aux effets anti-tumoraux, dans une lignée du cancer du pancréas. 

p38 est responsable de la phosphorylation de p53, de l’activation des caspases 3 et 9 et de 

l’expression de p21 qui vont conduire aux effets cytotoxiques de l’oridonine [169].



50

d. p38 et réponse aux agents chimiothérapeutiques

Plusieurs agents chimiothérapeutiques nécessitent p38 pour l’induction de l’apoptose 

comme l’oxaliplatine, le cyclophosphamide ou les anthocyanines [170]. Par exemple dans les 

cellules traitées à l’oxaliplatine, l’activation de p38 entraine une diminution de l’expression de 

<K>$%".&' &1' ,4' ^2%A41"2.' 3&' D-H2AX, un marqueur de cassure double brin de l’ADN

participant au recrutement du système de réparation, induites par l’oxaliplatine. La MAPK 

p38 participe donc à l’apoptose en inhibant la réparation des cassures et en levant l’inhibition 

du cycle cellulaire après traitement à l’oxaliplatine [171].

Cependant, la MAPK p38 peut avoir un rôle différent dans le mécanisme d’action 

d’autres drogues comme l’irinotécan ou le 5-FU. Des études, dont une menée par notre équipe

et à laquelle j’ai participé, ont montré que l’utilisation d’inhibiteurs de p38 augmente la 

sensibilité des cellules cancéreuses colorectales à ces agents [172]). Soit via Bax pour le 5-FU

[173], soit via une induction d’autophagie de survie dans un contexte p53KO [174].

La MAPK p38 est activée par le traitement aux UV, les D-radiations et certaines 

chimiothérapies comme l’étoposide qui induisent des cassures double brin. Bien que toutes les 

isoformes soient activées il semble que seule la MAPK p38D'<2"1' "A9,"M$K&'34.<' ,-4%%e1'3$'

cycle cellulaire en phase G2-M via le mécanisme décrit dans la Figure 23 [175].

Figure 23 : implication de la MAPK p38 dans l’arrêt G2-M suite à une cassure double brin
[175]

Plusieurs études indiquent également un rôle de p38 dans l’induction d’un arrêt en 

phase G1-S par les stress osmotique, les ROS (reactive oxygen species) et les dommages à 
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l’ADN. La MAPK p38 est impliquée dans plusieurs mécanismes conduisant à cet arrêt. Le 

premier, via la phosphorylation de p53, induit une augmentation de p21 responsable de 

l’inhibition de la cdk2. Le deuxième via la phosphorylation de cdc25A. p38 est également 

capable de réguler p16, HBP1 et directement la cycline D. Elle peut ainsi réguler l’arrêt du 

cycle en phase G1-S et G2-M sous différents traitements induisant des cassures double brin 

[175] (Figure 24).

Figure 24 : implication de la MAPK p38 dans l’arrêt G1-S suite à une cassure double brin, un stress 

osmotique ou à l’induction de ROS [175]

La MAPK p38 est à la fois capable d’induire de l’autophagie et de l’inhiber. Dans les 

cellules Hela, l’oridonine est capable d’induire de l’autophagie via p38 [176]. En revanche,

dans des cellules de fibrosarcome murin, p38 "./"0&',-4$129/4#"&'".3$"1&'94%',&'_`!;'[177]. Il 

semble que p38 induise l’autophagie vie les protéines ATGs. Une phosphorylation d’ATG5 

par p38 inhibe l’autophagie induite par la déprivation en nutriments [178]. Par contre, p38

"./"0&' ,-4$129/4#"&' R"4' ,4' 9/2<9/2%U,41"2.' 3&' [+8(C' 92$%' A4".1&."%' ,4' <$%R"&' >&,,$,4"%&'

[170].

e. p38 et cancer

Les rôles différents de p38 en fonction du type cellulaire et de l’agent utilisé sont à

l’origine de controverse en ce qui concerne sont rôle dans la cancérogenèse. La MAPK p38

peut à la fois favoriser la croissance tumorale et avoir un rôle suppresseur de tumeur. Dans le 

tableau suivant sont répertoriés les différents mécanismes suppresseurs de tumeur ou 

oncogénique liés à p38.
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Rôle oncogénique Rôle suppresseur de tumeur

p38 induit COX-2 qui peut promouvoir la 

progression tumorale du cancer du sein et du 

cerveau [139][140]

L’inhibition de p38 peut conduire à la 

transformation cellulaire [160]

p38 a un rôle dans la production de cytokines 

inflammatoires *'_`!;B' ]J-6 et IL-1 qui ont 

des effets pro-angiognétiques et de survie

[179]

p38 régule le cycle cellulaire lors d’un 

dommage à l’ADN via cdc25B pour 

permettre à la cellule de réparer ou induire 

l’apoptose dans le cas contraire [102]

p38 régule également les cytokines via NF-

ab, comme l’IL-)' ".3$"1&'94%' ,&'_[!C'34.<'

la progression du cancer de la prostate [141]

p38 régule le cycle et la prolifération lors du 

contact cellule-cellule [159].

p38 régule la production de metalloprotéases 

qui contrôlent le remodelage  de la matrice 

extracellulaire [180]. Par exemple, MMP-2

induite par ,&'_[!C [124]

p38 induit la différentiation terminale des 

myoblastes et une diminution de son activité 

est associée à un défaut de différentiation 

dans les rhabdomyosarcomes [161]

p38 est impliquée dans la production [181] et 

la réponse au VEGF [182] en conditions 

hypoxiques ce qui va activer l’angiogenèse.

p38 inhibe la carcinogenèse mammaire 

induite par l’expression de HER2 et Ha-ras 

dans un modèle murin [160]

L’inactivation de p38 favorise la 

tumorigenèse pulmonaire induite par la 

mutation G12V de KRAS [162].

Tableau 5 : Rôle oncogénique et suppresseur de tumeur de p38

Il semble que le rôle suppresseur de tumeur de p38 est au stade précoce de la 

formation tumorale en maitrisant la prolifération et la différentiation mais qu’une fois la 

tumeur mise en place p38 tend à favoriser sa croissance et son expansion à d’autres tissus.
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IV. La protéine p53 

La fonction de la protéine p53 est altérée dans 50% des cancers. Ces altérations 

conduisent à une protéine p53 défectueuse dans sa fonction (perte ou gain de fonction) ou

dans sa structure pouvant entrainer sa dégradation (protéine p53 absente). Son inactivation ou

l’apparition d’une nouvelle fonction oncogénique sont causées par des mutations ponctuelles 

sur des « points chauds » (hot spots) comme par exemple les codons 175, 248 et 273. Ces 

mutations sont à l’origine de l’émergence de nombreux cancers (Hainaut and Hollstein, 2000

et [183]). p53 est un suppresseur de tumeur par son rôle de « gardien du génome » via ses 

fonctions de facteur de transcription, de régulateur du cycle et d’inducteur de mort cellulaire. 

p53 est capable de lier l’ADN et est un activateur de transcription de gènes. Cette liaison à 

l’ADN est régulée par l’inhibiteur de p53, MDM-2. Elle est également capable d’induire un 

arrêt en phase G1 lors de dommages à l’ADN afin que ceux-ci puissent être réparés. Si ce 

n’est pas le cas, p53 induira alors l’apoptose [184].

4.1. La régulation de la voie p53

Dans les cellules saines l’expression et l’activité de p53 sont inhibées. Il y a trois 

mécanismes généraux d’activation de la voie p53. Le premier fait suite à un dommage à 

l’ADN. La protéine kinase ATR est alors activée et active à son tour ChK2 qui va activer la 

voie p53. Le deuxième est induit par des signaux de croissance aberrant, portés par 

l’expression d’oncogènes comme Ras ou Myc. Et le troisième est induit par les stress de 

l’environnement comme les UV, les agents chimiothérapeutiques ou les inhibiteurs via la 

protéine ATR. Ces trois mécanismes conduisent à l’inhibition de la dégradation de p53 et à sa 

modification afin qu’elle puisse se lier à l’ADN et aider à la transcription des gènes de 

régulation du cycle et de la mort cellulaire programmée.

Le principal régulateur de p53 est MDM-2 cependant il existe une boucle de 

retrocontrôle. MDM-2 est capable d’ajouter des groupes ubiquitine à p53 conduisant à sa 

prise en charge par la machinerie de dégradation. Et p53 stimule directement la transcription 

de gène MDM-2 entrainant sa propre régulation négative. MDM-2 va également être régulé 

par la protéine p14ARF, induite par les signaux de croissance. P14ARF va séquestrer MDM-2

dans un compartiment cellulaire où p53 ne se trouve pas. Les virus à ADN sont également 
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capables d’inhiber p53 directement ou en se servant de cette régulation de MDM-2. En effet 

ces virus nécessitent une cellule qui cycle afin de synthétiser l’ADN viral. Ils possèdent donc 

des protéines oncogènes qui inhibent directement p53 ou via la protéine pRB, inhibitrice de 

E2F-1, facteur de transcription participant à la synthèse de p14ARF. Ils favorisent ainsi le 

processus cancéreux en dérégulant l’équilibre p53-MDM-2.

Les phosphorylations induites par ATM, ATR ou Chk1 et 2 se situent à proximité du 

site de fixation de MDM-2 et bloquent celle-ci conduisant à la stabilisation de p53 et donc à 

l’augmentation de sa quantité.

Cependant l’augmentation de la quantité de p53 n’est pas suffisante à son activité. Son 

repliement normal bloque l’accès au site de fixation de l’ADN. Des modifications comme des 

acétylations ou des phosphorylations sont nécessaires (Figure 25). Certaines vont induire les 

changements conformationnels qui vont libérer le domaine de fixation à l’ADN de p53, lui 

permettre de former des tetramères et d’effectuer son activité transcriptionnelle. La 

phosphorylation de résidus sérine notamment entraine sa tétramérisation ce qui va masquer 

les signaux d’export nucléaire, il va donc être séquestré au noyau [185]. Autre exemple, la 

phosphorylation de p53 sur les sérines 15, 33 et 46 médiée par p38 est importante pour son 

rôle dans l’apoptose [152].



55

Figure 25: Différents sites de phosphorylation de p53 [186]

4.2. Les rôles biologiques de p53

4.2.1. p53 et cycle cellulaire

La protéine p53 peut induire l’arrêt en phase G1, évitant ainsi la réplication de l’ADN 

endommagé, ou en phase G2, évitant une mauvaise séparation des chromosomes [187].

L’arrêt du cycle en phase G1 par p53 se fait à deux niveaux. Le premier, par 

interaction directe avec les protéines ayant un rôle essentiel dans la réplication comme la 

protéine RPA (replicon protein A) bloquant ainsi la réplication [188]. Le deuxième par 

régulation de l’expression de gènes impliqués dans la progression du cycle comme

l’expression d’un inhibiteur de CDKs (cyclin-dependent kinases): p21 [189].

L’arrêt en phase G2 par p53 est concentré sur un objectif: inhiber le complexe cycline

B1-cdc2. Pour cela p53 régule l’expression de trois gènes: la cycline B1, les protéines 14-3-3
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et GADD45. p53 réprime l’expression du gène de la cycline B1 et induit l’expression des 

deux autres impliqués respectivement dans la séquestration de cdc25 (activateur de cdc2) et la 

déstabilisation du complexe cycline B1-cdc2 [190;191] (Figure 26).

Figure 26: p53 et contrôle du cycle cellulaire

L’ensemble de ces événements provoque un arrêt du cycle permettant l’activation des 

mécanismes de réparation de l’ADN.

4.2.2. p53 et réparation de l’ADN

Non seulement p53 permet l’arrêt du cycle nécessaire à la réparation de l’ADN mais il 

y participe également. Il existe 5 processus de réparation de l’ADN: le NER (nucleotide 

excision repair), le BER (base excision repair), le NHEJ (non homologous end joining), MMR 
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(mismatch repair) et la HR (homologous recombination). p53 est impliqué dans 4 d’entre eux, 

son rôle dans le NHEJ est non résolu à ce jour. 

Dans le NER, p53 est capable d’induire l’expression de p48 et XPC, deux effecteurs 

de ce système de réparation mais est aussi un facteur d’accessibilité à la chromatine. Il va se 

fixer à l’ADN et recruter p300 afin de favoriser le relâchement de la chromatine et de faciliter

l’accès des protéines de réparation au site endommagé.

X4.<',&'bd\B'9P('9&$1'^2%A&%'$.'>2A9,&@&'4R&>',-6X`'92,UAK%4<&'C'>&'M$"'R4'4R2"%'

pour effet de la stabiliser. De plus, il interagit avec APE1/REF1 qui participe à la réparation 

par excision de bases.

Il a été montré que p53 régule la transcription d’une protéine du MMR: MSH2 (mutS 

homologue 2), et se lie à elle avant de fixer RAD50 et RAD51, des protéines de 

recombinaison, montrant que p53 fait partie du complexe recruté sur le site de réparation et a

peut être un rôle supplémentaire à la régulation de MSH2 [192].

Notamment dans le mécanisme HR, il a été démontré à plusieurs reprises que p53 

régule négativement la recombinaison via l’inhibition de RAD51. En restreignant l’échange 

entre les séquences à l’homologie imparfaite, p53 supprime les réarrangements 

tumorigéniques. De plus, par ce mécanisme, il peut diminuer la formation de lésions de 

recombinaison [193].

4.2.3. p53 et apoptose

La protéine p53 va induire l’expression de plusieurs protéines impliquées dans

l’apoptose: PIDD, les protéines PIG, la ferrodoxine réductase, BAX (Bcl-2-associated X 

protein), PUMA (p53 Upregulated Modulator of Apoptosis), NOXA, les récepteurs de mort 

comme Fas ou le récepteur de TRAIL DR5, p85, IGF-BP3 (insulin growth factor binding

protein) [194;195;196;197;198;199;200;201]. Dans le tableau 4 sont répertoriés leurs 

différents rôles dans l’apoptose induite par p53.
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Protéine induite par p53 Rôle dans l'apoptose

PIDD activation caspase 2

PIGs production de ROS causant des dommages à 
la mitochondrie

ferrodoxine réductase sensibilise la cellule aux radicaux oxydatifs

p85 sous unité de PI3K qui participe à la mort 

cellulaire indépendamment de l'activité de 

PI3K

IGF-BP3 inhibe le signal de l'IGF1

BOK participe au relargage de cytochrome c

BAX déclenche la perte de potentiel de la 

membrane de la mitochondrie, participe ainsi 

au relargage du cytochrome c

PUMA se lie à Bcl-2 et induit le relargage du 

cytochrome c de la mitochondrie

NOXA libère BOK de sont inhibiteur anti-

apoptotique

Tableau 6: différents gènes induit par p53

p53 peut également réprimer des gènes de protéines inhibitrices de l’apoptose comme 

MAP4 (microtubule-associated protein), PS1 (presenilin1) ou encore le récepteur à l’IGF1 

[198;202;203].

En dehors de son rôle de régulateur de transcription, p53 peut aussi agir directement au 

niveau de la mitochondrie en formant un complexe avec Bcl-2 et Bcl-XL [204].
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Le choix de p53 d’induire l’arrêt de prolifération ou l’apoptose semble être 

conditionné par plusieurs facteurs: contexte cellulaire, présence de facteurs de croissance, 

nature du stress génotoxique et quantité de l’agent génotoxique. Il y a cependant deux 

hypothèses concernant le choix de devenir de la cellule (pour revue [205]:

1) L’arrêt de prolifération et l’apoptose sont induits en même temps et les facteurs 

cités plus haut déterminent le destin de la cellule [206].

Ou

2) p53 prend directement part à la décision en fonction de sa quantité présente dans la 

cellule, sachant que peu de p53 semble conduire à un arrêt de prolifération alors 

qu’une forte quantité de p53 tend à conduire à l’apoptose [207]

Cependant, quelque soit l’ordre d’activation, tous ces mécanismes nous permettent de 

comprendre le rôle de p53 dans le maintien de l’intégrité du génome et son rôle suppresseur 

de tumeur.

4.2.4. p53 et cancer

La protéine p53 est mutée dans 50% des cancers (plus de 18 000 mutations 

différentes) ou rendu inactive par des mécanismes indirects comme l’amplification de son 

répresseur MDM-2 [186]. La majorité des mutations (80%) se trouvent sur le domaine de 

liaison à l’ADN et elles conduisent à la production d’une protéine oncogénique qui peut 

s’accumuler dans les cellules cancéreuses. Cette accumulation peut avoir pour conséquence 

l’activation de la transcription de MYC, un oncogène qui induit la prolifération et la 

transcription de gènes de résistance à plusieurs agents anti tumoraux. Les mutations d’un seul 

allèle de TP53 peut aussi être oncogénique car les protéines p53 mutées peuvent former des 

tétramères avec les protéines p53 sauvages et agir comme dominant négatif qui inactive les 

p53 sauvages. Les mutations peuvent également bloquer l’interaction de p53 avec ses 

partenaires. Il n’est plus capable, par exemple, d’inhiber Bcl-XL, une protéine anti-

apoptotique [186].

Le lien entre les modifications nécessaires à l’activation de p53 (phosphorylations, 

acétylations, etc) et la cancérogenèse n’est pas clair mais des résultats commencent à 

s’accumuler. Une équipe a montré qu’il ne semble pas y avoir de phosphorylations 
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spécifiques aux protéines p53 mutées mais il y a en revanche une augmentation de la 

phosphorylation et de l’acétylation des mutants p53 comparés aux protéines p53 sauvages.

Les phosphorylations et acétylations ont un rôle dans l’activité transcriptionnelle de p53 mais 

elles sont surtout responsables de sa stabilisation entrainant une augmentation de la quantité 

de p53 dysfonctionnel dans les cellules cancéreuses [208]. Melnikova et ses collègues ont 

découvert que la protéine p53 mutée est constitutivement phosphorylée par ERK après 

traitement par les UV ce qui entraine une activation et une stabilisation de p53 muté [209].

Une autre équipe à montré qu’une mutation de p53 est capable d’induire la perte de la 

phosphorylation en sérine 392 pouvant être responsable de son rôle oncogénique [210].

Le rôle de p53 dans la carcinogenèse est complexe de part ses nombreuses interactions 

avec ses partenaires et leurs différences selon les types cellulaires et les signaux perçus. 

Cependant, il est clair que la dérégulation de p53 a un fort impact dans la transformation 

cellulaire mais aussi, comme nous allons le voir dans le paragraphe suivant, dans la réponse 

aux traitements.

4.2.5. p53 et traitement

p53 et réponse aux chimiothérapies

p53 est muté dans la moitié des cancers ce qui signifie que l’autre moitié possède une 

protéine p53 sauvage qui a échouée à prévenir l’apparition du processus cancéreux. 

Cependant, la protéine p53 sauvage peut être activée par les agents thérapeutiques et 

participer à la réponse des cellules à ceux-ci. Ainsi il a été montré que p53 participe à la

réponse à des drogues anti-tumorales dans plusieurs lignées cellulaires [211]. De ce fait, 

l’inactivation des fonctions de p53 est un important mécanisme de la mise en place de 

résistance.

La perte d’une protéine p53 fonctionnelle implique trois conséquences : perte de 

l’induction de l’apoptose, perte des « checkpoints » et de l’arrêt du cycle et perte de l’entrée 

en sénescence. 

Certains agents chimiothérapeutiques qui induisent des dommages à l’ADN activent 

les récepteurs de mort et la voie apoptotique de la mitochondrie en partie via p53. Ce qui 
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signifie que l’inactivation de p53 va conduire à une inhibition de la mort induite par ces 

agents thérapeutiques.

L’arrêt du cycle est un processus nécessaire à la réparation des dommages à l’ADN et 

permet la survie cellulaire mais si les dommages ne sont par réparés la cellule va entrer en 

apoptose. Il a été montré que dans 60 lignées cellulaires cancéreuses (panel NCI60 du NIH),

celles qui conservent un « checkpoint » en phase G1 sont plus sensibles aux agents 

thérapeutiques à base de sel de platine et présentent une protéine p53 sauvage (oxliplatine, 

cisplatine, etc) [211;212;213].

La sénescence est un mécanisme important pour prévenir l’immortalisation et la 

transformation des cellules. Ce phénotype se produit en réponse à des signaux variés comme 

le raccourcissement des télomères, les stimuli oncogéniques, les radiations ionisantes ou les 

agents thérapeutiques [214]. p53 a un rôle essentiel dans la sénescence induite par les stress, 

ce qui implique que les tumeurs qui possèdent une protéine p53 sauvage ont plus de 

probabilité d’entrer en sénescence en réponse aux chimiothérapies que les tumeurs p53 muté 

[215].

La protéine p53 est centrale dans l’induction de ces trois mécanismes et dans l’effet 

des agents anti-tumoraux (Figure 27). C’est pourquoi les mutations entrainant sa perte de 

fonction sont un mécanisme de résistance aux chimiothérapies.
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Figure 27 : induction de l’apoptose, de l’arrêt de la prolifération et de la sénescence par p53 en réponse 

aux drogues [216]

Les mutations gain de fonction de p53 (R175H, R175P, R248W, R249S, R273C et

R273L) peuvent également conférer une résistance des tumeurs aux traitements [217] en 

modifiant la régulation de plusieurs gènes par p53 comme BFGF, EGFR, HSP70 et C-Myc

[216]. Ces gènes sont impliqués dans la promotion de la progression tumorale et l’induction 

de la résistance à plusieurs agents chimiothérapeutiques. Les mutations gain de fonction 

peuvent également conduire à l’inhibition de l’interaction de p53 avec certains de ses 

partenaires comme p63, p73 et MRE11, impliqués dans la transcription de gènes de réponse 

aux stress et dans la réparation des cassures double brin [218].

Le rôle de p53 dans la résistance aux chimiothérapies ne concerne pas seulement les 

tumeurs présentant une protéine p53 mutée ou absente. Des résultats s’accumulent sur le rôle 

de p53 sauvage dans la résistance aux drogues, en contradiction avec son rôle normal pro-

apoptotique et antiprolifératif. Et il semble que ce rôle soit lié à des mécanismes de 

dégradation ou de régulation négative de l’activation post-traductionnelle de p53. Certains 

traitements vont inhiber la phosphorylation ou l’acétylation de p53 via la régulation négative

des kinases en sont responsables. D’autres vont augmenter la quantité ou l’activation des 

régulateurs négatifs de p53 comme MDM-2 [216].
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En clinique, le rôle du statut de p53 sur la réponse des patients aux traitements est 

difficile à établir car il semble dépendre du traitement utilisé et de l’origine du cancer [219].

Dans le cancer du colon, l’analyse de plusieurs études a permis de déterminer que la présence 

d’une protéine p53 mutée ne modifie pas la réponse des patients aux chimiothérapies [220].

p53 et réponse aux thérapies ciblées

Le rôle de p53 dans l’activité des thérapies ciblées a été peu étudié à ce jour. 

Cependant, quelques études ont été menées sur le cetuximab et le bévacizumab. Il n’y a 

apparemment pas de corrélation entre le statut de p53 et la réponse au bevacizumab [221]. En 

revanche, plusieurs études démontrent l’implication de p53 dans la réponse au cetuximab. 

Certaines indiquent que p53 participe à la réponse et d’autres que la présence d’une mutation 

de TP53 chez les patients atteints de CCR conduit à une meilleure réponse mais une étude 

menée sur une plus grande cohorte de patient montre le contraire [222;223;224]. Il semble 

donc important de clarifier le rôle de p53 dans l’action des thérapies ciblées.
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I Projet de recherche 

Comme nous venons de le voir le traitement du cancer colorectal métastatique est basé 

sur l’utilisation de 3 drogues (irinotécan, oxaliplatine et 5-FU) en association avec les 

thérapies ciblées (cetuximab et bévacizumab). Cependant, il existe des résistances innées ou

acquises au cours du traitement. 

Le but de l’équipe est de découvrir de nouveaux marqueurs de résistance, afin de 

mieux sélectionner les patients pouvant répondre positivement au traitement du CCR, ou de 

nouvelles cibles thérapeutiques afin de restaurer la sensibilité des cellules tumorales aux anti-

tumoraux.

Dans cette optique, durant cette thèse, mon projet a été de déterminer le rôle des 

protéines p38 (1) et p53 (2) dans le mécanisme d’action du cetuximab. 

1 Le rôle de la MAPK p38 dans l’effet du cetuximab

Dans des travaux précédents, nous avons montré que la voie de la MAPK p38 est 

impliquée dans la réponse des cellules du cancer du colon à l’Irinotécan. En effet, in vitro et

in vivo, la MAPK p38 est responsable de la chimiorésistance de ces cellules. De plus, 

l’inhibition de la MAPK p38 sensibilise les cellules de CCR à l’irinotécan [172]. En parallèle, 

d’autres équipes ont montré que l’inhibition de p38 améliore la réponse au 5-FU comme 

l’irinotécan mais bloque la réponse à l’oxaliplatine [173;171].

Ces trois drogues étant fréquemment utilisées en combinaison avec le cetuximab, nous 

avons étudié l’implication de la MAPK p38 dans la réponse cellulaire à cet anticorps dans un 

premier temps.  

Pour cela, nous avons combiné l’inhibition de la MAPK p38 avec le cetuximab dans 

une lignée de cancer colorectal KRAS, EGFR et TP53 sauvage: DiFi. 

2 Le rôle de p53 dans l’effet du cetuximab

Des études récentes montrent que p53 a un rôle sur la réponse au cetuximab. Une 

équipe a montré que la présence d’une protéine p53 mutée est corrélée avec le contrôle de la 

maladie chez des patients atteints de CCR traités avec la combinaison irinotécan plus 

cetuximab [223]. Cette corrélation n’a cependant pas été démontrée in vitro, ni sur une 
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cohorte de patients traités au cetuximab seul. Une autre équipe a, en parallèle, obtenu des 

résultats montrant que dans des cellules de cancer du poumon l’extinction de p53 diminue 

l’effet cytotoxique du cetuximab in vitro et in vivo [222].

Il semble donc nécessaire de clarifier l’effet de l’absence ou de l’inactivation de p53 

sur l’effet du cetuximab in vitro sur des cellules de cancer colorectal.

Nous avons donc étudié l’effet de l’absence de p53 sous le traitement au cetuximab 

dans la lignée DiFi in vitro et la réponse d’une lignée possédant un gène TP53 muté, Caco2, 

dans la deuxième partie de ma thèse.

L’objectif de ces études est d’apporter de nouvelles connaissances concernant le 

mécanisme d’action du cetuximab. Il est important d’identifier les effecteurs encore inconnus 

responsables de l’action du cetuximab sur la prolifération et l’apoptose parce que le statut 

KRAS ne suffit pas à sélectionner les patients pouvant bénéficier de ce traitement. 

Il est également important de déterminer si ces effecteurs peuvent constituer de 

nouvelles cibles thérapeutiques alternatives au ciblage de l’EGFR afin de pouvoir contourner 

les mutations évoquées plus tôt tout en gardant les effets anti-tumoraux de l’inhibition de cette 

voie. 
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Rôle de la MAPK p38 dans 
la réponse au cetuximab
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II Rôle de la MAPK p38 dans la réponse au cetuximab 

1.1. Introduction

Au cours de mon stage de M1 et pendant les premiers mois de ma thèse, j’ai participé 

à l’étude de l’inhibition de p38 en combinaison avec l’irinotécan sur des cellules sensibles et 

résistantes à cette drogue in vitro et in vivo. Nous avons alors découvert que la MAPK p38 est 

fortement activée dans la majorité des tumeurs de patients qui ne répondent plus à 

l’irinotécan. De plus, l’inhibition de cette MAPK, à l’aide d’un inhibiteur pharmacologique ou 

d’une inhibition transcriptionnelle, améliore la réponse des cellules sensibles et résistantes à

l’irinotécan (article n°1 en annexe).

Nous avons également démontré que le mécanisme de la synergie de ces deux 

traitements est l’inhibition de l’autophagie de survie induite par l’irinotécan via p38 dans des 

cellules dépourvues de p53 (article n°2 en annexe).

D’autre part, des résultats similaires ont été obtenus avec le 5-FU, démontrant que 

l’inhibition de la MAPK p38 sensibilise les cellules à ce traitement [173]. Il semble donc que 

la combinaison irinotécan+5-FU peut être associée à un inhibiteur de p38 afin d’obtenir une 

meilleure réduction des tumeurs mais cela doit être testé avant de pouvoir être affirmé.

En parallèle, l’irinotécan (iri) ou le 5-FU sont tout deux utilisés en combinaison avec 

le cetuximab (CTX) de manière indépendante ou associés (5-FU+CTX ou iri+CTX ou 

FOLFIRI+CTX). Notre problématique est donc de déterminer s’il est judicieux d’ajouter un 

inhibiteur de p38 à ces différentes combinaisons. Mais pour cela, il nous faut avant tout

déterminer l’impact de l’inhibition de p38 sur la réponse au cetuximab seul.

L’étude d’échantillons de tumeurs de patients, ayant reçu un traitement à base 

d’irinotécan et de cetuximab, nous a donné un premier élément de réponse. Sur ces coupes de 

tumeurs nous avons effectué un marquage de la forme active de p38 (phospho-p38) et nous 

avons quantifié ce marquage avant de le comparer à la réponse des patients au traitement.

Les résultats obtenus montrent qu’un fort marquage de MAPK p38 active est corrélé

avec une majorité de patient non répondeur (77% de non répondeurs vs 22.2% de répondeurs,

p=0.02) alors qu’un faible marquage est associé à une plus importante proportion de patients 

répondeurs (69.7% vs 30%) (Figure 28). Cependant, les pourcentages obtenus, bien que 
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significatifs, sont moins importants que ceux obtenus précédemment avec les tumeurs traitées 

uniquement avec l’irinotécan où la proportion de patients présentant un fort marquage et non 

répondeurs est de plus de 80% (7 patients sur 8) (article n°1 annexe). Il semble donc qu’une 

proportion de patients, un peu plus de 10%, répond à la combinaison lorsque p38 est activée. 

Ceci signifie que chez ces patients p38 semble participer à la réponse. 

Les résultats que nous avons obtenus indiquent que dans la lignée DiFi, p38 est 

nécessaire à l’action cytotoxique et cytostatique du cetuximab. En revanche, comme nous le 

verrons dans la deuxième partie de ma thèse, dans la lignée Caco2, l’inhibition de la MAPK 

p38; conduit à une meilleure réponse au cetuximab. Nous avons donc deux lignées de cancer 

colorectal dans lesquelles le rôle de p38 est différent. Ces résultats montrent que l’activation 

de la MAPK p38 n’est pas un marqueur suffisant pour déterminer la réponse au cetuximab. 

De même, il n’est pas suffisant pour déterminer si le patient va répondre à la combinaison 

cetuximab plus irinotécan.

L’étude du statut des protéines, impliquées dans la voie de réponse au cetuximab, qui 

différent entre ces deux lignées pourrait alors indiquer le ou les biomarqueurs devant être 

associé à la détection de la MAPK p38 active pour prédire la réponse ou non.

Figure 28: Corrélation entre niveau d’activation de la MAPK p38 et réponse à la combinaison iri+CTX
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Dans un premier temps, le but de mon travail de thèse a été d’étudier l’association de 

l’inhibition de p38 et du cetuximab in vitro sur la lignée DiFi afin de confirmer l’implication 

de la MAPK p38 dans la réponse au cetuximab, indiquée dans les échantillons de tumeur de 

patient, in vitro.

De manière intéressante, comme nous allons le voir dans l’article, l’inhibition de p38

bloque la réponse des DiFi au cetuximab. Nous avons ensuite montré que, dans le mécanisme 

d’action du cetuximab, le rôle de p38 est de relocaliser le facteur de transcription FOXO3a au 

noyau où il pourra permettre la transcription des ses gènes cibles. Parmi ces gènes, nous avons 

identifié BIM et p27 comme étant respectivement impliqués dans l’apoptose et l’arrêt de 

prolifération induits par le cetuximab.

1.2. Article

MAPK p38 participate to cetuximab induced apoptosis and inhibition of cell proliferation via 

FOXO3a in colorectal cancer

L Marzi1, E Combes1, N Vié1, A Torro1, D Desigaud1, C. Larbouret1, C Montagut2, V Denis1,

P Martineau1, E Lam3, M Del Rio1, C Gongora1.

En préparation.
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Abstract and keywords 

Cetuximab is a monoclonal antibody against the Epithelial Growth Factor receptor 

(EGFR). It is associated with 5-FU and irinotecan for the treatment of patients with 

colorectal cancer (CRC) harboring wild type KRAS to inhibit signaling pathways 

downstream of EGFR. However, cetuximab is ineffective in patients with constitutively 

active mutated KRAS and also in half of the patients with wild type KRAS. As cetuximab 

downstream cellular targets are not fully characterized, the aim of this study was to identify 

the signaling pathways activated by cetuximab in CRC cells harboring wild type KRAS

(DiFi cells). Our results show that in addition to inhibiting extracellular signal-regulated 

kinase (ERK) and AKT, cetuximab also activates c-JUN N-terminal kinase (JNK) and the 

mitogen-activated protein kinase (MAPK) p38 (two stress kinases). JNK inhibition did not 

affect cetuximab cytotoxic effects; conversely, p38 pharmacological inhibition 

significantly reduced cetuximab efficacy on cell growth and cell death. Moreover, p38 

inhibition enhanced cetuximab-mediated AKT inhibition. At the molecular level, our work 

shows that cetuximab activates the transcription factor FOXO3a and promotes its nuclear 

translocation via p38-mediated phosphorylation. FOXO3a phosphorylation by p38 is 

essential for FOXO3a activation by cetuximab, because a “p38-phosphorylation-defective” 

FOXO3A mutant could not accumulate in the nucleus upon cetuximab treatment. FOXO3a 

phosphorylation and activation by p38 led to the up-regulation of its target genes p27 and 

BIM and the subsequent induction of apoptosis and inhibition of cell proliferation. Finally, 

FOXO3a silencing reduced cetuximab cytotoxicity, further confirming FOXO3a role in 

cetuximab effect. Collectively, our results identify FOXO3a as a key mediator of 

cetuximab mechanism of action in CRC cells and define p38 as its main activator in this 

context.

Keywords: Cetuximab. MAPK p38. FOXO3a. Colorectal cancer. Signaling.
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Introduction 

Colorectal cancer (CRC) is the fourth most common cancer worldwide. In 2012, the 

estimated CRC incidence was of 1.3 million cases worldwide and CRC caused more than 700 

000 deaths (Globocan). Moreover, despite the significant progress made in CRC screening 

and early disease management, 30% of patients present synchronous metastases and 50-60% 

will develop metastases that will require chemotherapy. The current management is based on 

various active drugs (5-FU/LV, capecitabine, irinotecan, oxaliplatin, bevacizumab, cetuximab 

and panitumumab) either in combination or as single agents (2). Thanks to these treatments, 

the patients’ overall survival has been significantly improved, but tumor resistance is still a 

frequent cause of chemotherapy failure. 

Among the drugs used in CRC treatment, cetuximab is a monoclonal antibody that 

targets the extracellular domain of Epithelial Growth Factor receptor (EGFR) and can 

overcome acquired resistance to irinotecan chemotherapy. However, patients with KRAS-

mutated metastatic CRC (mCRC) do not benefit from this treatment (14,15) and 40-60% of 

patients with wild type KRAS mCRC do not respond to cetuximab. Cetuximab binding to 

EGFR inhibits receptor activation and, subsequently, signal transduction of the 

RAS/RAF/MER/ERK and the PI3K/AKT pathways. This leads to cell cycle arrest and/or 

induction of apoptosis. The downstream cellular targets of cetuximab are not fully 

characterized and most of the transcription factors induced by cetuximab have not been 

identified. 

The +&%".&W_/%&2.".&'5678'9(:' IHZF' ".>,$3&<' ^2$%' "<2^2%A<' I;B'CB' D' 4.3'EF' 4.3' "<'

activated through phosphorylation at the Thr180-Gly-Tyr182 motif by MKK3, MKK4 and 

MKK6 (16). Phosphorylated p38 activates a wide range of substrates (transcription factors, 

protein kinases, cytosolic and nuclear proteins), leading to diverse responses, such as cell 

differentiation, cell-cycle arrest, apoptosis, senescence, cytokine production, regulation of 
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RNA splicing and inflammatory responses (15). We previously showed that in SN38-resistant 

HCT116 CRC cells, p38 is activated by treatment with SN38 (the active metabolite of 

irinotecan) and that pharmacological inhibition of p38 overcomes irinotecan and SN38 

resistance (Paillas, 2011). Recently, Lam and collaborators showed that p38 can 

phosphorylate the transcription factor FOXO3a on serine 7 and contributes to its nuclear 

localization and activation. The forkhead box O (FOXO) transcription factor family is 

negatively regulated by growth factors, cytokines and hormones. FOXO3a is one of the four 

FOXO isoforms and it regulates many cellular processes, including proliferation, apoptosis, 

autophagy and metabolism. FOXO3a biological activity is mainly modulated via inhibitory 

phosphorylation by the PI3K/AKT and MEK/ERK pathways. For instance, activated AKT 

phosphorylates FOXO3a, leading to its translocation into the cytoplasm where it is 

sequestered by the 14-3-3 chaperone protein and degraded. FOXO3a can be phosphorylated 

also by ERK, resulting in its proteasomal degradation through MDM2-mediated 

ubiquitination. Conversely, inhibition of AKT and ERK leads to de-phosphorylation and 

nuclear localization of FOXO3a and to its activation. This activation induces cell cycle arrest 

and/or apoptosis through up-regulation of its target genes, such as p27Kip1 (its official gene 

name is CDKN1B) and BIM.

In the present study, we investigated the molecular pathways induced by cetuximab 

and involved in cell proliferation inhibition and apoptosis. Particularly, we explored the role 

of p38 in FOXO3a regulation in response to cetuximab in wild type KRAS CRC cells.
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Results 

The MAPK p38 is activated by cetuximab

Cetuximab inhibits EGFR activation and subsequently signal transduction of the 

RAS/RAF/MEK/ERK and PI3K/AKT pathways. However, its impact on other major cell 

signaling pathways is not clear. We thus analyzed cetuximab effect on the two stress kinases 

JNK and p38. Western blot analysis using anti-p38 and -JNK phospho-specific antibodies 

showed an increase of p38 and JNK phosphorylation in the DiFi human CRC cell line (wild 

type KRAS) following incubation with cetuximab for 24 hours (Figure 1A). As expected, 

AKT and ERK phosphorylation (used as control) were strongly decreased in cetuximab-

treated DiFi cells, indicating that DiFi cells respond accurately to this anti-EGFR treatment. 

We then analyzed whether JNK and p38 activation had a functional impact on 

cetuximab effect on cell death and proliferation. To this aim, we blocked JNK or p38 with

specific inhibitors (SP600125 for JNK and SB202190 for p38) and then tested cetuximab 

cytotoxicity using the SRB assay (Figure 1B). Cetuximab cytotoxicity was not affected by 

JNK inhibition. Conversely, it was greatly reduced following p38 inhibition, as indicated by 

the higher 50% inhibiting concentration (IC50) of cetuximab (55 ng/ml) when associated with 

SB202190 compared to when used alone (35 ng/ml; p-value: 0.005). This indicates that 

inhibition of p38 makes DiFi CRC cells more resistant to cetuximab. 

We then measured p38 phosphorylation of its target protein ATF2 by kinase assay to 

monitor the effect of cetuximab and SB202190 on p38 activity (Figure 1C, upper panel).

ATF2 phosphorylation was increased in cetuximab-treated DiFi cells compared to untreated 

cells and this effect was lost when cetuximab was combined with SB202190. Western blot 

analysis using a phospho-specific anti-p38 antibody confirmed cetuximab effect on p38 basal 

activity (Figure 1C, lower panel). We then investigated whether inhibition of p38 activity by 

SB202190 could affect also cetuximab-mediated ERK and AKT inhibition. SB202190 alone 

reduced only slightly AKT phosphorylation, but strongly inhibited AKT phosphorylation
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when in combination with cetuximab. Conversely, SB202190 increased ERK phosphorylation

when used alone, and reduced cetuximab-mediated inhibition of ERK phosphorylation when 

associated with the antibody.

These data suggest that the MAPK p38 is activated by cetuximab and contributes to its 

cytotoxic effect.

The MAPK p38 is necessary for the cytotoxic effect of compounds targeting EGFR

To follow p38 activation by cetuximab, we performed time-course and dose-response 

analyses of p38 phosphorylation by western blotting. The time-course analysis demonstrated 

that p38 phosphorylation in DiFi cells was induced about 1 hour after addition of 0.5 µg/ml 

cetuximab in the medium, with a peak at 48 hours (Figure 2A, left panels). Incubation of DiFi

cells with increasing concentrations of cetuximab for 24 hours showed that p38 was activated

by 1 and 10µg/ml of cetuximab. These results indicate that cetuximab can activate p38 in DiFi 

cells already after 1hour of treatment and with concentrations as low as 0.5 µg/ml. 

We then tested whether p38 silencing could affect cetuximab cytotoxic activity in the same 

way as the p38 inhibitor SB202190. By using the SRB assay we showed that sensitivity to 

cetuximab was reduced in DiFi cells in which p38 was down-regulated by ShRNA (Shp38!1

and Shp38!2; Figure 2B, upper panels) compared to control cells (shLuc), as indicated by 

their significantly different IC50 values (ShLuc: 41.7 nM; Shp38!1: "67.2nM, p-value: 

0.008;"Shp38!2: 74.5 nM, p-value: 0.032) (Figure 2B, lower panel). 

These results indicate that p38 plays a role in cetuximab cytotoxic activity. We thus 

asked whether p38 could also be involved in the effect of other drugs targeting EGFR, such as

the two tyrosine kinase inhibitors (TKI) lapatinib (EGFR and HER2 inhibitor) and erlotinib 

(EGFR inhibitor). Using the SRB assay and the p38 inhibitor SB202190, we found that the 

cytotoxic activity of lapatinib and erlotinib in DiFi cells (Figure 2C) was significantly reduced 
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when they were associated with SB202190, as shown by their IC50 (680 ng/ml for lapatinib 

alone and 1385 ng/ml for lapatinib + SB202190, p-value: 0.0007; 150 nM for erlotinib alone

and 300 nM for erlotinib + SB202190, p-value: 0.0006). These results indicate that CRC cell 

sensitivity to the cytotoxic effect of cetuximab and of anti-EGFR TKIs is dependent on p38 

activity, suggesting that this feature could be a hallmark of drugs targeting the EGFR 

signaling.

The MAPK p38 participates in the apoptotic and anti-proliferative effects of cetuximab

We then investigated whether p38 role in cetuximab effect involves cell death or 

inhibition of cell proliferation. Western blot analysis of cleaved caspase 3 expression (an 

apoptosis marker) after incubation of DiFi cells with increasing doses of cetuximab for 24

hours indicated that 1µg/ml cetuximab was sufficient to induce caspase cleavage (Figure 3A). 

Of note, this cetuximab concentration was also enough to induce p38 phosphorylation. We 

then assessed apoptosis using increasing concentrations of cetuximab and two other assays: i)

identification of Annexin V positive cells (Figure 3B, upper panels), representative of early 

apoptosis, and ii) quantification of cells in the subG1 phase (Figure 3B, lower panels),

representative of late apoptosis. The results of these assays indicated that apoptosis of DiFi 

cells was induced by 0.5µg/ml cetuximab (24% Annexin V-positive cells and 24.3% subG1 

cells) and the percentage of apoptotic cells increased with the concentration of cetuximab. 

These experiments demonstrate unequivocally that cetuximab induces apoptosis in DiFi cells.

We then analyzed the combined effect of cetuximab and SB202190 on apoptosis using 

the three methods described above (Figure 3C, D and E). Cetuximab alone (0.5 µg/ml for 48

hours) induced apoptosis in DiFi cells, while SB202190 alone (5µM for 48 hours) had no 

effect. Conversely, when associated with cetuximab, SB202190 reduced cetuximab-induced

apoptosis. Specifically the percentage of Annexin V- labeled cells (Figure 3C) and subG1
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cells (Figure 3D) decreased from 24% and 29% (cetuximab) to 12% and 13% 

(cetuximab+SB202190), respectively, (p-value: 2 10-7). Similarly, western blot analysis 

(Figure 3E) showed that induction of caspase 3 cleavage by cetuximab was reduced when 

SB202190 was associated. These results demonstrate that the MAPK p38 contributes to the 

apoptotic effect of cetuximab in DiFi cells.

Next, we tested the effect of cetuximab and SB202190 on cell proliferation and cell 

cycle. Cetuximab inhibited cell proliferation as indicated by the reduction of EdU-positive

DiFi cells (from 75% in untreated cells to 10.7% in cetuximab-treated cells; p-value: 3.1 10-7)

(Figure 3F). Cetuximab inhibition of cell proliferation was significantly reduced when 

SB202190 was also present in the medium (40.4% EdU- positive cells compared to only 

10.7% with cetuximab alone), indicating that p38 is also necessary for cetuximab anti-

proliferative effect. Furthermore, cetuximab-induced accumulation of cells in the G1 phase 

(from 56% in untreated to 74% in cetuximab-treated DiFi cells, p-value: 0.01) (Figure 3G)

was not observed when SB202190 was associated with cetuximab (61% of cells in G1 in 

cetuximab+SB202190 DiFi cells, p-value: 0.03 compared to cetuximab alone). Altogether 

these results demonstrate that the MAPK p38 is necessary for cetuximab functional activity 

and is involved in apoptosis induction and proliferation inhibition. 

Cetuximab activates the transcription factor FOXO3A in a MAPK p38-dependent 

manner 

We then tried to identify transcription factor(s) involved in cetuximab effect on cell 

growth and apoptosis. As cetuximab inhibits the AKT and ERK signaling pathways and 

activates the MAPK p38 pathway, we focused on FOXO3a, because it is inactivated by ERK 

and AKT and can be activated by p38. FOXO3a is regulated by controlling its cell 

localization through phosphorylation events. Phosphorylation by ERK and AKT results in 
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FOXO3a cytoplasmic accumulation and subsequent degradation, while phosphorylation by 

p38 leads to FOXO3a nuclear re-localization and activation (Ho et al, JBC, 2012). Western 

blot analysis of cytoplasmic and nuclear extracts from DiFi cells treated with cetuximab 

showed that FOXO3a was detected easily in the cytoplasmic fraction (Figure 4A, upper left 

panel), but was hardly detectable in the nuclear fraction (data not shown). Therefore, to enrich 

FOXO3a in the nuclear fraction we performed immunoprecipitation experiments with an 

antibody targeting FOXO3a and then western blot analysis (Figure 4A, upper right panel). We

could thus detect FOXO3a also in the nucleus of non-treated (NT) cells, and show that, after 

incubation with cetuximab for 1 hour, FOXO3a decreased in the cytoplasm and increased in 

the nucleus (Figure 4A). After 6 hours of incubation with cetuximab, FOXO3a was still 

mainly localized in the nucleus, but to a lesser extent compared to 1h incubation.

As p38 can phosphorylate and activate FOXO3a (Ho et al, JBC, 2012) and p38 is 

activated by cetuximab, we investigated whether p38 phosphorylated FOXO3a in DiFi cells 

incubated with cetuximab. Immunoprecipitation of FOXO3a in nuclear extracts after 

treatment with 10 µg/ml cetuximab or 10 µg/ml cetuximab + 5 µM SB202190 (Figure 4A, 

lower panels) showed that nuclear accumulation of FOXO3a after cetuximab treatment was

completely inhibited when the p38 inhibitor SB202190 was added to the medium. Moreover, 

immunoblotting of the immunoprecipitated proteins with an antibody against FOXO3a 

phosphorylated at ser-7 (p38-specific phosphorylation of FOXO3a) showed that 

phosphorylated FOXO3a on ser7 was enriched in cells incubated with cetuximab, whereas it 

was completely absent when SB202190 was associated with cetuximab. Altogether, these 

results indicate that cetuximab-induced nuclear accumulation of FOXO3a is dependent on p38 

activity. To confirm this result, we examined by immunofluorescence staining the subcellular 

localization of FLAG-tagged wild type FOXO3a in DiFi cells incubated or not with 

cetuximab, SB202190 or both (Figure 4B). Consistent with the previous results, FOXO3a was 
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localized predominantly in the cytoplasm in untreated cells and almost exclusively in the 

cytoplasm in SB202190-treated cells. Conversely, FOXO3a was predominantly in the nucleus 

after incubation with cetuximab, but was delocalized to the cytoplasm when SB202190 was 

associated with cetuximab. On the other hand, in cells that express a ser-7 phosphorylation-

deficient FLAG-tagged FOXO3a mutant (FOXO3A-A7)(Figure 4D), nuclear re-localization 

of FOXO3a-A7 in response to cetuximab treatment was reduced compared to wild type 

FOXO3a. These results show that FOXO3a can be activated by cetuximab in CRC cells and 

that this activation is dependent on its phosphorylation on ser7 by p38.

To determine whether FOXO3a is involved in cetuximab cytotoxic activity, we 

generated stable DiFi cell lines in which FOXO3a was knocked down with retroviruses that 

express three different anti-FOXO3a ShRNAs (F1 to F3). The F2 ShRNA efficiently reduced 

FOXO3a expression in DiFi cells (Figure 4C, upper panels) and this cell line was used for 

testing cetuximab cytotoxic activity by SRB assay. Cetuximab cytotoxicity was reduced in the 

F2 cell line compared to control cells (ShLuc), as indicated by the higher IC50 of cetuximab

(101 ng/ml) in F2 cells than in ShLuc cells (80 ng/ml; p-value: 0.005). The finding that 

sensitivity to cetuximab is reduced when FOXO3a is down-regulated indicates that FOXO3a 

is involved in the cytotoxic effect of cetuximab in CRC cells. 

BIM and p27, downstream targets of FOXO3a, participate in cetuximab apoptotic effect

To identify FOXO3a target genes induced by cetuximab and involved in the apoptotic 

and anti-proliferative effect of cetuximab, we performed a proteome profiler analysis (data not 

shown) combined with specific western blot and quantitative PCR (qPCR) assays. Proteome 

profiler identified two downstream targets of FOXO3a being specifically overexpressed upon 

cetuximab treatment and downregulated when SB202190 was added to the medium. Real time 

RT-qPCR analysis using DiFi cells incubated or not with 10µg/ml cetuximab and/or 5µM 
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SB202190 (p38 inhibitor) showed that BIM and p27 were up-regulated in DiFi cells treated 

with cetuximab (BIM: 2.8-fold, p-value: 0.0002, p27: 1.6-fold, p-value 0.0002), and that their 

up-regulation was inhibited by co-incubation with SB202190 (BIM: 1.9-fold, p-value 0.01; 

p27: 1.1-fold, p-value: 0.004) (Figure 5A). We confirmed these results by western blot 

analysis (Figure 5B). 

To investigate whether BIM and p27 are involved in cetuximab cytotoxicity, we 

generated stable DiFi cell lines in which BIM or p27 was knocked down with retroviruses that 

express three different anti-BIM ShRNAs or one anti-p27 ShRNA. The ShRNA-BIM-2 and 3 

efficiently reduced BIM expression in DiFi cells (Figure 5C, left panels) and these two stable 

cell lines were used to test cetuximab cytotoxicity by SRB assay. Cetuximab cytotoxicity was 

reduced in DiFi cells in which BIM was down-regulated compared to controls (ShLuc), as 

indicated by their IC50 (53 ng/ml in ShLuc and 73 ng/ml in ShBIM-2 cells, p-value: , 71 ng/ml 

ShBIM-3, p-value: ). Of note, cetuximab IC50 values in DiFi ShBIM cells (ShBIM2:73 ng/ml 

andShBIM3: 71 ng/ml) and in control cells treated with cetuximab + SB202190 (SHLuc: 73 

ng/ml) were similar, indicating that BIM loss has the same biological effect than p38 

inhibition. Similar results were obtained with DiFi-Shp27 cells (cetuximab IC50: 64.2 ng/ml in 

DiFi-Shp27 and 42 ng/ml in ShLuc cells)(Figure 5D). These results show that cetuximab 

induces FOXO3a and the transcription of its downstream targets BIM and p27 that are 

implicated in the cytotoxic effect of cetuximab in colorectal cancer cells.

Altogether our results highlight a new pathway induced by cetuximab in wild type KRAS 

CRC cells. We propose a model of p38 role in cetuximab-induced cytotoxicity (Figure 6). In 

the absence of cetuximab (Figure 6A), EGF binds to EGFR and activates the AKT and ERK 

signaling pathways, which are involved in cell survival and proliferation. AKT and ERK 

phosphorylate FOXO3a and this phosphorylation leads to FOXO3a re-localization from the 

nucleus to the cytoplasm and to its degradation. The two FOXO3a target genes BIM and p27
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are therefore not transcribed any longer and this leads to cell survival and cell proliferation. 

On the other hand, cetuximab binding to EGFR (Figure 6B) leads to inhibition of AKT and 

ERK signaling, relieving their negative effect on FOXO3a. At the same time, cetuximab 

activates the MAPK p38 that further inhibits ERK signaling and activates FOXO3a by 

specific phosphorylation on serine 7. FOXO3a activation combined with the lack of ERK and 

AKT signaling leads to FOXO3a nuclear accumulation, transcription of its target genes, 

among which there are BIM and p27, and induction of apoptosis and inhibition of 

proliferation.

Discussion 

In the present study, we demonstrate the role of p38 and FOXO3a in the mechanism of 

action of cetuximab in CRC cells. Moreover we show that BIM and p27 have a major role in 

cetuximab cytotoxic and cytostatic effects.

We show for the first time that p38 phosphorylation is increased in CRC cells upon 

cetuximab treatment. Previously, Eke et al (Eke et al, Cancer Research, 2013) reported that in 

non-small cell lung cancer (NSCLC) cells, cetuximab-induced p38 activation, together with 

JNK phosphorylation, promotes fibronectin biosynthesis and secretion. This can lead to 

cetuximab resistance in cells that express integrins, because 1/&'/&1&%23"A&%">';PCH'".1&#%".'

receptor is the main mediator for cell-fibronectin interactions. In this case p38 induction 

participates in a mechanism of drug resistance, thus its inhibition would increase the cytotoxic 

effect of cetuximab. Although DiFi cells also express fibronectin and the !5#1 receptor (Vial 

et al, JBC 2012), our results are different because all the experiments were done on plastic 

and cells were not grown in the presence of extracellular matrix.
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The relationship between EGFR and p38 has not been extensively studied, but few

data have been published on EGFR phosphorylation by p38. In 2006, three studies 

demonstrated that p38 can phosphorylate EGFR, leading to its internalization and subsequent 

degradation (Zwang et al, 2006, EMBO, Vegarajauregui et al, 2006 and Winograd-Katz et al, 

2006). These data have been confirmed by Adachi et al who showed in CRC cells that (2)-

Epigallocatechin gallate (EGCG) causes EGFR phosphorylation at ser1046/1047 via p38 

activation, leading to EGFR internalization and degradation (Adachi et al, Carcinogenesis, 

2009). More recently, Swat et al demonstrated that p38 is involved in EGFR degradation 

without affecting its phosphorylation, but rather by regulating negatively the cCBL inhibitor 

Sprouty2, leading to up-regulation of the ubiquitin ligase cCBL and subsequent EGFR 

degradation (Swat et al, MCB, 2009). As cetuximab inhibitory activity can be attributed to its

ability to translocate EGFR molecules away from the plasma membrane, p38 role in EGFR 

internalization may be involved in the mechanism of action of cetuximab. Indeed, by 

removing EGFR from the cell surface, p38 blocks the growth factor-mediated survival and 

proliferation pathways. Conversely, p38 inhibition can prevent EGFR internalization and 

degradation, ultimately promoting cell survival and proliferation.

Our study shows that upon cetuximab treatment, p38 can activate FOXO3a. Lam and 

collaborators have recently reported that p38 phosphorylates directly FOXO3A on ser 7,

promoting its nuclear translocation and activation (Ho et al, JBC, 2012). This new p38 target 

protein is specific, because the other mammalian members of the FOXO family (FOXO1, 

FOXO4 and FOXO6) do not harbor this phosphorylation site. Moreover, FOXO3a 

phosphorylation on ser-7 is exclusively mediated by p38, because inhibition of JNK, PI3K 

and ERK has no effect on this phosphorylation. These data reinforce the role of p38 in

FOXO3a activation after cetuximab treatment. While most FOXO3a phosphorylation sites 
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have inhibitory effects on its activity and nuclear localization, ser-7 phosphorylation is 

associated with FOXO3a nuclear accumulation and the subsequent induction of apoptosis and 

inhibition of cell proliferation. Our results are consistent with the role of p38 on FOXO3a 

activity described by Lam.

While FOXO3a activation upon incubation of CRC cells with cetuximab was never reported,

some publications have shown that drugs targeting the EGFR signaling, particularly erlotinib 

in cells from patients with chronic obstructive pulmonary disease (Ganesan et al, Thorax, 

2013) or gefitinib, lapatinib and trastuzumab in breast cancer cells (Krol et al, Mol Cancer 

Therapeutics, 2007, Hedge et al, Mol Cancer Therapeutics, 2007, Real et al, Cancer Research, 

2005), can activate FOXO3a, leading to cell death and/or cell cycle arrest. These results 

indicate that cell death and the anti-proliferative effects induced by EGFR inhibition can be 

attributed, at least in part, to the specific activation of FOXO3a and that, as a consequence,

FOXO3a nuclear localization could become a useful biomarker of the therapeutic success of 

EGFR inhibitors.

However, our results contradict the work by Simone’s group showing that p38 

inhibition (and not p38 activation like in the present study) in CRC cells induces FOXO3a 

activation and subsequently autophagy, cell death and tumor growth reduction (Chiacchiera et 

al, Cancer Letters, 2012). They demonstrated that p38 inhibition leads to a decrease in 

intracellular ATP levels and activation of AMP-activated protein kinase (AMPK). AMPK in 

turn activates FOXO3a (phosphorylation at Thr-179, Ser- 399, Ser-413, Ser-555, Ser-588, and 

Ser-626) without affecting its cytoplasmic/nuclear distribution. These differences may be 

linked to the specific FOXO3a phosphorylation. We have shown that p38-specific ser7-

phosphorylation of FOXO3a is essential because the ser-7 phosphorylation-defective 

FOXO3a mutant could not localize to the nucleus any longer upon cetuximab treatment. 
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Moreover, Chiacchiera et al used KRAS or BRAF mutated CRC cells and chemotherapy,

whereas we used an anti-EGFR antibody in wild type KRAS CRC cells.

In conclusion, here we show that p38 participates in the cytotoxic and cytostatic effect 

of cetuximab in colorectal cancer cells. We and others have previously shown that p38 is 

involved in the mechanism of action of other anti-cancer drugs. For example, inhibition of 

p38 sensitizes colon cancer cells to SN38 (Paillas et al, Cancer Research 2011, Paillas, 

Autophagy, 2012), 5-fluorouracil (Yang et al, International journal of oncology, 2011), 

sorafenib (Grossi et al, Cancer Biology and therapy, 2012) and cisplatin (Germani et al, 

Cancer Letters, 2014). Moreover, p38 contributes to the cytotoxic effect of oxaliplatin (Chiu 

et al, Toxicol Letters, 2008, Liu et al, Chem Biol Interact, 2010, Dey et al, BMC Cell Biol, 

2012). Altogether, these results indicate that p38 is a major player in the treatment of 

colorectal cancer.
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Materials and methods 

Chemicals and reagents

Cetuximab (Erbitux®) was purchased from Merck (Darmstadt, Germany). SB202190 and 

SP600125 were from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, USA). Lapatinib (Tyverb®) and 

erlotinib (Tarceva®) were from . Primary antibodies against phospho-p38, phospho-AKT, 

phospho-ERK, phospho-JNK, phospho-ATF2, p38!$" cleaved caspase 3, tubulin, FOXO3a, 

BIM and p27 were from Cell Signaling Technology (Danvers, MA, USA); the anti-FOXO3a-

phosphoSer7 antibody was from E. Lam (ref). Secondary antibodies were horseradish 

peroxidase-conjugated anti-mouse or anti-rabbit antisera (Sigma Aldrich, St. Louis, MO, 

USA). 

Kinase assay

The p38 kinase assay was performed using the non-radioactive p38 MAPK Assay Kit from 

Cell Signaling Technology (Danvers, MA, USA), as previously described (Gongora, Cancer 

Biol Ther, 2008).

Cell culture and retroviral infections

The human EGFR-positive rectum adenocarcinoma DiFi cell line was obtained from Dr Clara 

Montagut (Barcelona, Spain). Cells were grown in DMEM supplemented with 10% fetal calf 

serum (FCS) and 2 mM L-glutamine at 37°C in humidified atmosphere with 5% CO2. 

DiFi cells expressing ShRNAs targeting luciferase, p38!, FOXO3a, BIM and p27"mRNA 

were obtained by retroviral gene transduction of the pSIREN vector in which the ShRNAs 

f&%&' >,2.&3G' =&,,<' f&%&' <&,&>1&3' f"1/' H' g#WAJ' 9$%2AU>".' 4.3' 1/&.' <140,&' >,2.&<' f&%&'

pooled.
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Plasmids

The pCMV-FLAG-tagged human wild type FOXO3a and mutated FOXO3a S7A expression 

vectors have been previously described (Ka-Ke Ho, 2012, JBC).

Subcellular protein extraction and immunoprecipitation

3 106 DiFi cells were scraped an lysed in lysis buffer (10 mM Hepes, 10 mM KCl, 1.5 mM 

MgCl2, 0.34M sucrose, 10% glycerol, protease inhibitors and 1 mM DTT) and then rapidly 

centrifuged at 3500 RPM. Supernatants containing cytosolic proteins were stored. Pellets

were then lysed in 3 mM EDTA, 0.2 mM EGTA and protease inhibitors and then vortexed to 

obtain the nuclear protein fraction. Immunoprecipitations were performed using 0.4 mg of 

proteins, protein A/G magnetic beads (Pierce) and the anti-FOXO3a antibody (CST).

Cell line authentication

DiFi cell lines have been identified by Enrofins Genomics on September 2014.

Immunofluorescence

Cells were plated on 12 mm glass coverslips in culture dishes. They were fixed in 3.7% 

formaldehyde, blocked in PBS with 1% BSA and 0.3% Triton and incubated with an anti-

FLAG monoclonal antibody and then with a FITC-conjugated anti-rabbit antiserum. DAPI 

was used to stain nuclei. Coverslips were then mounted in Moviol and images were recorded 

using a 63XNA objective and a Leica inverted microscope.

RNA preparation and RT-qPCR

Total RNA was isolated from DiFi cells using the RNeasy® mini Kit (Qiagen, Netherland) 

with an additional DNAse digestion step (Qiagen, Netherland). RNA was quantified by UV 

<9&>1%2<>29UG' _214,' \`6' IH' g#F' f4<' %&R&%<&' 1%4.<>%"0&3 using the SuperScript III reverse 
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transcriptase (Invitrogen, Life Technologies, USA). Real-time quantitative PCR was 

performed using the LC480 cycler (Roche Diagnostics, France) according to the 

manufacturer's instruction. The amplification specificity was verified by melting curve 

analysis. Real-time PCR values were determined by reference to a standard curve that was 

generated by real-time PCR amplification of a serially diluted cDNA sample using primers 

specific for p27, BIM and 28s. The quantification data were normalized to the amplification 

data for the reference gene 28s.

Drug sensitivity assay

Cell growth inhibition and cell viability after cetuximab incubation were assessed using the 

sulforhodamine B (SRB) assay, as previously described (Candeil, International Journal of 

cancer 2004).

Cell death analysis

Cell death analysis was performed using the Annexin V-FITC/7-AAD Kit (Beckman Coulter, 

Indiannapolis, USA). Cells were seeded in 6-well plates at 1 106 cells/well. After a 24-hour 

rest, cells were incubated with 0.5 µg/ml cetuximab, 5 µM SB202190, or 0.5 µg/ml 

cetuximab + 5 µM SB202190 for 48 hours. Cells (1 × 106) and the corresponding 

supernatants were then labeled using the Annexin V-FITC/7-AAD Kit. Analyses were done 

on a FC500 Beckman Coulter Flow Cytometer. Annexin V-FITC positive cells were 

quantified using the Flow Jo analysis software (Treestar Inc, Ashland, Oregon, USA).
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Cell cycle analysis

Cells were seeded in 6-well plates at 1 106 cells/well. After a 24-hour rest, cells were treated 

with 0.5 µg/ml cetuximab, 5 µM SB202190, or 0.5 µg/ml cetuximab + 5 µM SB202190 for 

48 hours. One million cells were pelleted, washed with PBS, fixed in 75% ethanol, treated 

with 100 µg/mL RNAse (QIAGEN) and stained with 40 µg/mL propidium iodide. Analyses 

were done on a FC500 Beckman Coulter Flow Cytometer. The cell cycle distribution was 

then determined with a FC500 Beckman Coulter Flow Cytometer using the FL-3 channel. 

Cells were gated on a dot plot that displayed the DNA pulse-peak versus the DNA-pulse area 

to exclude doublets. Cell cycle distributions were illustrated using the Flow Jo analysis 

software (Treestar Inc, Ashland, Oregon, USA).

Cell proliferation analysis

Cell proliferation was measured by incorporating 5-ethynyl-?h-deoxyuridine (EdU) into DNA 

during the active DNA synthesis (i.e., the last 30 hours of culture). After cell fixation –

permeabilization in 75% ethanol/PBS, incorporated Edu was labeled and detected with the 

Click-iT® EdU Alexa Fluor® 488 Flow Cytometry Assay Kit (Invitrogen, Carlsbad, CA, 

USA). Analyses were done on a FC500 Beckman Coulter Flow Cytometer. Alexa Fluor 488-

conjugated EdU-positive cells were quantified using the Flow Jo analysis software (Treestar 

Inc, Ashland, Oregon , USA).
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Figures 

Figure 1: The MAPK p38 is activated by cetuximab. A: Western blot analysis of phospho-

AKT (P-AKT), phospho-ERK (P-ERK), phospho-p38 (P-p38) and phospho-JNK (P-JNK) in 

DiFi cells incubated with cetuximab (Ctx) for 24 hours. Equal loading is shown by tubulin 

(Tub). B: SRB assays to assess cetuximab cytotoxicity in DiFi cells incubated with cetuximab 

alone or together with the JNK inhibitor SP600125 (SP) or the p38 inhibitor SB202190 (SB).

C: Top panel: Kinase assay to test p38 activity (performed with immunoprecipitated  p38) in 

cells incubated with 0.5 µg/ml cetuximab alone (Ctx), 5 µM SB202190 (SB) alone or with 0.5 

µg/ml cetuximab + 5µM SB202190 (Ctx + SB) for 24 hours. Western blot analysis of 

phosphorylated ATF2. Lower panels. Western blot analysis of phospho-p38 (P-p38) in DiFi 

cells incubated with 0.5 µg/ml cetuximab alone (Ctx), 5 µM SB202190 (SB) alone or 0.5 

µg/ml cetuximab + 5µM SB202190 (Ctx + SB) for 24 hours. Equal loading is shown by 

tubulin (Tub). D: Western blot analysis of phospho-AKT (P-AKT) and phospho-ERK (P-

ERK) in DiFi cells incubated with 0.5 µg/ml cetuximab alone (Ctx), 5 µM SB202190 (SB) 

alone or with 0.5 µg/ml cetuximab + 5µM SB202190 (Ctx + SB) for 24 hours. Equal loading 

is shown by tubulin. NT, not treated. !! p<0.01.

Figure 2: The MAPK p38 is necessary for the cytotoxic effect of EGFR-targeted therapies. A:

Western blot analysis of phospho-p38 (P-p38) to evaluate p38 activation in DiFi cells 

incubated with 0.5µg/ml cetuximab for 1, 6, 24, 48, 72 and 96 hours (Left panels) or at 0.01, 

0.1, 1 and 10 µg/ml for 24 hours (Right panels). Equal loading was assessed with an anti-
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tubulin antibody. B: Top panels: Western blot analysis of p38! expression in DiFi cells 

transduced with ShRNAs against p38! (Shp38!1 and Shp38!2) or against Luciferase

(ShLuc) (control). Equal loading is shown by tubulin. Low panel: SRB assays to assess 

cetuximab cytotoxicity in DiFi cells transduced with two different ShRNAs against p38!

(Shp38!1 and Shp38!2). C: SRB assays to assess the cytotoxicity of lapatinib (Lapa) (Top 

panel) or erlotinib (Erlo) (Lower panel) alone or in combination with 5µM SB202190 (SB, 

p38 inhibitor) in DiFi cells. NT, not treated. ! p<0.05, !! p<0.01.

Figure 3: The MAPK p38 participates in cetuximab apoptotic and anti-proliferative effect. A:

Western blot analysis of cleaved-caspase 3 (Cleaved Casp3) or phospho-p38 (P-p38) in DiFi 

cells incubated with increasing concentrations of cetuximab (Ctx, 0.01, 0.1, 1 and 10 µg/ml)

for 48 hours. Equal loading was assessed with an anti-tubulin antibody. B: DiFi cells were 

incubated with increasing concentrations of cetuximab (Ctx) for 48 hours and apoptosis was 

determined by quantifying the number of 7AAD-negative and Annexin V-FLUOS-positive 

cells with a FACScan flow cytometer (Top Panels) or by quantifying the proportion of cells 

in the subG1 phase of the cell cycle (Lower panels). C: Quantification of apoptosis in DiFi 

cells incubated with 0.5µM cetuximab (Ctx) alone, 5µM SB202190 alone (SB) or 0.5µg/ml 

cetuximab + 5µM SB202190  (Ctx+SB) for 48 hours by calculating the number of 7AAD-

negative and Annexin V-FLUOS-positive cells with a FACScan flow cytometer or (D) the 

proportion of cells in the subG1 phase of the cell cycle (Left panels). The histogram shows 

the mean of three experiments (Right panel). E: Western blot analysis of cleaved-caspase 3 

(Cleaved Casp3) in DiFi cells incubated with 0.5µM cetuximab (Ctx) alone, 5µM SB202190 

(SB) alone or 0.5µg/ml cetuximab + 5µM SB202190 (Ctx+SB) for 48 hours. Equal loading 

was assessed with an anti-tubulin antibody. F: Cell proliferation was analyzed by quantifying 

the percentage of Edu-labeled DiFi cells after incubation with 0.5µM cetuximab (Ctx) alone,

5µM SB202190 alone (SB) or 0.5µg/ml cetuximab + 5µM SB202190 (Ctx+SB) for 48 hours
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(Left panels). The histogram shows the mean of three experiments (Right panel). G: Cell 

cycle distribution in DiFi cells was assessed by quantifying propidium iodide staining with a 

FACScan flow cytometer after incubation with 0.5µM cetuximab (Ctx) alone, 5µM

SB202190 alone (SB) or 0.5µg/ml cetuximab + 5µM SB202190 (Ctx+SB) for 48 hours. NT, 

not treated. !!! p<0.001.

Figure 4: Cetuximab activates the transcription factor FOXO3a in a MAPK p38-dependent 

manner. A: Western blot analysis of FOXO3a in the cytoplasm and in the nucleus (in this 

case after FOXO3a immunoprecipitation). DiFi cell were incubated with 10µg/ml cetuximab 

(Ctx) for 1 and 6 hours (Top panels). Western blot analysis of FOXO3a and phospho-ser7-

FOXO3a in nuclear extracts after FOXO3a immunoprecipitation. DiFi cell were treated with 

10µg/ml cetuximab alone (Ctx) or 10µg/ml cetuximab + 5µM SB202190 (Ctx + SB) for 1 

hour (Lower panels). B: Detection of FLAG-tagged wild type FOXO3a by 

immunofluorescence in DiFi cells incubated with 10µg/ml cetuximab (Ctx), 5µM SB202190 

(SB) or 10µg/ml cetuximab+5µM SB202190 (Ctx + SB) for 1 hour. C: Western blot analysis 

of FOXO3a expression in DiFi cells transduced with three different ShRNAs against 

FOXO3a (F1, F2 and F3) or against Luciferase (Luc) (control). Equal loading is shown by 

tubulin expression (Top panels). SRB assays to assess cetuximab cytotoxicity in DiFi cells 

transduced with the F2 ShRNA against FOXO3a (Lower panel). D: Detection of FLAG-

tagged mutant FOXO3a-7A by immunofluorescence in DiFi cells incubated with 10µg/ml 

cetuximab (Ctx), 5µM SB202190 (SB) or 10µg/ml cetuximab+5µM SB202190 (Ctx + SB) 

for 1 hour. NT, not treated. 

Figure 5: BIM and p27, downstream targets of FOXO3a, participate in cetuximab apoptotic 

effect. A: RT-qPCR quantification of BIM (Left panel) and p27 transcripts (Right panel) in 
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DiFi cells incubated with 0.5µM cetuximab (Ctx) alone, 5µM SB202190 alone (SB) or 

0.5µg/ml cetuximab + 5µM SB202190 (Ctx+SB) for 48 hours. B: Western blot analysis of 

BIM and p27 expression in DiFi cells incubated with 0.5µM cetuximab (Ctx) alone, 5µM 

SB202190 alone (SB) or 0.5µg/ml cetuximab + 5µM SB202190 (Ctx+SB) for 48 hours.

Equal loading was assessed with an anti-tubulin antibody. C: Western blot analysis of BIM 

expression in DiFi cells transduced with three different ShRNAs directed against BIM

(ShBIM1, ShBIM2 and ShBIM3) or against Luciferase (ShLuc) (control). Equal loading is 

shown by tubulin expression (Left panels). SRB assays to assess cetuximab cytotoxicity in 

DiFi cells transduced with ShRNAs against BIM (shbim2 and shbim3) or Luciferase (shLUC) 

and incubated with 0.5µg/ml cetuximab alone (Ctx) or 0.5µg/ml cetuximab + 5µM SB202190 

(Ctx+SB) for 96 hours (Right panel). D: Western blot analysis of p27 expression in DiFi 

cells transduced with ShRNAs against p27 (Shp27) or against Luciferase (ShLuc) (control). 

Equal loading is shown by tubulin expression (Left panels). SRB assays to assess cetuximab 

cytotoxicity in DiFi cells that express ShRNAs against p27 and incubated with 0.5µg/ml 

cetuximab alone (Ctx) or 0.5µg/ml cetuximab + 5µM SB202190 (Ctx+SB) for 96 hours

(Right panel). ! p<0.05, !! p<0.01, !!! p<0.001.

Figure 6: Schematic model summarizing the MAPK p38 and FOXO3a implication in 

cetuximab signaling. A: EGF binding to EGFR activates the AKT and ERK signaling 

pathways. AKT and ERK can phosphorylate FOXO3a and this phosphorylation leads to 

FOXO3a re-localization from the nucleus to the cytoplasm and to FOXO3a degradation. As a 

consequence, BIM and p27, which are target genes of the transcription factor FOXO3a and 

are involved in apoptosis and repression of cell proliferation, are not transcribed. This leads to 

cell survival and cell proliferation. B: Binding of cetuximab to EGFR leads to inhibition of 

the AKT and ERK signaling pathways and, consequently their negative effect on FOXO3a is 

relieved. Concomitantly, cetuximab activates the MAPK p38 that further inhibits ERK 
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signaling and specifically activates FOXO3a by phosphorylation on serine 7. FOXO3a 

activation combined with the lack of ERK and AKT activity leads to FOXO3a localization 

into the nucleus, transcription of its target genes, such as BIM and p27, and activation of 

apoptosis and inhibition of cell proliferation.
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1.3. Commentaire de l’article

Nous avons montré pour la première fois l’implication de la MAPK p38 dans le 

mécanisme d’action moléculaire du cetuximab dans le modèle DiFi.  En effet, l’inhibition de 

la MAPK p38 bloque partiellement l’effet apoptotique et antiprolifératif du cetuximab sur 

cette lignée. Nous avons également identifié l’effecteur transcriptionnel de ce blocage:

FOXO3a.

Cependant le rôle de p38 semble être différent dans les autres études menées 

précédemment. Il semble alors que p38 peut moduler la réponse au cetuximab via 

l’expression de la fibronectine (I) ou la modulation de la quantité ou des partenaires de 

l’EGFR (II). Dans la troisième partie, je discuterai de ce qu’il reste à faire pour compléter ce 

travail (III).

I. Rôle de p38 dans la résistance au cetuximab 

Les résultats obtenus précédemment par d’autres équipes sur l’étude de p38 dans la 

réponse aux anti-EGFR, démontrait que p38 est impliquée dans la résistance. L’équipe de Zuo 

et collaborateurs a montré que l’activation de p38 est augmentée dans une lignée de 

carcinome nasopharyngial résistante au cetuximab [225]. Et en 2013, il a été établi que p38

est responsable de la production de cytokine pro-tumorale induite par l’erlotinib dans les 

cellules de cancer tête et cou [226].

De plus, une équipe a déterminé que la MAPK p38 a plutôt un rôle dans la résistance

des cellules de cancer du poumon au cetuximab via son action sur la fibronectine. La MAPK 

p38 participe à la production de fibronectine responsable de l’inhibition de l’effet de 

l’anticorps. Les auteurs démontrent ainsi le rôle de p38 sur l’interaction de la cellule traitée 

avec son environnement extracellulaire après traitement au cetuximab [227]. Nous observons 

également cette augmentation de l’expression de fibronectine après traitement au cetuximab 

(Figure 29). En revanche, même si l’inhibition de p38 diminue la quantité de fibronectine cela 

ne suffit pas à induire une sensibilisation indiquant que le rôle de p38 dans la signalisation 

induite par le cetuximab est prépondérant à son rôle dans la résistance. Cependant, nous avons 

effectué nos expériences sur des cellules cultivées sur du plastique et non sur de la matrice 

extracellulaire comme les auteurs de cet article. De plus, les cellules de cancer du poumon ne 

se comportent pas comme les autres cellules face au cetuximab. Il a été montré que dans ces 
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cellules le statut KRAS n’est pas prédictif de la réponse au cetuximab [228;229]. Il est alors 

possible que le rôle de p38 soit dépendant de la lignée utilisée (tissu) et/ou des conditions de 

culture utilisées.

Figure 29: Expression de la fibronectine dans la lignée DiFi
Expression de la fibronectine dans les DiFi traitées au cetuximab, au SB202190 ou au cetuximab + SB202190. 
Les cellules ont été ensemencées à 1 millions sur des boites de pétri 10cm puis traitées au cetuximab 10µg/ml, au 
SB202190 5µM ou la combinaison et incubées 24h à 37°C. 

II. Rôle de p38 sur l’expression membranaire de l’EGFR et de son partenaire HER2 

a. Inhibition de p38 et expression membranaire de l’EGFR et de HER2

Des études montrent que p38 régule le renouvellement de l’EGFR à la membrane soit 

directement par phosphorylation [121] soit via SPROUTY2 et cCbl [122]. On pourrait alors 

émettre l’hypothèse que p38 a également un rôle dans l’effet du cetuximab via la régulation 

de la disponibilité du récepteur à la surface des cellules. Nous avons donc étudié l’effet de 

l’inhibition de p38 dans la régulation de l’expression membranaire des récepteurs EGFR et 

HER2 et la formation des homodimères d’EGFR ou des hétérodimères EGFR-HER2.

Nous avons déterminé si l’inhibition de la MAPK p38 par le SB202190, à la

concentration utilisée dans les expériences, modifie la quantité des récepteurs EGFR et HER2 

à la surface des DiFi par des expériences de cytométrie en flux. Les résultats indiquent que ce 

n’est pas le cas, l’inhibition de p38 ne modifie la quantité d’aucun de ces deux récepteurs de 

la famille HER (Figure 30).
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Figure 30: Le SB202190 ne modifie pas la quantité d’EGFR ni d’HER2 à la membrane des DiFi
Expression membranaire de l’EGFR et de HER2 de DiFi traitées au SB202190. Les cellules ont été ensemencées 
puis traitées 24h, 48h ou 72h au SB202190 5µM. Les graphes obtenus représentent l’expression des protéines en 
fonction du nombre de cellules. Plus le signal est décalé vers la droite, plus les cellules expriment de la protéine.

b. Effet de l’inhibition de p38 dans la formation des dimères EGFR-EGFR et EGFR-HER2

Grâce à une collaboration au sein de notre institut, nous avons pu tester l’effet de 

l’inhibition de p38 sur les dimères EGFR-EGFR et EGFR-HER2 sur une lignée de pancréas:

BxPC3. Pour cela nous avons utilisé la technique de TR-FRET (time-resolved fluorescence 

resonance energy transfer) qui consiste à détecter la proximité de deux cibles grâce à 

l’échange de fluorescence entre deux fluorochromes. Ces deux fluorochromes, l’un donneur et 

l’autre accepteur d’énergie, sont fixés à des anticorps ciblant, dans notre cas, l’EGFR ou

HER2. Si les deux récepteurs sont à proximité à la surface de la cellule il va y avoir un 

transfert d’énergie entre les fluorochromes donneur et accepteur et le signal alors émit par 

l’accepteur va être détecté. Il s’agissait dans notre étude de comparer si la proximité entre les 

récepteurs était modifiée par l’inhibition de p38 (SB202190). 

Les résultats préliminaires obtenus montrent une tendance à perdre les dimères EGFR-EGFR 

au profit des dimères EGFR-HER2 (Figure 31).
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Figure 31: Le SB202190 diminue la quantité d’homodimères EGFR-EGFR au profit des dimères EGFR-

HER2
Détection de la quantité de dimères EGFR-EGFR et EGFR-HER2 à la surface de BxPC3 traitées au SB202190.
* p <0,05, ** p <0.01, *** p <0.001.

Il semble donc que p38 favorise la dimérisation de l’EGFR avec un autre EGFR plutôt 

qu’avec HER2 dans la lignée BxPC3. Dans la littérature, il apparait que les dimères EGFR-

HER2, comme les autres dimères contenant HER2, sont responsable d’une induction plus 

forte des fonctions de prolifération et d’invasion dans des cellules CHO (hamster) que les 

dimères EGFR-EGFR [230]. L’inhibition de ce dimère devrait donc conduire à une inhibition 

de la prolifération. De plus, il a été montré que le cetuximab diminue la formation des dimères 

EGFR-EGFR et EGFR-HER2 [231] et cet effet participe directement à l’action anti-tumorale 

du cetuximab dans des lignées de NSCLC et de carcinome gastrique p53 mutées. Nous 

pouvons donc émettre l’hypothèse que soit, en modifiant les dimères de récepteurs à la 

surface de la cellule, l’inhibition de p38, en augmentant la proportion de dimères EGFR-

HER2 disponible au cetuximab, conduit à une meilleure inhibition de la prolifération des 

cellules cancéreuses. Soit cette accumulation de dimères EGFR-HER2 par l’inhibition de p38

conduit à une augmentation de la prolifération et contrebalance l’effet inhibiteur du 

cetuximab. 

Dans la lignée de CCR DiFi, nous observons que l’inhibition de p38 conduit à une 

meilleure survie des cellules au cetuximab.

Il est donc probable que soit l’effet de l’inhibition de p38 est le deuxième décrit, soit

cet effet est dépendant de la lignée étudiée (tissu et statut TP53), ou alors l’impact de p38
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dans ce mécanisme est moins important que son rôle dans l’action du cetuximab dans la 

lignée BxPC3. Les résultats doivent être reproduits avec la lignée DiFi avant de pouvoir 

conclure clairement sur l’effet de l’inhibition de p38 sur la formation des différents dimères et 

l’implication dans la réponse au cetuximab.

III. Rôle de p38 dans d’autres modèles 

La limite de notre travail se situe dans l’utilisation de cellules in vitro et l’accessibilité 

à d’autres lignées de CCR KRAS sauvage.

a. In vivo

Nous devons confirmer les résultats que nous avons obtenus in vitro dans un modèle in 

vivo sur des xénogreffes de la lignée DiFi. Ce modèle nous permettra de prendre en compte 

l’ADCC induite par le cetuximab via les NK. La MAPK p38 a été montrée comme impliquée 

dans l’activation des NKs [232]. Ce qui signifie qu’en complément de son rôle dans le 

mécanisme d’action du cetuximab, p38 est également capable de favoriser l’ADCC suite à la 

fixation de la partie Fc du cetuximab sur les cellules effectrices de l’immunité. Malgré 

plusieurs tentatives nous avons échoué à mettre en place un test de l’ADCC in vitro.

b. In vitro

In vitro, nous avons démontré l’implication de p38 dans les cellules DiFi. Les résultats 

préliminaires sur une autre lignée sensible au cetuximab, les LIM1215, montrent que 

l’inhibition de p38 semble également bloquer l’effet du cetuximab et de l’erlotinib (Figure

32). La confirmation de ces travaux préliminaires est en cours.
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Figure 32: Le SB202190 diminue la toxicité de l’erlotinib et du cetuximab sur les LIM1215
Cytotoxicité de l’erlotinib, du cetuximab et de la combinaison erlotinib ou cetuximab et SB202190 sur les 
cellules LIM1215.

Conclusion

Au vu de ces résultats, et même s’ils restent à être confirmés in vivo, il ne semble pas 

judicieux de combiner l’inhibition de la MAPK p38 avec l’utilisation du cetuximab dans le 

traitement du CCR. Cependant, comme indiqué dans l’introduction, l’implication de la 

MAPK p38 dans la réponse des patients au cetuximab avec l’irinotécan ne semble concerner 

qu’une faible proportion de patients traités. Il apparait que, dans la majorité des patients,

l’activation de la MAPK p38 reste un marqueur de non réponse à cette combinaison. Il nous 

faut donc maintenant identifier les autres marqueurs biologiques de réponse à cet anticorps

qui doivent être associés à la détection de p38 afin de sélectionner les patients atteint de CCR

pouvant bénéficier de cette thérapie ciblée. Les résultats où p38 est inhibiteur de l’action du

cetuximab ont été obtenus sur des lignées présentant des mutations de la protéine p53. En 

effet, une équipe a montré que le rôle de p38 dans des lignées de CCR p53 mutées est plutôt 

d’inhiber l’activation de FOXO3a [233], son inhibition conduisant alors à une sensibilisation 

des cellules à l’inhibition de MEK/ERK [234]. Il semble donc que dans ces lignées p53 

mutées, p38 ait un rôle différent et opposé de celui que nous décrivons dans notre modèle p53 

sauvage. Ces résultats indiquent que le statut de p53 semble avoir un impact sur le rôle de 

p38.

Afin de déterminer si le rôle de p38 est influencé par p53, nous nous proposons

d’étudier le rôle de p53 dans la réponse au cetuximab.
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Perspectives pour l’utilisation de p38 comme biomarqueur ou nouvelle cible 

thérapeutique

Le cetuximab n’est bénéfique qu’à un certain nombre de patients présentant des statuts

sauvages pour un nombre important de protéines de la voie EGFR. Il serait intéressant de 

trouver une thérapie ciblée bénéficiant à une plus grande majorité de patients. D’autres 

équipes et nous-mêmes avons démontré que l’inhibition de la MAPK p38 améliore la réponse 

des cellules de CCR à l’irinotécan et au 5-FU [172;173]. L’inhibition de p38 en combinaison 

avec l’irinotécan est efficace dans plusieurs lignées de colon aux caractéristiques différentes. 

Nous proposons donc de déterminer si l’inhibition de la MAPK p38 en combinaison avec les 

chimiothérapies serait plus efficace que l’association du cetuximab avec les chimiothérapies 

et permettrai également de traiter un plus grand nombre de patient atteint de CCR.

Pour valider cette hypothèse il nous faut déterminer, in vitro et in vivo, quelle est la 

meilleure combinaison entre iri+CTX et iri+inhibition de p38 sur un panel de lignées 

cellulaires de CCR.

Nous avons donc comparé les combinaisons iri+CTX et iri+SB202190 par des tests de 

cytotoxicité sur plusieurs lignées de CCR. Dans toutes les lignées que nous avons testé la 

combinaison iri+SB et meilleure que la combinaison iri+CTX, à l’exception des lignées 

SW48 et LS174T dans lesquelles aucune des combinaisons n’améliore la réponse (figure 33).

Figure 33: IC50 SN38 en combinaison avec le SB202190 ou le cetuximab dans différentes lignées de CCR
Comparaison des cytotoxicités du SN38 seul, combiné au SB202190 ou combiné au cetuximab sur les cellules 
HCT-116, SW48, LS174T, SW480, Caco2, DiFi et HT29. * p <0,05, ** p <0.01, *** p <0.001.

Dans 5 lignées de CCR sur 7 testées, l’inhibition de p38 améliore la cytotoxicité du 

SN38. En revanche, le cetuximab n’améliore la réponse au SN38 dans aucune des lignées 

testées même les lignées KRAS sauvage. La combinaison d’un autre dérivé de la 

camptothécine, le topotécan, avec le cetuximab a auparavant été démontré in vitro, dans la 
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lignée GEO [93]. Les auteurs utilisent alors un traitement séquentiel des cellules (2jours 

topotécan puis 2 jours cetuximab) et obtiennent un meilleur effet cytotoxique de la 

combinaison comparée aux traitements seuls. Le topotécan nécessitant des cellules en 

prolifération pour agir et le cetuximab bloquant la prolifération cellulaire, l’idée de traitement 

séquentiel est compréhensible. Et la différence entre leurs résultats et les nôtres semble être 

due à la différence dans la méthode de traitement. Le SN38 ayant également besoin de 

cellules en prolifération pour agir, il nous faudra donc tester l’efficacité d’un traitement 

séquentiel sur nos lignées afin de pouvoir comparer l’efficacité de la combinaison SN38 plus 

cetuximab à la combinaison SN38 plus inhibition de p38 et de valider la supériorité d’un 

traitement sur l’autre.

L’idée ici n’est pas de confirmer une nouvelle fois que le cetuximab n’est pas efficace 

dans les lignées KRAS mutées mais plutôt de démontrer qu’en utilisant l’inhibition de p38

nous traiterions un plus grand nombre de patients. 

Au vu de ces résultats, l’inhibition de la MAPK p38 en combinaison avec l’irinotécan

semble meilleure que la combinaison cetuximab+irinotécan. Ces résultats doivent être validés 

avec la méthode de traitement séquentiel puis confirmés in vivo afin de prendre en compte 

l’effet du système immunitaire et de l’environnement tumoral.

Pour conclure, notre étude a permit de mettre en évidence, dans une lignée de CCR, le 

rôle encore inconnu de la MAPK p38 sur le mécanisme d’action du cetuximab et d’émettre 

l’hypothèse d’une thérapie alternative à cette thérapie ciblé: l’inhibition de cette MAPK. Elle 

nous a également permis d’émettre l’hypothèse d’un rôle de p53 dans l’effet de l’inhibition de 

p38 en réponse au cetuximab.

La MAPK p38 est connue pour agir sur p53. Des études récentes montrent que p53 

peut être impliqué dans la réponse au cetuximab. La deuxième partie du projet a donc été 

d’étudier le rôle de p53 et son lien avec la MAPK p38 dans la réponse au cetuximab dans la 

lignée DiFi p53 sauvage et Caco2 p53 mutée. 
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1.4. Matériel et méthodes supplémentaire

Analyse des coupes de tumeurs des patients

Les coupes de tumeurs de 55 patients ayant reçu un traitement associant irinotécan et 

cetuximab ou FOLFIRI et cetuximab (6 patients) ont été marquées avec un anticorps anti-

phospho p38 (pp38 9211 CST). Le taux de marquage de pp38 correspond au nombre de 

cellules marquées combiné à l’intensité du marquage. Les comparaisons ont été réalisées avec 

le test de Wilcoxon et le test de Kruskal-Wallis. Les différences ont été considérées comme 

statistiquement significatives lorsque p<0.05. Les analyses statistiques ont été faites en 

utilisant le logiciel STATA 11.0 (StataCorp LP, College Station, TX, USA).

Extraits protéiques

Après retrait du milieu et du traitement, les cellules ont été décollées à l’aide d’une 

spatule puis reprise dans un volume de tampon SDS (bleu de bromophé.2,B' PQ' C-

mercaptoéthanol, 2% SDS, 10% glycérol, 62.5 mM Tris-HCl pH 6.8) correspondant à 10 000

cellules/µl. 20µl d’extrait ont été déposé sur un gel SDS-PAGE 7,5%. L’anticorps anti-

fibronectine (BD transduction laboratories) est utilisé au 1000ème et le secondaire anti-mouse

au 5000ème. Le signal HRP est révélé à l’aide d’une solution (Western lightning plus ECL 

Perkin Elmer) puis détecté à l’aide d’une Gbox.

Détection des récepteurs membranaires

Les cellules ont été ensemencées (1 million de cellules par puits) puis traitées au 

SB202190 à 5µM pendant 24, 48 ou 72h. Elles ont ensuite été fixées mais non perméabilisées

afin de ne détecter que les récepteurs à la surface. Suite à une incubation avec l’anticorps 

primaire anti-EGFR (CST) et l’anti-HER2 (FRP5 Larbouret C., IRCM), puis l’anticorps 

secondaire anti-mouse Alexa 488 (Invitrogen), elles ont été analysées par cytométrie en flux 

(FC500 Beckman coulter) puis avec le logiciel Flow Jo.

Expérience HTRF : TR-FRET

La lignée de carcinome de pancréas, BxPC-3, a été obtenue de l’ATCC. Les cellules 

ont été ensemencées sur une plaque 96 puits noire après dépôt de polyornithine au fond des

puits. Après 24h, le SB202190 est dilué dans du milieu sans rouge de phénol pour obtenir une 

concentration de 5µM puis ajouté aux cellules pour 24h. Les anticorps utilisés pour ce test 

sont l’anti-EGFR m425 et l’anti-HER2 FRP5 (Larbouret C., IRCM) marqués  avec un 
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donneur et un accepteur (Cisbio Bioassays). Après 24h les cellules ont été lavées avec un 

tampon KREBS (146 mM NaCl, 4 mM KCl, 0.5 mM MgCl2, 1 mM CaCl2, 10 mM HEPES, 

1 g/L glucose et 1 g/L de bovine serum albumin, Sigma-Aldrich), fixées en formaline 10% 

pour 2 min puis lavées de nouveau au tampon KREBS. Après incubation avec les anticorps 

marqués (5nM en tampon KREBS) à 37°C pendant 6h, les cellules ont été lavées en tampon 

KREBS. La fluorescence des fluorochromes a été mesurée à 620nm et 655nm après excitation 

à 337nm sur un Pherastar FS instrument. Sur la même plaque, une courbe étalon a été 

effectuée en mesurant le signal de dilution en série des anticorps. Le signal est exprimé 

>2AA&' i!))PIQF' IQ' 3"AY%&<F' M$"' >2%%&<92.3' 4$' %4992%1' &.1%&' ,&' <"#.4,' 3&' ,-K>/4.1",,2.'

moins le bruit de fond (milieu seul) et la courbe étalon. En parallèle, la quantité des deux 

récepteurs EGFR et HER2 sont mesurées afin que la variation de la quantité de dimère ne soit 

pas influencée par la diminution de la quantité d’un des deux récepteurs. Afin que le résultat 

ne soit pas influencé par une variation de la quantité de cellules dans le puits, la valeur 

obtenue sera normalisée par la concentration d’ADN (Hoechst 33342, Invitrogen) [235].

Test de cytotoxicité

Les DiFi ont été ensemencées en plaque 96 puits, 5000 cellules par puits, puis 

incubées 92h à 37°C avec des doses croissantes de cetuximab seul, d’erlotinib ou avec des 

concentrations croissantes de cetuximab ou d’erlotinib associées à 5µM de SB202190 (S7067, 

SIGMA). Les cellules sont ensuite fixées au trichloroacetate 10% (TCA) et le test est révélé 

avec la sulforhodamine B 4% (SRB). L’absorbance à 540nm est alors mesurée à l’aide d’un 

lecteur de plaques ELISA. Le pourcentage de cellules vivantes est calculé par rapport aux 

puits ne recevant pas de traitement. L’IC50 est déterminé graphiquement par report de la 

courbe sur l’axe des ordonnées. 
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III Rôle de p53 dans la réponse au cetuximab 

1. Introduction

Plusieurs résultats nous ont amené à nous intéresser au statut p53 de la ligné DiFi que 

nous utilisons pour étudier le cetuximab.

Des études récentes montrent que p53 a un rôle sur la réponse au cetuximab. Une 

équipe a montré que, chez 64 patients atteints d’un CCR métastatique traités au cetuximab 

avec l’irinotécan, la présence d’une mutation de la protéine p53 est corrélée avec le contrôle 

de la maladie (réponse complète ou partielle ou stabilisation de la maladie). Cette corrélation 

se trouve chez les patients indépendamment de leur statut KRAS mais elle est encore plus 

significative chez les patients KRAS sauvage [223]. Cependant, elle n’a pas été démontrée in 

vitro, ni sur une cohorte de patients traités au cetuximab seul. De plus, les auteurs ne précisent

pas si les patients présentent une protéine p53 inactive/absente ou si la mutation induit un gain 

de fonction. L’étude des différentes mutations indiquées dans leur article donnerait des 

informations plus précises sur leur impact dans la réponse au cetuximab.

Une autre équipe a montré au contraire, dans des cellules de cancer du poumon, que 

l’extinction de p53 diminue l’effet cytotoxique du cetuximab in vitro et in vivo. De plus, ils 

ont démontré que l’expression de p53 est perdue dans les clones cellulaires qu’ils ont rendu

résistants au cetuximab. Et lorsqu’ils rétablissent l’expression de p53 dans ces clones, ils 

redeviennent sensibles à l’anticorps [222]. Cependant les cellules de cancer de poumon ne se 

comportent pas comme les autres cellules face au cetuximab. Il a été montré que dans ces 

cellules le statut KRAS n’est pas prédictif de la réponse au cetuximab à l’inverse du CCR

[228;229].

Il semble donc nécessaire de clarifier le rôle de p53 sur l’effet du cetuximab in vitro

dans des cellules de cancer colorectal.

2. Matériel et Méthodes 

Lignées cellulaires:

Les cellules Caco2 (ATCC) sont cultivées en RPMI complémenté avec 20% de SVF et

maintenues sous atmosphère humide avec 5% de CO2. Les cellules DiFi ont été fournies par 

Dr Clara Montagut (Barcelone, Espagne). Elles sont maintenues en culture dans du milieu 
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DMEM-F12 complémenté avec 10% de sérum de veau fœtal et maintenues sous atmosphère 

humide avec 5% de CO2.

Les cellules DiFi exprimant un shRNA ciblant les ARNm de la protéine p53 ou de la protéine 

p38 ont été obtenues par transduction génétique rétrovirale du vecteur pSIREN dans lequel 

ont été cloné les shRNAs. La sélection se fait par résistance à l’hygromycine (125µg/ml) ou à 

la puromycine (1µg/ml).

Réactifs et anticorps

Le cetuximab (Erbitux®) provient de Merck (Damstadt, Allemagne). Le SB202190 

provient de Sigma-Aldrich (S7067, St Louis, MO, USA).

Les anticorps primaires dirigés contre phospho-p38, p38, caspase 3 clivée, BIM et p27 

proviennent de Cell Signaling Technology (Danvers, MA, USA), l’anticorps anti-fibronectine 

de BD transduction laboratoires et l’anticorps p53 (DO-1) de Santa Cruz Biotechnology. Les 

anticorps secondaires anti-souris et anti-lapin sont conjugués horseradish peroxidase (Sigma-

Aldrich, USA). Le signal HRP est révélé à l’aide d’une solution Western lightning plus ECL 

de Perkin Elmer.

Test SRB

Les Caco2 et les DiFi ont été ensemencées en plaque 96 puits (DiFi : 5000 cellules par 

puits, Caco2 : 1000 cellules par puits), puis incubées 96h à 37°C avec des doses croissantes de 

cetuximab seul ou avec des concentrations croissantes de cetuximab associées à 5µM de 

SB202190. Les cellules sont ensuite fixées au trichloroacetate 10% (TCA) et le test est révélé 

avec la sulforhodamine B 4% (SRB). L’absorbance à 540nm est alors mesurée à l’aide d’un 

lecteur de plaques ELISA. Le pourcentage de cellules vivantes est calculé par rapport aux 

puits ne recevant pas de traitement. L’IC50 est déterminé graphiquement par report de la 

courbe sur l’axe des ordonnées.

Extraits protéiques

Après retrait du milieu et du traitement, les cellules ont été décollées à l’aide d’une 

spatule puis reprise dans un volume de tampon SDS (bleu de bromophé.2,B' PQ' C-

mercaptoéthanol, 2% SDS, 10% glycérol, 62.5 mM Tris-HCl pH 6.8) correspondant à 10 000

cellules/µl. 20µl d’extrait ont été déposé sur un gel SDS 7,5%. 
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Analyse du cycle cellulaire et prolifération

Les cellules ont été ensemencées en plaques 6 puits à 1 million de cellules par puits.

Après 24h, les cellules sont traitées avec 0.5µg/ml de cetuximab pendant 48h et/ou 5µM de

SB202190. Pour déterminer la prolifération, l’EdU a été ajouté pendant la durée du temps de 

doublement des cellules (30h) avant la fin du traitement. Ainsi, toutes les cellules ayant 

progressé au travers cycle seront marquées et celles dont le cycle est bloqué ne le seront pas.

Après un traitement à la trypsine, les cellules ont été lavées au PBS, fixées et perméabilisées à 

l’Ethanol puis une partie des cellules a été marquée à l’iodure de propidium (IP) 40µg/ml 

(+100µg/ml de RNase Quiagen). Dans l’autre partie des cellules, l’EdU incorporé sera 

marqué à l’aide du Kit Click-iT® EdU Alexa Fluor® 488 Flow Cytometry Assay Kit

(Invitrogen,Carlsbad,CA,USA). La détection des cellules marquées à l’IP ou à l’Alexa 488 

sera faite sur un FC500 Beckman coulter Flow Cytometer. La distribution des cellules dans 

les différentes phases du cycle et la quantité de cellules EdU positives ont été déterminées 

avec le logiciel Flow Jo analysis (Treestar Inc, Ashlang, Oregon, USA). 

QPCR

Les ARN totaux ont été extrait des cellules DiFi et Caco2 à l’aide du kit RNeasy® mini 

kit (Quiagen, Hollande), une étape de digestion de l’ADN a été ajoutée (DNase Quiagen). 

L’ARN a  été quantifié à l’aide d’un nanodrop et 1µg a été utilisé pour la transcription inverse 

par la « reverse transcriptase » SuperScript III (Invitrogen, Life Technologies, USA). Les 

PCR quantitatives en temps réel ont été effectuées avec un LC480 (Roche Diagnostics, 

France) selon les recommandations du fabriquant. La spécificité de l’amplification a été 

vérifiée par analyse de la courbe de température de fusion. Les valeurs de Q-PCR ont été 

déterminées par référence à une courbe standard établie à partir de dilutions en série d’ADNc 

en utilisant les primers de BIM, PUMA et 28s. La quantification a été normalisée à partir du 

gène de référence: 28s.

Essai kinase

Le test d’activité de p38 a été fait à partir d’un kit non-radioactif de Cell Signaling 

Technology (9820, Danvers, MA, USA) selon les directives du fournisseur.

Expériences in vivo

Xénogreffes: Les souris femelles athymique nu/nu de 6 à 8 semaines proviennent des

laboratoires Harlan. Les cellules diluées dans mélange 50/50 de milieu sans SVF et de 
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matrigel (BD Biosciences, réf. 356231) ont été injectées en sous-cutané (1 million) sur le 

flanc de chaque souris. Les tumeurs ont été mesurées avec un pied à coulisse deux fois par 

semaine. Les souris ont été sacrifiées lorsque les tumeurs ont atteint 1500mm3 et les tumeurs 

ont été congelées.

Traitement au cetuximab et au SB202190: les traitements ont été administrés une fois 

que la taille des tumeurs ont été supérieures ou égales à 100mm3. Le groupe contrôle à reçu 

des injections de 200µl d’une solution de chlorure de sodium à 0.9% cinq jours par semaine. 

Le cetuximab a été injecté en intra-péritonéal deux fois par semaine à 5 mg/Kg. Le SB202190 

à également été injecté en intra-péritonéal cinq jours par semaine à une concentration de 0,05

µmol/kg (soit 0,2 mg/kg).

3. Résultats

3.1. Les Caco2 et les DiFi répondent différemment au cetuximab

Nous avons choisi d’utiliser deux lignées de CCR KRAS sauvage au statut TP53

différent: les DiFi utilisées dans l’étude précédente et la lignée Caco2. 

Ces deux lignées possèdent deux caractéristiques qui diffèrent : statut du gène TP53 et 

niveau d’expression de l’EGFR. La lignée DiFi présente une protéine p53 sauvage. En 

revanche, la lignée Caco2, présente une mutation sur l’exon 6 (STOP codon 204) du gène 

codant la protéine p53 entrainant la production d’une protéine tronquée [236]. La lignée DiFi 

possède une amplification génique de l’EGFR. L’impact de cette caractéristique sur la 

réponse au cetuximab a été établi précédemment. Cependant, nous nous sommes demandé si 

cette différence d’expression de l’EGFR est la seule explication à la différence de réponse 

entre les deux lignées (Tableau 7).



110

Tableau 7 : Caractéristiques des Caco2 et DiFi 
[237;70;238;75]

Nous avons donc comparé la réponse des lignées DiFi et Caco2 au cetuximab 

notamment dans l’apoptose et l’effet antiprolifératif induits.

Les résultats des tests de cytotoxicité montrent que les Caco2 et les DiFi ont des 

sensibilités différentes au cetuximab. Les Caco2 répondent beaucoup moins bien que les DiFi 

(30% d’inhibition vs 80%, IC50 DiFi: 35ng/ml vs Caco2: NA) (Figure 34). 

Figure 34 : Différence de cytotoxicité du cetuximab entre les DiFi et les Caco2
Comparaison de la cytotoxicité du cetuximab entre les DiFi et les Caco2. Pour les DiFi les doses de cetuximab 
sont en ng/ml, sur les Caco2 en µg/ml.

3.2. p53 participe à l’activation de p38 par le cetuximab

La suite du travail a consisté à étudier le lien entre p38 et p53 dans la réponse au 

cetuximab. La MAPK p38 peut phosphoryler p53 sur les résidus sérine 15, 33 et 46. Il existe 

donc un lien entre ces deux protéines. Il est intéressant de déterminer si, à l’inverse, p53 est 

impliqué dans l’induction de l’activation de p38 par le cetuximab.

Pour cela, nous avons analysé par Western Blot la phosphorylation de p38 afin de 

déterminer son niveau d’activation dans les lignées DiFi et Caco2 après traitement au 

cetuximab. Les résultats montrent que la MAPK p38 est activée dans les deux lignées mais
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plus faiblement dans les Caco2 (Figure 35A). Afin de déterminer si cette différence 

d’activation est due à l’absence de p53 dans les Caco2 nous avons inhibé la transcription de 

p53 dans les DiFi à l’aide d’un shRNA (Figure 35B). Les résultats obtenus indiquent que 

l’absence de p53 entraine une diminution de la phosphorylation de p38 (Figure 35C).

Par un essai kinase nous avons déterminé l’activité de p38 après traitement au 

cetuximab dans les DiFi shRNA Luc et shRNA p53. Les résultats montrent que l’absence de 

p53 inhibe l’activité de p38 dans les DiFi (Figure 35D). 

L’absence de p53 diminue la phosphorylation de p38 et son activité après induction 

par le cetuximab.

Figure 35: p53 module l’activation de p38
A. Activation de p38 dans les Caco2 et les DiFi. B. Western Blot contrôle de l’inhibition transcriptionnelle de 
p53. C. Activation de p38 dans les DiFi contrôles et les DiFi shRNA p53 sous les différents traitements. D.
kinase assay afin de tester l’activité de p38 après traitement au cetuximab. 

3.3. p38!#bloque partiellement la réponse des Caco2 au cetuximab

Nous avons évalué le rôle de p38 dans le mode d’action du cetuximab dans les caco2.

Pour cela, nous avons utilisé soit l’inhibition pharmacologique des isoformes p38;'&1'C'94%',&'

SB202190 soit l’inhibition transcriptionnelle de la MAPK p38;' N' ,-4"3&' 3&' 3&$@' </\`6'

différents (Figure 36C). L’effet de ces inhibitions sur la réponse des Caco2 au cetuximab a été 

déterminé par des tests de cytotoxicité révélés à la sulforhodamine B in vitro et l’inhibition

pharmacologique a également été testée in vivo sur des tumeurs de Caco2 xénogreffées sur 

des souris Nude. Les résultats montrent que la toxicité du cetuximab reste inchangée lorsque 

,&<'3&$@' "<2^2%A&<';'&1'C'<2.1' "./"0K&<B'&.'&^fet les taux de survie sont identiques entre les 

cellules traitées au cetuximab seul et celles traitées avec la combinaison cetuximab plus 
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SB202190 (Figure 36A). En revanche, la cytotoxicité du cetuximab est plus importante dans 

les cellules où seule la MAPK p38;' &<1' "./"0K&' 94%' ,&< shRNAs, comparé aux cellules 

contrôle (shRNA Luc), la survie est diminuée (ShRNA Luc: 78% de survie, ShRNAp38: 55%

de survie, p-value: 0.01 et shRNAp38bis: 58%, p-value: 0.04, Figure 36B). Ces résultats 

montrent que la MAPK p38;'bloque l’effet cytotoxique du cetuximab dans les Caco2. 

Figure 36: Seule l’inhibition de la MAPK p38!#$%&$'(')'$%#)%$#*+,-.#+/#,%0/1'2+(
A. Cytotoxicité du cetuximab et du cetuximab plus SB202190 sur les Caco2. B. Cytotoxicité du cetuximab sur
les Caco2 shRNA Luc ou shRNA p38;G'C. WB contrôle de l’inhibition de l’expression de p38;'94%',&<'</\`6<G
* p <0,05, ** p <0.01, *** p <0.001.

In vivo, la croissance des tumeurs traitées par le cetuximab et la combinaison 

cetuximab plus SB202190 est identique à celle du contrôle NaCl ou du traitement au SB seul 

(Figure 37).
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Figure 37: Effet des différents traitements sur des tumeurs de Caco2 xenogreffées en sous cutané
UA: unité arbitraire représentant la croissance de la tumeur par rapport à sa taille initiale (100 mm3).
Moyenne de trois expériences in vivo de traitement de xénogreffes sur des souris Nude au cetuximab, au 
SB202190 ou à la combinaison cetuximab plus SB202190. Les souris non traitées (NT) on reçu des injections de 
NaCl. Dose de cetuximab : 200 µg/souris. Dose SB202190 : 0,05 µmol/kg.

3.4. p38!#3+40','3%#5#)+#463-&$%#7%$ DiFi shRNA p53 au cetuximab

Afin de déterminer le rôle de p38 et de p53 dans la réponse des DiFi au cetuximab 

nous avons également effectué des tests de cytotoxicité SRB. Les résultats montrent que la 

toxicité du cetuximab est moins importante dans les DiFi shRNAp53 comparée aux cellules 

contrôle (shRNA Luc), comme indiqué par une IC50 (dose de drogue nécessaire pour obtenir 

une survie de 50%) plus élevée que celle des DiFi contrôle (IC50 CTX shRNALuc: 28ng/ml 

et IC50 CTX shRNAp53: 38ng/ml, p-value: 0.01, Figure 38). De plus, cette diminution de la 

réponse au cetuximab est équivalente à l’effet induit par l’inhibition de p38. En effet,

l’absence de p53 induit la même augmentation de l’IC50 que l’inhibition de p38 par le SB 

dans les cellules contrôle (IC50 CTX+SB shRNALuc: 38ng/ml p-value 0.01, Figure 38). Ces 

résultats confirment le rôle de p53 dans l’effet cytotoxique du cetuximab.

Enfin, l’inhibition combinée de p38 et p53 semble avoir un effet synergique

d’inhibition de l’effet du cetuximab. Elles induisent une augmentation plus prononcée de 

l’IC50 (IC50 CTX+SB shRNAp53: 63ng/ml, p-value: 0.001, figure 38). Des expériences 
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supplémentaires sont nécessaires pour confirmer la synergie. Cependant afin d’identifier le 

rôle respectif de p38 et p53 et leur rôle conjoint dans la réponse au cetuximab, nous avons 

continué à associer leur inhibition dans les expériences qui vont suivre. 

Figure 38: p53 participe à l’effet cytotoxique du cetuximab et effet synergique de la double inhibition p38

et p53
Cytotoxicité du cetuximab en l’absence de p53 seule ou combinée à l’inhibition de p38 dans les DiFi. WB 
contrôle de l’inhibition de l’expression de p53. * p <0,05, ** p <0.01, *** p <0.001.

3.5. p53 participe à l’apoptose mais pas à l’inhibition de la prolifération 

induite par le cetuximab

Nous avons ensuite voulu déterminer dans quel(s) mécanisme(s) d’action du 

cetuximab p53 à un rôle. Nous avons donc dans un premier temps, étudié l’effet de l’absence 

de p53 dans l’induction de l’apoptose par le cetuximab. 

Pour cela, nous avons utilisé deux méthodes de détection de l’apoptose. La première 

est la détection de caspase 3 clivée par Western Blot. La deuxième est l’analyse de la 

proportion de cellules en phase sub-G1 du cycle cellulaire, qui correspond à des cellules en 

apoptose tardive, par analyse de cytométrie en flux après marquage de l’ADN à l’iodure de 

propidium (IP).

L’analyse par Western Blot indique que le cetuximab induit le clivage de la caspase 3

dans les cellules contrôle mais l’absence de p53 suffit à inhiber ce clivage (figure 39A). De 

plus, ce résultat est confirmé par la diminution de la proportion de cellules en phase sub-G1

des cellules shRNA p53 par rapport aux cellules contrôles shRNA Luc (shRNA Luc: 26% de 

cellules en sub-G1, shRNAp53: 13% de cellules en sub-G1, p-value: 0.005) (Figure 39B).
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Comme observé précédemment dans les tests de cytotoxicité, l’absence de p53 induit 

la même diminution de l’apoptose que l’inhibition de p38 (shRNALuc CTX+SB: 12% de 

cellules en sub-G1, p-value: 0.0008) (Figure 39B). Et la combinaison de l’inhibition de ces 

deux protéines bloque l’apoptose induite par le cetuximab dans les cellules contrôles (shRNA 

Luc CTX: 26% de cellules en sub-G1 versus shRNAp53 CTX+SB: 6% de cellules en sub-G1,

p-value: 0.001). Ces résultats montrent que p53 contribue à l’effet apoptotique du cetuximab 

tout comme p38 comme démontré dans nos précédant travaux.

Nous avons ensuite testé l’effet de l’absence de p53 sur la prolifération cellulaire. Pour 

cela nous avons utilisé le marquage des cellules en prolifération par l’incorporation d’EdU 

puis détection par FACS. Comme attendu, les résultats montrent que le cetuximab diminue la 

prolifération des cellules contrôles, en effet le pourcentage de cellules marquée à l’EdU passe 

de 63% à 31% à 48h de traitement (p-value: 0.0001, Figure 39C). L’absence de p53 ne 

modifie pas cette inhibition de prolifération (shRNAp53 CTX: 33% de cellules en 

prolifération). Seule l’inhibition de p38 a un effet sur le pourcentage de cellules marquées,

comme décrit dans nos travaux précédent, dans les cellules contrôles (shRNALuc CTX: 32%

de cellules en prolifération et shRNALuc CTX+SB: 46% de cellules en prolifération, p-value:

0.006) et dans les cellules dépourvues de p53 (shRNAp53 CTX: 33% de cellules en 

prolifération et shRNAp53 CTX+SB: 52% de cellules en prolifération, p-value: 0.006). Ceci 

indique que p53 n’est pas impliqué dans le rôle antiprolifératif du cetuximab. 

Dans les Caco2, le cetuximab n’induit pas d’apoptose et induit une faible diminution 

de la prolifération qui n’est pas significative (Figure 39D et 39E).
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Figure 39: L’absence de p53 bloque l’apoptose induite par le cetuximab mais ne modifie pas la 

prolifération
A. Détection de la caspase 3 clivée en réponse aux différents traitements (cetuximab, SB202190 ou cetuximab 
plus SB202190) dans les DiFi shRNALuc et shRNA p53. B. Pourcentage de cellules DiFi en phase sub-G1 
(apoptotiques). C. Pourcentage de cellules DiFi EdU positives. D. Pourcentage de cellules Caco2 en phase sub-
G1 (apoptotiques). E. Pourcentage de cellules Caco2 EdU positives. * p <0,05, ** p <0.01, *** p <0.001.
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3.6. p53 régule l’expression de BIM et PUMA dans les DiFi et les Caco2

Dans nos travaux précédents, nous avons identifié deux gènes régulés par le 

cetuximab et impliqués dans son action cytotoxique: BIM et p27. Nous avons voulu 

déterminer si l’absence de p53 modifie la transcription de ces deux gènes.

Pour cela, nous avons effectué des PCR quantitatives (Q-PCR) et des Western Blot

d’extraits de cellules contrôles et shRNAp53 traitées ou non au cetuximab à 10µg/ml et au 

cetuximab combiné au SB202190 à 5µM. L’expression des gènes est indiquée par une unité 

arbitraire (UA) qui correspond au rapport entre la valeur obtenue et la valeur de l’expression 

d’un gène de ménage, la sous unité ribosomique 28S. 

Comme montré dans la figure 40A, le cetuximab induit l’expression de BIM dans les 

cellules contrôles (shRNALuc NT: 0.8 UA et shRNALuc CTX: 2.2 UA, p-value: 0.02).

Cependant l’absence de p53 diminue cette induction (shRNALuc CTX: 2.2 UA et 

shRNAp53 CTX: 1.4 UA). L’inhibition de p38 quant à elle diminue également l’induction de 

l’expression de BIM par le cetuximab (shRNALuc CTX: 2.2 UA et shRNALuc CTX+SB: 1.2

UA). L’association des deux inhibitions par contre ne semble pas présenter un effet 

synergique sur l’induction de BIM par le cetuximab (shRNALuc CTX+SB: 1.2 versus

shRNAp53 CTX+SB: 1.4 UA).

La protéine p53 est connue pour être impliquée dans la transcription de PUMA une 

protéine pro-apoptotique. Nous avons donc voulu savoir si p53 participe à l’effet apoptotique 

du cetuximab via la régulation de l’expression de PUMA dans les DiFi. Les résultats montrent 

que le cetuximab induit bien une augmentation de l’expression de PUMA (shRNALuc NT:

0.9 UA et shRNALuc CTX: 2.3 UA, p-value: 0.009, Figure 40B). L’absence de p53 diminue 

globalement l’expression de PUMA et surtout après induction par le cetuximab (shRNALuc 

CTX: 2.3 UA et shRNAp53 CTX: 1.5 UA, p-value: 0.02, Figure 40B). Dans les DiFi, p53 

semble être responsable de l’induction de l’expression de BIM et de PUMA.

L’inhibition de p38, en revanche ne modifie pas l’effet de l’absence de p53 sur 

l’expression de PUMA. Cependant, il semble que la MAPK p38 bloque partiellement 

l’induction de PUMA par le cetuximab à un temps plus long. En effet, son inhibition conduit à 

l’augmentation de l’expression de PUMA induite par le cetuximab dans les cellules DiFi, 

cependant cette augmentation est faible (shRNALuc CTX: 1.9 UA versus shRNALuc 

CTX+SB: 2.2 UA, NS et shRNAp53 CTX: 1.4 UA versus shRNAp53 CTX+SB: 1.9 UA, p-

value: 0.02, Figure 40C).
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Les Caco2 en étant dépourvues de p53 répondent tout de même au cetuximab. Nous 

avons étudié si ces deux gènes sont induits dans cette lignée. Pour cela nous avons effectué 

des QPCR pour les gènes BIM et PUMA dans la lignée Caco2.

Les premiers résultats indiquent que le cetuximab induit l’expression de BIM et de 

PUMA indépendamment de p38 dans la lignée Caco2 p53 muté (Figure 40D et 40E). En effet, 

le traitement au cetuximab conduit à l’augmentation de l’expression de BIM induite dans cette 

lignée (Caco2 NT: 1 UA vs Caco2 CTX: 1.8, p-value: 0.006) et cette augmentation est du 

même niveau que dans les DiFi shRNA p53. L’inhibition de p38 ne modifie pas cette 

induction (Caco2 CTX+SB: 1.7 UA). 

En revanche, l’expression de PUMA est induite par l’inhibition de p38 (Caco2 NT: 1 

UA et Caco2 SB: 1.6 UA, p-value: 0.009) et par le cetuximab (Caco2 NT: 1 UA et Caco2 

CTX: 2 UA, p-value: 0.0004). Mais, de manière surprenante, l’association des deux ne 

conduit pas à une meilleure induction (Caco2 C+SB: 1.8 UA). Le rôle de p38 ne semble donc 

pas essentiel dans l’induction de PUMA par le cetuximab dans cette lignée.

Figure 40: Expression de BIM et PUMA induite par le cetuximab
A,  B, C, D et E. Analyse QPCR de l’expression de BIM et PUMA (après 8h ou 24h de traitement) dans les DiFi 
et la Caco2 traitées au cetuximab, au SB202190 ou à la combinaison cetuximab plus SB202190.
Les étoiles au dessus des histogrammes correspondent à la significativité de l’expression de l’ARNm comparé 
aux cellules non traitées. Les étoiles au dessus des barres reliant deux histogrammes correspondent à la 
significativité entre les deux expressions de l’ARNm désignées. * p <0,05, ** p <0.01, *** p <0.001.
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Les résultats sur la quantification des ARNm par Q-PCR n’ont été effectués que sur un 

seul lot d’échantillons. Des expériences sur d’autres extraits ARN de DiFi et de Caco2 sont 

nécessaires pour conclure définitivement sur le rôle de p53 et p38 dans la transcription de ces 

gènes.

4. Discussion

Les résultats que nous avons obtenus indiquent que, non seulement les Caco2 sont 

moins sensibles au cetuximab que les cellules DiFi, mais qu’elles répondent également 

différemment à l’inhibition de la MAPK p38;G' En effet, comme nous l’avions démontré 

précédemment lorsque la p38;'&<1'"./"0K&'34.<',&<'X"!"',4'%K92.<&'4$'>&1$@"A40'&<1'0,2M$K&G'

En revanche, dans la lignée Caco2, cette inhibition conduit à une sensibilisation au cetuximab

4,2%<'M$&',-"./"0"1"2.'3&<'3&$@'"<2^2%A&<';'&1'C'.&'A23"^"&'94<',4'%K92.<&'(Tableau 8).

Tableau 8 : Tableau récapitulatif des résultats obtenus

Dans certaines expériences sur les Caco2, il nous est arrivé d’obtenir une meilleure 

réponse au cetuximab lors de l’utilisation du SB202190. Ce résultat était observable lorsque 

que les cellules étaient maintenues en culture et ensemencées à une plus forte confluence. 

L’hypothèse est que l’activation de p38 suite au contact cellule-cellule, dans une boite où la 

confluence est élevée, détermine l’impact de son inhibition lors du traitement au cetuximab. 

Dans  la lignée DiFi nous montrons que p53 participe avec p38 à l’induction de 

l’apoptose en réponse au cetuximab. En effet l’inhibition de p38 et l’absence de p53 
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conduisent à une diminution des cellules en apoptose et de l’expression des protéines BIM et 

PUMA, toutes deux décrites comme impliquées dans l’apoptose. 

Nous montrons également que l’activation de p38 par le cetuximab est moins forte en 

l’absence de p53. Notre hypothèse est que c’est via son rôle sur l’activation de p38 que p53 

module en partie la réponse au cetuximab, l’autre voie semblant être son rôle sur PUMA dans 

les DiFi. 

De plus, p38 semble participer à la régulation négative de l’expression de PUMA en 

l’absence de p53 étant donné qu’elle augmente quand nous utilisons l’inhibiteur de p38 sur les 

Caco2. On ne voit cette augmentation dans les DiFi dépourvues de p53 que sous l’induction 

par le cetuximab. Cette augmentation est faible mais le rôle de p38 dans l’expression de 

PUMA a déjà été démontré précédemment dans le mélanome [239]. Nous pouvons alors 

émettre l’hypothèse qu’un système de régulation de la mort cellulaire est mis en place par p38

via l’inhibition de PUMA dans les DiFi shRNA p53 et les Caco2 et p38 les protège en partie 

de la mort induite par le cetuximab. 

Nous sommes en présence de deux mécanismes opposés de p38. Dans les DiFi shRNA 

p53 et les Caco2 traitées au cetuximab, p38 a un rôle de protection via l’inhibition de PUMA 

et a un rôle dans l’induction de la mort via FOXO3a et ce rôle semble prendre le pas sur le 

premier. D’autre part, il semble que les deux isoformes de p38 ;'&1'C'2.1'$.'%L,&'2992<K'34.<'

les cellules. En effet, il a été démontré qu’elles peuvent être impliquées l’une dans l’apoptose,

p38;B'&1' ,-4$1%&'34.<',4'<$%R"&'3&<'>&,,$,&<'&.321/K,"4,&<, p38C'[240]. L’hypothèse émise est 

que p38C'pourrait induire la survie des cellules en diminuant l’expression de PUMA.

Les tests cytotoxiques effectués sur les Caco2 indiquent que l’utilisation du SB202190 

ne modifie pas la réponse globale des Caco2 au cetuximab. L’hypothèse est que si la MAPK 

p38C participe à la survie alors que la MAPK p38; participe à la mort de manière égale,

l’inhibition des deux conduit à une annulation des effets de chacune dans cette lignée.

Cependant dans les DiFi le rôle dans l’apoptose supplante le rôle dans la survie.

Les deux lignées présentent des statuts TP53 différents. De plus, les deux isoformes ;'

&1' C de p38 sont connues pour être régulées de manière inverse par p53. p53 inhibe 

l’activation de p38;' &1' 4$#A&.1&' ,-4>1"R"1K' 3&' ,4' p38C' 92$%' ".3$"%&' l’apoptose des 

cardiomyocites traités aux œstrogènes [241].

Les résultats obtenus conduisent à penser que l’influence de l’absence de p53 sur 

l’activation de p38;'&1'p38C'<&A0,&'e1%&'en partie à l’origine de la différence de réponse au 

cetuximab entre les DiFi et les Caco2. L’hypothèse est que, dans les Caco2 qui n’ont pas de 



121

p53 active, l’activation de p38;' &<1' "./"0K&' 94%1"&,,&A&.1' &.' >2.3"1"2.<' .2%A4,&<' &1' <2.'

activation par le cetuximab est plus faible donc l’apoptose induite sera moindre. En revanche, 

l’absence de p53 favorise l’activation de la p38C'&t donc la survie. Les caco2 répondent donc 

moins au cetuximab mais l’inhibition de p38; conduit à une meilleure réponse.

L’augmentation de la mort cellulaire induite par l’inhibition de p38 a déjà été observée 

dans des cellules du CCR p53 muté mais en combinaison avec une inhibition de la protéine 

ERK au lieu de l’utilisation du cetuximab [234]. Les auteurs ont également décrit que 

l’inhibition de p38;' 9%2R2M$&' ,-".4>1"R41"2.' 3&' !jkj(4' R"4' ,-6578'dans des cellules de 

CCR p53 mutées [233]. Ces résultats discordants de ceux obtenus dans les cellules DiFi

semblent indiquer que le rôle de p38 sur FOXO3a est dépendant du statut de p53.

L’implication de p53 dans la réponse au cetuximab que nous décrivons est en accord 

avec les études menées sur les cellules des cancers de la prostate et du foie [242;243] in vitro

et dans le modèle murin. Et également avec une étude menée sur des patients atteints de CCR

[224]. La seule étude qui semble être en contradiction avec nos résultats est celle de Oden-

Gangloff en 2009 [223]. En effet, les auteurs montrent que les patients présentant une 

mutation de TP53 répondent mieux au traitement au cetuximab avec l’irinotécan que les 

patients TP53 sauvage. Cependant, les primers utilisés ne détectaient que les mutations 

affectant les exons 5 à 8 alors que d’autres sont possibles sur les exons 4 et 8 [244]. Il est 

connu que les mutations de p53 peuvent conduire à plusieurs conséquences: la perte de 

fonction, la perte totale de la protéine ou le gain de fonction [245;246]. Le résultat obtenu par 

cette équipe pourrait donc être influencé par la sélection de mutations de ce dernier type. La 

comparaison entre la liste des mutations des patients de l’équipe de Oden-Gangloff et des 

« points chauds » de mutation de TP53 conduisant à un gain de fonction indique que quatre

patients possèdent la mutation R175H [246], deux présentent la mutation R273H, deux

présentent la mutation R273C et enfin un présente la mutation C135Y [247] soit 9 patients sur 

64 possèdent une mutation gain de fonction de p53. L’étude plus approfondie des mutations 

de TP53 détectées chez leurs patients semble nécessaire à la compréhension des résultats 

d’Oden-Gangloff.

La synthèse de nos résultats et de ceux obtenus précédemment nous permet d’établir 

les modèles présentés dans la Figure 41. Dans les cellules p53 sauvage, le traitement au 

cetuximab induit l’activation de p38;'R"4'9P(G'J4'5678'p38;'R4'4,2%<'92$R2"%'94%1">"9&%'N'

l’inhibition de ERK et directement activer la localisation nucléaire de FOXO3a afin de lui 
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permettre de transcrire les gènes impliqués dans l’apoptose et l’arrêt de la prolifération. Dans 

ces cellules p53 sauvage, l’inhibition de p38;' >2.3$"1' 32.>' N' $.&' "./"0"1"2.' 3&<' &^^&1<' 3$'

cetuximab. 

L’étude de la réponse au cetuximab des cellules présentant une p53 mutée indique que 

l’absence de l’activité de p53 induit une activation plus faible de p38;G' ],' U' 4' 32.>' $.&'

inhibition de l’apoptose induite par cette voie dans les cellules où p53 est inactif ou absent. En 

revanche, la p38C'activée en l’absence de p53, peut diminuer l’expression de PUMA induite 

par le cetuximab et donc inhibe l’effet du cetuximab. L’AMPK induite par l’inhibition de 

p38;'94%1">"9&'N',-4>1"R41"2.'3&'!jkj(4'R"4',-"./"0"1"2.'3&'<2.'%K#$,41&$%'.K#41"^'68_G'JNK 

est également capable d’activer FOXO3a. À ce jour, le rôle de JNK sur FOXO3a n’a été 

démontré que dans des cellules où la protéine p53 est mutée et sous l’action de TKI ciblant 

l’EGFR [248]. Il est donc possible que JNK soit responsable de l’activation de FOXO3a après 

traitement au cetuximab en l’absence de p53 (Figure 41).
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Figure 41: Modèles de réponse au cetuximab, au SB202190 et à la combinaison des deux in vitro

Afin de valider ces modèles des expériences supplémentaires sont nécessaires. En 

premier lieu, nous devons étudier la réponse au cetuximab in vivo. De plus, sur les 

échantillons de tumeurs de patients traités cetuximab + irinotécan, il serait intéressant de 

connaitre le statut p53 afin de déterminer si les patients qui répondent moins au cetuximab et 

présentent une p38 activée possèdent effectivement une protéine p53 absente ou inactive. In 

vitro, il est important de valider les hypothèses émises sur le mécanisme par lequel p38 inhibe 

l’activation de FOXO3a conduisant à la survie dans les lignées où p53 est muté (via 

l’AMPK), de valider l’implication de JNK et d’analyser l’induction de l’autophagie par le 

cetuximab dans les lignées TP53 mutées. Enfin, in vivo, il faudrait étudier les tumeurs issues 

des xénogreffes dans les souris Nude récupérées des expériences faites dans notre projet afin 
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d’analyser l’activation des différentes isoformes de p38, les marqueurs de mort et 

d’autophagie mais également l’expression de PUMA. 

Pour finir, l’inhibition de p38 ayant un effet sur l’activation du système immunitaire

(Chini et al., 2000) et l’activation de p38 par le contact cellule-cellule bloquant l’effet 

bénéfique de son inhibition sur les cellules TP53 mutées, il ne semble toujours pas judicieux 

d’associer inhibition de p38 et cetuximab. 

Nos résultats montrent cependant pour la première fois que l’activation de p38 et le 

statut de la protéine p53 peuvent constituer de bons marqueurs de réponse au cetuximab dans 

le CCR.
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CONCLUSION GENERALE ET 

PERSPECTIVES 
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Le cancer colorectal (CCR) est le troisième cancer dans le monde pour les hommes et 

le deuxième cancer pour les femmes avec 1,3 million de nouveau cas et près de 700 000 

morts. En France, on observe une stabilisation de l’incidence depuis 2005 et une baisse de la 

mortalité depuis 1980 due à la précocité du diagnostique et à l’amélioration des traitements. 

Cependant en 2012, il a tout de même été recensé plus de 42000 nouveau cas et près de 18000 

décès sont survenus (Binder-Foucard et al., 2014). L’échec thérapeutique reste à ce jour le 

problème majeur du traitement du CCR. Cet échec est dû à l’apparition de résistances au 

cours du traitement ou à la résistance innée des tumeurs aux anti-tumoraux utilisés.

Le but de l’équipe est de découvrir de nouveaux marqueurs de résistance, afin de 

mieux sélectionner les patients pouvant répondre positivement au traitement du CCR, ou de 

nouvelles cibles thérapeutiques afin de restaurer la sensibilité des cellules tumorales devenues 

résistante aux anti-tumoraux. Dans ce but, nous avons étudié la réponse au cetuximab des 

lignées cellulaires de cancer colorectal.

Précédemment, nous avons montré que l’activation de la « mitogen activated protein 

kinase » p38 (MAPK p38) induit une résistance à l’irinotécan in vitro et in vivo et est un 

marqueur de non réponse à cette drogue. De plus, d’autres équipes ont montré que la MAPK 

p38 bloque également la réponse au 5-FU et participe à la cytotoxicité de l’oxaliplatine. La

MAPK p38 est impliquée dans les mécanismes d’action des chimiothérapies, il semblait alors 

intéressant de savoir si la MAPK p38 participe également à la cytotoxicité des thérapies 

ciblées comme le cetuximab. 

Une connaissance plus approfondie des mécanismes d’action du cetuximab est 

nécessaire pour découvrir des méthodes de sélection des patients qui pourront bénéficier du

traitement au cetuximab ou de trouver comment améliorer la réponse des patients. 

Récemment, des études montrent que la protéine p53 participe à la réponse au 

cetuximab. De plus, la MAPK p38 étant capable de phosphoryler l’EGFR entrainant son

internalisation, il était donc intéressant de déterminer si le statut p53 et le rôle de p38 sur 

l’EGFR régulent la réponse des cellules au cetuximab et si p38 et p53 peuvent constituer un 

bon marqueur de réponse. 

Pour répondre à ces questions nous avons comparé deux lignées cellulaires de CCR 

KRAS sauvage qui répondent différemment au cetuximab et au statut TP53 différent : la 

lignée Caco2 (30% d’inhibition de la survie, TP53 muté) et la lignée DiFi (80% d’inhibition 

de la survie, TP53 sauvage). Nous avons effectué des tests de cytotoxicité combinant 

cetuximab et l’inhibition transcriptionnelle ou pharmacologique de p38 ou l’inhibition 
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transcriptionnelle de p53. Nous avons également testé l’apoptose et la prolifération induite par 

le cetuximab en l’absence de la MAPK p38 ou de p53. 

Grâce à cette étude, nous avons déterminé que dans les cellules de CCR KRAS 

sauvage et p53 sauvage traitées au cetuximab, p38 induit la phosphorylation et la 

relocalisation nucléaire du facteur de transcription FOXO3a en parti responsable de 

l’apoptose et de l’arrêt de la prolifération via la transcription de BIM et de p27.

Nous avons également découvert que le rôle de p38 dans l’action du cetuximab est 

différent dans les cellules possédant une protéine p53 mutée. Dans ce cas, la MAPK p38

protège les cellules de la mort induite par le cetuximab. 

Enfin, notre travail a également permis de mettre en évidence le rôle de p53 dans 

l’apoptose induite par le cetuximab. 

La somme de ces résultats nous a permis d’établir un modèle du rôle de p38 et p53 

dans l’action du cetuximab (Figure 42).

Figure 42 : Induction de l’apoptose et de la survie en réponse au cetuximab via p38 dans les cellules 

possédants une p53 fonctionnelle ou non

Avant de pouvoir valider ce modèle il faut confirmer l’implication de la MAPK p38C'

dans l’inhibition de l’expression de PUMA. 

L’inhibition de la MAPK p38 et p53 est suffisante pour bloquer partiellement la 

réponse au cetuximab, ces deux protéines ne peuvent donc pas constituer de nouvelles cibles 

thérapeutiques pour améliorer la réponse des patients à cette thérapie ciblée. Cependant, il 

serait intéressant de confirmer qu’elles peuvent être détectées dans des coupes de tumeurs afin 
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de déterminer les patients qui pourront bénéficier de l’utilisation du cetuximab. Le cetuximab 

étant utilisé en combinaison avec les chimiothérapies, nous devons, en plus de l’étude de ces 

deux marqueurs chez des patients traitées au cetuximab seul, étudier la valeur prédictive de 

l’activation de p38 et de la mutation de p53 sur des patients ayant reçu les combinaisons de 

cetuximab plus 5-FU et irinotécan ou oxaliplatine.

Ce travail s’inscrit ainsi dans l’avancée prometteuse de la médecine personnalisée 

visant à apporter au patient le traitement approprié au profil génétique et protéomique de sa 

tumeur. D’autre part, même si la recherche de nouvelles thérapies visant à traiter un grand 

nombre de patients, sans distinction des caractéristiques génétiques des cellules tumorales 

n’est plus d’actualité, ce projet a également cette dimension. En effet, nous décrivons le 

potentiel de la MAPK p38 comme cible thérapeutique pour augmenter l’efficacité de 

l’irinotécan. Le traitement de référence des patients atteint de CCR métastatique étant 

l’utilisation du cetuximab en combinaison avec l’irinotécan, il nous faut déterminer si la 

combinaison que nous proposons (inhibition de p38 + irinotécan) est meilleure et permet de 

traiter un plus grand nombre de patients. Pour cela, nous avons prévu des expériences in vivo

sur plusieurs lignées de CCR. De plus, nous visons à obtenir les autorisations pour effectuer 

un essai clinique testant la combinaison de l’inhibition de p38 avec l’irinotécan chez des 

patients résistants aux protocoles traditionnels. Les résultats de cette étude en complément des 

études préclinique permettront de pouvoir conclure sur le potentiel thérapeutique du ciblage 

de la MAPK p38.
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Targeting the p38 MAPK Pathway Inhibits Irinotecan
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Abstract

Despite recent advances in the treatment of colon cancer, tumor resistance is a frequent cause of

chemotherapy failure. To better elucidate the molecular mechanisms involved in resistance to irinotecan

(and its activemetabolite SN38), we established SN38-resistant clones derived fromHCT-116 and SW48 cell lines.

These clones show various levels (6- to 60-fold) of resistance to SN-38 and display enhanced levels of activated

MAPK p38 as compared with the corresponding parental cells. Because four different isoforms of p38 have been

described, we then studied the effect of p38 overexpression or downregulation of each isoform on cell sensivity to

SN38 and found that both a and b isoforms are involved in the development of resistance to SN38. In this line, we

show that cell treatment with SB202190, which inhibits p38a and p38b, enhanced the cytotoxic activity of SN38.

Moreover, p38 inhibition sensitized tumor cells derived from both SN38-sensitive and -resistant HCT116 cells to

irinotecan treatment in xenograft models. Finally, we detected less phosphorylated p38 in primary colon cancer

of patients sensitive to irinotecan-based treatment, compared with nonresponder patients. This indicates that

enhanced level of phosphorylated p38 could predict the absence of clinical response to irinotecan. Altogether,

our results show that the p38 MAPK pathway is involved in irinotecan sensitivity and suggest that phosphory-

lated p38 expression level could be used as a marker of clinical resistance to irinotecan. They further suggest that

targeting the p38 pathway may be a potential strategy to overcome resistance to irinotecan-based chemothera-

pies in colorectal cancer. Cancer Res; 71(3); 1041–9. #2010 AACR.

Introduction

Colorectal cancer (CRC) is the third most frequent malig-

nancy in Western countries. Despite significant developments

in CRC treatment, it still causes extensive mortality. Nowa-

days, the chemotherapy options for metastatic CRC patients

consist in the combination of 5-fluorouracil/leucovorin (5-FU/

LV) and irinotecan (FOLFIRI) or 5-FU/LV and oxaliplatin

(FOLFOX) associated, or not, with the anti-VEGF antibody

Bevacizumab or the anti-EGFR antibody Cetuximab (1).

Cetuximab indication is restricted to patients with wild type

KRAS, as KRASmutations predict resistance to treatment with

anti-EGRF monoclonal antibodies (2). Therapeutic failure is

mainly due to resistance to drug treatment. Thus, identifying

the cellular mechanisms that lead to resistance is a crucial

issue for improving CRC treatment and survival.

Irinotecan (CPT-11) is a derivative of camptothecin and its

active metabolite is SN-38. Like other camptothecin deriva-

tives, SN38 inhibits topoisomerase I (TopoI), a nuclear enzyme

needed for replication and transcription by unwinding super-

coiled DNA (3). SN38 interferes with TopoI activity by trapping

TopoI-DNA cleavage complexes, leading to lethal replication-

mediated double strand breaks (3) that induce phosphoryla-

tion of the H2AX histone variant and activate the ATM-CHK2-

p53, DNA-PK, and ATR-CHK1 signaling pathways.

Cellular mechanisms causing irinotecan resistance have

been reported for each step of theCPT-11pathway (4). Reduced

intracellular drug accumulation (5) and alterations in CPT-11

and SN38 metabolism play important role in the development

of resistance (6). In addition, quantitative and qualitative

alterations of TopoI have been extensively reported in cell

lines (7–10, 27). Finally, alterations in the cellular responses to

ternary complex formation that ultimately lead either to repair

of DNAdamage or to cell death (11, 12) can induce resistance to

camptothecins. The clinical relevance of these resistance

mechanisms is poorly documented, except for the high varia-

bility in patients’ metabolism of CPT-11, which represents a

good response indicator. Moreover, there is a need to find new
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markers that can predict patients’ response to irinotecan-

based regimens and thus help to identify the patients who

are most likely to respond to such treatments. We have pre-

viously shown that SN38-resistant HCT116 cells display endo-

genous activation of the p38 mitogen-activated protein kinase

(MAPK; ref. 13). p38 belongs to a class of serine/threonine

MAPK (14) and is composed of 4 isoforms (a, b, g , and d) with
more than 60% overall sequence homology andmore than 90%

identity within the kinase domains. p38a and p38b are

expressed in most tissues and are both sensitive to pyridinyl

imidazole inhibitors (such as SB202190), whereas p38g and

p38d have a more restricted pattern of expression and are

insensitive to these inhibitors (15). p38 is activated through

phosphorylation at the Thr180-Gly-Tyr182 motif by MKK3,

MKK4, and MKK6 (16). Phosphorylated p38 then activate a

wide range of substrates that include transcription factors,

protein kinases, and cytosolic and nuclear proteins, leading to

diverse responses such as inflammatory responses, cell differ-

entiation, cell-cycle arrest, apoptosis, senescence, cytokine

production, and regulation of RNA splicing (15). The role of

p38 in cancer depends on the cell type and cancer stage: some

studies have reported that p38 increases cell proliferation,

whereas in others the activation of the MAPK p38 pathway

is described as a tumor suppressor. For example, p38a expres-

sion is downregulated in lung tumors, suggesting that p38 loss

could be related to tumor formation (17). Consistent with this,

the expression ofMKK4, a p38 activator, is reduced in advanced

tumors (18). Conversely, increased levels of phosphorylated

p38a have been correlated with malignancy in follicular lym-

phoma, lung, thyroid, and breast carcinomas, glioma, and head

and neck squamous cell carcinoma (19). In CRC, p38a is

required for cell proliferation and survival and its inhibition

leads to cell-cycle arrest and autophagic cell death (20).

Here, we have examined the functional role of the four p38

isoforms in the development of irinotecan resistance. We

show that p38 is activated by irinotecan treatment and that

all the tested SN38-resistant HCT116 cell lines display higher

p38 phosphorylation level than control or SN38-sensitive cells.

Pharmacologic inhibition of p38a and p38b overcome irino-

tecan resistance and, therefore, could be used to prevent the

development of a resistant phenotype in sensitive cells.

Finally, we report higher level of phosphorylated p38 in tumor

samples from patients who are refractory to irinotecan-based

therapy compared with responder patients.

Material and Methods

Cell lines and reagents

The HCT116 colon adenocarcinoma cell line from ATCC

were grown in RPMI 1640 supplemented with 10% fetal calf

serum (FCS) and 2 mmol/L L-glutamine at 37!C under a

humidified atmosphere with 5% CO2. The HCT116-s, SW48-

s, and SN38-resistant clones were obtained as previously

described (5; Supplementary Data).

SN38 was provided by Sanofi-Aventis. SB202190 was pur-

chased from Sigma-Aldrich. Irinotecan, 5-fluorouracile, and

oxaliplatin were provided by Dr. F. Pinguet (CRLC Val d’Aur-

elle, France).

Drug sensitivity assay

Cell growth inhibition and cell viability after SN38 treat-

ment were assessed using the sulforhodamine B (SRB) assay as

previously described (5).

Western blot analyses

Western blot analysis of cell extracts from control and

retrovirus-infected cells were performed as previously

described (21). Primary antibodies were directed against

phospho-p38, p38a, p38b, p38g , p38d, pATF2 (Cell Signaling

Technology), b-actin (AbCam), and TopoI (1). Secondary

antibodies were horseradish peroxidase–conjugated anti-

mouse or anti-rabbit antisera (Sigma Aldrich).

Immunofluorescence

Cells were plated on 12-mm glass coverslips in culture

dishes. They were fixed in 3.7% formaldehyde, blocked in

PBS with 1% BSA and 0.3% Triton, and incubated with an

anti-phospho p38 monoclonal antibody (Cell Signaling Tech-

nology) and then with a FITC-conjugated anti-rabbit anti-

serum (maker). 4’,6-diamidino-2-phenylindole (DAPI) was

used to stain the nuclei. Coverslips were then mounted in

Moviol, and images were recorded using a 63" NA objective

and a Leica inverted microscope.

Retroviral infection

HCT116-s and HCT116-SN6 cells that stably express the 4

constitutively active (CA) p38 isoforms were obtained by

retroviral gene transduction of the pMSCV vector in which

CA variants of p38a, p38b, p38g , and p38d (22) had been

previously subcloned. Twenty-four hours after transduction,

cells were selected with 1 mg/mL of hygromycin and then

stable clones were pooled.

HCT116-s and HCT116-SN6 cells expressing short hairpin

RNA's (shRNA) targeting luciferase, p38a, p38b, p38g , and p38d
mRNA were obtained by retroviral gene transduction of the

pSIREN vector in which the shRNAs were cloned. Cells were

selected with 1 mg/mL of puromycin and then stable clones

were pooled.

Kinase assay

The p38 kinase assay was performed using the nonradioac-

tive p38 MAPK Assay Kit from Cell Signaling Technology as

previously described (13).

In vivo experiments

Xenografts. Female athymic nu/numice were purchased

from Harlan Laboratories and used at 6 to 8 weeks of age.

About 3 " 106 tumor cells were injected subcutaneously

(s.c.) into the left flank of each mouse. Tumors were detected

by palpation and measured periodically with calipers.

Mice were euthanized when the tumor volume reached

1,000 mm3.

Irinotecan and SB202190 treatment. Irinotecan stock

solution was diluted in 0.9% sodium chloride and 40 mg/kg

were administered intraperitoneally (i.p.) to tumor-bearing

mice according to the following schedule: 4 injections (1 every

4 days) starting when tumors reached 100 mm3. Mice in the
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control group received 0.2 mL of 0.9% sodium chloride solu-

tion according to the same schedule.

SB202190 stock solution was diluted in 0.9% sodium chlor-

ide and administered i.p. at 0.05 mmol/kg daily for 12 days

when tumors reached 100 mm3.

Irinotecan þ SB202190 were administered when tumors

reached 100 mm3: 4 injections (1 every 4 days) of irinotecan at

40 mg/kg þ SB202190 at 0.05 mmol/kg for 12 days.

Protein extraction from xenografts

Xenografts from nude mice were isolated and proteins

extracted as follows. Tumors were cut and lysed in 500 mL
of lysing buffer (150 mmol/L NaCl, 10 mmol/L Tris, pH 7.4, 1

mmol/L EDTA, 1 mmol/L EGTA, 0.5% NP40, 1% Triton,

2 mmol/L PMSF, 100 mmol/L NaF, 10 mmol/L Na3VO4, and

a cocktail of protease inhibitors) and then homogenized

with beads using the MixerMill apparatus. Extracts

were centrifuged and proteins in the supernatants were

quantified with the Bradford assay and loaded on SDS-

PAGE gels.

Detection of phosphorylated p38 by

immunohistochemistry in clinical samples

A tissue microarray (TMA) including samples from 21

metastatic CRC patients was constructed as previously

described (24), using 3 malignant tissue cores (0.6-mm dia-

meter) per tumor. Tissue samples were from patients of a

previously published prospective series (25) and were all

chemotherapy-naive at the time of surgery of their primary

tumor. They all subsequently received the FOLFIRI regimen as

first-line chemotherapy. Tumor response was evaluated

according to the WHO recommendations after each of the

4 or 6 cycles of chemotherapy. Nine patients showed a

decrease of 50% or more of their metastatic lesion and were

classified as responders, and 12 patients, with a decrease of

less than 50% or with an increase in size of lesions, were

classified as nonresponders. Three-micrometer sections of the

TMA were deparaffinized and rehydrated in graded alcohols.

Following epitope retrieval treatment in EDTA buffer (pH 9)

and neutralization of endogenous peroxidase, TMA sections

were incubated overnight at 4!C with the anti-phospho-p38

MAPK (Thr180/Tyr182; Cell Signaling Technology), followed by

a standard detection system (FLEXþ; Dako). Phospho-p38

signals were observed both in the nucleus and cytoplasm of

tumors cells, but only the nuclear staining was taken into

account. Briefly, each spot in the TMA sections received a

score for the percentage of marked cells and for the staining

intensity. Data were then consolidated into a single score as

the mean of the triplicate score. Finally, we defined a Quick

Score (QS) by multiplying the intensity grade by the percen-

tage of stained nuclei.

Statistical analysis

Continuous variables were presented as medians (range)

and compared between populations with the nonparametric

Wilcoxon rank-sum test. Qualitative variables were compared

using the Fisher's exact test. Differences were considered

statistically significant when P < 0.05.

Survival rates were estimated from the date of the xenograft

to the date when the tumor reached a volume of 200 mm3,

using the Kaplan–Meier method. Survival curves were com-

pared using the log-rank test. Statistical analysis was per-

formed using STATA 11.0 software (StatCorp).

Results

The MAPK p38 is constitutively activated in SN38-

resistant colon carcinoma cells and its phosphorylation

is increased by SN38 treatment

We have already shown that HCT116-SN6 colon adenocar-

cinoma cells, which display a 6-fold resistance to SN38, pre-

sent constitutive activation of theMAPK p38, compared with a

sensitive clone HCT116-s (13). Now, we investigated whether

SN38 treatment favors p38 activation in sensitive HCT116-s

and SN38-resistant HCT116-SN6 cells. Western blot analysis

using phospho-specific p38 antibodies showed an increase of

p38 phosphorylation following SN38 treatment in both cell

lines (Fig. 1A). In untreated cells, basal p38 phosphorylation

was more pronounced in HCT116-SN6 than in HCT116-s cells,

as previously reported. We confirmed these results by immu-

nofluorescence (IF; Fig. 1B). Phospho-p38 staining (in green)

appeared to be granular or punctuated as previously reported

(26). These results indicate that p38 is activated by SN38 in

both SN38-sensitive and -resistant HCT116 cells.

To determine whether p38 is constitutively activated only in

the SN38-resistant HCT116-SN6 clone, we tested the level of

p38 phosphorylation in 4 other resistant clones, HCT116-A2,

-SN50, -C8, and -G7 by immunofluorescence. We found that in

all SN38-resistant clones, basal p38 phosphorylation was

higher than in HCT116-s cells (Fig. 1C). To determine whether

this phenomenon could be observed in another colon cancer

cell model, we used the SW48-sensitive cells and generated

SN38-resistant clones (Supplementary Fig. 1). Similar to

HCT116 SN38-resistant clones, all SW48 resistant clones dis-

played higher p38 phosphorylation, as compared with the

parental SW48-s clone further suggesting that this feature

could be a hallmark of SN38 resistance.

The p38a and p38b isoforms are involved in SN38

resistance

We then analyzed the potential functional impact of p38

phosphorylation on the development of resistance to SN38. To

this aim, we expressed a CA form of the upstream p38

activating kinase MKK6 in HCT116 cells. CA MKK6 rendered

cells more resistant to SN38 treatment (Supplementary Fig. 2),

confirming the notion that activation of p38 can induce SN38

resistance. Because p38 has 4 isoforms (a, b, g , and d), we then
overexpressed or downregulated each isoform in HCT116-s

and HCT116-SN6 cells to identify which one was involved in

the development of resistance to SN38.

First, each of the 4 p38 isoforms was downregulated by

shRNA in SN38-sensitive HCT116-s cells (Fig. 2A, left), and the

effect of their silencing on the sensitivity to SN38 was tested

with the SRB assay. SN38 cytotoxicity was stronger only in the

cells in which p38a was silenced (Fig. 2B, left), as shown by

their lower IC50 (50% inhibitory concentration) than in control
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cells (1.1 and 1.9 nmol/L, respectively, P ¼ 0.002). Silencing of

the b, g , or d isoform had no impact on SN38 sensitivity in

HCT116-s cells.

Then, HCT116-s cells were infected with retroviruses

expressing a CA variant of each p38 isoform (22) and sensi-

tivity to SN38 was again tested using the SRB assay. Expression

of the CA p38 variants was monitored by Western blotting

with an anti-HA antibody (Fig. 2A, right). No difference in the

IC50 of the different cell lines was observed (Fig. 2C). We then

tested whether coexpression of the a and b isoforms could

affect HCT116-s cell sensitivity to SN38 and found that these

cells became more resistant to SN38 as evidenced by a higher

IC50 (Fig. 2D). This result indicates that overexpression of both

p38 isoforms a and b can influence sensitivity of HCT116-s

cells to SN38.

Silencing of the 4 p38 isoforms by shRNA and expression of

the CA isoforms were then carried out in SN38-resistant

HCT116-SN6 cells and were monitored by Western blotting

as before (Fig. 2E). For HCT116-s cells, only downregulation of

p38a sensitized HCT116-SN6 cells to SN38 treatment (Fig. 2F;

IC50: 3.6 and 10 nmol/L respectively, P ¼ 0.0003). In addition,

overexpression of CA p38b (Fig. 2G) or p38a þ b (Fig. 2H)

rendered HCT116-SN6 cells more resistant to SN38 treatment

(b overexpression; IC50: 19.4 and 10 nmol/L, respectively, P ¼

0.0018 and a þ b overexpression; IC50: 16.125 and 9 nmol/L, P

¼ 0.0028). These results indicate that coexpression of CA p38a
and p38b can further enhance the level of resistance of

resistant clones.

Because alterations of Topo1 (9, 28, 29) can confer resistance

to camptothecin derivatives (30–32), we then investigated

whether overexpression of CA p38b or downregulation of

p38a in HCT116-SN6 and HCT116-s cells influenced TopoI

expression (Western blotting) and activity (ICE bioassay;

ref. 23).Nochanges inTopoI expressionoractivityweredetected

(Supplementary Fig. 3), indicating that p38 effect on cell sensi-

tivity to SN38 is not linked to quantitative alteration of TopoI

expression or to a difference in the number of TopoI-DNA

complexes.

Association of SB202190 with SN38 decreases resistance

to SN38 in vitro

Because p38a and p38b appear to play a role in the

development of resistance to SN38, we then assessed the

effect of blocking concomitantly the activity of both iso-

forms with SB202190, a specific inhibitor of p38a and p38b,
on the sensitivity to SN38 by SRB assay in HCT116-s and

HCT116-SN6 cells. Incubation with SB202190 alone had

similar effect on cell growth in both SN38-sensitive and

SN38-resistant cells (Fig. 3A). When SN38 was associated

with SB202190, the IC50 in both sensitive and resistant cells

was decreased by 2-fold in comparison to cells treated only

with SN38 (Fig. 3A). The effect of SB202190 on p38 activity

was then monitored by kinase assay (Fig. 3B) that follows

p38 activity on its target protein ATF2. Basal p38 activity

was more pronounced in HCT116-SN6 than in HCT116-s

cells, as we previously described (13). SN38 treatment

enhanced p38 activity and this effect was inhibited by

SB202190 treatment. These experiments show that sensitiv-

ity to SN38 is largely increased when SB202190 is added to

the culture medium in both cell lines, indicating that

0.1
µmol/L

SN37 1µmol/L
A

B

C

SN37] 24 h

NT
1

µmol/L
5

µmol/L
10

µmol/L

Figure 1. p38 is activated by

phosphorylation in SN38-resistant

HCT116 cells. A, timecourse and

dose-dependency analysis by

Western blotting of

phosphorylated p38 (pp38) in

SN38-sensitive HCT116-s and

SN38-resistant HCT116-SN6

cells. Equal loading is shown by

tubulin. B, detection of phospho-

p38 by immunofluorescence in

HCT116-s and HCT116-SN6 cells

treated or not (NT) with SN38. C,

detection of phospho-p38 by

immunofluorescence in SN38-

sensitive HCT116-s and in SN38-

resistant HCT116-A2, -SN50, -C8

and -G7 cells.
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inhibition of p38a and p38b activity sensitizes even SN38-

resistant cells to SN38 in vitro.

SB202190 effect on SN38 sensitivity was tested on 2 other

colon adenocarcinoma cell lines (HT29 and SW480) that have

different genotypes. The HCT116 cell line has wild-type p53

and mutated KRAS, whereas HT29 cells have mutated p53 and

wild-type KRAS and SW480 cells showmutated p53 and KRAS.

SRB assays were carried out in HT29 and SW480 cells treated

A B C D

E F G H

Figure 2. Analysis of the involvement of the different p38 isoforms in SN38 sensitivity. A, left, Western blot analysis of p38 isoforms in SN38-sensitive

HCT116-s cells transduced with shRNAs directed against p38a, b, g , or d, or with the control shRNA against Luciferase (ShLuc). Right, Western blot

analysis (anti-HA antibody) of HCT116-s cells that express CA p38a, b, g , or d [or empty vector (EV) as a control]. B, SRB assays to assess cytotoxicity of

HCT116-s that stably express shRNA targeting p38a, b, g , d or ShLuc (control). C, SRB assay: HCT116-s that stably express the 4 CA p38 isoforms

or EV as control. D SRB assay: HCT116-s expressing p38a þ p38b CA or EV as control. E, Western blot analysis of the 4 p38 isoforms in SN38-resistant

HCT116-SN6 cells that stably express shRNAs directed against p38a, b, g , or d, or the shRNA control ShLuc (left), or the 4 CA p38 isoforms or EV (right).

F, SRB assay on HCT116-SN6 cells that stably express shRNA targeting p38a, b, g , d or ShLuc. G, SRB assay on SN38-resistant HCT116-SN6 cells

that stably express the 4 CA p38 isoforms or the EV control. H, SRB assay: HCT116-SN6 expressing p38a þ p38b CA or EV as control.

Figure 3. SB202190 sensitizes

colon adenocarcinoma cells to

SN38 treatment. A, SRB assay on

HCT116-s and HCT116-SN6 cells

using SN38 alone, SB202190 (SB)

alone or SN38þ SB202190 (SN38

þ SB). B, p38 kinase assay to test

p38a activity in HCT116-s and

HCT116-SN6 cells after treatment

with SN38 (SN38), cotreatment

with SN38 and SB202190

(SN38þSB) or no treatment (NT).

C, SRBassay onSW480 andHT29

cells, using SN38 alone or SN38þ

SB202190 (SN38 þ SB). D, SRB

assay: SW480 or HT29 expressing

p38a þ p38b CA or EV as control.

E, Western blot analysis of

phospho-p38 expression in

HCT116-s cells, treated or not with

10 mmol/L 5-FU or 5 mmol/L

oxaliplatin (Oxali) for 24 hours.

Equal loading is shown by b-actin.

F, SRB assay on HCT116-s cells

using 5-FU alone, 5-FU þ

SB202190 (5-FUþSB), oxaliplatin

(Oxali) alone, or oxaliplatin þ

SB202190 (Oxali þ SB).

A

C

E
F
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B
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with SN38 alone or in combination with SB202190 (Fig. 3C). As

for the different HCT116 cell lines, the association of SN38

with SB202190 also lowered the IC50 of HT29 (IC50: 9.8 and 5.5

nmol/L, respectively, P¼ 0.005) and SW480 cells (IC50: 5.5 and

2.8 nmol/L respectively, P ¼ 0.0013), indicating that SB202190

effect on SN38 sensitivity is independent of the p53 and KRAS

status. Conversely, when CA a and b isoforms were coex-

pressed in SW480 or in HT29 cells, we found that cells became

more resistant to SN38 (Fig. 3D), further strengthening the role

of both p38a and p38b isoforms in the development of SN38

resistance.

We then asked whether the inhibition of p38a and p38b
activity by SB202190 could also affect sensitivity to 5-FU or

oxaliplatin in HCT116-s cells. Although both drugs induced

p38 phosphorylation, total p38 levels were not affected

(Fig. 3E), SB202190 had no impact on 5-FU cytotoxicity,

whereas it reduced oxaliplatin cytotoxicity (IC50: 350 nmol/

L for oxaliplatin and 550 nmol/L for oxaliplatinþ SB202190, P

¼ 0.005; Fig. 3F).

These data suggest that inhibition of p38a and p38b by

SB202190 enhances specifically the cytotoxic effect of SN38,

independently of the type of colon cancer cell lines.

HCT116-SN6 cells are resistant to irinotecan in a

xenograft model

To evaluate the behavior of SN38-resistant and -sensitive

HCT116 cell lines in vivo, HCT116-s and HCT116-SN6 cells were

s.c. injected in nude mice and mice treated with or without

irinotecan. Without treatment, similar tumor growth was

observed for both cell lines (Fig. 4A), but they responded differ-

ently to irinotecan. In mice with HCT116-s xenografts, tumor

growthwas blocked by irinotecan, and at the end point (day 18),

tumor size was 5-fold lower than in untreated mice (Fig. 4A, P <
0.001). Conversely, mice with HCT116-SN6 xenografts were less

sensitive to irinotecan, as tumor size was only half of that of

untreated mice at day 18 (300 mm3 in irinotecan-treated mice

and 600 mm3 in untreated mice, P ¼ 0.001) and tumor growth

was not completely blocked as in the case of HCT116-s xeno-

grafts. These observations further confirm that HCT116-SN6

cells are less sensitive to irinotecan than HCT116-s.

We then analyzed the in vivo response to irinotecan in

xenografts of HCT116-SN6 cells in which p38a had been

downregulated by shRNA or CA p38b overexpressed. As

before, tumor growth before irinotecan treatment was similar

in all groups (mice xenografted with HCT116-SN6-pMSCV,

HCT116-SN6-CAp38b, HCT116-SN6-ShLuc, or HCT116-SN6-

Shp38a cells), (Supplementary Fig. 4A), indicating that differ-

ential p38 expression did not influence tumor growth. How-

ever, HCT116-SN6-CAp38b tumors were less sensitive to

irinotecan treatment than control HCT116-SN6-pMSCV

tumors (Supplementary Fig. 4B). Conversely, HCT116-SN6-

SHp38a tumors were slightly more sensitive to irinotecan

than control HCT116-SN6-ShLuc tumors (Supplementary

Fig. 4D). Overexpression of CA p38b and downregulation of

p38aweremonitored byWestern blot analysis of xenografts at

the end of the experiment (Supplementary Fig. 4C and 4E).

These in vivo results confirm that p38a downregulation

sensitizes HCT116 cells to irinotecan treatment whereas

p38b overexpression renders cells less sensitive to the drug.

Association of SB202190 with irinotecan decreases

resistance to therapy in vivo

We then investigated the impact of inhibition of p38a and

p38b activity on resistance to irinotecan in mice injected s.c.
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Figure 4. Effect of SB202190 on

irinotecan cytotoxicity in vivo A,

tumor growth kinetics of mice

xenografted with HCT116-s or

HCT116-SN6 cells and treated or

not with irinotecan. HCT116-s: NT

versus irinotecan, P < 0.001,

HCT116-SN6: NT versus

irinotecan, P ¼ 0.001. B, tumor

growth kinetics of tumors in mice

xenografted with SN38-resistant

HCT116-SN6 cells and left

untreated (NT), or treated with

irinotecan alone, SB202190 alone,

irinotecan þ SB202190 (Iþ

SB202190). C, Kaplan–Meier

survival curves for the 4 groups

described in B. Tick marks

indicate censored events.
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with HCT116-SN6 cells. When tumors reached 100 mm3,

xenografted mice were divided in 4 groups: one group was

left untreated, one was treated with irinotecan alone, one with

SB202190 alone (32), and the last group with irinotecan and

SB202190. SB202190 inhibited tumor growth as efficiently as

irinotecan (Fig. 4B, P ¼ 0.792), whereas the combination

of irinotecan and SB202190 was statistically more effective

than irinotecan (P ¼ 0.001) or SB202190 alone (P ¼ 0.003) and

completely abolished growth of SN38-resistant xenografts,

making HCT116-SN6 cells behave like SN38-sensitive

HCT116-s cells (cf. Fig. 4A and B). This result provides

evidence that inhibition of p38a and p38b activity can reverse

resistance to irinotecan in vivo.

Survival was significantly longer in the groups treated with

irinotecan (P ¼ 0.016) or SB202190 (P ¼ 0.047) alone (median

survival ¼ 12 days in each group) than in untreated mice (NT;

median survival ¼ 7 days). Although irinotecan or SB202190

were efficient in inhibiting growth of HCT116-SN6 xenografts,

as previously described (20), the irinotecan þ SB202190

combination was much more effective, as survival was sig-

nificantly better than with irinotecan alone (P ¼ 0.045). This

data shows an additive effect of SB202190 and irinotecan on

tumor growth.

Level of p38 phosphorylation is linked to impaired

response to FOLFIRI therapy in CRC patients

To address the clinical relevance of p38 activation on the

response to treatment, the level of p38a phosphorylation was

analyzed in a TMA composed of 21 primary colorectal carci-

nomas from metastatic CRC patients who received, following

surgery, first line FOLFIRI chemotherapy. Nine patients were

classified as responders (R) and 12 patients as nonresponders

(NR) according to the WHO recommendations (25). TMA

phospho-p38 signals were recorded to define a Quick Score

(QS) that reflected the level of nuclear phospho-p38 expres-

sion in each clinical sample. Responders displayed less phos-

pho-p38 staining than nonresponders [Fig. 5A; median QS

(range): 105 (35; 248.9) and 160 (46.7; 180), respectively, P ¼

0.0644] as evidenced by immunohistochemistry in Figure 5B

(compare samples from responders 1, 2, and 3 with samples

from nonresponders 4, 5, and 6). This is in agreement with our

in vitro results, where SN38-resistant HCT116-SN6 cells pre-

sented constitutive p38 activation.

These data were then analyzed using the ROC curves and

the Youden index to define a threshold (147) that separated

the QS depending on the response to treatment (Fig. 5C). Eight

of the 9 responders were correctly classified (QS lower than

147; sensitivity ¼ 89%). Thus, the correlation between low p38

phosphorylation and good response to FOLFIRI regimen was

almost significant (P ¼ 0.067, Fisher's test). Conversely, the

threshold did not correctly classify the nonresponders (spe-

cificity ¼ þ58%). This result means that high p38 phosphor-

ylation is a marker of impaired response, and that other

mechanisms may also be involved in resistance to irinotecan

treatment, explaining the clinical response of nonresponder

patients with a low level of activated p38a.

Discussion

In the present study, we have demonstrated the role of the 2

p38 isoforms a and b in the resistance to irinotecan. Moreover

we have shown that inhibition of p38 enhances the efficacy of

irinotecan-based chemotherapies.

We have shown that p38 phosphorylation is increased in

SN38 resistant clones derived from HCT116 and SW48 cells,

suggesting that p38 activation might represent a general

resistance mechanism. Even though p38 constitutive activa-

tion was never reported in irinotecan-resistant cells, we could

reproducibly detect a low level of p38 phosphorylation in our

resistant clones. This low level of p38 activation may not be

Figure 5. High expression of

phosphorylated p38 in

nonresponder patients. A,

phospho-p38 expression

according to the clinical response.

Phospho-p38 nuclear expression

was assessed by

immunohistochemistry in 21

primary tumors. QS is calculated

from the TMA phospho-p38

staining. Gray boxes represent the

25th to 75th percentiles with the

medians as black lines, whiskers

marking the lower and upper

adjacent values, all outliers

indicated by dots. B, phospho-

p38 expression in colorectal

primary tumors from FOLFIRI

responders (panels 1, 2, 3) and

FOLFIRI nonresponders (panels 4,

5, 6; 100"). C, correlation

between the expression of

phospho-p38 and the response to

chemotherapy. The QS threshold

(147) is the phospho-p38 level

correlated with the response.

C

A B

-
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sufficient to induce the negative regulatory controls such as

protein phosphatases explaining the permanent constitutive

activation (39). Moreover, we report that treatment with SN38

induces p38 activation both in SN38-sensitive and -resistant

HCT116 cells. Activation of p38 MAPK by SN38 has already

been observed in MCF-7 breast cancer cells (37), or in

response to other chemotherapeutic agents such as 5-FU

(35) or oxaliplatin (36). In these studies, p38 activation was

shown to be involved in the cytotoxic effect of the drugs, but

the authors did not discriminate between the four p38 iso-

forms. Here, we could provide experimental evidences show-

ing that activation of both p38a and p38b isoforms inhibit the

cytotoxic effect of SN38 in HCT116 colorectal cancer cells. In

addition, pharmacologic inhibition of p38a and p38b restores

sensitivity to irinotecan in a xenograft model.

p38 involvement in resistance to SN38 or irinotecan may be

explained by its role in cell survival. Indeed, p38 mediates

colon cancer cell survival pathway, in particular, via its role in

DNA repair and autophagy. First, p38 is one of the effector

kinases of the DNA damage sensor system starting with the

activation of ATM, ATR and DNA-PK (33). The CA p38 in colon

cancer cells may induce enhanced DNA repair in response to

chemotherapy and lead to drug resistance. Second, according

to Comes and colleagues, p38a inhibits autophagy and cell

death of CRC cells (34) demonstrating that p38a activity is

necessary for their survival.

Detection of p38 activation in clinical samples has already

been shown in reports studying the resistance to treatment.

Gutierrez and colleagues demonstrated that p38 activation

contribute to tamoxifen resistance in ER-positive breast

tumors (38). More recently, Wen and colleagues showed

that p38 inhibition enhances the sensitivity to arsenic tri-

oxide and bortezomib in multiple myeloma (40). In line with

these results, we show that the level of phosphorylated p38a

is higher in patients unresponsive to chemotherapy com-

pared with responders, suggesting that p38 activation is

correlated with irinotecan resistance in CRC. Indeed, 8 of

the 9 responders exhibit low phospho-p38 expression and

were correctly classified. Half of the nonresponders were

correctly classified, and in the rest of the nonresponders, we

could not detect high p38a phosphorylation. Both isoforms

a and b being involved in SN38 resistance, misclassified

nonresponder patients might present high p38b phosphor-

ylation, a hypothesis that we could not test because of the

absence of available antibody directed against the active

form of p38b. In addition, other mechanisms of resistance,

independent of p38 activation may be present in this

patient's population. Altogether, our data show, for the first

time, that phosphorylation status of the MAPK p38a and

p38b isoforms may be a marker of resistance to irinotecan-

based chemotherapies in CRC. They further suggest the use

of p38 inhibitors as an adjuvant therapy to potentiate the

efficacy of irinotecan-based chemotherapies in nonrespon-

der CRC patients. Further studies using larger cohorts of

patients will be necessary to confirm this result.
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MAPK14/p38a confers irinotecan
resistance to TP53-defective cells
by inducing survival autophagy
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Abbreviations: ATG, autophagy-related; Baf, bafilomycin A1; CRC, colorectal cancer; EGFR, epidermal growth factor receptor;
FOLFIRI, 5-fluorouracil/leucovorin and irinotecan; FOLFOX, 5-fluorouracil/leucovorin and oxaliplatin; HCT116-TP53KO,

HCT116 human colorectal adenocarcinoma cells in which TP53 was genetically ablated; HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells,
HCT116-TP53KO cells in which constitutively active p38alpha (MAPK14) was stably transduced; HCT116-TP53KO-EV cells,
HCT116-TP53KO cells stably transduced with an empty vector (pMSCV) to serve as a control; HCT116-MAPK14-CA cells,

HCT116 cells in which constitutively active p38alpha (MAPK14) was stably transduced; HCT116-EV cells, HCT116 cells stably
transduced with an empty vector (pMSCV) to serve as a control; HCT116-TP53KO-ShMAPK14, HCT116-TP53KO cells in which
Shp38alpha (MAPK14) was stably transduced; HCT116-TP53KO-ShLuc, HCT116-TP53KO cells in which ShpLuc was stably
transduced to serve as a control; LC3, microtubule-associated protein 1 light chain 3; 3MA, 3-methyladenine; MAPK, mitogen-

activated protein kinase; MAPK14, p38 alpha; MAPK11, p38 beta; MAPK12, p38 gamma; MAPK13, p38 delta; NT, untreated cells;
p38a, MAPK p38 alpha (MAPK14); FAM48A, p38 interacting protein (p38IP); PtdIns3K, phosphatidylinositol 3-kinase; SRB assays,
sulforhodamin B assay; SN38, active metabolite of irinotecan; ShLuc, shRNA targeting luciferase, serve as a control; ShMAPK14,
shRNA targeting p38a (MAPK14); siCT, control siRNAs; TOP1, topoisomerase I; VEGF, vascular endothelial growth factor

Recently we have shown that the mitogen-activated protein kinase (MAPK) MAPK14/p38a is involved in resistance of

colon cancer cells to camptothecin-related drugs. Here we further investigated the cellular mechanisms involved in such

drug resistance and showed that, in HCT116 human colorectal adenocarcinoma cells in which TP53 was genetically

ablated (HCT116-TP53KO), overexpression of constitutively active MAPK14/p38a decreases cell sensitivity to SN-38 (the

active metabolite of irinotecan), inhibits cell proliferation and induces survival-autophagy. Since autophagy is known to

facilitate cancer cell resistance to chemotherapy and radiation treatment, we then investigated the relationship between

MAPK14/p38a, autophagy and resistance to irinotecan. We demonstrated that induction of autophagy by SN38 is

dependent on MAPK14/p38a activation. Finally, we showed that inhibition of MAPK14/p38a or autophagy both

sensitizes HCT116-TP53KO cells to drug therapy. Our data proved that the two effects are interrelated, since the role of

autophagy in drug resistance required the MAPK14/p38a. Our results highlight the existence of a new mechanism of

resistance to camptothecin-related drugs: upon SN38 induction, MAPK14/p38a is activated and triggers survival-

promoting autophagy to protect tumor cells against the cytotoxic effects of the drug. Colon cancer cells could thus be

sensitized to drug therapy by inhibiting either MAPK14/p38 or autophagy.

Introduction

Colorectal cancer (CRC) is the third most frequent malignancy
in Western countries. The current chemotherapy options for
patients with metastatic CRC include the combination of
5-fluorouracil/leucovorin and irinotecan (FOLFIRI), or of
5-fluorouracil/leucovorin and oxaliplatin (FOLFOX) associated,
or not, with the anti-VEGF antibody Bevacizumab or the

anti-EGFR antibody Cetuximab.1 Treatment with Cetuximab is
restricted to patients with wild-type KRAS, because KRAS
mutations predict resistance to treatment with anti-EGFR
monoclonal antibodies.2 As therapeutic failure is mainly due to
resistance to drug treatment, identifying the cellular
mechanisms that lead to such resistance is a crucial issue
for improving the management and survival of patients with
CRC.
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SN38 is the active metabolite of irinotecan (CPT-11), a
derivative of camptothecin. Like other camptothecin-derivatives,
SN38 inhibits topoisomerase I (TOP1), a nuclear enzyme needed
for replication and transcription by unwinding supercoiled DNA.3

SN38 interferes with TOP1 activity by trapping TOP1-DNA
cleavage complexes, leading to lethal replication-mediated,
double-strand breaks.3 Cellular mechanisms causing irinotecan
resistance have been identified for each step of the CPT-11
pathway.4 We previously showed that SN38-resistant HCT116
cells display endogenous activation of the mitogen-activated
protein kinase (MAPK) p38.5 Specifically, p38 is activated by
treatment with SN38 and pharmacological inhibition of
MAPK14/p38a and MAPK11/p38β overcomes irinotecan and
SN38 resistance both in vitro and in vivo.6 Moreover, in CRC
patients, MAPK14/p38a is required for cell proliferation and
survival and its inhibition leads to cell cycle arrest and autophagy-
mediated cell death.7

Autophagy is a highly conserved process that maintains
homeostasis by eliminating unnecessary proteins or injured
organelles and is responsible for the survival response to growth
limiting conditions, in which cellular components are sequestered,
degraded and released for recycling. It is regulated by the family of
autophagy-related (ATG) genes. The function of autophagy in
cancer is still controversial as it has been involved in mechanisms
inducing either cell death or stimulating cell survival. Indeed,
autophagy has been described as a tumor suppressor mechanism,
because, in mice, the loss of one allele of Becn1, which is required
for autophagy, is sufficient to promote tumorigenesis8 and human
breast epithelial carcinoma cell lines and tissue display lower level
of BECN1 than normal breast epithelia.9 However, after a cancer
is established, autophagy may help cancer cells to survive in the
presence of growth-limiting conditions, such as nutrient depletion
and hypoxia, or cytotoxic drugs.

Here, we further investigated the functional role of MAPK14/
p38a in the development of irinotecan resistance in HCT116
cells in which TP53 was deleted (HCT116-TP53KO cells),
because TP53 is often mutated in CRC and p53 is a p38 target.
We showed that, in HCT116-TP53KO cells, overexpression of
constitutively active MAPK14/p38a reduces their sensitivity to
SN38 and impairs cell proliferation. Moreover, MAPK14/p38a
overexpression leads to an increase in autophagy and cell survival.
Finally, MAPK14/p38a or autophagy inhibition increases the
sensitivity of HCT116-TP53KO cells to SN38.

Results

MAPK14 is involved in SN38 resistance in HCT116-TP53KO
cells. We already showed that p38, particularly MAPK14 and
MAPK11, is involved in resistance to irinotecan and to its active
metabolite SN38.6 Since one of the p38 targets is TP53 and TP53
is frequently mutated in colon cancer, we now investigated
whether p38 was also involved in irinotecan resistance in cells
depleted of TP53. To this aim, each of the four p38 isoforms
(MAPK14, MAPK11, MAPK12 and MAPK13) was down-
regulated by ShRNA (Fig. 1A) in HCT116 colorectal cancer cells,
in which TP53 was genetically ablated (HCT116-TP53KO cells)

and the effect of their silencing on the sensitivity to SN38 was
tested with the SRB assay (Fig. 1B). Silencing of the MAPK11,
MAPK12 and MAPK13 had no impact on SN38 sensitivity in
HCT116-TP53KO cells. On the contrary, SN38 cytotoxicity was
more elevated in cells in which MAPK14 was silenced by two
different hairpins (shMAPK14 and ShMAPK14bis) (Fig. 1B)
than in control cells (shLuc), as indicated by their significantly
lower IC50 (50% inhibitory concentration) (ShLuc 1.9 nM,
shMAPK14 1.2 p = 0.03 and ShMAPKbis 1.1 p = 0.0014). This
result suggests that MAPK14 loss is sufficient to increase the
sensitivity of HCT116-TP53KO cells to SN38.

Then, HCT116-TP53KO cells were infected with retroviruses
expressing constitutively active (CA) variant of each p38 isoform10

and their sensitivity to SN38 was again tested using the SRB
assay. Expression of the CA p38 variants was monitored by
western blotting with an anti-HA antibody (Fig. 1C) and activity
by kinase assay (Fig. 1D). Cells expressing constitutively active
MAPK14 (HCT116-TP53KO-MAPK14CA cells) were more
resistant to SN38 than control cells that were transduced with
empty vector (EV) (HCT116-TP53KO-EV cells), as evidenced
by their higher IC50 (2.6 nM and 1.3 nM, respectively, p = 0.015)
(Fig. 1E). No difference in the IC50 of HCT116-TP53KO-
MAPK11CA, -MAPK12CA and -MAPK13CA cell lines was
observed (Fig. 1E).

Then, we investigated whether SN38 induces p38 phos-
phorylation in HCT116-TP53KO. Western blot analysis using
phospho-specific p38 antibody showed an increase of p38
phosphorylation following SN38 treatment in HCT116-
TP53KO (Fig. 1F). Overall these results show that MAPK14 is
responsible for SN38 resistance and are in accordance with our
previous results obtained in the parental HCT116 cell line.6

Expression of constitutively active MAPK14 inhibits pro-
liferation of HCT116-TP53KO cells. To further delineate the
effects of the expression of constitutively active MAPK14 in
HCT116-TP53KO cells, we first compared the cell growth rates
of HCT116-TP53KO-MAPK14-CA and HCT116-TP53KO-
EV cells (Fig. 2A). Growth rates were assessed for both cell lines
14 d after retroviral transduction. In HCT116-TP53KO-
MAPK14-CA cells, cell growth was greatly reduced, with a
doubling time of 89.8 h compared with HCT116-TP53KO-EV,
33.3 h (p = 9.9 1026) (Fig. 2A and B). Since MAPK-CA
overexpression did not influence cell proliferation in parental
HCT116 cells (Fig. S1A), its negative effect on the growth rate of
HCT116-TP53KO cells might be linked to the absence of TP53.

As these results were obtained by counting the cells at different
intervals, they could be due to increased cell death or inhibition of
cell proliferation. We thus compared the number of living cells
and the level of apoptosis in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA
and control HCT116-TP53KO-EV cells. The percentage of
annexin V-positive and 7AAD-negative cells (cells in early
apoptosis) was roughly comparable in HCT116-TP53KO-EV
and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells (Fig. 2D) and also
between HCT116-MAPK14-CA and HCT116-EV cells
(Fig. S1B). In order to determine whether other cell death
mechanisms could be involved, the percentage of living cells
relative to the total number of cells was quantified by using the
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Figure 1. MAPK14 plays a role in the sensitivity to

SN38 of HCT116-TP53KO cells. (A) Western blot

analysis of MAPK14, MAPK14bis, MAPK11, MAPK12,

MAPK13 expression in HCT116-TP53KO cells

transduced with ShRNAs directed against MAPK14,

MAPK11, MAPK12, MAPK13 or against Luciferase

(ShLuc) (control). Equal loading is shown by

GAPDH. (B) SRB assays to assess SN38 cytotoxicity

in HCT116-TP53KO cells that stably express ShRNA

targeting MAPK14, MAPK11, MAPK12, MAPK13 or

ShLuc (control). (C) Western blot analysis (anti-HA

antibody) of HCT116-TP53KO cells that express

constitutively active MAPK14, MAPK11, MAPK12,

MAPK13 (MAPK14-CA, MAPK11-CA, MAPK12-CA,

MAPK13-CA) or empty vector (EV), as a control.

Equal loading is shown by tubulin. (D) Kinase assay

performed with 2 mg of recombinant MAPK14,

MAPK11, MAPK12 and MAPK13 to test p38

constitutively active isoforms activity. Western blot

analysis of phosphorylated ATF2. (E) SRB assay to

evaluate SN38 cytotoxicity in HCT116-TP53KO cells

that stably express MAPK14, MAPK11, MAPK12,

MAPK13-CA or EV. (F) Western blot analysis

(anti-phospho p38 antibody) of HCT116-TP53KO

treated or not with SN38, 1 mM 24h00. Equal

loading is shown by GAPDH.
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Trypan blue exclusion method in each cell line at day 7, 14, 21
and 28 after transduction (Fig. 2C). No differences in the
percentage of living cells were observed between control
HCT116-TP53KO-EV and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA
cells at any timepoint, indicating that MAPK14 overexpression
in HCT116-TP53KO cells does not increase cell death. Similar
results were obtained also in HCT116-MAPK14-CA cells
(Fig. S1C). These results indicate that HCT116-TP53KO-
MAPK14-CA cells were not dying, but rather slow down their
proliferation. As p38 can induce cell senescence, we then
investigated whether HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells were
senescent.11,12 The number of cells that were positive for
β-galactosidase activity (a marker of cell senescence) was similar
in control and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells (Fig. 2E),
indicating that senescence is not the mechanism by which
HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells proliferate slowly.

CDKN1A/p21 is responsible for the proliferation decrease of
HCT116-TP53KO-MAPK14-CA. We then examined the cell
cycle distribution of control HCT116-TP53KO-EV and
HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells using BrdU staining and
flow cytometry at day 14 after transduction (the time we observed
the cell growth inhibition) (Fig. 3A). We observed that more
HCT116-TP53KO-EV cells were in S phase (49.4%) after
15 min of BrdU labeling, in comparison with HCT116-
TP53KO-MAPK14-CA cells (37.1%), indicating that the
HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells grew more slowly. We
then incubated the cells for 2, 8 and 24 h with BrdU (Fig. 3B)
and observed that for each timepoint, BrdU incorporation was
lower in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA, confirming again the
lower proliferating rate of MAPK14-CA overexpressing cells.

As the cyclin-dependent kinase (CDK) inhibitor CDKN1A/
p21WAF1/Cip1 is involved in the regulation of cell cycle inhibition13

and is a MAPK14 target,14 we then quantified the RNA and
protein levels of CDKN1A in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA
and -EV cells at different time points after retroviral infection.
CDKN1A protein expression level was increased at day 14 and 21
after retroviral infection only in HCT116-TP53KO-MAPK14-
CA cells (Fig. 3C). Conversely, CDKN1A mRNA level remained
unchanged in both cell lines (Fig. 3D). This suggests that, in
HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells, CDKN1A overexpres-
sion is mainly due to post-translational modifications.

We then investigated whether the elevated levels of CDKN1A
were responsible for the cell cycle slowdown of HCT116-
TP53KO-MAPK14-CA cells. To this aim, CDKN1A expression
in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells was downregulated
with shRNAs targeting CDKN1A (Fig. 3E) and the cell cycle

distribution of such cells was again monitored using BrdU
staining and flow cytometry (Fig. 3F). We observed that
HCT116-TP53KO-Shp21-MAPK14-CA grew faster than
HCT116-TP53KO-ShLuc-MAPK14-CA as indicated by a higher
proportion of BrdU labeled cell (46.1% compared with 25.8%).
We next incubated the cells for 4, 8 and 24 h with BrdU and
confirmed that for each timepoint, that BrdU incorporation was
higher in HCT116-TP53KO-Shp21-MAPK14-CA than in the
control HCT116-TP53KO-ShLuc-MAPK14-CA cells (Fig. 3G).
This result demonstrated that the reduction of cell growth was
due, at least in part, to the overexpression of CDKN1A in
HCT116-TP53KO-MAPK14-CA. In conclusion, MAPK14
overexpression in HCT116-TP53KO cells leads to CDKN1A
overexpression and slowing down of cell proliferation.

Expression of constitutively active MAPK14 induces auto-
phagy in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells. While
examining the morphology of HCT116-TP53KO-MAPK14-CA
cells at day 14 after retroviral infection, we observed that they
displayed large cytoplasmic vacuoles (Fig. 4A). This feature
together with the observation that HCT116-TP53KO-
MAPK14-CA cells grow slowly, but were neither apoptotic nor
senescent, prompted us to investigate whether they exhibited
autophagy characteristics. First, the expression of the two forms of
the microtubule-associated protein 1 light chain 3 protein (LC3)
was assessed by immunoblotting. Indeed, during autophagy,
cytosolic LC3-I is converted into the membrane-bound lipidated
LC3-II, which is detected by a mobility shift during electro-
phoresis. Higher LC3-II expression was observed only in
HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells at day 14 after transduc-
tion (Fig. 4B, top panel), suggesting that expression of constitu-
tively active MAPK14 in HCT116-TP53KO cells induced
autophagy. A slight increase of LC3-II level was also observed
in HCT116-MAPK14-CA (Fig. S1D). We also observed a high
level of LC3-II from day 7 to day 21 after retroviral transduction
of the MAPK14-CA plasmid in TP53-deficient H1299 lung
cancer cells (Fig. 4B, low panel). Then, to confirm the induction
of autophagy in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells, cells
were analyzed by electron microscopy (Fig. 4C). More double-
membrane vacuoles, typical of early autophagic structures (arrow),
were observed in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA than in
control HCT116-TP53KO-EV cells (4.4 vacuoles/cells and
1.01 vacuoles/cells, respectively; p = 2.05 1025). Similarly,
transient transfection with GFP-tagged LC3 of HCT116-
TP53KO-MAPK14-CA and HCT116-TP53KO-EV control cells
at day 14 after retroviral transduction allowed showing that while
in control cells the GFP fluorescence was diffused, in cells

Figure 2 (See previous page). Overexpression of constitutively active MAPK14 inhibits cell growth in HCT116-TP53KO cells. (A) Growth curve of HCT116-

TP53KO-EV and HCT116-TP53KO-MAPK-CA cells cultured in complete medium (10% FCS). (B) Doubling time histograms of HCT116-TP53KO-EV and

HCT116-TP53KO-MAPK14-CA determined at day 14 after retroviral transduction of MAPK14-CA or EV. (C) Percentage of living cells in HCT116-TP53KO-EV

and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells at day (d) 7, 14, 21 and 28 after retroviral transduction. The number of viable cells was determined by counting

the number of cells not stained by the Trypan blue dye. Data are representative of three independent experiments. (D) Quantification of apoptosis in

HCT116-TP53KO-EV and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells at day 14 after retroviral transduction of MAPK14-CA or pMSCV empty vector (EV). Apoptosis

was determined by quantifying the number of 7AAD-negative and Annexin V-FLUOS-positive cells with a FACScan flow cytometer. (E) Senescence-

associated b-galactosidase staining in HCT116-TP53KO-EV and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells at day 14 after retroviral transduction of MAPK14-CA or

EV. The number of b-galactosidase-positive (blue) cells was counted in 20 fields for each cell type.

1102 Autophagy Volume 8 Issue 7
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overexpressing MAPK14-CA LC3 expression was more
frequently punctated (8.5 dots/cell and 2.01 dots/cell for control
cells; p = 2 1027) (Fig. 4D).

To evaluate the relationship between reduction of growth rate
and autophagy induction, we have performed LC3 western
blot analysis on HCT116-TP53KO-ShLuc-MAPK14-CA and

HCT116-TP53KO-Shp21-MAPK14-CA (Fig. 4E). We could
observe that the LC3-II expression is not reduced in HCT116-
TP53KO-Shp21-MAPK14-CA, while the proliferation is
increased (Fig. 3F and G), indicating that the proliferation and
the autophagy induction may not be connected. These results
demonstrate that overexpression of constitutively active MAPK14

Figure 3. The proliferation inhibition of HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells correlates with p21 overexpression. (A) Cell cycle distribution of HCT116-

TP53KO-EV and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells at day 14 after retroviral transduction of MAPK14-CA or pMSCV empty vector (EV). The cell cycle

distribution was evaluated after 15 min of BrDU staining with a FACScan flow cytometer. (B) Percentage of BrdU stained HCT116-TP53KO-EV and HCT116-

TP53KO-MAPK14-CA cells after 15 min, 2, 8 and 24 h of BrdU incubation. (C) Western blot analysis (anti- CDKN1A antibody and anti-HA antibody to

evaluate the expression of MAPK14-CA) of HCT116-TP53KO-EV (control) and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells at day 7, 14, 21 and 28 following retroviral

transduction (only day 14 is shown for control cells as CDKN1A level did not change). Equal loading was assessed with an anti-actin antibody. (D) CDKN1A

mRNA levels were determined by real-time qPCR in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells at days 7, 14, 21 and 28 after retroviral transduction (only day 14

for HCT116-TP53KO-EV cells as expression was unchanged). (E) Western blot analysis of CDKN1A expression in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA and HCT116-

TP53KO-EV (control) cells after retroviral transduction of ShRNA targeting CDKN1A (Shp21) or Luciferase (ShLuc), respectively. Equal loading is shown by

GAPDH expression. (F) Cell cycle distribution of HCT116-TP53KO-ShLuc-MAPK14-CA and HCT116-TP53KO-Shp21-MAPK14-CA cells at day 14 after

retroviral transduction. The cell cycle distribution was evaluated after 15 min of BrDU staining with a FACScan flow cytometer. (G) Percentage of BrdU

stained HCT116-TP53KO-ShLuc-MAPK14-CA and HCT116-TP53KO-Shp21-MAPK14-CA cells after 15 min, 4, 8 and 24 h of BrdU incubation.
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Figure 4. Overexpression of constitutively active MAPK14 induces autophagy in HCT116-TP53KO cells. (A) Phase-contrast images describing themorphology of

HCT116-TP53KO-EV and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells at day 14 after retroviral transduction. (B) Analysis of the expression of LC3-I and LC3-II by western

blotting in HCT116-TP53KO (top panel) and H1299 (TP53-deficient lung cancer cells) (low panel) cells that express constitutively active MAPK14 (MAPK14-CA) or

empty vector (EV), as a control at day 7, 14, 21 and 28 following retroviral transduction. Only day 14 is shown for cells transduced with EV as LC3 expression was

unchanged. Equal loading is shown by actin expression. (C, left panel) Electron micrographs of HCT116-TP53KO-EV and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells

at day 15 after retroviral transduction. Arrow indicates the presence of a double-membrane vacuole. (C, right panel) Number of autophagosomes/cell in

HCT116-TP53KO-EV and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells at day 15 after retroviral transduction (100 cells were counted for each cell type). (D, left panel)

HCT116-TP53KO-EV and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells expressing GFP-LC3 were analyzed by immunofluorescence. The pattern of GFP-LC3 expression

in the cytosol changed from diffuse to punctate/vesicular. (D, right panel) The number of vesicular GFP-LC3 spots/cell in HCT116-TP53KO-EV and HCT116-

TP53KO-MAPK14-CA cells was scored (100 cells were counted for each cell type). The results are represented as the mean ± SD. (E) Western blot analysis (anti-

LC3 antibody) of HCT116-TP53KO-ShLuc-MAPK14-CA and HCT116-TP53KO-Shp21-MAPK14-CA cells. Equal loading is shown by GAPDH.

1104 Autophagy Volume 8 Issue 7



©
2
0
1
2
 L

a
n
d
e
s
 B

io
s
c
ie

n
c
e
. 

D
o
 n

o
t 
d
is

tr
ib

u
te

.

inhibits cell proliferation and induces autophagy in TP53-
depleted colon cancer cells. As a consequence, decreases in cell
proliferation and autophagy induction can both be involved in
MAPK14 induced resistance to SN38.

MAPK14-induced autophagy promotes survival of HCT116-
TP53 KO-MAPK14-CA cells. Autophagy is a dynamic process
that begins with the generation of autophagosomes and terminates
with their degradation in lysosomes and corresponds to the
autophagic flux. To examine the autophagic flux in HCT116-
TP53KO-MAPK14-CA cells, we monitored the expression of
SQSTM1/p62, which is incorporated into the completed
autophagosome and degraded in autolysosomes.15 Western blot
analysis of SQSTM1 expression (Fig. 5A) indicates that, in
HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells, SQSTM1 is degraded
from day 14 to day 28 after MAPK14-CA transduction. To
confirm this result, we have also compared the half-life of
SQSTM1 in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA and in HCT116-
TP53KO-EV after shutting off protein synthesis with cyclo-
heximide (Fig. 5B) at day 14 after retroviral transduction.
Cycloheximide-chase experiment indicated that SQSTM1 is
unstable in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA but not in
HCT116-TP53KO-EV cells. These results indicate that
MAPK14-CA expression induces functional autophagic flux.
Incubation with 3-methyladenine (3MA), an inhibitor of class III
phosphatidylinositol 3-kinase (PtdIns3K), which blocks the early
steps of autophagy,15 decreased LC3-II expression in HCT116-
TP53KO-MAPK14-CA and in HCT116-TP53KO-EV control
cells in comparison to untreated cells (NT) (Fig. 5C). Finally,
incubation with bafilomycin A1 (Baf), which alters the lysosomal
pH and inhibits lysosomal degradation,15 increased the expression
level of LC3-II in both HCT116-TP53KO-EV and HCT116-
TP53KO-MAPK14-CA cells in comparison to untreated cells
(NT), indicating a stabilization of LC3-II probably due to an
increase in the number of autophagosomes as a result of the
inhibition of lysosomal degradation. The lower LC3-II expression
after 3MA treatment and the higher LC3-II expression after
treatment with Baf demonstrate a complete execution of the
autophagic pathway, reinforcing our hypothesis that MAPK14
induce functional autophagy.

We next evaluated the impact of MAPK142induced auto-
phagy on cell survival. To this end, we inhibited autophagy either
pharmacologically or genetically and evaluated cell viability using
the Trypan blue exclusion method. First, HCT116-TP53KO-EV
and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells were incubated with
Baf or 3MA (Fig. 5D). Both autophagy inhibitors did not have
any effect on the cell viability of control HCT116-TP53KO-EV
cells, whereas in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells they
significantly reduced the number of viable cells in comparison to
untreated cells (NT) (3MA: 31% of dead cells, p = 0.00014;
bafilomycin: 47.5%, p = 0.00003). These results were confirmed
by downregulating the expression of ATG5 and ATG7, two genes
which are essential for autophagy, with specific siRNAs (Fig. 5E).
Indeed, downregulation of ATG5 or ATG7 strikingly increased
cell mortality in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells (but not
in in HCT116-TP53KO-EV cells) in comparison to cells
transfected with control siRNAs (siCT) (siATG5: 88% of dead
cells, p = 1 1028; siATG7: 90%, p = 1.9 1027). In conclusion,
these data demonstrate that overexpression of constitutively active
MAPK14 induces survival-promoting autophagy in HCT116-
TP53KO cells.

Autophagy is involved in SN38 resistance of TP53-defective
cancer cells. As MAPK14 overexpression in HCT116-TP53KO
cells induces survival autophagy, we then investigated whether
autophagy could play a role in the mechanism of cancer cell
resistance to SN38. We first assessed autophagy induction with
SN38 by LC3 labeling immunofluorescence in HCT116
(Fig. S2A) and HCT116-TP53KO (Fig. 6A). The untreated cells
(NT) presented a diffuse LC3 staining while SN38 treated cells
presented punctated labeling (Fig. 6A). We then treated
HCT116, HCT116-TP53KO and the TP53 mutated colorectal
cancer cells, SW480, with 1 mM SN38 for 24 h (Fig. 6B;
Fig. S2B) and performed LC3 western blot analysis. The LC3-II
expression was increased in SN38 treated cells in comparison to
untreated cells (NT), indicating that SN38 can induce autophagy
in HCT116, HCT116-TP53KO and SW480 cells. To address
the autophagic flux, we have co-treated HCT116-TP53KO cells
with Baf and SN38, and observed that these cells display more
LC3-II labeling than HCT116-TP53KO treated with SN38

Figure 5 (See next page). Autophagy in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells promotes cell survival. (A, top panel) Western blot analysis

of SQSTM1/p62 expression in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells at day 7, 14, 21 and 28 following retroviral transduction (only day 14 is shown for control

HCT116-TP53KO-EV cells as expression did not change). Equal loading is shown by actin expression. (A, bottom panel) Quantification of SQSTM1

expression relative to b-actin in control HCT116-TP53KO-EV (day 14) and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells at day 7, 14, 21 and 28 following retroviral

transduction. (B, top panel) Western blot analysis of SQSTM1 expression in HCT116-TP53KO-EV and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells at day 14

following retroviral transduction after cycloheximide chase (2, 4 and 8 h of cycloheximide treatment). Equal loading is shown by GAPDH expression.

(B, bottom panel) Quantification of SQSTM1 expression relative to GAPDH in HCT116-TP53KO-EV and HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells at day 14

following retroviral transduction after cycloheximide chase. (C, left panel) Western blot analysis of the expression of LC3-I and LC3-II in HCT116-TP53KO-

MAPK14-CA and control HCT116-TP53KO-EV cells at day 14 after retroviral transduction following incubation or not (NT) with 3-methyladenine (3MA) or

bafilomycin A1 (Baf). Equal loading is shown by actin expression. (C, right panel) Quantification of LC3-II expression relative to b-actin in control and

HCT116-TP53KO-MAPK14-CA cells incubated or not (NT) with 3MA or Baf. (D) Cell viability of HCT116-TP53KO-MAPK14-CA and control HCT116-TP53KO-

EV cells at day 14 after retroviral transduction, incubated or not with 3-methyladenine (3MA) or bafilomycin A1 (Baf) for 72 h. The number of viable cells

was determined by counting the cells not stained with the Trypan blue dye. Data are representative of three independent experiments. (E, top panel) Cell

viability of HCT116-TP53KO-MAPK14-CA and control HCT116-TP53KO-EV cells at day 14 after retroviral transduction, following transfection with control

siRNA or anti-ATG5 or -ATG7 siRNAs. The number of viable cells was determined by counting the cells not stained with the Trypan blue dye. Data are

representative of three independent experiments. (E, bottom panel) Western blot analysis of ATG5 and ATG7 expression in HCT116-TP53KO-MAPK14-CA

cells at day 2 (d2) and 4 (d4) after transfection with control siRNA or anti-ATG5 or -ATG7 siRNAs (similar results were obtained for HCT116-TP53KO-EV).

Equal loading is shown by actin expression.
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Figure 5. For figure legend, see page 1105.
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alone (Fig. 6C). Conversely, HCT116-TP53KO cells incubated
with 3MA+SN38 presented a lower LC3-II level compared with
cells treated with SN38 alone. Both results indicate that SN38
induced functional autophagy in HCT116-TP53KO.

We then inhibited autophagy in HCT116, HCT116-TP53KO
and SW480 cells and tested the effect of such inhibition on the

sensitivity to SN38. SW480 cells were transfected with ATG5- or
ATG7-specific siRNAs and SN38 cytotoxicity, assessed by SRB
assay, was evaluated. We found that SN38 IC50 was lower in cells
in which autophagy was inhibited (Fig. 6D) than in cells
transfected with control siRNAs (siCT), indicating that autophagy
is involved in SN38 resistance. We confirmed the impact of

Figure 6. Inhibition of autophagy enhances the cytotoxic effect of SN38 on p53-defective colorectal cancer cells. (A, left panel) LC3 staining analyzed by

immunofluorescence of HCT116-TP53KO cells treated or not (NT) with 1 mM SN38 for 24 h. The pattern of LC3 expression in the cytosol changed from

diffuse to punctate/vesicular. (A, right panel) The number of vesicular LC3 spots/cell in HCT116-TP53KO cells treated or not with 1 mM SN38 for 24 h was

scored (100 cells were counted for each cell type). The results are represented as the mean ± SD. (B) Western blot analysis of LC3-I and LC3-II expression

in HCT116-TP53KO and SW480 cells treated or not (NT) with 1 mM SN38 for 24 h. Equal loading is shown by actin expression. (C) Western blot analysis of

HCT116-TP53KO treated with Baf, SN38, SN38+Baf and SN38, SN38+3MA. Equal loading is shown by GAPDH expression. (D) SRB assays to assess SN38

cytotoxicity in SW480 cells transfected with control siRNA or anti-ATG5 or -ATG7 siRNAs. (E) SRB assays to assess SN38 cytotoxicity in HCT116-TP53KO cells

transfected with control siRNA or anti-ATG5 or -ATG7 siRNAs. (F) Clonogenic assay to assess SN38 cytotoxicity in HCT116-TP53KO cells transfected with

control siRNA or anti-ATG5 or -ATG7 siRNAs. (G) Percentage of living cells in HCT116-TP53KO treated with SN38 or SN38 + 3MA. The number of viable

cells was determined by counting the number of cells not stained by the Trypan blue dye. Data are representative of three independent experiments.
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autophagy inhibition on SN38 cytotoxicity in HCT116 TP53KO
cells with siATG transfection and 3MA treatment, using SRB
(Fig. 6E), clonogenic (Fig. 6F) and Trypan blue exclusion assay
(Fig. 6G), confirming the protective role of autophagy on SN38
treatment. At the opposite, autophagy inhibition with siATG
transfection or 3MA treatment was not able to impact on SN38
cytotoxicity in HCT116 cells (Fig. S2D–S2F), indicating that
SN38 induces autophagy-mediated survival only in TP53-
defective cells. In conclusion, similarly to what we observed
following inhibition of MAPK14,6 inhibition of autophagy
enhanced the cytotoxic effect of SN38, but only in cells where
TP53 is altered.

As we have previously observed that the two other drugs used
to treat colorectal cancer, 5-fluorouracil (5-FU) and oxaliplatin,
induced p38 phosphorylation, we asked whether these drugs can

induce autophagy, and if autophagy has an impact on their
cytotoxicity (Fig. S3). We first determined IC50 concentrations
for both drugs using SRB assay (Fig. S3A), and found 0.4 mM for
HCT116, 1.4 mM for HCT116-TP53KO concerning oxaliplatin
and 4 mM for 5-FU for both cell lines. We then treated the cells
with 5-FU and oxaliplatin at the IC50 concentration during 96 h
and determine the autophagy level. Western blot monitoring LC3
showed that neither 5-FU nor oxaliplatin induced autophagy
(Fig. S3B). We then inhibited autophagy by transfecting
HCT116 and HCT116-TP53KO with ATG5- or ATG7-specific
siRNAs and tested the effect of such inhibition on the sensitivity
to 5-FU and oxaliplatin using the SRB assay. We observed
that autophagy inhibition did not impact the 5-FU and
oxaliplatin cytotoxicity in HCT116 and HCT116-TP53KO cells
(Fig. S3C–S3F).

Figure 7. Involvement of autophagy in SN38 resistance depends upon MAPK14. (A) Western blot analysis of LC3-I and II and MAPK14 expression in

HCT116-TP53KO-ShLuc and HCT116-TP53KO-ShMAPK14 cells after treatment or not (NT) with 2 nM SN38 alone (SN) or with 10 nM 3-methyladenine

(SN+3MA) for 96 h. (B) Western blot analysis of LC3-I and II of HCT116-TP53KO-ShLuc, HCT116-TP53KO-ShMAPK11, HCT116-TP53KO-ShMAPK12 and

HCT116-TP53KO-ShMAPK13 cells after treatment or not (NT) with 2 nM SN38 alone (SN) for 96 h. (C) SRB assays to assess the cytotoxicity of SN38 alone or

in combination with 3-methyladenine (SN38+3MA) in HCT116-TP53KO-ShLuc and HCT116-TP53KO-ShMAPK14 cells. (D) SRB assays to assess SN38

cytotoxicity of HCT116-TP53KO-ShLuc and HCT116-TP53KO-ShMAPK14 cells transfected with control siRNA or anti-ATG5 or -ATG7 siRNAs.
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We finally asked whether SN38-mediated induction of
autophagy is MAPK14-dependent. To answer this question, we
downregulated, or not (HCT116-TP53KO-ShLuc cells), the
expression of MAPK14 with a specific shRNA (ShMAPK14) in
HCT116-TP53KO cells and incubated them with 2 nM SN38
for 96 h. Western blot analysis (Fig. 7A) showed that SN38
induced higher LC3-II levels in control HCT116-TP53KO-
ShLuc (as expected), but not in HCT116-TP53KO-ShMAPK14.
Concomitant incubation of cells with 2 nM SN38 and 10 nM
3MA, which inhibits autophagy, for 96 h prevented the LC3-II
increase observed in HCT116-TP53KO-ShLuc cells treated with
SN38 alone, but did not have any effect on HCT116-TP53KO-
ShMAPK14 cells (Fig. 7A). This result clearly indicates that
MAPK14 is necessary for SN38-mediated induction of auto-
phagy. In addition to MAPK14, we have also performed inhibi-
tion of MAPK11, MAPK12 and MAPK13 and treated the
HCT116-TP53KO cells with SN38. LC3-II western blot analysis
indicates that inhibition of MAPK11, MAPK12 and MAPK13
did not inhibit the SN38 autophagy induction (Fig. 7B).
Moreover, we have treated HCT116-ShLuc and HCT116-
shMAPK14 cells with SN38 and we found that autophagy is
not reduced in HCT116-ShMAPK14 (Fig. S2C). In conclusion,
ShMAPK14 is the main p38 isoform involved in autophagy
induction by SN38 (Fig. 7A), and exclusively in a TP53KO
context.

We then evaluated the impact of autophagy inhibition on the
sensitivity to SN38 of HCT116-TP53KO-ShMAPK14 cells.
HCT116-TP53KO-ShLuc and HCT116-TP53KO-ShMAPK14
cells were either treated with SN38 and SN38+3MA (Fig. 7C) or
transfected with siATG5 and siATG7 (Fig. 7D), and their IC50

were determined. Autophagy inhibition increased the SN38
cytotoxic effect in control HCT116-TP53KO-ShLuc cells, but
not in HCT116-TP53KO-ShMAPK14 cells. These results
suggest that MAPK14 activation and survival-promoting auto-
phagy are part of the same mechanism induced by SN38, and that
hindering MAPK14 activity will block the SN38 effect on
survival-promoting autophagy. In conclusion MAPK14 confers
SN38 resistance to HCT116-TP53KO cells by inducing survival
autophagy.

Discussion

In this study, we demonstrated the role of MAPK14 in the
resistance to SN38, the active metabolite of irinotecan, in TP53-
depleted HCT116 colorectal cancer cells. Moreover we showed
that overexpression of constitutively active MAPK14 induces
survival autophagy in colorectal cancer cells depleted of TP53 and
that inhibition of autophagy in such cells enhances the cytotoxic
effect of SN38.

We previously reported that MAPK14 is involved in irinotecan
resistance in in vivo and in vitro experimental settings and in
clinical samples.6 Here we confirm this finding by showing that
overexpression of constitutively active MAPK14 makes also
TP53-depleted colorectal cancer cells more resistant to irinotecan,
and conversely its downregulation sensitizes these cells. This new
finding indicates that the involvement in irinotecan resistance is

not dependent on the TP53 status of the cancer cells. This
suggests that p38 inhibitors could be used as an adjuvant therapy
to potentiate the efficacy of irinotecan-based chemotherapies,
whatever the TP53 status of the tumor.

Moreover, we report that overexpression of MAPK14 leads to
cell growth inhibition of HCT116-TP53KO cells. Previous works
have already reported that MAPK14 can cause cell cycle arrest via
two pathways. Specifically, after UV radiation, MAPK14 can
phosphorylate and inhibit the phosphatase CDC25B, which in
turn inhibits the CCNB/cyclin B-CDK1/CDC2 complex needed
for cell cycle progression.16 The other pathway involves the
phosphorylation and activation of TP53 and induction of the
TP53-dependent G2/M checkpoint.13 Here, we showed that
MAPK14 overexpression leads to an increase of CDKN1A
protein (but not of mRNA) level even in the absence of TP53 and
that CDKN1A upregulation is responsible for proliferation
inhibition. Our findings are in agreement with the work by
Kim and colleagues who demonstrate that MAPK14 can phos-
phorylate directly CDKN1A, leading to CDKN1A stabilization.17

It is well known that p38 has a dual role in autophagy, both as
a positive and negative regulator. Our results show that, in
HCT116-TP53KO cells, MAPK14 can induce autophagy which
in turn promotes cell survival. Similarly, Tang et al., reported that,
in the mouse model of Alexander disease, p38 is involved in
GFAP accumulation in astrocytes and in the induction of survival-
promoting autophagy. Furthermore, Cui et al., described that, in
HeLa cells, oridonin induces autophagy through p38 activa-
tion.18,19 On the other hand, Comes and colleagues found that, in
colon cancer cells, p38 inhibition leads to autophagy and
apoptosis,20 and Webber et al., showed that p38 negatively
regulates autophagy by inhibiting the interaction of ATG9 with
FAM48A/p38IP in starvation conditions.21 Although these results
seem contradictory, our hypothesis is that the role of p38 in
autophagy depends on the nature of the stimulus, the strength
and duration of p38 activation and the TP53 status. Moreover, it
is important to differentiate the autophagy promoting cell survival
from the autophagy leading to cell death as they may involve
different signaling pathways.

It has already been reported22 that camptothecin can induce
autophagy in breast cancer cells. When this autophagic response is
inhibited, camptothecin-induced apopotic cell death is increased,
suggesting that autophagy might play a role in a drug-resistance
mechanism. Our data demonstrated that the camptothecin-
derivative SN38 activates autophagy also in colon cancer cells, a
more relevant cancer model since camptothecin-derivative drugs
are used in the clinic to treat patients with CRC (but not for
breast cancer). It was recently shown that 5-fluorouracil (5-FU), a
drug widely used in combination with irinotecan in the clinic
(FOLFIRI protocol), also induces autophagy in HCT116 and
DLD-1 colorectal cancer cells23 and inhibition of 5-FU-induced
autophagy increases cell death. We did not reproduce these data,
most probably because we treated the cells with lower
concentration of autophagy inhibitor. We rather showed that
inhibition of MAPK14-mediated autophagy in our model can
increase the sensitivity of colon cancer cells to SN38 cytotoxic
effect. It would be interesting to test the combination of
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irinotecan+autophagy inhibitor and to treat nonresponder
patients who receive FOLFIRI with an autophagy inhibitor.

Our findings also indicate that the TP53 status is crucial
because autophagy inhibition does not increase the cytotoxic
effect of SN38 in colorectal cancer cells with wild-type TP53. p53
can modulate autophagy depending on its cellular localization.24

Indeed, nuclear p53 will act as a transcription factor and
transactivate several autophagy inducers (such as DRAM1,
SESN2/Sestrin2, BAX and BBC3/PUMA) to induce autophagy
and facilitate apoptosis. Conversely, cytoplasmic TP53 inhibits
autophagy by an unknown mechanism. Here, we show that in the
absence of TP53, overexpression of MAPK14 (by retroviral
transduction of constitutively active MAPK14 or upon treatment
with SN38) can induce survival-promoting autophagy.

Growing evidence indicates that chemotherapy induces
autophagy in a variety of tumor cells,25 leading either to tumor
protection or tumor cell death. In the present study, we
demonstrated that, in TP53 defective colorectal cancer cells,
camptothecin-derivative drugs induce survival-promoting auto-
phagy via MAPK14 activation. In conclusion, it appears that
survival-promoting autophagy, which is responsible for resistance
to chemotherapy, is dependent on the TP53 status of the tumor
and TP38 activation. As autophagy inhibitors could be used to
overcome camptothecin-related drug resistance, it is crucial to
determine the TP53 status of the patients and the level of p38
activation by the drug.

Materials and Methods

Cell lines and reagents. The HCT116 (CCL-247), SW480
(CCL228) human colon adenocarcinoma cell lines and the
H1299 (CRL5803) human non-small cell lung cancer cell line
from ATCC were grown in RPMI 1640 supplemented with 10%
fetal calf serum (FCS) and 2 mmol/L l-glutamine at 37°C in a
humidified atmosphere with 5% CO2. HCT116-TP53KO cells,
in which TP53 had been genetically ablated, were kindly given by
Bert Volgestein. SN38 was provided by Sanofi-Aventis.

Drug sensitivity. Cell growth inhibition and cell viability after
SN38 treatment were assessed using the sulforhodamine B (SRB)
(Sigma, S-9012) assay as previously described and called SRB assays.6

Western blot analyses. Western blot analysis of cell extracts
from control and retrovirus-infected cells were performed as
previously described.6 Primary antibodies were directed against
CDKN1A (CST-2947), MAPK14/p38a (CST-9218), tubulin
(CST-2125) (Cell Signaling Technology), LC3 (Sigma Aldrich,
L7543), SQSTM1/p62 (BD Transduction Laboratory, 610833),
actin (Abcam, ab8227), GAPDH (Abcam, ab9482). Secondary
antibodies were horseradish peroxidase-conjugated anti-mouse
(sc-2314) or anti-rabbit (sc-2004) antisera (Santa Cruz).

Ultrastructural evaluation. Cells were immersed in a solution
of 2.5% glutaraldehyde in 0.1 M Sorensen’s buffer (NaH2PO4

and Na2HPO4, pH 7.4) at 4°C overnight. They were then rinsed
in Sorensen’s buffer and post-fixed in 0.5% osmic acid in the dark
and at room temperature for 2 h. After two rinses in Sorensen’s
buffer, cells were dehydrated through a graded series of ethanol
solutions (30–100%) and embedded in EmBed 812 (EMS

14120) using an Automated Microwave Tissue Processor for
Electronic Microscopy (Leica EM AMW). Thin 70 nm sections
were cut with a Leica-Reichert Ultracut E microtome at different
levels of each block and were counterstained with uranyl acetate.
Cell structures were assessed using a Hitachi 7100 transmission
electron microscope at the Centre de Ressources en Imagerie
Cellulaire de Montpellier (France). The number of autophago-
somes was evaluated in 100 cells for each cell type.

Cell senescence. Senescent cells were identified by detecting
β-galactosidase activity at pH 6, a known marker of cell
senescence. Cells were plated on 12-mm glass coverslips in
culture dishes. After 48 h, they were fixed in 2% paraformalde-
hyde/0.2% glyceraldehyde, and then incubated with the staining
solution (20 mg/ml X-Gal (5-bromo-4-chloro-3-indolyl-β-D-
galactopyranoside); 40 mM citric acid/sodium phosphate,
pH 6.0; 5 mM potassium ferrocyanide; 150 mM NaCl; 2 mM
MgCl2)

26 overnight. The number of stained cells was evaluated in
20 fields (using a 63! NA objective and a Leica inverted
microscope) for each cell type.

GFP-LC3 expression. Cells were plated on 12-mm glass
coverslips in culture dishes and transiently transfected with the
expression plasmid encoding the chimeric protein pEGFP-LC3 (a
generous gift from Dr. L. Espert, Montpellier, France) using
Lipofectamine (Invitrogen, 18324012) according to the manu-
facturer’s instructions. Transfected cells were then fixed in 3.7%
formaldehyde, mounted in Moviol, and images were recorded
using a 63 ! NA objective and a Leica inverted microscope.
Autophagosomes were counted in 100 cells for each cell type.

Retroviral infection. HCT116-TP53KO cells that stably
express the constitutively active (CA) p38 isoforms were obtained
by retroviral transduction of the pMSCV-MAPK14-CA,
pMSCV-MAPK11-CA, pMSCV-MAPK12-CA and pMSCV-
MAPK13-CA plasmids. MAPK14 mutant is p38a D176A F327S,
MAPK11 mutant is p38β D176A, MAPK12 mutant is p38c D179A

and MAPK13 mutant is p38d F324S. Control cells were transduced
with the pMSCVhyg (Clontech, 6344001) empty vector (EV)
(HCT116-TP53KO-EV cells). Twenty-four hours after transduc-
tion, cells were selected with 1 mg/mL hygromycin. HCT116-
TP53KO-EV or –MAPK14-CA cells were co-infected with the
pSIREN (Clontech, 631526) vector in which the short hairpin
RNAs (shRNA) targeting CDKN1A was cloned. Cells were
selected with 0.5 mg/mL puromycin and with 0.5 mg/mL
hygromycin. HCT116-TP53KO cells expressing ShRNAs target-
ing, MAPK14, MAPK14bis, MAPK11, MAPK12 and MAPK13
mRNA were obtained by retroviral gene transduction of the
pSIREN vector in which the ShRNAs were cloned. Two different
hairpins had been used targeting different part of the MAPK14
mRNA (ShMAPK14 and ShMAPK14bis). Cells were selected
with 1 mg/mL of puromycin and then stable clones were pooled.
The shRNA targeting Luciferase (shLuc) was used as negative
control.

Autophagy inhibition. Two autophagy inhibitors were used:
3-methyladenine (3MA) (M9281), a phosphatidylinositol
3-kinase inhibitor that inhibits the formation of autophagosomes,
and bafilomycin A1 (11707), a V type proton pump that inhibits
the formation of secondary lysosomes (both from Sigma Aldrich).
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HCT116-TP53KO-EV or –MAPK14-CA cells (0.75 ! 106) were
grown in 6-well plates for 48 h and then incubated with 10 nM
3-methyladenine or 50 nM bafilomycin A1 for 48 h. Cell viability
was then estimated using the Trypan blue exclusion method.

For studying the autophagic flux, 0.1 ! 106 HCT116-
TP53KO-EV or -MAPK14-CA cells were grown in 6-well plates
for 72 h and then incubated with 10 nM 3-methyladenine or
50 nM bafilomycin A1 for 96 h.

For SRB assays, cells were plated in 96 well plates and treated
during 96 h with SN38 alone or with SN38+3MA (10 nM) or
SN38 + Baf (50 nM).

The cells are treated with a very low concentration of 3-MA
(10 nM) when the treatment is 48, 72 or 96 h. This 3-MA
concentration avoids the nonspecific side effect, is sufficient to
inhibit autophagy induction and is not toxic for control cells.

SQSTM1 degradation was evaluated by cycloheximide-chase
experiments in HCT116-TP53KO-EV and HCT116-TP53KO-
MAPK14-CA.

Cell growth assay. Cells (5 ! 104) were seeded in 6-well plates
in triplicate. Six identical plates were seeded for each counting
experiment. Every 24 h after plating, cells were counted in one of
the plates.

Cell cycle analysis. BrdU labeling. Cells were incubated
continuously with 30 mM of 5-bromo-2-deoxyuridine (BrdU,
B9285, Sigma) for the indicated times. Cells were harvested,
centrifuged at 1200 rpm for 5 min, washed in PBS, and
resuspended in 75% ethanol by vortexing before storage at 4°C
for 24 h. After a pepsin treatment cells were resuspended in 2 M
hydrochloric acid, washed and incubated for 30 min with a rat
anti-BrdU antibody (Oxford Biotechnology, OBT0030S) and
revealed with a goat anti-rat IgG coupled with FITC
fluorochrome (Southern Biotech, 3010-02). Cells were stained
with propidium iodide (PI, 25 mg/ml, Invitrogen, P3566) and
cytofluorometric analyses were performed.

RNA preparation and RT-Q-PCR. Total RNA was isolated
from HCT116-TP53KO-EV and -MAPK14-CA cells using the
RNeasy1 mini Kit (Qiagen, 74104) with an additional DNase
digestion step (Qiagen, 79254). RNA was quantified by UV
spectroscopy. Total RNA (1 mg) was reverse transcribed using the
SuperScript III reverse transcriptase (Invitrogen, 1808004). Real-
time quantitative PCR was performed using the LC480 (Roche
Diagnostics) according to the manufacturer’s instruction. The
amplification specificity was verified by using the melting curve
analysis. Real-time PCR values were determined by reference to a

standard curve that was generated by real-time PCR amplification
of a serially diluted cDNA sample using primers specific for
CDKN1A, ATG5, ATG7 and Hypoxanthine Phosphorybosyl
Transferase (HPRT). The quantification data were normalized to
the amplification data for the reference gene HPRT.

Apoptosis assay. Cells were seeded in 25 cm2 flasks (105 cells/
flask). After 48 h, they were labeled with fluorescein isothiocya-
nate (FITC)-labeled Annexin V and 7AAD (Coulter, PN
IM3614) to determine the number of apoptotic cells.

siRNA and transfection procedures. siRNA oligonucleotides
targeting ATG5, ATG7 and control non-targeting constructs
(siCT) (SR-CL000-005) were obtained from Eurogentec.
Transfections were performed using Oligofectamine (Invitrogen,
12252011) according to the manufacturer’s instructions. Briefly,
2 ! 105 cells were plated in each well of a 6-well plate and
incubated overnight. A mixture of 3 mg siRNA and Oligo-
fectamine diluted in OptiMEM (31985) was added for 6 h,
followed by incubation in regular medium. Cells were harvested
96 h after siRNA transfection.

Kinase assay. The p38 kinase assay was performed using the
non-radioactive p38 MAPK Assay Kit from Cell Signaling
Technology (9820) with 2mg of p38 isoforms. MAPK14 mutant
is p38a D176A F327S, MAPK11 mutant is p38β D176A, MAPK12
mutant p38c D179A and MAPK13 mutant p38d F324S.

Statistical analysis. Analysis of quantitative data was performed
by using the Student’s t-test. Differences were considered
statistically significant, when p , 0.05.
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Résumé

Le cetuximab est une thérapie ciblée dirigée contre le récepteur du facteur de 

croissance épidermique (EGFR) utilisée dans le cancer colorectal (CCR) en combinaison 

avec des chimiothérapies (5-FU, irinotécan et oxaliplatine). Sa fixation inhibe les voies de 

signalisation en aval du récepteur conduisant à une diminution de la prolifération et de la 

survie des cellules ciblées. Cependant, chez les patients atteint de CCR présentant une 

protéine KRAS mutée, le cetuximab est inefficace, de plus, la moitié des patients présentant 

une protéine KRAS wild-type ne répond pas non plus au cetuximab. Afin de découvrir des 

nouveaux biomarqueurs de sélection des patients qui pourraient bénéficier de ce traitement 

ou d’améliorer la réponse des patients, une meilleure connaissance des mécanismes 

d’action du cetuximab est nécessaire. Par exemple récemment, des études ont montré que 

la protéine p53 participait à la réponse au cetuximab. Il serait intéressant de savoir si le 

statut de cette protéine peut constituer un bon marqueur de réponse. 

Précédemment, nous avons montré que l’activation de la « mitogen activated protein 

kinase » p38 (MAPK p38) induit une résistance à l’irinotécan in vitro et in vivo et est un 

marqueur de non réponse à cette drogue. De plus, d’autres équipes ont montré que la MAPK 

p38 bloque également la réponse au 5-FU et participe à la cytotoxicité de l’oxaliplatine. Il 

semble alors que la MAPK p38 soit impliquée dans les mécanismes d’action des anti-

tumoraux. Il est donc intéressant de savoir si la MAPK p38 participe également à la 

cytotoxicité des thérapies ciblées comme le cetuximab. 

Pour répondre à ces questions nous avons choisi de comparer deux lignées 

cellulaires de CCR KRAS wild-type mais au statut TP53 différent et qui répondent 

différemment au cetuximab: la lignée Caco2 (30% d’inhibition de la survie, TP53 muté) et la 

lignée DiFi (80% d’inhibition de la survie, TP53 sauvage). Nous avons effectué des tests de 

cytotoxicité combinant le cetuximab et l’inhibition transcriptionnelle ou pharmacologique de 

p38 ou l’inhibition transcriptionnelle de p53. Nous avons également testé l’apoptose et la 

prolifération induite par le cetuximab en l’absence de la MAPK p38 ou de p53. Enfin nous 

avons testé l’expression des gènes BIM, p27 et PUMA impliqués dans l’apoptose et la 

prolifération.

Dans cette étude, nous avons démontré que la MAPK p38 et p53 participent à l’effet 

cytotoxique du cetuximab dans les cellules DiFi. En revanche, dans les cellules Caco2, la 

MAPK p38 bloque partiellement l’effet du cetuximab. Nous avons également montré

l’implication de p38 et p53 dans l’apoptose induite par le cetuximab et l’implication de p38 

dans l’inhibition de la prolifération. La protéine p38 est impliquée dans la régulation de ERK

et dans la localisation nucléaire de FOXO3a responsable de l’expression des gènes BIM et

p27. Enfin, nous avons montré que p38 a également un rôle dans le mécanisme d’action 

d’inhibiteurs de tyrosine kinase ciblant l’EGFR (lapatinib et erlotinib).

Pour conclure, nous avons déterminé que p38 et p53 sont impliquées dans le 

mécanisme d’action du cetuximab. Nous avons décris l’implication de la voie p38-FOXO3a

dans le mécanisme d’action du cetuximab. Enfin, p38 et p53 semblent être de bons 

biomarqueurs de réponse au cetuximab.


