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Introduction 
 

Ce travail de thèse a été réalisé à l’Institut de Recherche en Cancérologie de Montpellier (IRCM), sous 

la direction du Pr David AZRIA et du Dr Muriel BRENGUES, dans l’équipe Immunociblage et 

Radiobiologie en Oncologie dirigée par le Dr André Pèlegrin. 

L’objectif de cette thèse a été de rechercher un rationnel moléculaire et cellulaire aux résultats du test 

d’apoptose lymphocytaire radio-induite (RILA) développé à la fin des années 1990 par le Pr Ozsahin. 

En effet, si les résultats cliniques de ce test permettent d’établir en lien entre son résultat et le risque 

de développer des effets secondaires tardifs après la radiothérapie externe, les mécanismes expliquant 

pourquoi la réponse des lymphocytes circulants à l’irradiation reproduit la réponse des tissus sains 

restent inconnus. 

Des résultats préliminaires obtenus dans notre équipe semblent montrer que ces mécanismes 

pourraient faire intervenir des facteurs sécrétés par les lymphocytes. Le but de ce travail de thèse a 

donc été d’étudier ces facteurs et leur implication dans la réponse à l’irradiation des lymphocytes. Pour 

ce faire, nous avons tenté de mettre en place des modèles in vitro du RILA afin d’en explorer les 

mécanismes. Enfin, nous avons également recherché des corrélations entre l’expression de ces 

facteurs et le score RILA des patients.  
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Partie 1 : La radiothérapie et ses toxicités 

 

La radiothérapie – Généralités 

 

La radiothérapie externe est un traitement basé sur l’utilisation de rayonnements ionisants provenant 

d’une source externe au patient pour traiter des tumeurs. Sa première utilisation remonte à la fin du 

XIXe siècle par Emil Grubbe, et la première publication de 1896, par Victor Despeignes (Despeignes, 

1896). A l’époque, la source radioactive utilisée était le radium, qui était mis directement au contact 

de la peau du patient. 

L’utilisation des rayons X a rapidement suivi, 1900, avec l’utilisation, à l’époque, de tubes de Coolidge 

pour produire les rayonnements ionisants. 

Les accélérateurs linéaires et donc la radiothérapie moderne sont apparus dans les années 1970. Dans 

ces accélérateurs, des électrons sont émis par le chauffage d’un filament d’un canon à électrons. Leur 

énergie est ensuite augmentée dans la section accélératrice de l’accélérateur. Ils sont ensuite projetés 

sur une cible en tungstène afin d’obtenir un rayonnement de freinage constitué de rayons X. C’est ce 

type de rayonnement qui est le plus souvent utilisé en radiothérapie externe (bien que les électrons 

puissent être utilisés dans certaines situations). 

La radiothérapie est un traitement localisé et non invasif des cancers. Son utilisation est extrêmement 

fréquente et on estime que plus de la moitié des patients pris en charge pour une tumeur solide auront 

de la radiothérapie à une phase de leur prise en charge (Delaney et al., 2005). En France, cela 

représente près de 200 000 patients et 4 millions de séances par an (données INCa). 

 

Les toxicités de la radiothérapie 

 

Les effets secondaires de la radiothérapie sont regroupés dans 2 catégories : les effets secondaires dits 

aigus survenant pendant le traitement ou dans les 3 mois suivant celui-ci, et les effets secondaires dit 

tardifs, survenant plus de 3 mois après la fin du traitement. De façon générale, la dose prescrite en 

radiothérapie et les contraintes appliquées aux organes à risque dépend du pronostic de la tumeur 

traitée, mais a pour but de limiter le risque d’effets secondaires sévères (grade ≥ 3) inférieur à 5% 

(Bentzen et al., 2010; Emami et al., 1991). Cependant, même en respectant ces contraintes, 5 à 10% 

des patients vont développer des effets secondaires sévères. 
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Si les toxicités aiguës sont généralement transitoires et peuvent être prises en charge par des 

traitements symptomatiques, les toxicités tardives peuvent persister à long terme et avoir un impact 

significatif sur la qualité de vie des patients. La survenue d’effets secondaires aigus ne prédispose pas 

à la survenue d’effets secondaires tardifs, hormis le développement de toxicité aigüe sévère (grade ≥ 

3) qui peut parfois subsister par des complications tardives (par exemple, télangiectasies secondaires 

à une épidermite de grade 3) (Bentzen and Overgaard, 1991). Ainsi, l’identification en amont du 

traitement des patients présentant un surrisque de toxicité tardive est cruciale afin de limiter la 

survenue d’effets secondaires potentiellement invalidants (Barnett et al., 2009).  

La première description clinique de radiosensibilité individuelle a été faite en 1936 par Holthusen 

(Holthusen, 1936). La première mise en évidence in vitro d’une sensibilité accrue a, quant à elle, été 

décrite en 1975 sur des fibroblastes de patients atteints d’ataxie télangiectasie (Taylor et al., 1975). En 

effet, en irradiant in vitro des fibroblastes de patients sains et de patients atteints d’ataxie 

télangiectasie, Taylor a pu montrer que les toxicités cliniques présentées par les patients après 

radiothérapie étaient liées à une différence de radiosensibilité à l’échelle cellulaire. 

De nombreux facteurs de risque participant au développement d’effets secondaires radio-induits 

tardifs sont décrits : âge, comorbidités (pathologies de la microvascularisation, collagénose, etc…), 

chimiothérapie ou hormonothérapie concomitante, antécédent de chirurgie, radiosensibilité 

intrinsèque. Cette radiosensibilité intrinsèque n’est pas le produit d’une altération génétique unique, 

il s’agit plutôt d’un phénotype complexe dont l’origine et les mécanismes restent à ce jour méconnus 

(Andreassen et al., 2002). Cependant, l’identification de patients « hyper-réactifs » permettrait de 

proposer un traitement individualisé basé sur la susceptibilité individuelle : pour ces patients à haut 

risque de toxicités radio-induites, des schémas thérapeutiques alternatifs (chirurgie radicale) ou 

adaptation des modalités d’irradiation (diminution de la dose totale, fractionnement adapté, etc…) 

pourraient être proposés. A l’inverse, les patients à faible risque de toxicité radio-induite pourraient 

bénéficier d’une intensification du traitement, permettant d’améliorer le contrôle local, sans pour 

autant majorer le risque d’effets secondaires. 

Ces dernières années, de plus en plus de sociétés savantes se sont prononcées en faveur de la 

recherche et l’identification de ces patients en routine clinique, afin de proposer un traitement 

personnalisé et une médecine de précision (Hall et al., 2018). 
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Développement des tests de radiosensibilité individuelle 

 

La première recherche à large échelle de facteurs de radiosensibilité individuelle a été réalisée dans 

les années 1970 par Turesson (Turesson et al., 1996). Cependant, les résultats de cette étude ne 

permettaient que d’expliquer 30% des toxicités sévères, laissant la majorité de ces effets inexpliqués. 

Plus récemment, dans les années 2000, plusieurs profils génétiques de radiosensibilité  in vitro ont été 

identifiés (Torres-Roca et al., 2005; Eschrich et al., 2009). Il semblerait que les polymorphisme de base 

(single nucleotide polymorphisms ou SNPs), et les profils génomiques conditionnant l’expression de 

gènes impliqués dans l’apoptose radio-induite soient la meilleure façon de classifier les patient en 

terme de risque de toxicité radio-induite (Hall et al., 2018; Mayer et al., 2011). 

De nombreuses équipes ont essayé de mettre au point des tests in vitro permettant de prédire le risque 

de toxicité après radiothérapie. A ce jour, le seul test ayant montré des résultats dans une étude 

prospective et multicentrique est le test d’apoptose lymphocytaire radio-induite ou RILA (Ozsahin et 

al., 1997). 

Un résumé de son développement et des principaux résultats cliniques est disponible dans la revue ci-

après. 
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Abstract 

Personalized treatment and precision medicine have become the new standard of care in 

oncology and radiotherapy. Because treatment outcome has considerably improved over the 

last few years, permanent side-effects are becoming an increasingly significant issue for 

cancer survivors. Five to ten percent of patients will develop severe late toxicity after 

radiotherapy. Identifying these patients before treatment start would allow for treatment 

adaptation to minimize definitive side effects that could impair their long-term quality of life. 

Over the last decades, several tests and biomarkers have been developed to identify these 

patients. However, out of these, only the Radiation-Induced Lymphocyte Apoptosis (RILA) 

assay has been prospectively validated in multi-center cohorts. This test, based on a simple 

blood draught, has been shown to be correlated with late radiation-induced toxicity in breast, 

prostate, cervical and head and neck cancer. It could therefore greatly improve decision 

making in precision radiation oncology. 

This literature review summarizes the development and bases of this assay, as well as its 

clinical results and compares its results to the other available assays. 

 

Introduction 

Radiotherapy is one of the leading treatment modalities in oncology. Over 50% of patients will 

receive radiotherapy at some point of their treatment course. Although it is a locoregional 
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treatment, patients can exhibit toxicities in the treatment field or in the surrounding tissues. 

These toxicities can be defined either as early (occurring during or in the 3 months after 

treatment completion) or late (occurring more than 3 months after treatment completion).  

Depending on the prognosis and tumor type, the prescription dose and constraints to organs-

at-risk are usually chosen in order to keep the risk of developing grade 3 or higher side effects 

below 5%. However, even when keeping these constraints, 5 to 10% of patients will develop 

sever toxicities after radiotherapy. These patients can be considered intrinsically 

radiosensitive. 

The first clinical observation of individual radiosensitivity was described by Holthusen in 1936, 

whereas the first in vitro display of individual radiosensitivity was shown on fibroblasts of 

ataxia telangiectasia patients in 1975 (1). 

Early toxicities can usually be managed using symptomatic treatments and will most of the 

time resolve after treatment completion. On the other hand, late toxicities can be definitive, 

and severely impact quality of life, sometimes requiring extensive treatments such as surgery 

to alleviate the symptoms. Based on these observations, it appears crucial to identify the 

patients at risk of developing severe late toxicities early on, because severe toxicities in a 

minority of patients limit the dose for the majority of patients. Furthermore, these patients 

need to be identify before treatment start, because acute toxicities may not always predict 

late toxicities (2). 

The first large scale clinical search of individual factors of radiosensitivity was performed in 

the 1970’s by Turesson et al (3). However, in this study, clinical factors and early toxicities only 

explained 30% of late toxicities, leaving 70% unexplained. Although influenced by many 

exogenous factors (such as smoking habits, age or ongoing treatments), it seems rather 

unlikely that individual radiosensitivity should be caused by only one intrinsic factor. It seems 

reasonable to assume that clinical radiosensitivity should be regarded as a complex trait 

depending on the combined effect of several different genetic alterations. 

Should these genetic traits be successfully found, early identification of patients at risk of 

severe late toxicities could allow physicians to suggest a more appropriate treatment course 

(such as radical mastectomy instead of conservative breast surgery) in cases where the risk of 

toxicity outweighs the benefits of the radiation treatment (4). In the near future, this could 
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lead to tailored treatment based on the risk profile of each patient, adapting treatment dose 

or technique to each individual situation. 

More recently, in the 2000’s, several genetic profile studies have come up with gene 

expression models linked to tumor radiosensitivity in vitro (5). When looking at healthy tissue 

toxicities, genomic signatures, single nucleotide polymorphisms (SNPs) variability, or 

apoptosis or cell cycle regulating genes expression changes after irradiation appear to have 

better potential at classifying patients (6). 

Even though it has been widely discussed for over 20 years, the American Society for Radiation 

Oncology (ASTRO), the American Association of Physicists in Medicine (AAPM) and the 

National Cancer Institute (NCI) have recently established guidelines on precision medicine in 

radiotherapy (6). Their conclusion is that genomically guided radiation therapy is a necessity 

that must be embraced in the coming years, to improve outcomes for numerous cancer 

patients. However, routine genomic signature and clinical tests still need to be brought into 

routine standard of care. 

 

Development of the Radiation-Induced Lymphocyte Apoptosis (RILA) assay  

The first correlation between in vitro assays and clinical findings was done using skin 

fibroblasts of ataxia telangiectasia patients (1). In this study, the authors observed a difference 

in in vitro response to radiotherapy of primary fibroblast cultures between ATM-mutated 

patients and healthy controls, showing that in vitro observation could translate to the clinic. 

Further studies, based on colony-forming assays or surviving fraction at 2 Gray (Gy) (SF2) 

showed a strong relation between fibroblast sensitivity in vitro and normal-tissue reactions, 

both acute effects and late fibrosis (7).  

However, although these results were promising, both studies were performed on small 

groups of patients (respectively 6 and 12 patients), and further validation on larger cohorts 

was needed to confirm these observations. Unfortunately, when performed on a larger group 

(79 patients), no significant correlation between fibroblast radiosensitivity and fibrosis could 

be found, because of significant inter-patient variation for SF2 values (over 40%) (8). 
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Other fibroblast-based assays such as comet assays or micronuclei formation were 

investigated (9,10). However, in both cases, despite promising results in small study groups, 

no significant correlation was found between these in vitro tests and patient radiosensitivity 

in larger cohorts (11). 

Based on these observations, and given the fact that fibroblast radiosensitivity assays have a 

long completion time (over one month), a simpler and more reliable in vitro assay was needed.  

Since fibroblasts assays were rather time-consuming, researchers turned to easily available 

cells: peripheral blood mononucleated cells (PBMCs). Out of these PBMCs, lymphocytes were 

soon selected as a study model because of their higher radiosensitivity compared to other cell 

types. 

The first studies investigating peripheral lymphocytes irradiation gave inconsistent results (12). 

Although comparing cell survival after irradiation, irradiation was done at low-dose rate in all 

three studies. Lacking a clear standard for their tests, inter-patient and intra-patient variations 

were very high and no correlation to the clinic could be found because of the lack of 

reproducibility. 

High dose-rate irradiation for in vitro studies started to develop in the 1990’s. At first, the 

assays used were the same as the fibroblast-based assays: colony formation, SF2, comet and 

micronuclei assays. Once again using ataxia telangiectasia patients, West et al showed that 

peripheral blood lymphocytes from patients who suffered severe reactions to radiotherapy 

were more radiosensitive than those from normal donors (13). However, micronuclei assays 

data showed large discrepancies between studies and no clear conclusion could be made (14). 

The same goes for comet assays: although the test could identify patients with defective in 

vitro DNA repair mechanisms, no correlation could be made between these findings and 

radiation-induced toxicities in patients (15). 

However, analysis of lymphocyte apoptosis after irradiation showed a different response to 

radiotherapy in patients with genetic disorders such as ataxia telangiectasia of 

neurofibromatosis when compared to healthy counterparts (16). 

Apoptosis may not be the predominant death type after radiotherapy in most cancer cell lines; 

however, it is much more frequent in hematopoietic cell lines such as peripheral lymphocytes. 

This particular cell death mechanism occurs rapidly after irradiation (6 to 72 hours) and can 
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be easily detected by flow cytometry. Therefore, in the 1990’s, Ozsahin et al. developed a 

rapid assay to detect peripheral lymphocyte apoptosis after irradiation (17). This assay was 

based on the analysis of apoptosis of both CD4 and CD8 T-lymphocytes 48 hours after 8 Gy 

irradiation. The result was given as a percentage of apoptosis at 8 Gy, subtracting the 

apoptosis at 0 Gy (non-irradiated samples) as a control (Figure 1). CD4 and CD8 T-lymphocytes 

apoptosis was correlated in all adult donors, and inter-donor variations were higher than intra-

donor variations, displaying a good reproducibility of this assay. This was later named the 

radiation-induced lymphocyte apoptosis (RILA) assay. 

 

Figure 1: RILA assay procedure (from Brengues et al. (18)) 

After blood sample collection, blood is diluted in RPMI medium (1:10) and cultured at 37°C, 

5% CO2 for 24 h prior to ex-vivo irradiation (0 or 8 Gy). Irradiated whole blood is then cultured 

as before. After 48 h of culture, red blood cells are lysed and the remaining cells are labeled 

with FITC-conjugated anti-CD8 monoclonal antibodies to select CD8 + T-lymphocytes that are 

then stained with propidium iodide (PI). Cells are analyzed by flow cytometry to determine 

the percentage of apoptotic cells. 

 

 

Clinical data 

The first prospective study using this RILA assay followed 399 patients with miscellaneous 

cancers treated with radiotherapy with curative intent (19). The CD4 and CD8 RILA assays were 

performed before radiotherapy, and patients were assessed for both acute and late toxicity. 

With a median follow-up of 30 months, T-lymphocyte radiation-induced apoptosis did not 

correlate with either early toxicity or survival. However, more radiation-induced T-lymphocyte 

apoptosis was significantly associated with less grade 2 and 3 late toxicity (p<0.0001). CD8-
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RILA was more sensitive and specific than CD4-RILA, and thus from this point on, most studies 

used CD8 T-lymphocytes apoptosis for the RILA assay. 

This was confirmed in a phase II multicenter prospective study: the CO-HO-RT trial (20). 150 

breast cancer patients were tested with the RILA assay before breast adjuvant radiotherapy. 

With a median follow-up of 26 months, high RILA scores (ie: high level of CD8-T-lymphocyte 

apoptosis after 8 Gy irradiation) proved once again to be associated with fewer grade 2 or 

more toxicities. Longer follow-up of these patients, as well as another prospective multicenter 

study on 502 breast cancer patients, confirmed these results (21,22). In both studies, a RILA 

score over 12% was significantly associated with lower grade 2 or more late breast fibrosis 

(p=0.012). However, in these studies, late fibrosis was also correlated with hormonotherapy 

and, although both hormonotherapy and RILA independently influenced late breast fibrosis, 

RILA appeared to be a continuous risk-variable rather than a high or low risk discrete variable 

(23). A recent review of the significance of the RILA in breast cancer summarizes these results 

(24). 

RILA has also been assessed in 2 small prospective studies in cervical and head and neck cancer 

(25,26). In both cases a high RILA score was associated with lower severe late toxicities. 

Larger studies have been published on prostate cancer, using both CD4 and CD8 T-

lymphocytes (27–29). In all three studies, a higher RILA score was significantly associated with 

a lower-risk late toxicity. However, with rather small patient samples (45, 12 and 50 patients, 

respectively), the results were inconsistent between studies, one showing significantly lower 

genito-urinary toxicity, where the other only showed lower gastro-intestinal toxicities (27,29). 

However, in a more recent prospective multicenter trial on a larger population (383 patients), 

a RILA score over 15% was associated with lower grade 2 or more toxicities, both genito-

urinary and gastro-intestinal, confirming both earlier studies’ results (30). 

Other cancer types, such as lung cancer, are currently being tested as part of a wide 

multicenter trial: the REQUITE project (31). This study, including breast and prostate cancer 

patients, should also further validate the data already published on these cancer types. 

A summary of published studies and results by cancer types can be found in Table 1. 

 



23 

 

Tumor type Data type Patient number Results References 

Breast Prospective 

multicenter 

577 Correlation with 

fibrosis (RILA 

cutoff = 12%) 

(21–23) 

Prostate Prospective 

multicenter 

692 Correlation with 

GU and GI toxicity 

(RILA cutoff = 

15%) 

(27–30) 

Cervix Prospective 94 Correlation with 

sexual toxicity 

(25) 

Head and neck Prospective 79 Correlation with 

xerostomia 

(26) 

Lung Prospective 

multicenter 

561 Data pending (31) 

 

Table 1: Available data on RILA assay by tumor type 

GU: genito-urinary, GI: gasto-intestinal 

 

All of these data suggest that a high RILA score is associated with a low risk of late toxicity 

after radiotherapy. Subsequently, low-RILA patients should be considered at higher risk of 

developing severe late toxicity after radiotherapy, and alternate treatment should be 

considered when available (4). However, since no strong correlation has been found between 

low RILA and an increased risk of radiation-induced toxicities, radiotherapy should be 

maintained when it is the standard of care. 

Although the mechanism of this inverse association is not completely clear, it may possibly be 

related to the delay of cells in recognizing the radiation-induced cell damage and initiating 

apoptosis, with a consequently increased risk of toxicity and, theoretically, of cancer 

radioresistance and reduced tumor control for low-RILA patients. However, to date, no 

correlation between low RILA values and low tumor control has been described in the 

literature. 
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The RILA assay has been used in numerous studies, in various centers and countries. Where 

earlier radiosensitivity assays had low reproducibility, this test is robust, and its results have 

been confirmed in different centers with similar results for same patients, further validating 

its use in different centers (32). 

Although prospective data to predict toxicities were similar between all studies, one 

retrospective study found rather contradicting results in prostate cancer (33). This was a 

retrospective analysis of the Epinal radiation incident, were 409 prostate cancer patients 

received over 108% of the prescribed dose due to overexposure related to portal imaging. In 

this analysis, RILA did not correlate with inter-individual variations in maximum digestive or 

urinary toxicity. However, in this case, the magnitude of the overdosage may override the 

biological predictors of toxicity, including individual radiosensitivity. 

More interestingly, a prospective study investigating 120 patients who developed radiation-

induced sarcomas (RIS) found that patients with a high RILA value were less likely to develop 

RIS. In this matched cohort study, the mean RILA value was lower in RIS than in control patients 

(18.5% vs 22.3%, p=0.0008), and patients with a RILA > 21.3% were less likely to develop RIS 

(p<0.0001) (34). 

 

RILA compared to other radiosensitivity assays 

As discussed above, RILA tests have been performed on different cell populations. Where the 

first CD4 results were less reproducible than CD8 results, a recent study on 272 breast cancer 

patients with over 10 years of follow-up showed that low CD4-RILA was associated with 

increased risk for both fibrosis and telangiectasia (35). However, in this study, neither CD8 nor 

NK-RILA were correlated with late toxicity. Another comparison between CD4, CD8 and NK-

RILA in breast cancer patients showed that both CD8 and NK lymphocytes were associated 

with late toxicity (36). A last study compared CD8 RILA to CD4 and B-lymphocyte RILA in 94 

cervical cancer patients (37). In this study, both CD8 and B-lymphocyte RILA were significantly 

correlated with toxicities, whereas CD4-RILA was not. 

Overall, RILA seems to be applicable to different lymphocyte populations. However, as the 

largest studies were published using CD8-T-lymphocytes, the standard cell population for this 

assay remains CD8 lymphocytes. 
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As seen before, RILA seems a robust and reproducible test to assess the risk of late radiation-

induced toxicities and delayed complications in various cancer types. However, it seems 

important to compare it with other available radiosensitivity assays. As the only assay tested 

in a prospective multicenter study, RILA qualifies as the highest level of evidence. Only the 

SNP analysis in prostate cancer can also be considered level I, since a large meta-analysis has 

confirmed the link between their expression and radiosensitivity (38). 

A summary of the different assays and their level of evidence in shown in Table 2. 

Assay Tissue 

Sample 

Level of evidence References 

rs17599026 and rs7720298 

SNPs for prostate cancer 

Blood 

sample 

I (meta-analysis) (38) 

RILA Blood 

sample 

I (prospective 

multicenter analysis) 

(19,21,25,26,28,29,36,39,40) 

SNPs for breast cancer Blood 

sample 

II (observational 

studies) 

(41) 

SNPs for lung cancer Blood 

sample 

II (observational 

studies) 

(42,43) 

Fibroblast-based assays Skin 

biopsy 

IV (retrospective 

studies) 

(7,9,44) 

G0 micronuclei Blood 

sample 

IV (retrospective 

studies) 

(45,46) 

G2 metaphase Blood 

sample 

IV (retrospective 

studies) 

(45,47) 

Residual g-H2AX foci Blood 

sample 

IV (no validation 

studies) 

(29,39,48) 

 

Table 2: Available radiosensitivity assays with their respective level of evidence 

SNP: single nucleotide polymorphism, RILA: Radiation-Induced Lymphocyte Apoptosis 

 

In breast cancer patients, RILA was compared to other lymphocyte-based assays: residual DNA 

double-strand breaks (DSB), G0 and G2 micronucleus assay (39). In this case-control study, the 



26 

 

RILA assay performed best to detect individual radiosensitivity, with a strong correlation 

between the RILA value and the clinical outcome (p<.01), followed by the residual DSB and 

both micronuclei assays. The same results were shown in prostate cancer patients. When 

comparing RILA to g-H2AX and G2 micronuclei assays, lymphocyte apoptosis analysis 

appeared to be the most suitable test for patients’ radiosensitivity prediction (29). 

In breast and head and neck cancer patients, CD3-lymphocyte radiation-induced apoptosis 

was compared to DNA strand breaks (Comet assay), g-H2AX foci, and whole genome 

expression analyses (48). Once again, inter-individual variations and inter-laboratories 

variation were very high for most of these tests, although lymphocyte apoptosis seemed the 

most robust assay. 

Initial DNA damage, measured by DSB, was also compared to RILA data in 26 breast cancer 

patients (49). In this study, patients who presented lower levels of initial DNA damage had 

higher RILA scores and fewer late toxicities. The two assays’ results seemed correlated, 

although the patient sample was small and a prospective analysis is still required to confirm 

those results. 

The only other radiosensitivity assay with a high level of evidence is the SNPs analysis for 

prostate cancer (38). In 2008, Azria et al. compared RILA results and these known SNPs 

variability in late radiation-induced toxicity prediction in 399 patients with miscellaneous 

cancers (50). In the low-RILA (< 9%) patient group, where patients had higher toxicity rates, 

94% of patients had 4 or more SNPs, whereas in the high-RILA group, only 33% had 4 or more 

SNPs. Although the numbers are rather small in this study, this points towards a good 

correlation between the two most robust assays for assessing individual radiosensitivity. 

 

Overall, with a higher level of clinical evidence than most tests, the RILA assay appears to be 

one of the most robust tests and its results correlate to other available radiosensitivity assays.  

Conclusion 

Identifying patients at risk of severe radiation-induced toxicity before treatment is one of the 

cornerstones of precision medicine applied to radiotherapy. Although numerous assays have 

been developed over the last few decades, only a couple reach the highest level of evidence: 
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SNPs analysis in prostate cancer and the RILA assay in several cancer types. Out of these, the 

RILA assay seems the easiest to use in clinical routine. The procedure itself is rather simple 

and results can be obtained under a week’s time. To date, it has been validated in breast, 

prostate, cervix, head and neck cancer, and validation in lung cancer is pending.  

Although the mechanistic basis of this test still remains unclear, the RILA assay appears to be 

a robust help in deciding the best treatment course in radiotherapy planning. Taking into 

account tumor prognosis as well as late results and quality of life, the RILA assay, incorporated 

in a nomogram with the other independent factors, can be used safely in clinical setting. Wider 

use of this test would allow for a personalized risk-adapted approach to provide more 

effective treatments for patients receiving radiotherapy.
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RILA – conclusion 

 

Avec plus d’une dizaine d’études publiées à ce jour, et plusieurs essais multicentriques, le RILA semble 

actuellement le test le plus pertinent cliniquement pour identifier les patients à risque de développer 

des toxicités sévères après radiothérapie. Il est actuellement validé dans les cancers du sein, de la 

prostate, du col utérin, de la tête et du cou, et est en cours de validation dans les cancers du poumon. 

Sa procédure est simple et les résultats sont disponibles en moins d’une semaine, ce qui facilite son 

usage en clinique. 

Cependant, à ce jour, les mécanismes moléculaires permettant d’expliquer ce test restent inconnus. 

En effet, il n’y a pas de données permettant d’expliquer en quoi l’apoptose des lymphocytes après 

irradiation serait un reflet de la fibrose dans les tissus sains. 
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Partie 2 : PON1 

 

PON1 : découverte et caractéristiques 

 

La paraoxonase 1 (Human Serum Paraoxonase-1) (PON1) est une enzyme calcium-dépendante 

présente chez de nombreuses espèces. Elle a été identifiée dans les années 40 et caractérisée dans les 

années 50 (Aldridge, 1953; Mazur, 1946). Son nom vient de sa capacité à détoxifier le paraoxone, un 

composé organophosphoré, substance active du parathion, un insecticide utilisé dans l’agriculture. 

Elle est également capable d’hydrolyser de nombreux composants tels que des organophosphorés 

(dont le paraoxone et le chlorpyrifos), des lactones (dont la spironolactone), des thiolactones, des 

arylesters, des carbonates cycliques, des gaz neurotoxiques (tels que le sarin), des glucuronides et des 

esters d’œstrogène (Mackness and Mackness, 2015). 

Le séquençage du gène de PON1 a été réalisé en 1991 par Hassett et al (Hassett et al., 1991). Il est 

situé entre les loci q21.3 et q22.1 du chromosome 7 et mesure 1294 paires de bases. La protéine qui 

en est issue fait 354 acides aminés pour 43kDa et présente une homologie inter-espèce très importante 

(75-95%) (Primo-Parmo et al., 1996). 

Son analyse en cristallographie a permis de mettre en évidence une structure en β-propeller (Figure 

1), constituée de 6 feuillets β, composée chacun de 4 brins (Harel et al., 2004). Deux ions Calcium sont 

situés dans le tunnel central, l’un ayant un rôle structurel, l’autre un rôle catalytique. 

 

Figure 1 : Structure tridimensionnelle de PON1. D’après de Harel et al. (Harel et al., 2004) 

 



36 

 

Chez l’homme, PON1 est synthétisée par le foie et les reins, et dans une moindre mesure, le colon 

(Mackness et al., 2010). Elle est sécrétée dans le sang, où on la retrouve exclusivement lié aux HDL 

(High-Density Lipoprotein) (Mackness, 1989). Elle fait de ce fait partie d’un ensemble d’enzymes 

associées aux HDL tels que la lecithin-cholesterol acyltransferase et la platelet-activating factor 

acetylhydrolase, et responsables de l’activité antioxydante des HDL (Shunmoogam et al., 2018). 

 

Activités enzymatiques de PON1 

 

Bien que l’analyse de la structure moléculaire de PON1 semble suggérer que son substrat principal soit 

les lactones, PON1 a la capacité d’hydrolyser de nombreux types de molécules (Khersonsky and Tawfik, 

2005). Historiquement, la première activité enzymatique à avoir été mesurée est l’activité 

organophosphatase. Le paraoxone est un substrat très spécifique de l’activité plasmatique de PON1 

car PON1 est la seule enzyme connue capable de détoxifier cette molécule (Shih et al., 1998). L’analyse 

de l’hydrolyse du paraoxone par PON1 permet donc d’évaluer son activité enzymatique. Cependant, 

cette procédure a deux inconvénients majeurs : d’une part, le paraoxone est extrêmement toxique et 

sa manipulation est donc délicate. D’autre part, la constante catalytique liée au paraoxone est faible, 

et la mesure de cette activité est donc très longue (Khersonsky and Tawfik, 2005). Une méthode plus 

rapide et plus simple de détection de l’activité organophosphatase est d’utiliser le DEPFMU (7-

diethylphospho-6,8-difluor-4-methylumbelliferyl). Ce substrat permet une analyse très sensible et 

spécifique de l’activité de PON1 en utilisant la fluorescence (Soukharev and Hammond, 2004).  

L’activité de PON1 la plus mesurée en routine est son activité arylestérase. Cette analyse est rapide et 

utilise un substrat simple et peu toxique : le phénylacétate (Soukharev and Hammond, 2004). Cette 

activité est toutefois moins spécifique car le phénylacétate peut être hydrolysé par de nombreuses 

autres enzymes présentes dans le sérum ou en intracellulaire. 

L’activité lactonase est plus délicate à mesurer, mais cela peut être réalisé en utilisant des 5-Thioalkyl 

butyrolactones (Khersonsky and Tawfik, 2006). Elle est cependant très intéressante à étudier car elle 

est la seule activité partagée entre les différents membres de la famille PON (Draganov et al., 2005).  

Bien que les différentes activités de PON1 aient été étudiées en détail, la fonction enzymatique 

impliquée dans la prévention de l’oxydation des LDL est encore mal connue. En effet, il semblerait qu’il 

ne s’agisse pas de l’activité arylestérase, ni de l’activité organophosphatase (Cao et al., 1999). Il est 

possible que l’activité impliquée dans ce phénomène soit l’activité lactonase : en effet, c’est la seule 

activité enzymatique affectée par la présence de l’apolipoprotéine apoA-1 (Khersonsky and Tawfik, 

2006). 
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L’expression et l’activité de PON1 peuvent être modulées par de nombreux facteurs. De façon 

intéressante, les statines et les fibrates, deux classes de molécules utilisées dans la dyslipidémie, 

augmentent l’expression et l’activité de PON1 in vitro (Costa et al., 2011). En particulier, la simvastatine 

semble exercer un contrôle positif dose-dépendant sur l’activité du promoteur de PON1 in vitro 

(Deakin et al., 2003). En clinique, cela se traduit par une augmentation de l’activité plasmatique de 

PON1 chez les patients traités par simvastatine ou atorvastatine (Costa et al., 2011). De même, 

l’aspirine à faible dose, telle qu’utilisée dans les pathologies cardiovasculaires, permet une 

augmentation de l’expression de l’apoA-1 et de PON1 in vitro (Jaichander et al., 2008). En revanche, le 

clopidogrel, un autre anti-agrégant plaquettaire, ne semble pas affecter PON1 (Tresukosol et al., 2014). 

D’autres drogues comme les anti-diabétiques oraux (tel que le rosiglitazone) entraînent une 

augmentation de l’activité de PON1 chez l’homme (van Wijk et al., 2006). Le cyclophosphamide, un 

anti-cancéreux, certains œstrogènes de synthèse, ou encore l’érythropoïétine béta ont été montrés 

comme induisant une augmentation de l’activité plasmatique de PON1 dans diverses études (Abraham 

and Sugumar, 2008; Kiranoglu et al., 2007; Marsillach et al., 2007).  

PON1 peut également être activé par des anti-oxydants alimentaires, tels que la vitamine C ou les 

polyphénols (Costa et al., 2011). A l’inverse, une augmentation du stress oxydant, par la consommation 

régulière d’alcool ou de tabac est corrélée à une diminution de l’activité plasmatique de PON1 

(Précourt et al., 2011). 

 

Données animales sur le rôle de PON1 

 

Afin d’étudier le rôle de PON1 in vivo, en 1998, Shih et al ont développé un modèle de souris PON1 KO 

(Shih et al., 1998). Chez ces souris, il a été montré que les HDL ne pouvaient prévenir ni l’oxydation des 

LDL ni la chimiotaxie des monocytes. Ces souris étaient également beaucoup plus sensibles aux 

composants organophosphorés tels que le chlopyrifos. Même ex vivo, des HDL obtenues à partir de 

souris PON1 (-/-) ne permettaient pas de prévenir l’oxydation de LDL, par rapport aux HDL de souris 

contrôles. 

Des souris KO pour PON1 et l’apolipoprotéine E (apoE) présentaient également plus de lésions 

athéromateuses que les souris contrôles, après un régime riche en graisses (Shih et al., 2000). 

Par contre, de façon intéressante, les souris PON1 KO présentent une activité paraoxonase in vitro 

réduite de seulement 50% et une activité arylestérase de 15%, démontrant que ces activités 

enzymatiques ne sont pas l’apanage de PON1 in vivo. 
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A l’inverse, un modèle de souris transgénique surexprimant PON1 présentait moins de lésions 

athéromateuses que les souris contrôles, et les HDL isolés à partir de ces souris inhibaient de façon 

efficace la péroxydation des lipides in vitro (Oda et al., 2002; Tward Aaron et al., 2002). 

 

PON2 et PON3 

 

La famille des paraoxonases comprend 3 gènes, PON1, PON2, and PON3, tous situés à la suite sur le 

chromosome 7 (Furlong et al., 2016). Les trois protéines PON sont impliquées dans la régulation du 

stress oxydant et de l’inflammation. Bien que seule PON1 ait la capacité à hydrolyser le paraoxone, les 

deux autres enzymes ont été dénommées de façon identique du fait de leur grande ressemblance. 

PON2 est une enzyme de 43kDa ubiquitaire et intracellulaire. Contrairement à PON1 et PON3, elle 

n’est pas retrouvée dans le plasma (Ng et al., 2001). Son expression est par contre beaucoup plus large 

puisque cette protéine est retrouvée dans le foie, les poumons, les reins, le cœur, le pancréas, l’intestin 

grêle, les muscles, le cerveau, les tissus testiculaires, les cellules endothéliales et épithéliales et les 

macrophages (Levy et al., 2007; Mackness et al., 2010). Au niveau intracellulaire, PON2 est surtout 

présente dans la mitochondrie et le réticulum endoplasmique. 

A l’instar de PON1, PON2 est une lactonase, et elle est impliquée dans la réduction du stress oxydant 

dans de nombreux tissus (Draganov et al., 2005). PON2 semble avoir un rôle prépondérant dans la 

prévention de l’athérosclérose. En effet, des souris PON2 -/- développent des lésions diffuses 

d’athérome, par rapport aux contrôles (Ng et al., 2006). Dans les macrophages, PON2 semble 

empêcher l’accumulation de triglycérides, et ainsi, diminuer le stress oxydant (Rosenblat et al., 2009). 

Au niveau intracellulaire, la PON2 présente au niveau mitochondrial prévient la formation d’ions 

superoxydes et ainsi, l’apoptose (Altenhöfer et al., 2010). 

PON3 est une protéine de 40kDa dont la synthèse, est, comme pour PON1, principalement réalisée 

dans le foie et les reins. PON3 est également présent dans le plasma, lié aux HDL (Draganov et al., 

2000). Cependant, comme PON2, elle est également présente en intracellulaire, au niveau de la 

mitochondrie (Schweikert et al., 2012). 

Tout comme PON1 et PON2, PON3 est une lactonase. Comme PON1, son activité est Calcium 

dépendante, mais son activité catalytique sur les statines semble plus élevée que celle de PON1 

(Draganov et al., 2005). PON3 est la moins bien caractérisée des trois PON. De ce fait, son rôle 

physiologique est mal connu, même si, in vitro, elle prévient, au même titre que PON1, l’oxydation des 
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LDL, bien que sa concentration dans le plasma soit inférieure de moitié à celle de PON1 (Draganov et 

al., 2000).  

 

Polymorphisme de PON1 

 

Les premières études sur PON1 dans les années 60 et 70 ont mis en évidence une très grande variabilité 

individuelle du niveau d’activité de cette protéine dans le plasma (Mallinckrodt and Diepgen, 1988). 

Ceci est dû à la présence d’un important polymorphisme génétique de PON1. Bien que 5 variations du 

gênes soient décrites seules 2 ont un impact sur l’expression et l’activité de la protéine (Januszek, 2016). 

La plus fréquente est celle responsable de la substitution d’un acide aminé Q192R (vient ensuite M55L). 

Ce polymorphisme est à l’origine d’un allèle dit de « faible activité » (codant pour une glutamine ou 

192Q) et un allèle de « forte activité » (codant pour une arginine ou 192R). Le polymorphisme Q192R 

est détectable de façon simple par PCR, sans avoir recours au séquençage. En effet, la mutation 

responsable de ce polymorphisme fait apparaître un site de restriction pour l’enzyme Alw1, 

permettant l’identification rapide chez les patients (Humbert et al., 1993). 

Etant donné l’impact du polymorphisme de PON1 sur son activité enzymatique, il est également 

possible de déterminer le génotype en analysant l’hydrolyse de 2 substrats : le diazoxone et le 

paraoxone (Richter and Furlong, 1999). La comparaison de ces 2 activités permet d’identifier le 

génotype sans avoir recours à une analyse génétique, mais elle fait appel à des substrats extrêmement 

toxiques (organophosphorés). Des études plus récentes ont permis de montrer qu’il était possible de 

réaliser cette analyse d’activité en utilisant des substrats moins toxiques : le phénylacétate et le 4-

(Chloromethyl)phényl acétate (CMPA) (Richter et al., 2008, 2009). 

Les populations européennes comptent environ 50% d’individus homozygotes pour la forme de faible 

activité, alors que les populations d’Asie ou d’Afrique ont une plus forte fréquence d’individus 

homozygotes pour la forme très active de l’enzyme (Brophy et al., 2002). Les activités paraoxonase et 

arylestérase de la protéine peuvent varier d’un facteur 40 entre l’isoforme Q et l’isoforme R (Mackness 

et al., 1998a). Le polymorphisme L55M modifie l’affinité de PON1 pour les HDL, l’isoforme 55LL ayant 

une affinité plus élevée (Leviev et al., 2001). Les isoformes 192QQ et 55MM offrent donc une meilleure 

protection contre l’oxydation des LDL in vitro (Mackness et al., 1998b). Cependant, cette variabilité 

génétique semble ne pas modifier la capacité à inhiber la peroxydation des LDL par PON1 (Cao et al., 

1999). Cette propriété est donc le fruit d’une autre activité enzymatique de PON1, bien que celle-ci ne 

soit pas encore clairement identifiée. 
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L’impact clinique du polymorphisme de PON1 est difficile à déterminer. Le polymorphisme seul ne 

semble pas exposer à un surrisque franc de maladie cardiovasculaire. En effet, dans une population de 

patients victimes d’infarctus du myocarde, la proportion de génotype 192QQ et 192RR est similaire à 

celle de la population contrôle (Serrato and Marian, 1995). De même, une méta-analyse de 88 études 

cas-témoin semble montrer une association entre le génotype 192RR et la cardiopathie ischémique, 

mais cette association n’est pas significative (Wang et al., 2011). Cependant, l’association de l’isoforme 

192QQ et d’un faible niveau de HDL circulant semble exposer à un surrisque d’infarctus myocardique 

par rapport aux patients présentant un taux d’HDL normal, et ce, de façon plus importante que 

l’isoforme 192RR (Sentí Mariano et al., 2001). 

Concernant le risque de cancer, une étude de Stevens et al montre que le polymorphisme génétique 

de PON1 pouvait exposer à un risque de cancer agressif de prostate plus important, bien que cela ne 

soit pas significatif (Stevens et al., 2008). Une méta-analyse portant du 43 études confirme cette 

tendance, avec un surrisque de cancer (tous types confondus) avec l’isoforme 55M par rapport à 

l’isoforme 55L, et un surrisque de cancer du sein avec l’isoforme 192Q (Pan et al., 2019). 

 

PON1 et clinique 

 

PON1 est associé aux HDL dans la circulation, et peut prévenir la péroxydation des lipides. Il est donc 

licite de penser qu’il pourrait avoir un rôle protecteur contre l’athérome chez l’homme, comme dans 

les modèles murins.  

Les HDL ont des propriétés anti-inflammatoires via la protection de l’oxydation des LDL. En effet, les 

LDL oxydés engendre une modification endothéliale des vaisseaux, avec des modification pro-

athéromateuses avec une infiltration par des lymphocytes et des macrophages spumeux, responsables 

d’une inflammation locale (Chistiakov et al., 2017). L’effet anti-inflammatoire des HDL est médié par 

un équilibre entre l’activité de PON1 et de la myélopéroxydase (MPO) (Haraguchi et al., 2014). Dans la 

maladie athéromateuse, une hyperactivation de la MPO peut entraîner une dysfonction des HDL et 

une majoration de l’oxydation des LDL. 
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Figure 2 : Action des paraoxonases dans l’athérome. Reproduit à partir de Chistiakov et al. (Chistiakov 

et al., 2017) 

 

Différentes études ont montré une diminution significative de l’activité de PON1 chez des patients 

atteints de coronaropathie ou d’infarctus du myocarde (Ayub Aamir et al., 1999; Durmaz et al., 2014; 

Shen et al., 2015). En revanche, le polymorphisme de PON1 n’est pas responsable directement d’un 

effet athéroprotecteur à l’échelle de l’individu, et les individus porteurs de l’isoforme de faible activité 

192QQ ne présentent pas de surrisque cardiovasculaire par rapport aux autres (Fridman et al., 2016; 

Wang et al., 2011). Cependant, une diminution de l’activité arylestérase de PON1 dans le sérum 

(activité non affectée par le polymorphisme Q192R) expose à un risque plus élevé de maladie 

cardiovasculaire dans les études (Tang W.H. Wilson et al., 2012). 

Au-delà de son rôle dans la maladie athéromateuse, une diminution de l’activité plasmatique de PON1 

peut être observée dans les rhumatismes inflammatoires et la cirrhose hépatique (Baskol et al., 2005; 

Ferré et al., 2002; Sabesin et al., 1977). 

Plusieurs études ont suggéré une association entre le polymorphisme L55M de PON1 et l’incidence de 

la maladie de Parkinson, sans que les bases physiologiques de cette association soient clairement 

établies (Mota et al., 2019). De même, le polymorphisme Q192R pourrait être à l’origine d’un surrisque 

de dépression chez les patients exprimant l’isoforme RR (Lawlor et al., 2007). 
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PON1 et cancer 

 

Au-delà des maladies métaboliques, de nombreuses études ont fait état d’un lien entre l’activité de 

PON1 et le cancer. Une méta-analyse publiée en 2018 montre en effet que 23 études rapportent une 

diminution de l’activité plasmatique de PON1 chez les patients atteints de cancers solides (Arenas et 

al., 2018). Etant donné le lien connu entre cancer et stress oxydant, il est possible que l’activité de 

PON1, protégeant du stress oxydant circulant, puisse être anti-cancéreuse, et que son inactivation 

augmente donc le risque d’instabilité génétique et de prolifération tumorale. 

Dans les cancers de la cavité orale, par exemple, il a été montré que les activités paraoxonase et 

arylestérase de PON1 dans le plasma étaient significativement plus faibles par rapport aux patients 

contrôles (Malik et al., 2014). Mais au-delà de l’observation du niveau d’activité de PON1, il semblerait 

que cette activité puisse avoir un rôle pronostique. En effet, chez des patients présentant une récidive 

de cancer du sein, l’activité arylestérase plasmatique de PON1 (mais pas son activité paraoxonase) 

était inversement corrélée à la survie des patients, montrant qu’une diminution de PON1 était, non 

seulement un marqueur de cancer, mais également un facteur pronostique dans l’évolution de celui-

ci (Bobin-Dubigeon et al., 2012). 

Le polymorphisme de PON1, ayant une influence directe sur le niveau d’activité plasmatique de la 

protéine, semble également augmenter le risque de cancer : dans la cohorte CPS-II, les patients 

porteurs des isoformes moins actives (192R et 55M) présentaient un risque plus élevé de cancer de 

prostate agressif (Stevens et al., 2008).  

Une étude s’est intéressée à l’impact que pouvait avoir PON1 au niveau moléculaire et cellulaire dans 

le développement du cancer du poumon (Aldonza et al., 2017). De façon intéressante, dans ce modèle, 

la surexpression de PON1 dans les cellules tumorales augmentait le potentiel d’invasion métastatique 

des cellules tumorales in vitro et la croissance de xénogreffes in vivo. De même, la surexpression de 

PON1 protégeait les cellules tumorales contre de nombreuses drogues anticancéreuses, en limitant 

l’apoptose. Au niveau moléculaire, cette action passe par la détoxification des ROS au niveau de la 

mitochondrie. Au total, cette étude semble confirmer l’importance du rôle anti-oxydant de PON1 dans 

le développement des cancers et en particulier la réponse cellulaire aux stress pouvant engendrer de 

l’apoptose. 

De façon similaire, PON2 est fréquemment surexprimée dans les cellules cancéreuses et, in vitro, cette 

surexpression semble protéger contre la mort radio-induite des cellules, par diminution du stress 

oxydant intracellulaire, et en particulier la résistance aux ROS (Krüger et al., 2015, 2016). 
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PON3 semble également surexprimée dans diverses tumeurs, et l’impact de cette surexpression au 

niveau moléculaire semble également passer par la diminution du stress oxydant au niveau 

mitochondrial et la réduction de l’apoptose induite par la voie intrinsèque (Schweikert et al., 2012). 

Au total, la famille des paraoxonases, dont PON1, via leur potentiel anti-oxydant, semble impliquée 

dans le développement des cancers et la réponse des cellules tumorales aux traitements, y compris la 

radiothérapie. 
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Objectifs 
 

L’objectif de cette thèse a été de rechercher un rationnel moléculaire et cellulaire aux résultats du RILA. 

En effet, bien que les mécanismes conduisant à la fibrose radio-induite soient bien connus et publiés 

(Wang et al., 2020), l’implication des lymphocytes périphériques, et en particulier des lymphocytes T 

CD8, dans ce phénomène est plus incertaine. 

La première étape pour comprendre les résultats du RILA était donc de voir quels facteurs pouvaient 

influencer ses résultats. Des travaux préliminaires réalisés dans notre équipe ont mis en évidence que 

des facteurs sécrétés par les lymphocytes pouvaient influencer le résultat du RILA in vitro. 

A partir de cette observation, nous nous sommes intéressés à ces facteurs sécrétés. Une des difficultés 

de l’étude mécanistique du RILA est que ce test est basé sur des échantillons de sang humain à l’état 

frais. La reproductibilité des expériences était donc difficile à obtenir à moins de faire revenir les 

patients à de multiples reprises, ce qui, sur le plan éthique, présentait de nombreuses limites. La 

première partie de ce travail a donc été de mettre au point un modèle cellulaire, basé sur des lignées 

cellulaires, permettant l’étude du RILA à plus grande échelle, et de façon plus reproductible. 

Une fois ce modèle développé, nous avons cherché à étudier l’impact des facteurs lymphocytaires 

identifiés sur les résultats du test, appliqué à ce modèle in vitro, par usage de drogues permettant la 

modulation de l’expression ou l’inhibition de ces facteurs, ou par modification génétique des modèles. 

Cependant, les limites du modèle cellulaire ont rapidement été atteintes, du fait de leur mauvaise 

corrélation avec les résultats observés chez les lymphocytes sains. En se basant à nouveau sur les 

échantillons provenant de patients, nous avons donc validé à plus grande échelle les résultats initiaux, 

afin de confirmer la corrélation entre les facteurs sécrétés et le résultat du RILA. 

Nous avons par la suite étudié différentes populations de patients, basées sur les résultats du RILA, 

afin d’observer si les facteurs mis en évidence initialement pouvaient être corrélés à d’autres voies de 

signalisations cellulaires, impliquées dans la réponse à l’irradiation. Ainsi, nous avons cherché à 

replacer les facteurs influençant le RILA dans les cascades de signalisations cellulaires activées en 

réponse à l’irradiation. Ce faisant, nous avons mis en évidence une corrélation d’expression entre deux 

facteurs nouvellement identifiés et nous avons donc exploré cette corrélation. 

Enfin, afin de comprendre la sécrétion de ces facteurs, nous nous sommes intéressés aux 

caractéristiques cliniques des patients, afin de comprendre ce qui pouvait conditionner l’expression de 

ces facteurs, et donc les résultats du RILA.  
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L’identification de facteurs moléculaires pouvant modifier les résultats du RILA in vitro permettraient, 

si leur effet se traduit à l’échelle de l’individu d’influencer les résultats du test en clinique. Si cela se 

confirme, ces facteurs pourraient conduire à l’identification de méthodes de modulation de la 

radiosensibilité individuelle à l’échelle des patients, afin d’améliorer les résultats à long terme de la 

radiothérapie. 
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Matériel et méthodes 
 

Lignées cellulaires 

 

La lignée Jurkat a été fournie par un laboratoire de Toulouse et a été authentifiée par Eurofins. La 

lignée HPB-ALL a été achetée au DMSZ German Collection of Microorganisms and Cell Cultures GmbH 

(DMSZ n° ACC 483). Ces deux lignées ont été cultivées en milieu RPMI Medium 1640 - GlutaMAX™ 

(Thermofisher 61870-010) 10% sérum plus pénicilline-streptomycine.  

La lignée HEK 293-T a été fournie par le laboratoire du Dr Pascal Schneider, UNIL, Lausanne. Elle a été 

cultivée en milieu DMEM, high glucose, GlutaMAX (TM) (Thermofisher 61965026) 10% sérum plus 

pénicilline-streptomycine. 

Les cellules ont été cultivées à 37°C dans une atmosphère humidifiée à 5% de CO2. Les cellules ont été 

régulièrement testées pour l’absence de mycoplasmes (kit MycoAlert, Lonza). 

 

Isolation des lymphocytes T humains et des cellules sanguines mononucléées (PBMC)  

 

Les patients prélevés pour ce travail faisaient partie des cohortes BIORISE (NCT03252717) et REQUITE. 

L’étude BIORISE est une étude prospective multicentrique cherchant à identifier des biomarqueurs de 

toxicité radio-induite chez des patients traités pour des cancers du sein. L’étude REQUITE est une étude 

européenne prospective multicentrique cherchant également à identifier des biomarqueurs de toxicité 

radio-induite chez des patients traités pour des cancers du sein, de la prostate ou du poumon. Dans 

les deux cas, après validation par le comité d’éthique, les patients avaient signé des consentements 

éclairés de participation à l’étude et d’utilisation des prélèvements à des fins de recherche. 

Les cellules issues de patient ont été obtenues à partir de prélèvement de sang total réalisé sur des 

tubes BD Vacutainer avec EDTA. 

Pour les lymphocytes T : 

- des rosettes RosetteSepTM, human T cell enrichment cocktail (Stemcell, #15061) (750µL de 

rosettes pour 15mL de sang total) ont été ajoutées au sang total. Après incubation de 20 

minutes, un volume équivalent de PBS 1X 2% SVF stérile (DPBS 1X Gibco, 14190-094 et Sérum 

de Veau Fœtal, Eurobio, CVSVF00-01) a été ajouté au tube. A l’aide d’une pipette, 20mL de 

milieu à gradient de densité (Lymphoprep de Stemcell, #1114547) a été ensuite déposé au 
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fond du tube Falcon. Le lymphoprep s’est ainsi retrouvé en dessous de ce mélange sang-

rosette-PBS.  

Pour les PBMC : 

- un volume équivalent de PBS 1X 2% SVF stérile (DPBS 1X Gibco, 14190-094 et Sérum de Veau 

Fœtal, Eurobio, CVSVF00-01) a été ajouté au tube contenant le sang. A l’aide d’une pipette, 

20mL de milieu à gradient de densité (Lymphoprep de Stemcell, #1114547) a été ensuite 

déposé au fond du tube falcon 

Ensuite, dans les 2 protocoles : 

Les tubes ont été ensuite centrifugés 20 minutes à 2000 rpm (rotations par minute) sans frein. Suite à 

la centrifugation, un gradient de densité se forme séparant ainsi les globules blancs des globules rouges 

et du plasma sous la forme d’un anneau présent à l’interface entre la couche de lymphocytes et de 

plasma. L’anneau de lymphocytes T (ou les PBMC) a ensuite prélevé puis lavé avec du PBS 1X 2% SVF 

stérile et centrifugé 5 minutes à 2000 rpm avec frein. Pour finir le culot cellulaire a été resuspendu 

dans 8 mL de milieu RPMI Medium 1640 - GlutaMAX™ (Thermofisher 61870-010) + 20% SVF (sans 

antibiotiques). Ces cellules ont été cultivées à 37°C dans une atmosphère humidifiée à 5% de CO2. 

 

Protocole d’irradiation 

 

Les cellules ont été irradiées 24h après leur mise en culture avec un irradiateur pré-clinique à rayons 

X, le Xenx de la société Xstrahl, sur la plateforme d’Irradiation Expérimentale ICM/IRCM. L’irradiation 

a été délivré par dose unique avec une énergie de 225 kV (kiloVolt), une distance à la source de 35 cm, 

correspondant à un débit de dose de 2,7 Gy/min. 

 

Extraits protéiques et surnageants des lymphocytes T 

 

Quarante-huit heures après l’irradiation (soit 72 heures après la mise en culture, que cela soit pour les 

cellules irradiées ou les contrôles non irradiés), les cellules ont été transférées en Eppendorf et 

centrifugées pendant 5 minutes à 2300 rpm. Le culot cellulaire de cette première centrifugation a été 

utilisé pour la réalisation d’extraits protéiques, et le surnageant a été conservé pour étudier la 

sécrétion potentielle de la protéine PON1 par les lymphocytes dans le milieu de culture. 
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- Le surnageant a été transféré dans un nouveau tube Eppendorf, puis centrifugé à 13 300 rpm 

pendant 10 minutes à 4°C. Le surnageant ainsi collecté a été une nouvelle fois centrifugé à 

13 300 rpm pendant 10 minutes à 4°C. Ce dernier surnageant a alors été conservé pour 

analyse. 

- Le culot a été resuspendu dans du tampon RIPA (fabriqué au laboratoire) : 50mM Tris pH7,5, 150 mM 

NaCl, 1% NP40 (Santa Cruz, sc29102), 0.5% Na deoxycholate (Sigma, D5670), 0.1% final SDS (Sigma, 

05030), inhibiteurs de protéases (Complete Tablets EDTA-free, Easy pack, #04693132001, Roche) 

- . Après homogénéisation par vortex, les tubes ont été incubés sur glace 30 minutes puis 

centrifugés 10 minutes à 13400 rpm à 4°C. Le surnageant récupéré après cette centrifugation 

a constitué l’extrait protéique. 

Ces extraits obtenus ont été par la suite dosés par un test BCA (BiCinchoninic acid assay) (kit Uptima, 

#UP40840). 

 

Extraction de l’ARN des lymphocytes T 

 

Vingt-quatre heures après l’irradiation, les cellules ont été récupérées en Eppendorf puis centrifugées 

5 minutes à 2300 rpm. L’ARN a été ensuite extrait à l’aide du kit RNeasy Mini kit (Qiagen Cat No./ID : 

74104), selon le protocole du fabricant. Les ARNs ont été dosés avec un spectrophotomètre à 

microvolume, Nanodrop 2000 (Thermo Scientific).  

 

Test RILA 

 

Les échantillons de patients ont été prélevés à l’aide de tubesBD Vacutainer héparinés (héparine de 

lithium - LH).  

200µL de sang total ont été mis en culture dans 2mL de RPMI Medium 1640 - GlutaMAX™ + 20% SVF 

(sans antibiotiques). Le lendemain de la mise en culture, la moitié des cultures de chaque patient ont 

été irradiées à 8 Gy puis remises en cultures sans changer le milieu. L’autre moitié des cultures était 

considérée comme le contrôle non irradié (0 Gy). 

Quarante-huit heures après l’irradiation, les cellules ont été transférées dans des tubes de cytométrie 

puis centrifugés 5 minutes à 1450 rpm. Le culot cellulaire a ensuite été repris dans 200µl de PBS 1X. 

Après ajout de 10 µl d’anticorps anti-human CD8-FITC (Becton Dickinson ref : 555366), les tubes ont 

été incubés à l’abri de la lumière à température ambiante pendant 20 minutes. Après incubation, 4 mL 

de tampon de lyse (Lysing Buffer (Becton Dickinson ref : 349202)) a été ajouté et les tubes ont été ré-
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incubés 20 minutes à l’abri de la lumière à température ambiante. Les tubes ont ensuite été centrifugés 

5 minutes à 1450 rpm et le culot a été repris dans 10 mL de tampon de lyse. Après une nouvelle 

centrifugation de 5 minutes à 1450 rpm, le culot a été repris dans 3 mL de PBS 1X. Après une dernière 

centrifugation de 5 minutes à 1450 rpm, le culot a été repris dans 200µL de PBS 1X. Dans chaque tube 

ont été ajoutés 5µl d’Iodure de Propidium (SM : 1mg/ml) (SIGMA ref : P-4170) et 5µl de RNase (SM : 

10mg/ml) (QIAGEN ref : 19101) puis les tubes ont été conservés à 4°C jusqu’à la lecture au cytomètre 

Gallios. 

 

Analyse du cycle cellulaire 

 

Deux mL de culture cellulaire à 2.106 cellules/mL ont été mis en culture. Vingt-quatre heures après la 

mise en culture, les cellules ont été irradiés à 8 Gy (ou laissées en culture pour les contrôles non 

irradiés), puis remis en culture sans changer le milieu. 

Quarante-huit heures après l’irradiation, les cellules ont été transférées dans des tubes de cytométrie. 

La procédure expérimentale a ensuite été la même que pour le test RILA (voir au-dessus), à l’exception 

de l’anticorps anti-CD8, qui était omis. 

 

Analyse de l’apoptose, test Annexin V - 7AAD, par cytométrie en flux  

 

Les lignées cellulaires ont été ensemencées à 2.106 cellules/mL en plaques 24 puits (0,5mL par puits). 

Les plaques étaient ensuite irradiées à 8 Gy. Les plaques contrôles ont été traitées de la même façon 

mais sans irradier les cellules. Quarante-huit heures après irradiation, les cellules ont été transférées 

en Eppendorf puis analysées avec le kit Annexin V - 7AAD (Beckman Coulter PN IM3614), selon le 

protocole du fabricant.  

Brièvement, une fois transférées en Eppendorf, les cellules ont été lavées dans du PBS 1X à 4°C puis 

centrifugées à 500g pendant 5 minutes. Le culot a ensuite été repris dans du Binding Buffer 1X (fourni 

dans le kit). L’anticorps anti-Annexin V et le 7AAD ont ensuite été ajoutés aux tubes puis mélangés à la 

pipette. Les tubes ont été analysés au cytomètre Gallios, après 15 minutes d’incubation à 4°C. 

Dans l’étude de l’apoptose induite après irradiation sur les différents clones de Jurkat transfectées 

PON1, le protocole a été modifié. Le contrôle de cette étude étant la lignée Jurkat transfectées eGFP, 

l’anticorps anti-Annexin V couplé FITC a dû être remplacé par un anticorps avec un autre 

fluorochrome : l’anti-Annexin V couplé Pacific Blue™ (Thermofisher A35122).  
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Dans mon analyse je me suis essentiellement intéressée au pourcentage de cellules en apoptose 

précoce, caractérisé par l’expression positive du marquage Annexin V et l’expression négative du 

marquage 7AAD (AnnexinV +/7AAD-). 

 

Transfections stables 

Le plasmide lentiviral codant pour l’eGFP a été fourni par le Dr Mancini. Ce plasmide est basé sur le 

plasmide pLenti CMV Puro DEST (Addgene #17452) (Figure 3). Le plasmide codant pour PON1 a été 

créé à partir de ce dernier plasmide en utilisant le système de clonage Gateway. Brièvement, l’insert 

PON1 a été gracieusement fourni par l’IGMM. Il a ensuite été inséré dans le vecteur pLenti CMV Puro 

DEST à l’aide du kit LR Clonase II Enzyme Mix (Thermofisher). 

 

 

Figure 3 : Plasmide pLenti CMV Puro DEST utilisé pour les transfections stables 

Le gène d’intérêt (eGFP ou PON1) a été inséré en aval du promoteur CMV. Ce promoteur permet une 

forte expression du transgène. 
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Les lentivirus ont été produits par transfection transitoire de cellules HEK293T. Brièvement, 2.106 

cellules ont été ensemencées puis transfectées 24 et 48 heures post ensemencement. Les cellules ont 

été transfectées avec 25µg de PEI (Polyethylenimine Linear, Polysciences), le plasmide contenant le 

gène d’intérêt et deux plasmides contenant les gènes env, gag et pol. Quarante-huit heures après la 

deuxième transfection, le surnageant des cellules a été récupéré, filtré et congelé à -80°C. 

Les cellules Jurkat ont été infectées par ce surnageant contenant les virions pendant 8 heures en 

présence de 4,8µg/mL de polybrène. Au bout de 8 heures, le milieu était retiré par centrifugation, puis 

remplacé par du milieu frais. Deux jours plus tard, le milieu de culture a été remplacé par du milieu 

frais avec antibiotique de sélection (puromycine). Après une semaine de sélection, les cellules viables 

ont été récupérées et la transfection a été contrôlée. 

La présence de l’eGFP a été vérifiée par microscopie à fluorescence et celle de PON1 par Western blot. 

 

Mesure indirecte des ROS 

 

Les lignées cellulaires Jurkat et les 2 lignées Jurkat transfectées ont été ensemencées à 2.106 

cellules/mL en plaques 24 puits (0,5mL par puits). Du N-acétyl-cystéine à 5mM final a été ajouté au 

milieu dans les puits traités. Trente minutes après ajout de N-acétyl-cystéine, les cellules ont été 

irradiées à 2, 4 ou 6 Gy. Pour le contrôle positif d’apoptose induite par les ROS, du H2O2 a été ajouté 

aux puits pour une concentration finale de 100µM, sans irradiation des cellules. 

Vingt-quatre heure après irradiation (ou traitement par H2O2), les cellules ont été transférées en 

Eppendorf, puis analysées avec le kit Annexin V-7AAD, selon le protocole décrit ci-dessus. 

 

Etude de la signalisation par Western blot 

 

Les extraits protéiques sont dénaturés 5 minutes à 95°C en présence du tampon Laemmli (60mM Trsi-

CL pH6,8, 2% SDS, 10% glycerol, 5% β-mercaptoéthanol, 0,01% bleu de bromophenol). Les échantillons 

sont ensuite déposés dans un gel de polyacrylamide (gel à 12% ou à gradient de polyacrylamide) et 

migrent avec un voltage de 80V à 120V (marqueur protéique ProSieve™ QuadColor™). 

Le transfert a ensuite été réalisé sur membrane PVDF (Amersham, GE Healthcare) en milieu liquide, 

pendant 1h30 à 110V à 4°C ou en semi sec en utilisant le système Trans-Blot Turbo de Biorad suivant 
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la cible observée. La saturation des membranes a ensuite été faite pendant 2 heures dans du TBS-

Tween 0,1% 5% lait. 

L’anticorps primaire a ensuite été incubé sur la nuit à 4°C. Après lavage des membranes dans du TBS-

Tween 0,1%, les anticorps secondaires ont, quant à eux, été incubés pendant 1 heure à température 

ambiante. Après de nouveaux lavages en TBS-Tween 0,1%, la révélation des membranes s’est faite en 

utilisant soit le réactif Luminata Forte (Millipore, WBLUF0100) soit le réactif Immobilon® ECL Ultra 

Western HRP Substrate (Millipore WBULS0100). 

Ces anticorps utilisés sont les suivants : 

Anticorps primaires : 

- PON1 : anticorps monoclonal de lapin (Abcam #2893). Dilué au 1/2000ème  dans du PBS-

Tween 0,1%-BSA 5% (Sigma, A7906) 

- Bêta-actine : anticorps monoclonal de souris (Cell signaling #3700). Dilué au 1/1000ème 

dans du PBS-Tween 0,1%-BSA 5% 

- GAPDH : anticorps monoclonal de lapin (Cell signaling #5174). Dilué au 1/1000ème dans du 

PBS-Tween 0,1%-BSA 5% 

- Alpha-tubulin : anticorps monoclonal de souris (Cell signaling #3873). Dilué au 1/1000ème 

dans du PBS-Tween 0,1%-BSA 5% 

- Caspase 3 clivée : anticorps monoclonal de lapin (Cell Signaling #9664). Dilué au 1/750ème 

dans du PBS-Tween 0,1%-BSA 5% 

- ATR : anticorps polyclonal de lapin (Abcam #ab10312). Dilué au 1/2500ème dans du PBS-

Tween 0,1%-BSA 5% 

- Phospho-ATR (S428) : anticorps monoclonal de lapin (Cell Signaling, #2853). Dilué au 

1/1000ème dans du PBS-Tween 0,1%-BSA 5% 

- Chk2 [EPR4325] : anticorps monoclonal de lapin (Abcam, #ab109413). Dilué au 1/30000ème  

dans du TBS-Tween 0,1%-BSA 5% 

- Phospho-Chk2 (T68) : anticorps monoclonal de lapin (Cell Signaling, #2197). Dilué au 

1/1000ème dans du TBS-Tween 0,1%-BSA 5%  

- ATM [D2E2]: anticorps monoclonal de lapin (Cell signaling #2873). Dilué au 1/1000ème dans 

du TBS-Tween 0,1%-BSA 5% 

- Phospho-ATM (S1981) : anticorps monoclonal de lapin (Cell signaling #5883). Dilué au 

1/1000ème dans du TBS-Tween 0,1%-BSA 5% 

- gH2AX (Ser139) : anticorps monoclonal de souris (Millipore #05-636). Dilué au 1/1000ème 

dans du PBS-Tween 0,1% 5% lait  
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- PARP1: anticorps polyclonal de lapin (Abcam #ab227244). Dilué au 1/1000ème dans du PBS-

Tween 0,1%-BSA 5%  

-  Cleaved PARP1 (p25) : anticorps monoclonal de lapin (Abcam #ab32064). Dilué au 

1/2000ème dans du PBS-Tween 0,1%-BSA 5%  

Anticorps secondaires : 

- anti-lapin : anticorps polyclonal de chèvre couplé à la péroxydase de raifort (HRP) (Sigma 

#A0545). Dilué au 1/10000ème dans du PBS-Tween 0,1%-Lait 5% 

- anti-souris : anticorps polyclonal de chèvre couplé à péroxydase de raifort (HRP) (Sigma 

#A3763). Dilué au 1/2500ème dans du PBS-Tween 0,1%-Lait 5%  

 

Mesure de l’expression de PON1 par ELISA  

 

Le taux de PON1 dans les surnageants de culture lymphocytaires a été dosé en utilisant le kit ELISA 

Human PON1 ELISA Kit (Origene Catalog No. EA100671), en suivant les instructions du fabricant. 

Chaque échantillon a été réalisé en duplicat. La concentration de PON1 a été calculé grâce à la gamme 

étalon de la protéine humaine recombinante PON1, présente dans le kit. Le contrôle utilisé était du 

milieu RPMI Medium 1640 - GlutaMAX™ + 20% SVF (sans antibiotiques). 

Brièvement, les échantillons ont été incubés sur la plaque fournie par le kit (précoatée avec de 

l’antcorps anti-PON1) à 37°C pendant 30 minutes. Après avoir vidé les puits, mais sans laver la plaque, 

un anticorps anti-PON1 biotinylé a été ajouté dans les puits, puis la plaque a été réincubée à 37°C 

pendant 60 minutes. Les puits ont ensuite été vidés et lavés dans du TBS 0,01M. Après lavage, de la 

solution ABC (Avidin-Biotin-Peroxidase Complex, solution fournie dans le kit) a été ajoutée dans les 

puits, puis incubée à 37°C pendant 30 minutes. Après de nouveaux lavages au TBS 0,01M, une solution 

de coloration TMB (fournie dans le kit) a été ajoutée dans les puits. Après 30 minutes d’incubation à 

37°C à l’abri de la lumière, la solution TMB Stop (fournie dans le kit) a été ajoutée aux puits.  

La plaque a ensuite été lue au spectrophotomètre (Multiskan Ex Thermofisher) à 450nm. 

 

Etude de l’expression de l’ARN messager de PON1 et CHK1 par RT-qPCR 

 

L’ARN des lymphocytes T ou des PBMC de patients a été extrait comme décrit précédemment. 1μg 

d’ARN totaux ont été rétrotranscrits à l’aide du kit SuperScript™ III Reverse Transcriptase 
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(ThermoFisher, 18080-044) et de random primers selon le protocole du fabricant. Brièvement, 1µg 

d’ARN a été mélangé à 200ng de Random Primers et 1 µl dNTP Mix 10 mM. L’ensemble a été chauffé 

à 65°C pendant 5 minutes puis refroidi sur glace pendant 1 minute. A ce tube a ensuite été ajouté 4 µl 

de 5X First-Strand buffer, 1 µl 0,1M DTT, 1 µl RNase Out 40 U/µl, 1 µl SuperScript III RT (200 U/µl) (tous 

les produits sont fournis dans le kit). La réaction de réverse transcription a ensuite été réalisée au 

thermocycleur selon le protocole suivant : 

- 25°C pendant 5 min (hybridation des Random Primers) 

- 50°C pendant 60 min 

- 70°C pendant 15 min (inactivation de la réaction) 

Les échantillons de cDNA ainsi obtenus ont été ensuite dilués entre 1/10ème et 1/20ème suivant le gène 

cible à amplifier. Les amorces ont, quant à elles, été diluées au 1/20ème. La qPCR a été réalisée avec le 

kit SYBR Premix Ex Taq (Takara, RR420L) selon les recommandations du fournisseur. Brièvement, le 

SYBR Master Mix 2X (fourni dans le kit) a été mélangé avec le cDNA dilué et les amorces diluées. Le 

mélange a ensuite été déposé dans une plaque 384 puits, chaque condition étant déposée en triplicats 

La réaction de PCR en temps réel (qPCR) a ensuite été mesuré avec le LightCycler480 (Roche) selon le 

protocole suivant : 20sec à 95°C, 15 sec à 60°C et 20sec à 72°C. Les données ont été analysées avec le 

logiciel LightCycler 480 software release 1.5.0, par quantification absolue avec la méthode de 2nde 

derivative max en se basant sur une gamme de cDNA « contrôle » contenant le gène d’intérêt.  

Les amorces utilisées ont été concues grâce à l’outil en ligne, primer-Blast NCBI du NIH. Une fois les 

séquences définies ils ont été synthétisé par Eurofins :  

Gène Séquences des amorces (5’-3’) 

PON1 #1FOR : CACATGTGTGTATCGCTGCC 

#1REV : AGTCCCTGGGTGAGTACTGG 

CHK1 #1FOR : GGTGAATATAGTGCTGCTATGTTGACA 

#1REV : TTGGATAAACAGGGAAGTGAACAC 

18S #1FOR : GGCGCCCCCTCGATGCTCTTA 

#1REV : GCTCGGGCCTGCTTTGAACACTCT 

ATR #1FOR : CAGCTTTGTGCCATTTACTG 

#1REV : CTACCTCAATTCCAAGCACA 
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Activation des PBMC et des lymphocytes T in vitro 

 

Isolation des cellules 

Les cellules ont été purifiées à partir de poches de couche leuco-plaquettaire commandées à 

l’Etablissement Français du Sang (EFS). 

Pour les PBMC : 10mL de sang total a été ajouté dans un Falcon de 50mL, avec 10mL de PBS 1X, puis 

les tubes ont été mélangés par inversion manuelle. L’ensemble a été transféré dans un tube 

SepMate™-50 PBMC Isolation Tube (Stemcell #85450) puis 15mL de Lymphoprep (Stemcell, #1114547) 

a été ajouté par-dessus le mélange. Le tube a ensuite été centrifugé à 1200 g pendant 10 minutes. 

Après centrifugation, un gradient de concentration se forme dans le tube avec, sur le dessus, le plasma, 

puis en dessous un anneau contenant les PBMC, et enfin, en dessous de le SepMate, les globules 

rouges et les granulocytes. L’anneau contenant les PBMC a donc été récupéré et transféré dans un 

nouveau tube de 50mL. Après 2 lavages par 50mL de PBS 1X 2% SVF stérile (centrifugation 4 minutes 

à 1200 g puis conservation du culot cellulaire), 50mL de chlorure d’ammonium 1X a été ajouté au culot 

cellulaire. Après incubation sur glace 2 minutes, les tubes ont été centrifugés 4 minutes à 1200 g, puis 

le culot a été lavé 3 fois par du PBS 1X 2% SVF stérile. 

Pour les lymphocytes T : 10mL de sang total a été ajouté dans un Falcon de 50mL, avec 500µL de 

RosetteSep™, human T cell enrichment cocktail (Stemcell, #15061). Après agitation manuelle, les tubes 

ont été incubés à température ambiante pendant 20 minutes. Ensuite, 10mL de PBS 1X a été ajouté au 

tube, puis mélangé par inversion manuelle. L’ensemble a été transféré dans un tube SepMate™-50 

PBMC Isolation Tube (Stemcell #85450) puis 15mL de Lymphoprep a été ajouté par-dessus le mélange. 

Le tube a ensuite été centrifugé à 1200 g pendant 10 minutes. Après centrifugation, un gradient de 

concentration se forme dans le tube avec, sur le dessus, le plasma, puis en dessous un anneau 

contenant les lymphocytes, et enfin, en dessous de le SepMate, les globules rouges et les granulocytes. 

L’anneau contenant les PBMC a donc été récupéré et transféré dans un nouveau tube de 50mL. Après 

2 lavages par 50mL de PBS 1X 2% SVF stérile (centrifugation 4 minutes à 1200 g puis conservation du 

culot cellulaire), 50mL de chlorure d’ammonium 1X a été ajouté au culot cellulaire. Après incubation 

sur glace 2 minutes, les tubes ont été centrifugés 4 minutes à 1200 g, puis le culot a été lavé 3 fois par 

du PBS 1X 2% SVF stérile. 

 

Les culots cellulaires ainsi récupérés ont été repris dans du milieu RPMI Medium 1640 - GlutaMAX™ 

(Thermofisher 61870-010) + 10% SVF (sans antibiotiques). 
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Activation des cellules 

Les plaques de culture ont été pré-coatées avec un anticorps anti-CD3 et un anticorps anti-CD28. Pour 

cela, 3mL de solution d’anticorps anti-CD3 (Bio X Cell #BE0001-2) a été dilué dans du PBS 1X stérile afin 

d’obtenir une concentration de 9µg/mL. Dans chaque puits d’une plaques 6 puits, 700µL de cette 

solution a été ajouté (700µL de PBS 1X pour les puits contrôle). La plaque a ensuite été incubée à 37°C 

pendant 2 heures. Les puits ont ensuite été lavés avec 1mL de PBS 1X stérile. 

Après comptage cellulaire, 2.106/mL cellules ont été ensemencées dans du milieu RPMI Medium 1640 

- GlutaMAX™ + 10% SVF + anticorps anti-CD28 (Bio X Cell #BE0248) à 2µg/mL à raison de 2mL par puits. 

Dans chaque puits, 2µL de β-mercaptoéthanol (Sigma-Aldrich M6250) a ensuite été ajouté. 

Les cellules ont ensuite été maintenues en culture dans ces conditions pendant 3 à 4 jours à 37°C.  

A la fin de la période d’incubation, le cycle cellulaire des cellules a été analysé tel que décrit ci-dessous 

et des extraits protéiques totaux ont été réalisés selon la procédure décrite précédemment.  

 

Analyse du cycle cellulaire des PBMC et des lymphocytes T 

 

Le contenu des puits de culture cellulaire a été récupéré et transféré dans des tubes des cytométrie. 

Après centrifugation 5 minutes à 1100 rpm, le surnageant a été éliminé et le culot cellulaire a été repris 

dans 2mL de PBS 1X. Après une nouvelle centrifugation de 5 minutes à 1100 rpm, le culot cellulaire a 

été repris dans 500µL d’éthanol à 75%. Après incubation à température ambiante pendant 3 minutes, 

1mL de PBS 1X a été ajouté dans le tube. Après centrifugation 5 minutes à 1100 rpm, le surnageant a 

été éliminé et le culot cellulaire a été repris dans 1mL de PBS 1X et incubé à 4°C sur la nuit.  

Le lendemain, après centrifugation 5 minutes à 1100 rpm, le culot cellulaire a été repris dans 500µL de 

solution de marquage (Iodure de Propidium (Sigma Aldrich P4170) 0,4mg/mL final, RNase (QIAGEN 

ref : 19101) 0,1mg/mL final in PBS 1X) et incubé quelques minutes à température ambiante. Les tubes 

ont ensuite été analysés au cytomètre Gallios. 

 

Analyse statistique 

 

Les données des WB et des tests ELISA (Figures 7 et 16) ont été analysées grâce au test t de Student 

pour échantillons appariés.
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Résultats et discussion 
 

Partie 1 : Résultats préliminaires 

 

1.1 Le RILA est modifié par des facteurs présents dans le surnageant lymphocytaire 

 

Des travaux préliminaires réalisés dans notre équipe ont cherché à mettre en évidence des facteurs 

pouvant modifier le résultat du test RILA. En modifiant plusieurs facteurs lors de l’expérimentation 

(changement de milieu après l’irradiation ou expérimentation sur les lymphocytes seuls par exemple), 

nous avons mis en évidence que, lorsque le RILA était réalisé sur des lymphocytes T purifiés, le 

changement du milieu après irradiation modifiait le résultat du RILA, alors que ce n’était pas le cas sur 

le sang total (Figure 4). 

 

Figure 4 : Analyse des facteurs influençant le résultat du RILA 

Les données en abscisse correspondent à la modification par rapport à la procédure initiale du RILA. 

La ligne « no plasma » correspond à du sang total remis en culture après séparation du plasma par 

centrifugation (les érythrocytes et les cellules mononuclées ont ainsi été conservées). Les lignes 

« lymphocytes » correspond à la procédure du RILA réalisée sur des lymphocytes T purifiés. Les lignes 

marquées « new medium » correspondent à un changement de milieu juste après l’irradiation à 8 Gy 

et un deuxième changement de milieu 24h après. 

 

Cette donnée nous a permis de mettre en évidence qu’un facteur sécrété par les lymphocytes était 

probablement protecteur de l’apoptose radio-induite puisqu’un changement de milieu après 

l’irradiation augmentait le taux de RILA. 
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1.2 PON1 est associé aux patients présentant un RILA faible 

 

En partant de cette observation, le laboratoire a décidé de faire analyser des échantillons de 

surnageant lymphocytaire des patients en spectrométrie de masse par la plateforme de spectrométrie 

de l’Unité de Recherche Translationnelle de l’ICM. Cette analyse a été réalisée sur 6 patients : 3 avec 

un RILA faible (inférieur à 6) et 3 avec un RILA élevé (supérieur à 18). La protéine PON1 a été identifiée 

chez les 3 patients de RILA faible mais était totalement absente chez 2 des 3 patients à RILA élevé 

(Figure 5). Lors de cette analyse, sur l’ensemble des protéines étudiées, aucune autre ne semblait 

différemment exprimée dans les deux groupes de patients. 

  

 

Figure 5 : Analyse par spectrométrie de masse des échantillons de surnageant lymphocytaire de 

patients 

Les surnageants de lymphocytes irradiés pour le RILA ont été analysés sur colonne WIDE PORE C18 

3UM 10CMx0,50mm DISCOVERY. A. PON1 a été identifié par 8 peptides uniques avec un index de 

confiance ≥99% obtenu par ProteinPilot (score ProteinPilot ≥2). B. Score PON1 obtenu pour les 

différents patients. Le numéro de patient correspond au numéro d’inclusion dans l’étude BIORISE.  
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1.3 PON1 est exprimé et sécrété par les lymphocytes T  

 

1.3.1 Expression basale 

Afin de confirmer cette observation, des analyses par Western blot (WB) ont été réalisées sur des 

surnageants et des extraits protéiques de lymphocytes T obtenus par purification de sang total de 

patients prélevés pour réaliser des tests RILA. Les lymphocytes T ont été purifiés puis mis en culture, 

et les extraits protéiques ont été réalisés au bout de 48 heures. 

Nous avons ainsi pu observer que PON1 était bien exprimé au niveau lymphocytaire chez certains des 

patients (Figure 6).  

 

 

Figure 6 : Expression de PON1 par les lymphocytes T humains 

Analyse en WB sur des extraits protéiques totaux issus de lymphocytes T humains non irradiés. Les 

numéros des échantillons correspondent au numéro d’inclusion des patients dans l’étude BIORISE. 

PON1 n’est présent que chez 5 des 10 patients analysés. 

 

Bien que, dans la littérature, l’expression de PON1 n’ait été décrite qu’au niveau du foie et des reins, 

PON1 est donc bien exprimé au niveau lymphocytaire, et pas seulement au niveau du foie et des reins. 

Cependant, cette expression ne semble pas présente chez l’ensemble des patients testés. 

 

1.3.2 Expression après irradiation 

Nous avons par la suite cherché à voir si l’irradiation modifiait l’expression de PON1 dans les 

lymphocytes. Après mise en culture, les lymphocytes T de patients ont donc été irradiés à 8 Gy (ou non, 

pour les contrôles à 0 Gy) puis remis en cultures. Les extraits protéiques ont été réalisés 48 heures 

après irradiation.  
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En comparant des extraits de lymphocytes T irradiés à 8 Gy aux témoins non irradiés, nous avons pu 

mettre en évidence que l’expression de PON1 semble très légèrement augmentée après irradiation 

(Figure 7). La différence d’expression entre 0 et 8 Gy était statistiquement significative sur cet 

échantillon de patients (p=0,001). 

 

 

Figure 7 : Expression de PON1 par les lymphocytes T humains après irradiation 

A. Analyse en WB sur des extraits protéiques totaux issus de lymphocytes T humains non irradiés ou 

irradiés à 8 Gy. Les extraits protéiques ont été préparés 48 heures après irradiation. Les numéros des 

échantillons correspondent au numéro d’inclusion des patients dans l’étude BIORISE. B. Quantification 

de l’expression de PON1 rapportée à celle de la b-actin. Le niveau d’expression a été normalisé sur le 

niveau d’expression du patient 664-0 à 0 Gy. 

 

PON1 est aussi observée par WB dans les surnageants lymphocytaires des patients chez qui il est 

présent dans les extraits protéiques (résultats non présentés ici). En se basant sur ces résultats, ainsi 

que sur ceux de la spectrométrie de masse (Figure 5), nous avons donc démontré que cette protéine 

est non seulement exprimée, mais également sécrétée par les lymphocytes T CD8 humains. 
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1.4 Conclusion des résultats de cette partie 

 

Comme observé, PON1 est bien exprimée et sécrétée par les lymphocytes T chez certains patients, en 

particulier ceux présentant un taux de RILA faible. Cette expression semble légèrement augmentée 

après irradiation. Cependant, ces observations ont été réalisées sur des effectifs relativement faibles 

et nécessitent confirmation à plus grande échelle. 

D’autre part, afin d’étudier l’expression de PON1 dans les lymphocytes, il est nécessaire d’avoir un 

modèle d’étude reproductible : en effet, il est difficile de répéter les expérimentations sur les patients 

car elles nécessitent du sang frais, et cela demanderait de reprélever les patients de façon répétée, et 

donc de les faire venir sur l’hôpital en dehors du contexte de leur maladie. Sur le plan éthique, cette 

position est difficile à défendre, même dans le cadre d’un essai clinique.  

Nous avons donc par la suite tenté de développer un modèle cellulaire du RILA afin de pouvoir répéter 

et moduler les expériences
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Partie 2 : Développement du modèle cellulaire 

 

2.1 Mise au point du RILA sur les lignées cellulaires 

 

2.1.1 Choix du modèle cellulaire 

Le test RILA étudiant l’apoptose radio-induite des lymphocytes T, nous nous sommes intéressés à des 

lignées de lymphocytes T immortalisés. Les lignées Jurkat et HPB-ALL sont toutes les deux des lignées 

immortalisées issues de leucémies aiguës lymphoblastiques T. Nous avons fait le choix d’utiliser ces 2 

lignées car la lignée Jurkat n’exprime pas PON1, alors que la lignée HPB-ALL l’exprime (Figure 8). 

 

 

Figure 8 : Expression de PON1 par les lignées cellulaires 

Extraits protéiques totaux issus des lignées Jurkat et HPB-ALL. 

 

2.1.2 « RILA » cellulaire 

La procédure expérimentale du RILA a été modifiée pour s’adapter aux lignées cellulaires. En effet, 

étant donné que le RILA consiste en l’analyse de la population de lymphocytes T CD8 en phase subG1, 

nous avons choisi de réaliser une analyse directe du cycle cellulaire sur nos lignées pour en identifier 

la population subG1 48 heures après irradiation à 8 Gy. La comparaison entre le taux de cellules en 

phases subG1 après irradiation à 8 Gy, comparée au témoin, a donc été assimilée aux résultats du RILA 

(Figure 9). 
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Figure 9 : « RILA » cellulaire 

Le pourcentage de cellules en phase subG1 est indiqué en valeur absolue, sans irradiation et 48 heures 

après irradiation à 8 Gy. 

 

Le taux de cellules en phase subG1 après irradiation est bien inférieur dans la lignée HPB-ALL par 

rapport à la lignée Jurkat. Etant donné que cette lignée est celle qui exprime PON1, cela semble 

corroborer les résultats obtenus chez les patients, où PON1 est plutôt exprimée chez les patients à 

RILA faible (et donc à faible taux d’apoptose lymphocytaire après irradiation). 

Cependant, cette analyse du cycle cellulaire a rapidement été limitée. En effet, l’utilisation de drogues 

sur les lignées cellulaires rend l’interprétation du cycle cellulaire très difficile, en modifiant la 

répartition des cellules entre les différentes phases du cycle. L’analyse directe des cellules en phase 

subG1 apparaît donc peu reproductible et surtout peu fiable après éventuels traitements. 

Nous avons donc cherché un test plus fiable pour mesurer la population cellulaire en apoptose après 

irradiation. 

 

2.1.3 Analyse directe de l’apoptose 

Notre intérêt s’est donc porté sur le test Annexin V - 7AAD. Ce test est basé sur la détection de la 

phosphatidylsérine à la surface des cellules. Ce phospholipide, d’habitude retrouvé sur la face 

intracellulaire de la membrane plasmique, est extériorisé durant les premières étapes de l’apoptose 

(par déstabilisation de la membrane plasmique). L’Annexin V se lie à la phosphatidylsérine et sa 

détection permet donc d’identifier les cellules en apoptose précoce. Le 7AAD (7-Aminoactinomycin D), 

quant à lui, est un marqueur de viabilité cellulaire : il se lie à l’ADN mais ne peut être intériorisé 

qu’après perte de l’intégrité des membranes cellulaires. Il est donc utile pour détecter les cellules en 

apoptose tardive ou en processus de nécrose. L’utilisation combinée de l’Annexin V et du 7AAD permet 
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donc d’identifier les cellules viables (Annexin V- 7AAD-) des cellules en apoptose précoce (Annexin V+ 

7AAD-) et en apoptose tardive (Annexin V+ 7AAD+). 

De façon similaire à l’analyse du « RILA » cellulaire, les cellules Jurkat et HPB-ALL ont donc été mises 

en cultures puis irradiées à 8 Gy. Quarante-huit heures après l’irradiation, le double marquage Annexin 

V-7AAD a été réalisé sur les cellules afin d’identifier la population en apoptose. 

En comparant les résultats de l’analyse du cycle cellulaire (« RILA » cellulaire) et ceux du test Annexin, 

bien que les valeurs absolues des taux de cellules en apoptose soient très différentes, la différence 

entre les 2 lignées cellulaires apparait tout aussi clairement avec le test Annexin qu’avec l’analyse du 

« RILA » cellulaire (Figure 10). De plus, le test Annexin est bien plus reproductible que l’analyse directe 

du cycle cellulaire. 

 

 

Figure 10 : Comparaison du test Annexin V - 7AAD et de l’analyse du cycle cellulaire sur les lignées 

Jurkat et HPB-ALL 

Les cellules ont été ensemencées à 2.106 cellule/mL puis irradiées, ou non, à 8 Gy. L’analyse de 

l’apoptose a été réalisée 48 heures après irradiation. L’apoptose mesurée en Annexin correspond à 

l’apoptose précoce (cellules Annexin V+ 7AAD-). 

 

L’utilisation de ce test est d’autant plus justifiée que la comparaison des résultats du RILA au test 

Annexin V - 7AAD a été réalisée par Azria et Oszahin sur de nombreux patients, et que les résultats 

sont également similaires entre les deux tests (résultats non publiés). Nous avons donc par la suite 

abandonné l’analyse du cycle des lignées cellulaires, au profit de l’analyse de l’apoptose par le test 

Annexin V - 7AAD. 
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2.2 Modulation de l’expression de PON1 dans les lignées cellulaires 

 

2.2.1 Construction des lignées exprimant PON1 

Forts de nos observations chez les patients et sur les lignées Jurkat et HPB-ALL, nous avons émis 

l’hypothèse que l’expression de PON1 était associée à un plus faible taux d’apoptose après irradiation. 

Afin de montrer un lien de causalité entre l’expression de PON1 et l’apoptose radio-induite, nous avons 

donc cherché à faire exprimer PON1 à la lignée Jurkat. 

Nous avons dans un premier temps tenté de réaliser des transfections transitoires du gène PON1 dans 

la lignée Jurkat. Cependant, les lignées de lymphocytes T sont notoirement difficiles à transfecter de 

façon transitoire (taux de transfection généralement faible) et leur culture en suspension rend difficile 

la sélection par antibiotique (il est impossible de séparer les cellules viables des cellules mortes à moins 

de les cultiver plusieurs semaines, ce qui n’est pas possible sur des transfections transitoires). Nous 

nous sommes donc orientés vers un modèle de transfection stable. 

Nous avons donc réalisé une transfection stable de la lignée Jurkat à l’aide d’un plasmide lentiviral : 

pLenti CMV Puro DEST (Addgene #17452) avec soit le gène de l’eGFP, soit le gène de PON1 (Figure M1). 

Après une semaine de culture sous pression antibiotique, nous avons récupéré deux lignées 

transfectées : Jurkat eGFP et Jurkat PON. 

L’expression de PON1 dans les cellules ainsi transfectées a été confirmée par WB (Figure 11). La lignée 

Jurkat PON exprime bien la protéine PON1, contrairement au contrôle eGFP. 

 

 

Figure 11 : Expression de PON1 par les cellules Jurkat transfectées 

Jurkat eGFP : cellules transfectées avec le plasmide pLenti CMV Puro DEST eGFP. Jurkat PON : cellules 

transfectées avec le plasmide pLenti CMV Puro PON1. Analyse réalisée sur les populations polyclonales. 
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2.2.2 Etude de différents clones : expression de PON1 et apoptose radio-induite 

Différents clones de la lignée transfectée Jurkat PON ont été obtenus par dilution limite. Une fois les 

différents clones mis en cultures, ceux-ci ont été irradiés à 4 Gy (une dose de 8 Gy aboutissant à un 

taux d’apoptose trop important à quarante-huit heure, ce qui rendait l’analyse impossible). Quarante-

huit heures après irradiation, l’apoptose radio-induite a été analysée dans les différents clones de la 

lignée Jurkat-PON par test Annexin V - 7AAD (Figure 12). Cette donnée a été comparée à l’expression 

basale de PON1 dans les différents clones en WB. 

 

 

Figure 12 : Etude des clones Jurkat-PON 

A : expression de PON1 par WB dans les différents clones. B : Analyse de l’apoptose précoce par 

Annexin V - 7AAD 48 heures après irradiation à 4 Gy. L’apoptose mesurée en Annexin correspond à 

l’apoptose précoce (cellules Annexin V+ 7AAD-). 

 

Les taux d’apoptose précoce après irradiation sont différents selon les clones. Cependant, cette 

différence ne semble pas forcément corrélée au niveau d’expression de PON1 : par exemple, si le clone 

2/1F8 exprime fortement PON1 et a un taux d’apoptose précoce inférieur aux cellules Jurkat WT après 

irradiation, le clone 1G4, exprimant tout aussi fortement PON1 a un taux d’apoptose supérieur au 

contrôle non transfecté, et au contrôle Jurkat-eGFP. 
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D’autre part, la différence du taux d’apoptose entre les clones exprimant PON1 et le contrôle non 

transfecté (WT) n’est pas significative. 

 

2.2.3 Analyse du stress oxydant dans les clones transfectés 

PON1 est, dans le plasma, impliqué dans la réduction du stress oxydatif par prévention de l’oxydation 

des LDL circulants. Nous avons donc émis l’hypothèse que, au niveau intracellulaire, son expression 

avait également un effet protecteur vis-à-vis du stress oxydant. Après irradiation, le stress oxydatif 

intracellulaire est principalement médié par les espèces réactives de l’oxygène (Reactive Oxygen 

Species ou ROS). Nous nous sommes donc intéressés à la variation de ces ROS après irradiation dans 

notre lignée exprimant PON1.  

Après différents essais de kits commerciaux peu concluants, nous avons choisi de mesurer la 

production de ROS de façon indirecte. Cette méthode est basée sur l’analyse de l’apoptose (par 

quantification de la population cellulaire en subG1 ou par test Annexin V-7AAD) après irradiation, en 

ajoutant, ou non des anti-oxydants. En l’absence de ROS, le taux de cellules en apoptose sera le même, 

avec ou sans anti-oxydants. Par contre, en cas de présence de ROS intracellulaires, les anti-oxydants, 

en neutralisant ceux-ci, diminuent le taux d’apoptose. 

Nous avons donc mis en culture nos cellules Jurkat (WT, eGFP ou PON1) en présence de N-acétyl-

cystéine (NAC). Cette molécule est le précurseur synthétique du glutathion, qui est un puissant anti-

oxydant et un des principaux agents neutralisant les ROS en intracellulaire. Après irradiation à 2, 4 ou 

6 Gy, nous avons analysé l’apoptose précoce des cellules en utilisant le test Annexin V-7AAD (Figure 

13). 
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Figure 13 : Impact de la N-acétyl-cystéine sur l’apoptose radio-induite dans les lignées Jurkat 

A : Population Jurkat sauvage. B : Population Jurkat eGFP. C : Population Jurkat PON1. 

J-WT : lignée Jurkat sauvage, non transfectée, J-eGFP : cellules transfectées avec le plasmide pLenti 

CMV Puro DEST eGFP, J-PON1 C3 : clone C3 des cellules transfectées avec le plasmide pLenti CMV Puro 

PON1. NAC : N-acétyl-cystéine.  

L’apoptose a été mesurée 24 heures après irradiation en utilisant un kit Annexin V-7AAD. La population 

en apoptose précoce correspond à la population Annexin V+ 7AAD-, la population en apoptose tardive 

à la population Annexin V+ 7AAD+. Le témoin positif d’induction d’apoptose utilisé correspond à un 

traitement 24 heures par de l’H2O2, puissant agent oxydant permettant la production de ROS 

intracellulaires. 

 

Dans la lignée sauvage, nous pouvons observer que l’ajout d’antioxydant (NAC) permet une diminution 

de l’apoptose tardive (et du taux d’apoptose total) après traitement par H2O2. Après irradiation, le 

taux d’apoptose total n’est pas modifié, mais le ratio apoptose précoce/apoptose tardive semble 

légèrement augmenter, ce qui est en faveur d’un retard dans les mécanismes d’apoptose dans les 

cellules incubées avec le NAC. Cela confirme l’implication des ROS dans l’apoptose radio-induite dans 

les cellules Jurkat. Par contre, dans les cellules Jurkat eGFP comme Jurkat PON1, si l’ajout de NAC 
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permet une nette diminution de l’apoptose induite par le traitement par H2O2, aucune différence 

n’est visible après irradiation. 

Dans notre modèle, il est donc impossible de confirmer que le PON1 produit en intracellulaire ait un 

rôle protecteur contre les ROS, en l’absence de différence entre nos 2 lignées transfectées. 

 

2.2.4 Etude mécanistique des clones transfectés 

L’étude des différents clones exprimant PON1 n’a pas permis d’identifier de corrélation directe entre 

le taux d’apoptose radio-induite et le taux d’expression de PON1 dans notre modèle. Malgré tout, 

étant données les résultats encourageants obtenus sur les lymphocytes de patients, nous avons voulu 

étudier les voies de signalisations impliquées dans la réponse à l’irradiation dans notre modèle 

cellulaire transfecté, afin de voir si l’expression de PON1 modifiait certains de ces mécanismes. 

L’apoptose radio-induite étant médiée par la voie des caspases dans la lignée Jurkat, nous avons tout 

d’abord regardé le clivage de la caspase 3 après irradiation. Nous nous sommes également intéressés 

aux voies de réparation de l’ADN : la voie de réparation des cassures simple brin (RPA-ATR-Chk1) et la 

voie des cassures double brin (gH2AX-ATM-Chk2). 

La lignée sauvage et les deux lignées transfectées (clone C3 de la lignée Jurkat PON1 et population 

polyclonale de la lignée eGFP) ont été mis en culture et irradiés à 6 Gy. Une heure et 24 heures après 

irradiation, des extraits protéiques totaux ont été réalisés sur les cellules irradiées, ainsi que sur des 

cellules contrôle non irradiées. 

L’analyse par WB de ces extraits met en évidence une nette diminution du clivage de la caspase 3 après 

irradiation chez le clone Jurkat exprimant PON1 (Figure 14). Cependant, il ne semble pas exister de 

différence dans la phosphorylation d’ATR ou de Chk2 après irradiation chez le clone PON1 par rapport 

à la lignée sauvage.  

Par contre, on observe une augmentation de la phosphorylation basale de Chk2 chez les cellules Jurkat 

eGFP non irradiées, qui, paradoxalement diminue après irradiation. En analysant ce résultat à la 

lumière de la littérature, il a été décrit que la GFP et l’eGFP peuvent modifier les voies de signalisation 

intracellulaires impliquées dans l’apoptose (Ansari et al., 2016). Les cellules transfectées avec le 

vecteur exprimant PON1 n’exprimant pas l’eGFP, il est donc difficile de les comparer à cette lignée, qui 

ne peut donc être considéré comme un contrôle fiable de transfection. 
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Figure 14 : Analyse des voies de signalisations radio-induites 

J-WT : lignée Jurkat non transfectée, J-eGFP : cellules transfectées avec le plasmide pLenti CMV Puro 

DEST eGFP. J-PON1 C3 : culture monoclonale de cellules transfectées avec le plasmide pLenti CMV Puro 

PON1. NT : cellules non irradiées. 6 Gy : cellules irradiées à 6 Gy 

 

Même en s’affranchissant de ce contrôle, en comparant les différents clones transfectés avec le 

vecteur pLenti CMV Puro PON1, leur comportement s’est avéré être très peu reproductible d’un clone 

à l’autre, et ce, même à taux d’expression de PON1 équivalent.  

L’étude de ces clones ne permet donc pas de conclure quant à l’implication directe de PON1 dans les 

voies de réponse à l’irradiation, qu’il s’agisse de l’apoptose ou de la réparation de l’ADN. 

 

2.2.5 Construction des lignées déplétées en PON1 

L’expression de PON1 par la lignée Jurkat n’a pas permis de mettre en évidence un effet direct sur 

l’apoptose radio-induite ou les différentes voies de signalisation intracellulaires impliquées dans la 

réponse à l’irradiation. 

Nous avons donc tenté de supprimer l’expression de PON1 dans la lignée HPB-ALL, afin de voir si cette 

modulation aurait un effet sur l’apoptose. 

Malheureusement, malgré plusieurs tentatives, transitoires ou stables (shRNA), la lignée HPB-ALL s’est 

avérée très difficile à transfecter, et nous n’avons pas réussi à mettre au point ce modèle. 
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2.3 Conclusion des résultats de cette partie 

 

Les lignées cellulaires immortalisées Jurkat et HPB-ALL sont des modèles simples d’utilisation. 

Cependant, la modification de l’expression de PON1 dans ces lignées n’a pas l’effet escompté sur 

l’apoptose radio-induite. Ceci peut s’expliquer par le fait que la modification d’expression d’une seule 

protéine, dont la voie de signalisation n’est, en outre, pas connue, ne suffit pas forcément à avoir un 

impact significatif sur le taux d’apoptose radio-induite.  

D’autre part, après analyse des voies de signalisations de l’apoptose dans ces lignées cellulaires, nous 

nous sommes rendus à l’évidence que ces voies étaient extrêmement altérées par rapport à des 

lymphocytes sains. En effet, il s’agit de lignées de lymphocytes T issues de leucémie aiguë, et 

immortalisées, et ayant donc une charge mutationnelle très importante. Par exemple, la lignée Jurkat 

est porteuse d’une mutation du gène TP53 avec défaut d’expression de la protéine p53 (Gioia et al., 

2018). De même, dans la lignée HPB-ALL, l’apoptose radio-induite semble passer par des mécanismes 

caspase-indépendant, contrairement à ce qui est observé dans la lignée Jurkat ou les cellules saines 

(Nakayama Junichi et al., 2013). 

Au total, bien que ces modèles soient simples d’utilisation, ils ne semblent pas refléter de façon fidèle 

les mécanismes impliqués dans les cellules saines. A partir de toutes ces constatations, nous avons 

donc décidé d’abandonner les modèles de lignées cellulaires afin de nous concentrer sur les 

lymphocytes sains des patients. 
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Partie 3 : Données humaines 

 

3.1 Validation des résultats préliminaires 

 

Etant donné la faible représentativité des modèles cellulaires immortalisés, nous nous sommes 

recentrés sur les lymphocytes sains issus de patients. 

3.1.1 Expression et sécrétion de PON1 dans les lymphocytes T 

Dans un premier temps, nous avons choisi de confirmer la présence de PON1 dans les surnageants et 

non dans les extraits protéiques lymphocytaires car il semblerait que cela soit les facteurs sécrétés qui 

influencent le résultat du RILA (Figure 4). 

La concentration de PON1 dons les surnageants lymphocytaires de patients a été évaluée en utilisant 

un test ELISA spécifique de PON1. Cependant, il nous a d’abord fallu comparer la concentration de 

PON1 dans les surnageant lymphocytaires à celle du plasma. En effet, chez l’homme PON1 se trouve 

normalement dans le plasma, et sa concentration est variable d’un individu à l’autre (Mackness, 1989). 

Il fallait donc s’assurer que le PON1 observé dans les lymphocytes de patient n’était pas celui présent 

dans le plasma (et ce, d’autant plus que le milieu de culture des lymphocytes T contient 20% de SVF). 

Nous avons donc comparé en ELISA la concentration de PON1 dans le plasma et dans le surnageant 

lymphocytaire d’un échantillon de patients (Figure 15). 

 

Figure 15 : concentration de PON1 dans le plasma et dans le surnageant lymphocytaire de patients 

Les données sont présentées en concentration en fonction du taux de RILA. Chaque patient a été 

évalué pour le plasma et le surnageant lymphocytaire. 

Pour le surnageant, la concentration de PON1 dans le contrôle négatif, correspondant à du milieu RPMI 

20% SVF (environ 20pg/mL), a été soustraite aux concentrations mesurées. Les échantillons moins 

concentrés que le milieu ont été ramenés à 0. 
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La première observation est que l’échelle de concentration de PON1 est très différente entre le plasma 

par rapport au surnageant lymphocytaire (facteur 20 environ). D’autre part, si tous les patients 

analysés présentent du PON1 dans leur plasma, comme attendu (puisque c’est la localisation 

physiologique de PON1), seule une partie d’entre eux en a dans le surnageant lymphocytaire. Cela 

confirme les analyses WB réalisées initialement qui montrent que PON1 est sécrété par les 

lymphocytes, mais pas chez tous les patients (Figure 6). D’autre part, certains des patients analysés ici 

avaient déjà été analysés en WB, et les patients chez qui PON1 est retrouvé dans les extraits protéiques 

en WB sont également ceux chez qui PON1 est détecté dans le surnageant lymphocytaire. Cela 

confirme donc que le PON1 présent dans le surnageant lymphocytaire est sécrété par les lymphocytes. 

Cependant, il n’existe pas, dans notre série, de corrélation entre la concentration de PON1 dans le 

plasma et dans les surnageants lymphocytaire, même chez les patients pour lesquels PON1 est produit 

dans les lymphocytes. Cette expression semble donc indépendante de l’expression physiologique par 

le foie et les reins, responsable de la présence de PON1 dans le plasma. 

Concernant les variations d’expression après irradiation, nous avons également validé les résultats 

observés en WB (Figure 7) par ELISA (Figure 16). Ceci nous a permis de confirmer que l’expression de 

PON1 semble très légèrement augmentée après irradiation, bien que ceci ne soit pas observé chez 

l’ensemble des patients. Dans cet échantillon, la différence de concentration entre 0 et 8 Gy n’était 

pas significative (p=0,2). 

 

Figure 16 : Concentration de PON1 par les lymphocytes T humains après irradiation 

Analyse en ELISA sur des extraits protéiques totaux issus de lymphocytes T humains non irradiés ou 

irradiés à 8 Gy. Les extraits protéiques ont été préparés 48 heures après irradiation. Les numéros des 

échantillons correspondent au numéro d’inclusion des patients dans l’étude BIORISE.  
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3.1.2 Corrélation entre le taux de PON1 lymphocytaire et le RILA 

PON1 est donc présent et sécrété par les lymphocytes T de certains patients. Les premiers résultats 

tendent à montrer que cette protéine serait présente chez les patients ayant un taux de RILA faible. 

Cependant, cette observation avait été faite sur un tout petit nombre de patients. Afin de confirmer 

cette observation, nous avons mesuré la concentration de PON1 dans un plus grand nombre 

d’échantillons de patients. Pour cela, nous avons dosé en ELISA la présence de PON1 dans les 

surnageants extraits à partir des lymphocytes T purifiés de patients et mis en culture, sans 

irradiation. Nous avons pris le parti de tester des patients avec une large gamme de taux de RILA, afin 

de rechercher une éventuelle corrélation. Les résultats de ce test sont présentés dans la Figure 17. 

 

 

 

Figure 17 : Corrélation entre concentration de PON1 dans le surnageant lymphocytaire et RILA 

A. Concentration de PON1 dans les surnageants lymphocytaires mesurée par ELISA. B. Synthèse des 

résultats. N : nombre de patients. Les valeurs seuil de RILA utilisées sont celles de la première étude 

prospective classant les patients en groupes de risque en fonction de leur RILA (Azria et al., 2015) 

 

Sur les 94 patients testés, PON1 était présent dans le surnageant lymphocytaire de seulement 25 (27%). 

PON1 semble donc présent chez une minorité de patients. Il n’y a aucune corrélation statistique entre 

la concentration de PON1 dans les surnageants lymphocytaires et le taux de RILA. Par contre, en se 

basant sur les seuils de RILA définis dans l’étude d’Azria et al de 2015 évaluant le risque de fibrose 

mammaire après radiothérapie mammaire (Azria et al., 2015), nous pouvons constater que PON1 est 

plus rarement présent chez les patients présentant un RILA haut (supérieur à 24), ce qui confirme 

l’observation initiale en spectrométrie de masse (Figure 5). Aucune différence n’est par contre 

observée entre les groupes de RILA faible (inférieur à 12) et intermédiaire (entre 12 et 24). 
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3.2 L’expression de PON1 est corrélée à celle de Chk1  

 

Les mécanismes d’action de PON1 en intracellulaires sont mal connus et ne sont pas décrit dans la 

littérature (Furlong et al., 2016). Comme dans les lignées cellulaires, nous avons donc cherché les 

différentes voies de signalisation qui pouvaient interagir avec cette protéine. Etant donné qu’il semble 

y avoir un lien entre l’expression de PON1 par les lymphocytes T et leur taux d’apoptose après 

irradiation, nous avons cherché à corréler l’expression de PON1 à diverses voies de signalisation 

cellulaires impliquées dans la réponse à l’irradiation. 

La réponse à l’irradiation met en jeu différentes voies de réparation de l’ADN : la voie de détection et 

de réparation des cassures simple brin, médiée par RPA, ATR et Chk1 et des cassures double brin, 

médiée par gH2AX, ATM et Chk2. Du fait de leur poids moléculaire élevé, ATM et ATR sont difficiles à 

détecter en WB. En revanche, les protéines Chk1 et Chk2 sont facilement détectables. Impliquées dans 

le contrôle du cycle cellulaire et dans la réparation de l’ADN, ces protéines nous sont donc apparues 

comme donc des voies à explorer. 

 

3.2.1 Analyse en WB dans les lymphocytes T 

Nous avons donc tout d’abord regardé l’expression de Chk1 et sa phosphorylation chez les patients en 

fonction de la présence ou non de PON1 dans le surnageant lymphocytaire. Pour ce faire, nous avons 

réalisé des extraits protéiques totaux sur les lymphocytes T de patients purifiés et mis en culture. Nous 

avons pu mettre en évidence une forte corrélation entre l’expression de PON1 et celle de Chk1 (et 

phopho-Chk1) dans les lymphocytes T de patient (Figure 18). 

 

 

Figure 18 : Expression de PON1 et Chk1 dans les lymphocytes T humains sur 2 séries de patients 

Analyse en WB sur des extraits protéiques totaux issus de lymphocytes T humains non irradiés. Les 

numéros des échantillons correspondent au numéro d’inclusion des patients dans l’étude BIORISE. 



79 

 

 

Chez tous les patients analysés, l’expression de PON1 est corrélée à celle de Chk1 : aucun patient 

n’exprimant pas PON1 n’exprime Chk1 et inversement.  

 

3.2.2 Analyse en WB dans les PBMC 

Les échantillons patients sont le meilleur sujet d’étude pour comprendre le fonctionnement du RILA. 

Malheureusement, avec une concentration lymphocytaire moyenne de 1 à 2.106 cellules/mL et des 

prélèvements limités à quelques millilitres en clinique (les tubes collecteurs standard font entre 4 et 

10mL), les extraits protéiques lymphocytaires produits sont assez peu concentrés et en petit volume. 

Afin d’obtenir plus de matériel, nous avons étudié les PBMC des patients, qui permettent un meilleur 

rendement, du fait de leur concentration plus élevée. 

Nous avons donc cherché à confirmer les résultats observés dans les lymphocytes dans les PBMC. 

L’analyse par WB d’extraits protéiques totaux de PBMC de patients mis en culture a permis de 

confirmer l’observation initiale : les patients exprimant PON1 expriment Chk1 et inversement (Figure 

19). 

 

 

Figure 19 : Expression de PON1 et Chk1 dans les PBMC de patients 

Analyse en WB sur des extraits protéiques totaux issus de PBMC humaines non irradiées. Les numéros 

des échantillons correspondent au numéro d’inclusion des patients dans l’étude BIORISE. 

Pour analyser le reste de la cascade de signalisation de Chk1, nous nous sommes intéressés à ATR, qui 

se trouve en amont et est impliquée dans la détection des cassures simple brin de l’ADN. Cependant, 

l’analyse d’ATR par WB a été impossible car son lourd poids moléculaire (300 kDa) la rend difficile 

d’analyse sur des échantillons faiblement concentrés comme les nôtres. 
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3.2.3 Analyse par qPCR 

L’expression de Chk1 semble donc corrélée à celle de PON1 dans les lymphocytes T et les PBMC de 

patients en WB. Cependant, cette méthode d’analyse est difficilement quantitative et peut manquer 

de sensibilité.  

Nous avons alors tenté de confirmer ces résultats par RT-qPCR. A ce jour, nous n’avons pas réussi à 

détecter l’ARNm PON1 dans les échantillons lymphocytes T de patients. Nous pensons que cela est dû 

à une limite technique. Ces échantillons d’ARN extraits des lymphocytes sont peu concentré et parfois 

de qualité non optimale. Nous avons réalisé des transcriptions inverse avec de faible quantité d’ARN 

(0,3ng ARN totaux). Des optimisations de protocole sont envisagées pour permettre la détection de 

l’ARNm PON1 dans ces échantillons comme l’utilisation d’une enzyme de transcription plus 

performante et moins sensible aux inhibiteurs et l’utilisation d’un ARN exogène pour contrôler la 

présence d’inhibiteurs dans les extraits d’ARNs pouvant altérer les résultats obtenus. 

Par contre, nous avons réussi dans les PBMC à mesurer l’expression de l’ARNm de PON1 ainsi que de 

CHK1 et ATR. A ce stade, nous avons analysé 6 extraits d’ARNs issus de PBMC montrant une expression 

de PON1 en western blot versus 10 extraits d’ARNs issus de PBMC ne montrant pas d’expression de 

PON1 en western blot.  

Il s’agit de résultats préliminaires qui restent à confirmer en comparant plus d’échantillons et sur des 

extraits de lymphocytes si l’optimisation du protocole le permet.  

L’analyse de l’expression des gènes PON1, CHK1 et ATR a donc été analysée dans les PBMC (Figure 20). 
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Figure 20 : Analyse de PON1, CHK1 et ATR en RT-qPCR et comparaison avec l’analyse WB 

A. Analyse qPCR. Les lignées 22RV1, Jurkat et BxPC3 ont été utilisées en tant que contrôles. Pour 

chaque gène ciblé une gamme de dilutions d’ADN complémentaire de la lignée HPB-ALL a été utilisée 

permettant ainsi une analyse par quantification absolue.  Les numéros en RQ sont les numéros 

d’inclusion des patients dans l’étude REQUITE. Le contrôle interne était l’ARN 18S. La concentration 

des ARNm est donc exprimée en fold change par rapport à l’ARN 18S et normalisée sur celle de l’ARN 

18S du patient RQ008. Les lymphocytes des patients RQ-038, RQ-039 et RQ-062 expriment PON1 en 

WB. Ceux des patients RQ-008, RQ021, RQ-037 et RQ-090, non. B. Analyse WB. Analyse en WB sur des 

extraits protéiques totaux issus de PBMC humaines non irradiées. Les résultats proviennent de 3 

membranes différentes et ont été juxtaposés à titre de comparaison avec la qPCR. 

 

En comparant ces résultats à ceux obtenus en WB, nous n’observons pas de corrélation des résultats 

obtenus entre les 2 méthodes. Les premiers résultats tendent donc à montrer qu’il n’y a pas de 

corrélation entre l’expression de l’ARN messager et l’expression protéique de PON1. Cependant, il 

s’agit de résultats préliminaires qui restent à confirmer en comparant plus d’échantillons et sur des 

extraits de lymphocytes si l’optimisation du protocole le permet.  Le message important est que l’on 

voit par contre toujours la corrélation PON1/Chk1. 
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3.3 Corrélation de l’expression de PON1 à d’autres voies de signalisations 

 

Ayant observé une forte corrélation entre l’expression de PON1 à celle de Chk1 dans les lymphocytes 

T et les PBMC des patients, nous nous sommes intéressés à d’autres voies de signalisation impliquées 

dans la réponse à l’irradiation. Nous nous sommes tout d’abord penchés sur la voie de détection et de 

réparation des cassures double brin, bien étudiée dans la réponse à la radiothérapie : gH2AX, ATM et 

Chk2. Nous nous sommes également intéressés à PARP, qui est également impliqué dans la détection 

des cassures simple brin, mais est également un marqueur précoce d’apoptose via son clivage par la 

caspase 3. 

Nous avons donc utilisé des lymphocytes T de patients mis en culture, avec ou sans irradiation à 8 Gy. 

Quarante-huit heures après l’éventuelle irradiation, les extraits protéiques ont été récupérés et 

analysés par WB (Figure 21). 

 

 

Figure 21 : Expression de différentes protéines impliquées dans la réponse à l’irradiation dans les 

lymphocytes T 

Analyse en WB sur des extraits protéiques totaux issus de lymphocytes T humains non irradiés et 

irradiés à 8 Gy. Les numéros des échantillons correspondent au numéro d’inclusion des patients dans 

l’étude BIORISE. A. Analyse des voies de réparation de l’ADN : Chk1, ATM et gH2AX. B. Analyse de 

l’apoptose : PARP total et clivage 
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On retrouve encore une fois la forte corrélation entre l’expression de PON1 et celle de Chk1, ici sous 

sa forme phosphorylée. Par contre, cette expression ne semble pas modifiée après irradiation, ni pour 

PON1, ni pour phospho-Chk1. Par contre, concernant la voie des cassures double brin, bien que l’on 

observe une augmentation de la phosphorylation de gH2AX après irradiation dans tous les échantillons 

(signe de la présence et de la détection de cassures double brin après l’irradiation), il n’y a pas de 

corrélation entre la phosphorylation de gH2AX et la présence éventuelle de PON1. De même, il n’y a 

pas de corrélation entre l’expression de phospho-ATM et celle de PON1, avant ou après irradiation. 

L’expression de PON1 dans les lymphocytes ne semble pas non plus corrélée à celle de PARP total, ni 

à son clivage après irradiation.  

Malgré la forte corrélation entre l’expression de PON1 et Chk1 dans les lymphocytes de patients, nous 

n’avons pas réussi à mettre en évidence de lien entre l’expression de PON1 et les autres voies de 

réparation de l’ADN étudiées ici. 

 

3.4 Stabilité de l’expression de PON1 dans le temps  

 

Les patients que nous avons prélevés pour nos analyses proviennent majoritairement de l’étude 

BIORISE qui vise à identifier de nouveaux biomarqueurs prédictifs de toxicités tardives après 

radiothérapie. Les patients ont été inclus au moment de leur traitement et sont par la suite suivis sur 

l’hôpital dans le cadre de leur cancer. La majorité de ceux-ci sont depuis en rémission, et parfois sous 

traitement adjuvant (hormonothérapie pour les cancers du sein ou de la prostate par exemple). 

3.4.1 Perte de l’expression de PON1 chez les patients 

Afin de voir si l’expression de PON1 par les lymphocytes T est une donnée constitutive de certains 

patients ou résulte d’un état transitoire, nous avons reprélevé les patients revenant à l’hôpital pour 

leur suivi, en moyenne 2,9 ans [2,1 - 3,08] après le prélèvement initial. De façon similaire à l’analyse 

initiale, les lymphocytes T des patients ont été isolés à partir du sang total et mis en culture. L’analyse 

par WB a été réalisée sur des extraits protéiques totaux issus de ces lymphocytes (Figure 22).  
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Figure 22 : Expression de PON1 dans les lymphocytes T de patients 

Analyse en WB sur des extraits protéiques totaux issus de lymphocytes T humains non irradiés. Les 

numéros des échantillons correspondent au numéro d’inclusion des patients dans l’étude BIORISE. Les 

numéros en RE- correspondent aux nouveaux prélèvements des mêmes patients, réalisés à distance 

de leur traitement de radiothérapie, lors d’une visite de suivi à l’hôpital. A. Expression de PON1 et Chk1. 

B. Expression de PON1 et Chk2 

 

Chez tous les patients que nous avons reprélevé, l’expression de PON1 a disparu entre le prélèvement 

initial et le reprélèvement. Chez les patients initialement négatifs pour PON1, PON1 restait négatif 

(patient 874 sur la figure ci-dessus). Comme précédemment, l’expression de Chk1 reste corrélée à celle 

de PON1 et la disparition de PON1 est associée à une nette diminution de celle de Chk1 (Figure 22 A). 

De façon intéressante, sur cette analyse, Chk2 est également corrélé à la présence de PON1 et la 

disparition de PON1 au reprélèvement des patients est associé à une diminution de l’expression de 

Chk2 (Figure 22 B). 

 

Cette observation semble donc en faveur d’une expression transitoire de PON1 dans les lymphocytes 

de patient. Il faut garder à l’esprit que, lors du premier prélèvement, les patients étaient en prise en 

charge initiale de leur cancer, avec le plus souvent une chirurgie, voire une chimiothérapie récente (le 
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prélèvement initial étant réalisé avant la radiothérapie adjuvante). Lors du reprélèvement, ils 

pouvaient avoir eu divers traitements ou évènement intercurrents (hormonothérapie ou autres, sans 

lien avec leur maladie), et se trouvaient, le plus souvent en phase de rémission. Il existe donc de 

nombreux facteurs généraux pouvant modifier les lymphocytes des patients entre les deux 

prélèvements. 

Bien que ce résultat soit étonnant et inexpliqué pour PON1, dans la littérature, l’expression cellulaire 

de Chk1 apparait comme pouvant être instable au cours du temps. Dans les lymphocytes B, le niveau 

d’expression de Chk1 est corrélé au stade de différenciation lymphocytaire (Schuler et al., 2017). Bien 

que ces observations n’aient pas été faites dans les lymphocytes T, l’implication de Chk1 dans la 

réponse à l’irradiation dans ces derniers semble corrélée à leur stimulation. En effet, Chk1 semble 

protéger les lymphocytes T quiescents de l’irradiation, mais pas ceux stimulés par l’association d’un 

anti-CD3 et d’un anti-CD28 (et donc en prolifération) (Heylmann et al., 2018). De nombreux arguments 

tendent donc à suggérer une différence d’expression et d’implication de Chk1 en fonction de l’état de 

différenciation et d’activation des lymphocytes. Il est donc possible que ce même raisonnement soit 

applicable à PON1 et que son expression dépende de l’état de différenciation ou d’activation des 

lymphocytes. 

 

3.4.2 Activation des lymphocytes et induction de l’expression de PON1 

Ne disposant plus de cellules fraiches liées au premier prélèvement des patients de BIORISE (ceux-ci 

remontant à plusieurs années), nous n’avons pas pu évaluer l’activation des lymphocytes T au moment 

du prélèvement et de leur expression de PON1. Malgré les reprélèvements récents, sur tous les 

patients reprélevés à ce jour, aucun n’exprime PON1 et nous n’avons donc pas encore pu tester cette 

hypothèse directement sur les patients de BIORISE. 

Afin de tester si l’expression de PON1 est bien liée à l’activation des lymphocytes, nous avons donc 

cherché à activer des lymphocytes de patients in vitro. Pour cela, nous avons purifiés les PBMC et les 

lymphocytes T issus de poches contenant une couche leuco-plaquettaire- récupérées auprès de l’EFS. 

Une fois mises en culture, les cellules ont été activées par l’addition d’un anticorps anti-CD3 et anti-

CD28 pendant 3 à 4 jours. L’état d’activation des cellules a été confirmée par analyse du cycle cellulaire 

(Figure 23). 
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Figure 23 : Analyse du cycle cellulaire des PBMC et des lymphocytes T activés 

PBMC : Peripheral Blood Mononucleated Cells. T lympho : lymphocytes T. PBMC - : contrôle négatif 

PBMC + : cellules activées par l’addition d’anticorps anti-CD3 et anti-CD28 au milieu de culture. J : 

nombre de jours d’incubation (3 ou 4). Les différentes phases du cycle sont représentées en proportion 

sur l’ensemble de la population cellulaire 

 

Dans les PBMC comme dans les lymphocytes T, le traitement par CD3 et CD28 permet une 

augmentation du taux de cellules en phase S. Cela montre une réactivation des lymphocytes quiescent, 

mises en évidence par une augmentation de la réplication. 

Une fois les lymphocytes ou les PBMC activés, nous avons réalisés des extraits protéiques totaux sur 

les cultures cellulaires. Malheureusement, l’analyse par WB de ces extraits n’a pas permis de mettre 

en évidence l’expression de PON1 ou de Chk1, que cela soit sur les cellules quiescentes ou activées 

(données non présentées ici). 

Contrairement à ce qui est observé sur les lymphocytes B, il n’est donc pas certain que l’activation des 

lymphocytes T permette d’induire l’expression de Chk1. Cependant, nous n’avons pas non plus observé 

d’expression de Chk1 sur les PBMC activées (contenant des lymphocytes B). Nous n’avons donc pas 

réussi à reproduire les résultats attendus par la littérature. Ces expérimentations étaient très 

préliminaires et nécessitent confirmation. De ce fait, il nous est pour l’instant difficile de conclure 

quant à la corrélation entre l’état d’activation des lymphocytes et l’expression de PON1. 
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3.5 Conclusion des résultats de cette partie 

 

L’expression de PON1 par les lymphocytes T de patients semble être un état transitoire et non une 

propriété constitutionnelle de certains patients. Cependant, nous n’avons pour l’instant pas réussi à 

identifier les conditions qui activent cette expression dans les lymphocytes. 

De façon intéressante, l’expression de PON1 semble également associée à celle de Chk1 et Chk2 dans 

les lymphocytes, ce qui semble associer cette protéine à des mécanismes de réparation de l’ADN en 

réponse à l’irradiation. Etant donné que PON1 a un rôle anti-oxydant dans le plasma et que la majorité 

des dommages intra-cellulaires liés à l’irradiation sont médiés par le stress oxydatif (et les ROS), cette 

association entre PON1 et la réparation de l’ADN semble plausible. 

Nous avons cherché à analyser le stress oxydatif dans nos modèles de lignées cellulaires après 

expression de PON1, mais l’induction de PON1 ne semblait pas engendrer de différence significative 

(Figure 13). Faute de matériel frais de patients exprimant PON1, nous n’avons pour l’instant pas pu 

analyser le stress oxydatif après irradiation dans les lymphocytes de patient. 

La voie de signalisation dans laquelle PON1 interagit n’a par contre pas encore été complètement 

identifiée. En effet, bien que son expression semble être corrélée à celle de Chk1 et Chk2, il n’a pas été 

observé de modification d’autres protéines impliquées dans les voies de signalisation concernées (RPA, 

ATR ou gH2AX, ATM) ou dans les voies de signalisation de l’apoptose (PARP et son clivage). 
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Conclusion et perspectives 
 

La personnalisation des traitements en oncologie et en radiothérapie prend une place de plus en plus 

prépondérante dans la prise en charge des patients. Même en respectant les contraintes de dose, du 

fait d’une importante variabilité individuelle, 5 à 10% des patients vont développer des toxicités graves 

après la radiothérapie. Etant donné l’impact important de ces toxicités tardives sur la qualité de vie, 

au cours des dernières décennies, un grand nombre de tests visant à prédire le risque de toxicité radio-

induites a été développé. L’usage de ces tests n’est pas encore passé dans le domaine de la routine 

clinique, mais le test RILA bénéficie d’un fort niveau de preuve et permet d’identifier les patients à 

risque de toxicités sévères après la radiothérapie. 

Nous avons montré qu’un facteur sécrété par les lymphocytes T humain pouvait influencer le résultat 

du test RILA. Parmi les différents facteurs exprimés par les lymphocytes T, nous avons mis en évidence 

l’expression et la sécrétion de la paraoxonase 1, dont la présence semble corrélée au taux de RILA. 

Cette protéine, sécrétée en majorité par le foie et les reins, présente dans le plasma et impliquée dans 

la réponse au stress oxydatif, semble même surexprimée après irradiation des lymphocytes T. 

Une grande partie de ce travail de thèse a été de mettre au point un modèle cellulaire in vitro 

permettant de reproduire le test RILA afin de pouvoir en explorer les différents paramètres et d’établir 

l’implication directe de PON1 dans son mécanisme. Malheureusement, il nous est apparu que les 

lymphocytes sains présentent un certain nombre de caractéristiques propres (telles que la quiescence 

par exemple), qui ne peuvent être reproduites dans des lignées cellulaires immortalisées. De ce fait, il 

semble que le meilleur modèle d’étude des lymphocytes sain reste les prélèvements directement 

réalisés sur les patients, malgré la lourdeur de la procédure et les limitations techniques qui en 

découlent. 

 

En nous focalisant sur les cellules directement issues des patients, nous avons pu mettre en évidence 

que l’expression de PON1 par les lymphocytes T n’est pas corrélée à sa présence ou à sa concentration 

dans le plasma, qui est relativement constante d’un patient à l’autre. Bien que PON1 semble plus 

fréquemment exprimé chez les patients présentant un taux de RILA faible ou intermédiaire, sa 

concentration dans le surnageant lymphocytaire n’est par contre pas non plus corrélée au taux de RILA. 

Bien que l’activité plasmatique de PON1 soit altérée dans de nombreux cancers, le rôle intracellulaire 

de PON1 n’est pas décrit dans la littérature et reste à ce jour méconnu (Arenas et al., 2018). Pourtant, 

sa surexpression dans les cellules tumorales semble avoir un rôle anti-apoptotique en réponse à de 
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nombreuses drogues de chimiothérapie telles que le cisplatine ou l’étoposide (Aldonza et al., 2017). 

Dans ce modèle tumoral, la surexpression de PON1 permet de diminuer le stress oxydant et la 

production de ROS. Bien que nous n’ayons pas réussi à valider cette observation dans notre lignée 

cellulaire in vitro (Figure R91), il semble logique de penser que PON1 puisse être impliquée dans les 

voies de réponse à l’irradiation, dont les effets sont en grande partie médiés par les ROS, dans les 

cellules tumorales comme dans les tissus sains. Cette hypothèse semble d’autant plus licite que la 

surexpression de PON2, une autre paraoxonase, exprimée de façon ubiquitaire, protège contre la mort 

radio-induite des cellules cancéreuses par diminution de la production de ROS (Krüger et al., 2015). 

Malheureusement, ne disposant plus de lymphocytes T humains frais exprimant PON1, nous n’avons 

pas pu tester son impact dans la production de ROS après irradiation. En effet, la connaissance du 

statut PON1 des patients (basée sur l’expression ou non de PON1 par leurs lymphocytes T) est obtenue 

de façon tardive (1 à 2 semaines après la mise en culture des cellules). Une fois ce statut obtenu, les 

cellules issues du premier prélèvement ne sont plus viables et ne permettent pas une nouvelle 

expérimentation. Ne pouvant pas faire revenir les patients immédiatement, pour des raisons éthiques, 

nous avons été obligés d’attendre que les patients reviennent sur l’hôpital pour des raisons médicales. 

Malheureusement, lorsque les patients connus comme exprimant PON1 dans leurs lymphocytes T sont 

revenus, nous avons constaté que, sur les nouveaux prélèvements, leurs lymphocytes n’exprimaient 

plus PON1 (Figure R17). Bien que cette observation nous ait initialement étonnés, dans la littérature, 

il est décrit que la concentration de PON1 dans le plasma et son activité peuvent être modulées par un 

certain nombre de facteurs influant sur le niveau de stress génotoxique, pouvant être extrinsèques 

tels que des médicaments (hypolipémiant ou anti-diabétiques oraux) ou des facteurs alimentaires 

(anti-oxydants et polyphénols, consommation régulière d’alcool) (Camps et al., 2009; Costa et al., 

2011). Dans le cadre du cancer, l’activité plasmatique de PON1, mais pas sa concentration, est un 

facteur pronostique de récidive et de survie (Bobin-Dubigeon et al., 2012). Bien qu’il n’ait jamais été 

décrit que les chimiothérapies ou les traitements chirurgicaux modulaient la concentration et l’activité 

de PON1 au niveau plasmatique, il est donc possible que des facteurs exogènes influencent 

l’expression de PON1, au niveau du foie (source principale du PON1 présent dans le plasma), mais 

également des lymphocytes T. De même, il est possible de moduler la radiosensibilité des tissus sains 

des patients par des facteurs extérieurs. Par exemple, l’amifostine est un radioprotecteur des tissus 

sains dont le métabolite, le WR-1065, élimine les ROS et prévient les dommages radio-induits dans les 

cellules saines (Kouvaris et al., 2007).  Bien que ce médicament ne soit pas autorisé en France, il est 

utilisé aux Etats-Unis pour prévenir les toxicités radio-induites.  
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A la vue de toutes ces observations, il est possible que l’expression de PON1 dans les lymphocytes T 

soit en fait secondaire à un facteur exogène qui conditionnerait la radiosensibilité des patients et leur 

taux de RILA. En effet, nous n’avons pour l’instant pas retesté le RILA des patients reprélevé. Il serait 

intéressant de voir si les patients perdant l’expression de PON1 entre les 2 prélèvements voient leur 

taux de RILA se modifier. Etant donné le caractère transitoire de l’expression de PON1 par les 

lymphocytes T de nos patients, nous sommes actuellement en train de reprendre les données cliniques 

des patients qui exprimaient PON1 lors du premier prélèvement à la recherche d’un facteur exogène 

commun (traitement médical, antécédent médical, …) qui pourrait être corrélé à l’expression de PON1. 

Nous avons également prévu de retester d’autres patients exprimant initialement PON1, pour 

l’expression de PON1 mais également pour leur taux de RILA. Ceci est malgré tout conditionné par le 

retour des patients en consultation, et le rythme de ces prélèvements est faible. 

 

Ne pouvant pas établir l’effet direct de la présence de PON1 dans les lymphocytes sur la réponse à 

l’irradiation, faute de prélèvements adéquats, nous avons cherché à observer de façon indirecte les 

voies de signalisation dans lesquelles PON1 pouvait être impliquée. En nous intéressant aux voies de 

réparation de l’ADN impliquées après irradiation, nous avons donc pu mettre en évidence une 

corrélation entre l’expression de PON1 et celle de Chk1 et de Chk2 dans les lymphocytes T. Par contre, 

l’expression de PON1 se semble pas corrélée à celles d’autres protéines impliquées dans les voies 

d’apoptose, telles que PARP. Chk1 est impliquée dans la réparation des cassures simple brin (SSB), 

lésions survenant fréquemment après irradiation (1000 SSB par cellule pour 1 Gy), et Chk2 dans celle 

des cassures double brin (DSB), lésions plus rares (40 pour 1 Gy), mais plus souvent létales (Figure 24). 
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Figure 24 : Voies de signalisations et réparation de l’ADN après irradiation : implication de Chk1 et Chk2. 

Reproduit à partir de Carrassa et al. (Carrassa and Damia, 2017) 

 

La corrélation entre PON1 et Chk1 et Chk2 semble donc orienter vers un rôle de PON1 dans les voies 

de réparation de l’ADN après irradiation. Cependant, l’absence de corrélation avec H2AX (également 

impliqué dans la détection des DSB) ou ATR (impliqué dans la détection des SSB) rend pour l’instant 

impossible de positionner PON1 dans cette cascade de signalisation. D’autre part, il serait intéressant 

de voir si l’induction de Chk1 ou Chk2 induit une expression de PON1 dans les lymphocytes. 

L’expression de Chk1  étant corrélée à l’état d’activation des lymphocytes B (Schuler et al., 2017), nous 

avons essayé de voir si l’activation des PBMC induisait l’expression de PON1. Nos premières 

expérimentations n’ont pas montré cet effet, ni sur PON1, ni, plus curieusement, sur Chk1. Cependant, 

il s’agit pour l’instant de tests relativement préliminaires, et nous sommes en train de remettre au 

point les conditions expérimentales afin de réussir à stimuler l’expression de Chk1. Une fois ces 

conditions obtenues, il sera intéressant de voir si l’expression de PON1 est également régulée par l’état 

d’activation lymphocytaire. 

Cette hypothèse pourrait être une autre explication à l’expression transitoire de PON1 dans les 

lymphocytes de nos patients. En effet, l’activation des lymphocytes peut être transitoire, en réponse 

à un stress extérieur (chirurgie ou infection). Il sera intéressant de voir si les patients qui exprimaient 

initialement PON1 avaient un de ces évènements en commun. 
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Enfin, une des méthodes qui permettrait de déterminer de façon directe le rôle de PON1 dans la 

réponse à l’irradiation et son implication dans les résultats du RILA serait d’utiliser un modèle murin 

transgénique. En effet, il existe un modèle de souris PON1 KO, développé par Shih et al (Shih et al., 

1998) et commercialisé par The Jackson Laboratory (B6.129X1-Pon1tm1Lus/J). Ces souris déficientes 

pour PON1 sont plus susceptibles aux maladies cardiovasculaires. Cependant, l’incidence des tumeurs 

sur la radiosensibilité n’a jamais été décrite dans ce modèle murin. En raison de limitations techniques 

liées à des travaux de notre animalerie, nous n’avons pas encore pu nous procurer ce modèle. Il serait 

intéressant de voir, une fois le protocole adapté au modèle murin, si le taux de RILA de ces souris est 

différent de la souche sauvage. Il est peu probable que la délétion homozygote de PON1 soit 

responsable d’une absence complète de l’expression de Chk1 et Chk2 au niveau de l’organisme car la 

délétion constitutive de Chk1 n’est pas viable au niveau embryonnaire (Zaugg et al., 2007). Il serait 

cependant intéressant de voir si ces souris expriment Chk1 et Chk2 dans leurs lymphocytes, et 

l’expression des autres protéines impliquées dans ces voies de signalisation, en l’absence totale de 

PON1. De façon similaire, il serait intéressant de développer un modèle de souris surexprimant PON1, 

afin de voir si ces souris ont une réponse différente à l’irradiation.  

 

Au total, la protéine PON1 semble impliquée dans la réponse à l’irradiation des lymphocytes et son 

expression pourrait conditionner la radiosensibilité des patients. Malgré de nombreux points restant 

à éclaircir, l’expression de PON1 pourrait être un nouveau biomarqueur de radiosensibilité. Il est 

cependant essentiel de comprendre les facteurs exogènes qui pourraient influencer son expression, 

ainsi que les résultats du test RILA, afin d’identifier au mieux les patients à risque de toxicité après 

radiothérapie.
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Résumé : Implication de la paraoxonase 1 dans la réponse des lymphocytes à l’irradiation 

Cinquante pourcents des patients suivis pour un cancer reçoivent de la radiothérapie à un moment de leur 

prise en charge. Contrairement à la chimiothérapie, la radiothérapie est un traitement local donc la dose 

est prescrite à la tumeur. Cependant, en raison de diverses contraintes techniques, les tissus et les organes 

environnant reçoivent également des radiations ionisantes, responsables des effets secondaires de ce 

traitement. Cinq à dix pourcents des patients traités par radiothérapie vont développer des toxicités sévères 

après leur traitement. L’identification précoce de ces patients est cruciale. En pratique clinique, un test 

rapide et fiable permettant de déterminer le risque des patients de développer des effets secondaires 

graves apparaît d’une grande importance. Dans les années 90, Ozsahin et al. ont développé un test rapide 

et simple pour déterminer la radiosensibilité intrinsèque, basé sur l’évaluation de l’apoptose radio-induite 

des lymphocytes T CD8+ après irradiation à 8 Gy (test RILA). Ce test a récemment été validé dans des études 

prospectives multicentriques dans le cancer du sein et de la prostate. 

Cependant, à ce jour, les mécanismes moléculaires permettant d’expliquer le fait que les lymphocytes 

permettent de prédire la réponse des tissus sains restent inconnus. Notre équipe a récemment mis en 

évidence qu’un facteur sécrété par les lymphocytes pourrait être impliqué dans ce phénomène : la 

paraoxonase 1 (PON1). Le but de ce projet était donc d’étudier l’implication de PON1 dans la réponse des 

lymphocytes à l’irradiation. 

Nous avons tout d’abord cherché à développer un modèle cellulaire reproductible du test RILA afin de 

déterminer l’influence de la modulation de PON1 sur les résultats de ce test. Par la suite, nous avons exploré 

le rôle de PON1 dans la réponse à la radiothérapie des lymphocytes issus de patients. Nous avons ainsi pu 

mettre en évidence que PON1 semble impliquée dans des voies de signalisations liées à la réparation de 

l’ADN après irradiation, bien que son rôle exact reste incertain.  

Au total, PON1 apparaît comme un potentiel marqueur de radiosensibilité intrinsèque. 

 

Abstract : Paraoxonase 1 and its role in radiation response of human lymphocytes 

Fifty percent of all cancer patients benefit from receiving radiotherapy (RT) as part of their cancer 

management. Unlike chemotherapy, radiotherapy is a local treatment in which the maximal dose is 

delivered to the tumor; however, due to technical constraints, surrounding organs and tissues can also be 

irradiated, leading to side effects. About 5-10% of all patients undergoing RT will develop severe late side 

effects. Early identification of these patients is critical. In the clinic, a robust and rapid assay to predict the 

patients’ susceptibility to develop late radiation-induced toxicity is undeniably needed. In the late 90s, 

Ozsahin et al. developed a rapid and simple test for intrinsic radiosensitivity based on the assessment of 

radiation-induced CD8+T lymphocyte apoptosis (RILA) after 8 Gy irradiation of whole blood. Recently, the 

RILA assay has been validated in prospective multicenter trials in breast and prostate cancer.  

However, as of today the mechanisms explaining how the lymphocytes act as the mirror of healthy tissues 

are still unclear. Recent findings in our team suggest that a protein secreted by lymphocytes could play a 

role in this mechanism: paraoxonase 1 (PON1). The main focus of this project was to understand the 

implication of PON1 in the radiation response of human lymphocytes.  

We first attempted to develop a cellular model for the RILA assay and assessed the effect of PON1 

modulation in this model. Then, we explored PON1 and its role in radiation response of patients’ 

lymphocytes. We determined that PON1 might be implicated in DNA repair pathways although its definitive 

role remains uncertain.  

Overall, PON1 might be a new biomarker for patient radiosensitivity. 

Discipline : Cancérologie 
Mots-clés : Radiosensibilité, Traitements du cancer, Radiothérapie 

Laboratoire : Immunociblage et Radiobiologie en Oncologie - Institut de Recherche en Cancérologie 

de Montpellier- Inserm U1194 - Université de Montpellier - ICM- 34298 Montpellier Cedex 5, France 


