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AVANT-PROPOS 

 

Le stress réplicatif est une source majeure d'instabilité génétique et pourrait jouer un rôle clé dans 
le développement tumoral précoce. Des mécanismes de surveillance (checkpoints) de l'intégrité 
de l'ADN sont actifs de manière soutenue dans les lésions pré-néoplasiques, où ils pourraient agir 
comme une barrière à la tumorigenèse. Pourtant, de nombreux travaux suggèrent que les check-
points ne sont pas "infaillibles" et que suite à divers stress génotoxiques, des altérations de l'ADN 
peuvent persister jusqu'en mitose malgré des checkpoints fonctionnels. De l'ADN incomplète-
ment répliqué peut notamment persister au niveau des sites fragiles communs (CFS) jusqu'en dé-
but de mitose, favorisant l'apparition de gaps et/ou cassures chromosomiques pouvant affecter 
la stabilité génétique de la descendance cellulaire. Le but de mon doctorat a été de déterminer 
comment est régulée l'activité du checkpoint de la réplication de l'ADN dans des cellules qui en-
trent en mitose malgré un stress réplicatif et d'autre part de mieux caractériser les mécanismes 
par lesquels les cellules entrent en mitose malgré la persistance d'altérations génétiques. 

Dans ce cadre, Je me suis intéressé à la signalisation Chk1-dépendante, dont j’ai suivi l’activation 
dans chaque cellule unique en combinant l'utilisation d'un biosenseur FRET et des approches de 
vidéo-microscopie. Mes principaux résultats sont (i) la caractérisation de l’activité Chk1 au cours 
d’une phase S non-perturbée, (ii) la mise en évidence qu’en conditions de stress réplicatif, une 
fraction des cellules ré-active Chk1 au cours de la phase G2 par des mécanismes qui restent à 
caractériser et (iii) qu’une faible proportion de cellules entre en mitose malgré l’activation soute-
nue du checkpoint Chk1-dépendant, démontrant une adaptation à celui-ci (« checkpoint adapta-
tion »). 

Afin de faciliter la compréhension de mes résultats, l’introduction de mon manuscrit présentera 
(i) la régulation de la progression du cycle cellulaire en conditions non-perturbées, notamment les 
rôles connus de la signalisation ATR/Chk1 pour coordonner la réplication de l'ADN et l'entrée des 
cellules en mitose, puis (ii) l’impact d’un stress réplicatif et de l’activation des signalisations Chk1 
et p53-dépendantes sur la progression du cycle cellulaire, la persistance éventuelle de structures 
anormales de l'ADN en mitose et les conséquences au cycle cellulaire suivant sur le maintien de 
la stabilité génétique. 
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PREMIERE PARTIE : DEROULEMENT D’UN CYCLE 

CELLULAIRE EN CONDITIONS NON-PERTURBEES 

 

Dans cette partie, je présenterai le déroulement d’un cycle cellulaire "non-perturbé", avec une 
attention toute particulière aux signalisations intracellulaires qui relie les phases S, G2 et M (Mi-
tose). Dans un premier temps, les phases successives du cycle cellulaire et les mécanismes qui 
promeuvent le passage d'une phase à la suivante seront présentés. Puis dans un second temps, 
ces mêmes étapes seront ré-explorées, mais cette fois à travers les mécanismes ATR/Chk1-dé-
pendants, récemment mis à jour, qui en régulent négativement la progression et pourraient ainsi 
participer à en garantir l’exécution ordonnée dans le temps.  

Cette partie me permettra ainsi de présenter les rôles multiples de la signalisation ATR/Chk1 en 
conditions non-perturbées, mais également d’introduire les nombreuses cibles par lesquelles la 
voie ATR/Chk1 peut réguler la progression du cycle cellulaire en conditions de stress génotoxiques 
variées. 
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LA PROGRESSION DU CYCLE CELLULAIRE VUE COMME 

UNE CASCADE DE SIGNALISATION : CHAQUE ETAPE 

PERMETTANT LA SUIVANTE 

 

POINT DE RESTRICTION ET ENTREE IRREVERSIBLE DANS LE CYCLE 

L’entrée dans le cycle cellulaire dépend notamment de l’activation de voies de signalisation spé-
cifiques par des facteurs de croissance extracellulaires. Si la cellule est « suffisamment » engagée 
dans le cycle cellulaire, la progression du cycle n'est plus strictement dépendante des facteurs de 
croissance et on dit alors que la cellule a passé le point de restriction. 

Très brièvement, la présence de facteurs de croissance extracellulaires stimule notamment la voie 
Ras-Raf-MEK-ERK qui stabilise les protéine c-Jun et c-Fos et permet l’expression des Cyclines de 
type D. Les Cyclines D s’associent aux sous-unités catalytiques Cdk4 et Cdk6 et vont phosphoryler 
la protéine du retinoblastome (Rb), qui séquestre les facteurs de transcription de la famille E2F. 
Rb possède 14 sites de phosphorylation par les Cdk et leur phosphorylation complète (appelée 
hyperphosphorylation) permet la libération d’E2F ainsi que l’expression d’un grand nombre de 
gènes impliqués dans l’initiation de la phase S, notamment les Cyclines E1 et E2 (Pennycook et 
Barr 2020). 

 

Figure 1 : Libération des facteurs de transcription E2F par l’activation de Cycline E1/Cdk2 et l’hyperphosphorylation 
de la protéine Rb (voir texte ci dessus) 

 

Un modèle "ancien" proposait que la hausse de l’activité Cycline D/Cdk4-6 en phase G1 permet-
trait la phosphorylation progressive de la protéine Rb, entrainant la libération partielle d’E2F 
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(Henley et Dick 2012) et l’expression des Cyclines E (Pour revue (Bartek, Bartkova, et Lukas 1996)). 
Néanmoins, ce modèle est désormais en grande partie invalidé : il a en effet été montré via l'ana-
lyse des phospho-isoformes de Rb sur gels électrophorétiques à deux dimensions (2D) que Cycline 
D/Cdk4-6 ne peut que mono-phosphoryler Rb —ce qui n'est pas suffisant pour libérer le facteur 
E2F— et que les formes intermédiaires entre la mono-phosphorylation et l’hyperphosphorylation 
des 14 sites de Rb n’existent pas in vivo (Narasimha et al. 2014). La monophosphorylation de Rb 
survient dès 2h après stimulation par du sérum, mais l’hyperphosphorylation ne survient rapide-
ment qu’entre 14h et 16h après stimulation et est strictement dépendante d’une activité Cdk2 
(Narasimha et al. 2014). Cycline A2/Cdk2 ne joue pas de rôle dans le franchissement du point de 
restriction (Cappell et al. 2016; Spencer et al. 2013), mais la hausse de l’activité Cycline E/Cdk2 en 
G1 prédit parfaitement si la cellule va entrer en phase S ou en quiescence (Schwarz et al. 2018), 
suggérant que seuls les complexes Cycline E/Cdk2 assurent l’hyperphosphorylation de Rb, la 

libération d’E2F et l’entrée des cellules en phase S. (Figure 1) 

Le rôle exact de Cycline D/Cdk4-6 dans l’entrée en phase S n’est pas totalement élucidé au-
jourd’hui, mais une activité Cdk4 est nécessaire pour maintenir une activité Cdk2 en G1 et per-
mettre la prolifération cellulaire (Zerjatke et al. 2017; Chung et al. 2019; H. W. Yang et al. 2020). 
Par ailleurs, plusieurs hypothèses/modèles non détaillés ici ont été proposées pour expliquer 
comment Cycline E est exprimée et activée en phase G1, de manière dépendante ou indépendante 
d’une activité Cycline D/Cdk4-6, mais ceux-ci restent à confirmer expérimentalement (Pennycook 
et Barr 2020). 

Une cible majeure en aval d’E2F est le gène codant pour Emi1 (Early mitotic inhibitor 1), un inhi-
biteur compétitif de l’E3 ubiquitine ligase APC/CCdh1 (Frye et al. 2013; Hsu et al. 2002). L’inactiva-
tion d’APC/CCdh1 précède la synthèse d’ADN (Cappell et al. 2016) et joue un rôle critique dans 
l’entrée et l'exécution de la phase S, vraisemblablement en permettant la stabilisation de cibles 
d’APC/CCdh1 essentielles au déroulement de la phase S, comme Cycline A2 (Di Fiore et Pines 2007; 
Hsu et al. 2002; Cappell et al. 2016). L’inactivation d’APC/CCdh1 est également promue via la phos-
phorylation de Cdh1 par Cdk2, ce qui empêche sa liaison à l’APC/C (Sørensen et al. 2001). Ce 
double mécanisme - expression d’Emi1 et activation de Cdk2 - permet en moins d’une 1h l’inhibi-
tion presque complète d’APC/CCdh1 à la transition G1/S (Cappell et al. 2016). 

L'ensemble de ces données converge vers le modèle actuel suivant où l’émergence d’une activité 
Cycline E/Cdk2 en G1 permet l’hyperphosphorylation de Rb et l’affranchissement de la dépen-
dance aux facteurs de croissance. L’hyperphosphorylation de Rb libère les facteurs de transcrip-
tion de la famille E2F, qui ciblent et permettent l’expression d’un très grand nombre de gènes 
impliqués dans la phase S, dont Cycline A2. Néanmoins, Cycline A2 est constamment dégradée 
par APC/CCdh1, ce qui empêche son accumulation. Emi1, une autre cible des facteurs E2F, va colla-
borer avec Cycline E/Cdk2 pour inhiber le complexe APC/CCdh1. Cette inhibition permet l’accumu-
lation de Cycline A2 et l’initiation de la réplication du génome. (Figure 2) 
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REPLICATION DU MATERIEL GENETIQUE EN PHASE S 

Notre connaissance de l’initiation de la réplication de l'ADN a fortement bénéficié du modèle le-
vure S. cerevisiae, chez qui ce processus a pu être entièrement reconstitué in vitro à partir de 
protéines purifiées (Yeeles et al. 2015). Chez les eucaryotes, l’initiation de la réplication peut être 
divisée en au moins deux étapes distinctes : l'assemblage ou licensing puis l'activation ou le firing 
des origines de réplication. Au cours du licensing, des complexes de pré-réplication incluant no-
tamment l’hélicase MCM2-7 sont recrutés au niveau de régions spécifiques du génome, puis au 
cours du firing, le recrutement de facteurs protéiques additionnels vont permettre l’activation 
d’une fraction de ces origines de réplication et la formation de deux fourches de réplication di-
vergentes. 

ÉTAPES PERMETTANT LE  RECRUTEMENT DE  L ’HEL ICASE  MCM2-7 AUX ORIGINES DE  REPL ICA-

TION (« LICENSING  » DES ORIGINES) 

Chez la levure S. cerevisiae, des travaux précurseurs ont identifié des éléments de séquences spé-
cifiques capables d’initier la réplication (Stinchcomb, Struhl, et Davis 1979), mais chez les méta-
zoaires aucun élément de séquence « universel » n’a à ce jour été identifié permettant de prédire 
totalement la localisation d’une origine de réplication, bien que certaines propriétés de l’ADN y 
soient fréquemment enrichies (pour revues (Prioleau et MacAlpine 2016; Ganier et al. 2019)). 

D’un point de vue mécanistique, les protéines du complexe de reconnaissance des origines de 
réplication ORC 1-6 (Origin Recognition Complex) se lient directement à l’ADN, puis collaborent 
avec les facteurs Cdc6 et Cdt1 pour permettre le recrutement d’un double hexamère de l’hélicase 
réplicative MCM2-7 (MCM – Mini-Chromosome Maintenance protein complex). L’hélicase MCM2-
7 est indispensable à la réplication de l’ADN mais son simple recrutement ( « licensing » des ori-
gines) ne suffit pas à son activation, et des étapes ultérieures sont nécessaires pour former un 
réplisome actif (voir ci-dessous; pour revues (Parker, Botchan, et Berger 2017; Fragkos et al. 2015; 
Masai et al. 2010)).  

RESTRICTION DU RECRUTEMENT DE L 'HEL ICASE  MCM2-7 A LA PHASE G1 POUR EMPECHER LA 

RE-REPL ICATION 

Afin d’éviter une re-réplication de régions du génome déjà répliquées, il existe une séparation 
temporelle stricte entre le recrutement de MCM2-7 aux origines de réplication en phase G1 et 
l’activation de ces origines et le processus effectif de réplication du génome en phase S (résumé 
en Figure 2). 

La libération d’E2F décrite précédemment permet l’expression de Cdc6 et Cdt1 et le recrutement 
de MCM2-7 aux origines de réplication en phase G1 (Grant et al. 2013; Leone et al. 1998; Yoshida 
et Inoue 2004; Nishitani et al. 2001), mais aboutit également à l’inactivation d’APC/CCdh1 et à la 
stabilisation de ses substrats, notamment Skp2, induisant l'assemblage de l’E3 ubiquitine ligase 
SCFSkp2 (Bashir et al. 2004). Cdt1 et Orc1 sont des substrats de SCFSkp2, ce qui participe à leur dé-
gradation en phase S et limite ainsi le recrutement de novo de complexes MCM2-7 supplémen-
taires (Li et al. 2003, 2; Nishitani et al. 2006; Méndez et al. 2002). 
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L’E3 ubiquitine ligase CRL4cdt2 participe également à la régulation du niveau de Cdt1 chez le Xé-
nope, C. elegans et l’homme. Cdt1 possède un domaine très conservé d’interaction à PCNA1 et 
plusieurs indices suggèrent que la dégradation de Cdt1 par CRL4cdt2 est dépendante de la localisa-
tion de PCNA à la chromatine, et donc d’une réplication active ((Arias et Walter 2006; Hu 2006; 
Nishitani et al. 2001; Courtney G. Havens et Walter 2009; Nishitani et al. 2006); pour revue (C. G. 
Havens et Walter 2011)). 

 

 

 

Figure 2 : Schéma récapitulatif des principales étapes du passage du point de restriction, de son couplage avec l’ini-

tiation de la réplication de l’ADN et des mécanismes pour éviter la re-réplication. La phosphorylation de Rb par Cycline 
E/Cdk2 induit la libération d’E2F et l’expression des gènes cibles, notamment Cdt1 et Cdc6. Cdt1 et Cdc6 vont participer 
avec le complexe ORC 1-6 au recrutement de l’hélicase MCM2-7 à la chromatine. La libération d’E2F permet également 
l’expression d’Emi1, dont l’accumulation (accompagnée de phosphorylations inhibitrices de Cdk2 sur Cdh1) va induire 
l’inactivation d’APC/C-Cdh1. L’inactivation d’APC/C-Cdh1 permet la stabilisation de la géminine, de Skp2 et de Cycline 
A2 : Skp2 va interagir avec l'E3 ubiquitine ligase SCF pour induire l'ubiquitination et la dégradation de Cdt1, la géminine 
va interagir avec Cdt1 pour l’inhiber, tandis que la phosphorylation de Cdc6 par Cycline A2/Cdk2 induit son export 
nucléaire. En parallèle, la présence de PCNA à la chromatine —qui indique l’activation d’origines de réplication— va 
permettre à l’ubiquitine ligase CRL4Cdt2 d’induire également la dégradation de Cdt1. L’ensemble de ces processus per-
met d’empêcher un second recrutement de complexes MCM au niveau des origines de réplication et ainsi de garantir 
que le génome ne sera dupliqué qu’une seule fois par cycle cellulaire. 

                                                             

1 Facteur de processivité des polymérases réplicatives. PCNA forme une structure en anneau et est nécessaire in vivo à la progression 
de la fourche de réplication. 
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Un troisième mécanisme d'inhibition de Cdt1 a été identifié : la protéine géminine interagit avec 
Cdt1 et inhibe son activité de recrutement de MCM2-7 à la chromatine (Tada et al. 2001; 
Wohlschlegel et al. 2000). L’expression de la géminine est également induite par E2F (Yoshida et 
Inoue 2004), mais est efficacement dégradée par APC/CCdh1 (Sakaue-Sawano et al. 2008; McGarry 
et Kirschner 1998). L’inactivation d’APC/CCdh1 permet donc l’accumulation de la géminine en 
phase S (Cappell et al. 2016) et son inhibition de Cdt1. 

Enfin, Cdc6 est progressivement exclue du noyau en phase S, via sa phosphorylation par Cycline 
A2/Cdk2 (mais pas Cycline E1/Cdk2), contribuant à limiter le licensing des origines de réplication 
en phase G1 (Petersen 1999; Saha et al. 1998).  

Ces résultats suggèrent un modèle dans lequel le recrutement de MCM2-7 aux origines de répli-
cation commence avec l’activation de Cycline E/Cdk2 et la libération d’E2F mais est rapidement 
stoppé peu après l’inactivation d’APC/CCdh1; soit une fenêtre temporelle estimée d’environ une à 
deux heures (Cappell et al. 2016; Spencer et al. 2013). L’incorporation de BrdU n’ayant lieu 
qu’après l’inactivation d’APC/C-Cdh1 (Cappell et al. 2016), il existe donc une séparation tempo-

relle stricte entre le recrutement de MCM2-7 à la chromatine (avant l’inactivation d’APC/C-
Cdh1) et le processus de réplication en lui-même (après l’inactivation d’APC/C-Cdh1) (Figure 2). 

 

L ’ACTIVATION (« FIRING »)  DES ORIGINES DE  REPLICATION 

ÉTAPES MENANT AU RECRUTEMENT DU REPL ISOME ET A L ’ACTIVAT ION DE  L ’HEL ICASE  MCM 

Tout comme le recrutement de l’hélicase MCM2-7 aux origines de réplication, les processus mo-
léculaires menant à l’activation de l’hélicase et à l’initiation effective de la réplication de l’ADN 
(« firing ») ont été récapitulés in vitro à l’aide de protéines de levure purifiées (Yeeles et al. 2015). 
En bref, l’hélicase MCM2-7 est recrutée aux origines de réplication par Cdc6, Cdt1 et les com-
plexes ORC, mais les hexamères isolés de MCM2-7 ne possèdent que peu d’activité hélicase 
(Ishimi 1997; Ilves et al. 2010) et vont nécessiter leur interaction avec Cdc45 et le complexe GINS 
(Go-Ichi-Ni-San) pour être pleinement actifs ((Ilves et al. 2010); pour revue (Parker, Botchan, et 
Berger 2017)). Le complexe moléculaire formé par Cdc45, MCM2-7 et GINS est appelé CMG, et 
son assemblage nécessite l’action concertée de deux kinases : Cdc7 (et ses sous unités régula-
trices Dbf4 et Drf1) ainsi que les complexes Cycline/Cdk actifs en phase S. 

LES K INASES CDC7 ET CYCL INE E ET A2/CDK2 SONT NECESSAIRES A LA REPL ICATION 

Chez la souris, l'inactivation de Cdc7 est embryonique létale (J. M. Kim 2002) et l’injection d’un 
anticorps anti-Cdc7 en mitose dans des cellules HeLa empêche l’incorporation de BrdU, un ana-
logue de la thymidine, au cycle cellulaire suivant (Jiang 1999), suggérant que Cdc7 est nécessaire 
à la réplication. Chez les métazoaires, Cdc7 phosphoryle MCM2 et MCM4 in vitro et in vivo (Jares 
et Blow 1999; H. Kumagai et al. 1999; Ishimi et al. 2001; Masai et al. 2000; 2006) ce qui pourrait 
participer à leur activation (Tsuji, Ficarro, et Jiang 2006). Pour être active, Cdc7 nécessite son as-
sociation à une sous-unité régulatrice qui peut être Dbf4 (H. Kumagai et al. 1999; Jares, Luciani, 
et Blow 2004) ou Drf1 (A. Montagnoli 2002, 1; Yoshizawa-Sugata et al. 2005, 1; Silva et al. 2006). 
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Les complexes Cycline A2/Cdk présents en phase S sont également nécessaires à la réplication. 
Dans les cellules humaines, Cycline A2 et Cdk2 co-localisent avec les foyers d’incorporation BrdU 
(Cardoso, Leonhardt, et Nadal-Ginard 1993) et Cycline A2 interagit spécifiquement avec MCM7 
(Chibazakura et al. 2011). De manière notable, l’expression ectopique d’un mutant de Cycline A2 
incapable de lier MCM7 mais dont l’activité H1 kinase associée est équivalente au complexe Cy-
cline A2/Cdk sauvage ne peut pas compenser l’arrêt à la transition G1/S observé après déplétion 
de Cycline A2 endogène par siRNA (Chibazakura et al. 2011), suggérant ainsi que la localisation de 
Cycline A2 à proximité de l’hélicase MCM joue un rôle important en phase S. Dans le même sens, 
la microinjection dans des cellules humaines d’anticorps ou d’oligonucléotides antisens dirigés 
contre Cycline A2 empêche durablement l’incorporation de BrdU (Girard, Lamb, et Fernandez 
1991). On remarquera que la déplétion de Cycline A2 n’empêche pas l’inactivation d’APC/CCdh1 
(Spencer et al. 2013; Cappell et al. 2016) (Figure 2), l’absence de réplication suite à l’inactivation 
de Cycline A2 n’est donc pas due à un blocage avant la transition G1/S, mais bien à une dépen-
dance pour Cycline A2 en phase S. 

 

 

Figure 3 : Contrôle de l’activation (« firing ») des origines de réplication par Cdc7 et Cycline E/Cdk2 (alternativement 

Cycline A2/Cdk2). La phosphorylation de la Tresline par les complexes Cycline E/Cdk2 (puis Cycline A2/Cdk2 ou possi-
blement A2/Cdk1 plus tardivement en phase S) ainsi que de DUE-B par Cdc7 permet le recrutement de Cdc45 aux ori-
gines de réplication. Avec le recrutement additionnel du complexe GINS, cela permet la formation du complexe CMG 
(Cdc45-MCM-GINS) qui est indispensable à l’activité hélicase. Enfin, la phosphorylation de plusieurs sous-unités du 
complexe MCM par Cdc7 permet également l’activation de l’hélicase et l’initiation de la réplication. 
 

 

REGULATION DE  L ’ INITIAT ION PAR LES K INASES CDK ET CDC7 

En plus de la phosphorylation des complexes MCM par Cdc7, les kinases Cdk et Cdc7 pourraient 
réguler l’initiation de la réplication via la phosphorylation de la Tresline et de DUE-B, dont les 



 15 

homologues chez la levure jouent un rôle critique dans le recrutement de Cdc45 (Yeeles et al. 
2015). Chez l’homme, la Tresline interagit avec Cdc45 et TopBP1 (Schmidt et al. 2008) et il a été 
montré dans des extraits d’ovocytes de Xénope que la Tresline et son interaction avec TopBP1 est 
nécessaire au recrutement de Cdc45 à la chromatine et à la réplication (A. Kumagai et al. 2010). 
Chez l’homme et le Xénope, cette interaction dépend de la phosphorylation de la Tresline par 
Cdk2 (Schmidt et al. 2008; A. Kumagai et al. 2011). DUE-B co-immunoprécipite également avec 
Cdc45 et TopBP1 dans les cellules humaines (Chowdhury et al. 2010) et la mutation en alanines 
de sites de DUE-B phosphorylables par Cdc7 supprime le recrutement de Cdc45 à la chromatine 
(Gao et al. 2014). Enfin, l’inhibition de Cdk2 ou la déplétion de Cdc7 perturbe la formation du 
complexe formé par MCM10, RECQ4 et And-1, qui est également indispensable à l’activation des 
fourches de réplication (Im et al. 2015). L’ensemble de ces résultats indique que les kinases Cdc7 

et Cycline E/cdk2 puis A2/Cdk2 régulent l’activation des origines de réplication (Figure 3). 

 

ORGANISATION SPATIO-TEMPORELLE  DE  LA  REPL ICATION 

Après synchronisation en G0 par carence en sérum, la relâche des cellules en présence d’un inhi-
biteur pharmacologique de Cdc7 empêche l’entrée en S et l’incorporation de BrdU. D’autre part, 
l'inhibition de Cdc7 spécifiquement en phase S ralentit également fortement la progression du 
cycle cellulaire (Alessia Montagnoli et al. 2008), indiquant que les fourches de réplication ne sont 
pas toutes activées simultanément par Cdc7 en début de S, mais qu’elles le sont également au 

cours de la progression en phase S. 

 

 Figure 4 : Différence de locali-
sation des foyers PCNA entre le 

début (Se), le milieu (Sm) et la 

fin (Sl) de la phase S. Microsco-
pie à super-résolution (3D-SIM). 
La ligne supérieure (« Middle 
Section ») montre une coupe 
optique, tandis que la ligne infé-
rieure (« Zmax ») montre la pro-
jection en Z du maximum d’in-
tensité de chaque coupe. 
Adapté de (Löb et al. 2016). 

 

Le suivi de la réplication de l'ADN par incorporation de nucléosides synthétiques (EdU ou BrDU), 
ou alternativement via l'expression de formes étiquetées fluorescentes de protéines centrales de 
la réplication comme PCNA a permis d'observer qu’in vivo, la réplication du génome suit un pro-
gramme spatial et temporel précis (O’Keefe 1992; Leonhardt et al. 2000). En début de phase S, 
apparaissent une multitude de petits foyers de réplication distribués quasi uniformément dans 
l’ensemble du volume du noyau. En milieu de S, les foyers de réplication apparents sont légère-
ment plus larges et intenses et sont distribués préférentiellement à la périphérie du noyau et/ou 
du nucléole. Puis, en fin de phase S, apparaissent de larges foci composés de nombreux foyers de 
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réplication individuels (Chagin, Stear, et Cardoso 2010; Chagin et al. 2016) (Figure 4). Les origines 
de réplication actives précocement sont préférentiellement enrichies dans l’euchromatine, tandis 
que l’hétérochromatine est répliquée plus tardivement (Rhind et Gilbert 2013). En accord avec 
ces données, l’hétérochromatine est plus périphérique, là où sont situés les foyers de réplication 
activés en milieu et fin de phase S. De manière notable, les différents patterns de réplication (cou-
ramment appelés « early », « mid » et « late ») n’ont pas la même durée et la distribution dite 
« early S » avec un grand nombre de petits foyers de réplication dure ainsi presque la moitié de 
la phase S (Dimitrova et Gilbert 1999). 

Différentes approches de génomique ont permis de cartographier jusqu’à >100,000 origines de 
réplication chez différentes espèces de mammifères, mais seule une fraction de ces origines est 
effectivement utilisée au cours d’une phase S normale (Ganier et al. 2019; Prioleau et MacAlpine 
2016; Cayrou et al. 2011). Dans les cellules HeLa, un article récent compare la taille du génome 
(mesurée à ~10 Gbp) à la distance inter-origine (mesurée à ~188 kbp) et estime ainsi que ~50,000 
origines sont nécessaires à la réplication complète du génome dans cette lignée (Chagin et al. 
2016), un nombre compatible avec de précédentes estimations chez les mammifères (Cayrou et 
al. 2011; Ganier et al. 2019). En rapportant la taille du génome (~10 Gbp) à la vitesse des fourches 
de réplication (mesurée à 1.65 kbp/min) et à la durée de la phase S (mesurée à ~570 min), les 
auteurs estiment qu’en moyenne 10,000 fourches sont actives simultanément à tout instant au 
cours de la phase S (Chagin et al. 2016). 

 

CONTROLE  DU TIMING DE REPL ICATION 

Bien que ceux-ci restent peu compris, les hypothèses sur les mécanismes régulant l’activation des 
origines de réplication dans l’espace et dans le temps sont multiples. Il est aujourd’hui clair que 
l’organisation spatiale de la chromatine corrèle avec les domaines qui organisent temporellement 
la réplication (Pope et al. 2014; Aladjem et Redon 2017; Gilbert et al. 2010). De manière notable, 
la déplétion ou l’inactivation de Rif1, une protéine enrichie au niveau de régions répliquées tardi-
vement (Foti et al. 2016), conduit à la fois à des modifications de la structure de la chromatine et 
à la modification d'interactions entre certaines régions de l’ADN, mais aussi à une réplication plus 
précoce de certaines régions tardives (Yamazaki et al. 2012; Foti et al. 2016). L’organisation de la 
chromatine n’est cependant sans doute pas le seul facteur régulant le programme spatio-tempo-
rel de réplication et un certain nombre de modifications épigénétiques pourraient également être 
impliquées dans l’activation des origines de réplication (pour revue (Aladjem et Redon 2017)) et 
dans la régulation du timing de réplication (Brustel et al. 2017). 

 

LA MECANIQUE  GLOBALE DU CYCLE CELLULAIRE EST-ELLE EGALEMENT IMPLIQUEE DANS LE CON-

TROLE  DU TIMING DE  REPL ICATION ?  

Cycline A2 s'associe à Cdk2 tout au long de la phase S, mais ne commence à former des complexes 
avec la sous-unité catalytique Cdk1 qu’en milieu de S dû à une différence d'affinité  pour Cdk2 
versus Cdk1 (voir ci-dessous, (K. A. Merrick et al. 2008)). Allant dans le sens d’un rôle des Cy-
cline/Cdk, notamment Cycline A2/Cdk1 ou Cdk2, dans la régulation temporelle de la réplication, 
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l’expression ectopique d’une fusion constitutivement active du complexe tardif Cycline A2-Cdk1 
induit dès le début de phase S la réplication de certaines régions normalement répliquées tardi-
vement, tandis qu’à l’inverse l’expression ectopique d’une fusion constitutivement active du com-
plexe précoce Cycline A2-Cdk2 n’a pas d’effet sur ces mêmes régions tardives (Katsuno et al. 
2009). De manière complémentaire, une immunoprécipitation de la chromatine (« ChIP ») par un 
anticorps anti-Cdk2 permet de récupérer essentiellement des régions répliquées précocement, 
alors qu'une ChIP anti-Cdk1 récupère également des régions plus tardives (Katsuno et al. 2009), 
ce qui suggère que dans les cellules humaines, l’assemblage de complexes Cycline A2/Cdk1 en 

milieu de S pourrait promouvoir l’activation d’origines de réplication tardives.  
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REGULATION DE L’ENTREE EN MITOSE AU COURS DE LA PHASE G2 

La phase G2 a récemment connu un important regain d’intérêt, lié à la mise en évidence de voies 
de signalisation connectant la réplication de l’ADN en phase S et le contrôle de l'entrée des cel-
lules en mitose. 

CYCLINE  A2 :  L IEN  ENTRE  REPL ICATION DE  L ’ADN ET ENTREE  EN MITOSE 

La cycline A2 est la principale cycline exprimée au cours de la phase S. Majoritairement nucléaire, 
elle co-localise avec les foyers de réplication (Cardoso, Leonhardt, et Nadal-Ginard 1993) et inter-
vient, au moins en partie, via son activité Cdk dans l’activation spatio-temporelle des origines de 
réplication (Katsuno et al. 2009). De manière remarquable, les complexes Cycline A2/Cdk(1/2) 
jouent également un rôle majeur dans le contrôle de l'entrée en mitose : cette double fonction 
suggère que la régulation spatio-temporelle de l'activité Cycline A2-Cdk est centrale dans le cou-

plage mécanistique entre la réplication de l'ADN et l’entrée des cellules en mitose (Gheghiani et 
al. 2017). 

 

Figure 5 : Cycline A2 est nécessaire en 

phase G2 pour initier l’entrée des cellules 

en mitose. 
A et B: Dans la lignée cellulaire humaine 
hTERT-RPE-1 exprimant de manière stable 
PCNA étiquetée avec un variant fluorescent 
et dont la protéine Cycline A2 endogène est 
fusionnée à un motif de dégradation (dé-
gron) inductible, l'induction de la dégrada-
tion de Cycline A2 (+ DIA) en phase G2 (iden-
tifiable d'après la disparition des foyers 
PCNA) inhibe l’entrée des cellules en mitose. 
Adapté de (Hégarat et al. 2020).. 

 

 

 

CYCLINE  A2 ET ENTREE DES CELLULES EN MITOSE 

Plusieurs équipes ont mis en évidence que la déplétion de Cycline A2 par ARN interférence retarde 
la condensation de l’ADN, la phosphorylation de l’histone H3 et l’entrée des cellules en mitose (D. 
Gong et al. 2007; D. Gong et Ferrell 2010; De Boer et al. 2008; Fung, Ma, et Poon 2007). Plus 
récemment, des travaux élégants ont montré que la dégradation inductible de Cycline A2 endo-
gène dans des cellules humaines non-transformées (hTert-RPE-1) empêche l’entrée des cellules 
en mitose, y compris lorsque la dégradation est induite spécifiquement en G2 après la disparition 
des foyers PCNA (Figure 5) (Hégarat et al. 2020). Ces résultats suggèrent donc que Cycline A2 est 
nécessaire à l’entrée en mitose indépendamment de son rôle au cours de la phase S, une hypo-
thèse renforcée par des expériences pionnières de micro-injection du complexe Cycline A2/Cdk2 
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purifié ou alternativement d’anticorps bloquant dans des cellules synchronisées en phase G2 (voir 
ci-dessous (Pagano et al. 1992; Furuno, den Elzen, et Pines 1999)). 

Au cours de la progression S/G2, Cycline A2 est sujette à une modification de sa distribution 

intracellulaire et de ses partenaires Cdk (Cdk2 versus Cdk1), tandis que l’activité globale des 

complexes Cycline A2/Cdk augmente progressivement. Les mécanismes moléculaires à l'origine 

de ces changements et leurs conséquences en termes de signalisation ne sont pas complète-

ment compris, mais leur timing suggère un rôle dans l’induction de l’entrée des cellules en mi-

tose. 

CHANGEMENT DE  LOCALISATION INTRACELLULAIRE  DE  CYCL INE  A2 A LA TRANSITION S/G2 

Cycline A2 est exprimée à partir de la transition G1/S, est localisée exclusivement dans le noyau 
en phase S et voit son expression augmenter au cours de la progression S et G2. En phase G2, 
identifiée par la disparition des foyers de réplication PCNA+, Cycline A2 continue à s’accumuler 

dans le noyau, mais commence également à être localisée dans le cytoplasme (Zerjatke et al. 
2017; Cascales et al. 2017; Pines, Hunter, et Diego 1991) (Figure 6). 

 

 

Figure 6 : Localisation cytoplasmique de Cycline A2 au cours de la phase G2. La localisation de Cycline A2 dans le noyau 
et le cytoplasme est suivie au cours du temps par vidéo-microscopie dans une lignée humaine non-transformée (hTert-
RPE1) dont les protéines endogènes PCNA et Cycline A2 ont été étiquetées par des variants fluorescents différents. 
Adapté de (Zerjatke et al. 2017). 

 

Le mécanisme par lequel Cycline A2 est adressée au cytoplasme reste mal compris. Bien que la 
délétion de certaines régions de Cycline A2 peut favoriser une localisation nucléaire ou cytoplas-
mique (Maridor et al. 1993), Cycline A2 ne contient pas de séquence NLS connue et sa localisation 
cytoplasmique en G2 est insensible aux inhibiteurs de l’exportine (Jackman et al. 2002). De ma-
nière notable, ni l'inhibition des Cdk en G2, ni leur stimulation via l'inhibition de la kinase inhibi-
trice Wee1 n’affecte le niveau de Cycline A2 dans le cytoplasme, suggérant que cette localisation 
n’est pas dépendante de l’activité Cdk  globale (Cascales et al. 2017). Cependant, une Cycline A2 
mutée au niveau du site d’interaction avec les Cdk est fortement cytoplasmique (Jackman et al. 
2002), suggérant que son association progressive avec Cdk1 versus Cdk2 pourrait potentiellement 
jouer un rôle dans la localisation cytoplasmique, ce qui reste à démontrer. 

Il est aujourd’hui inconnu si ce changement de localisation joue un rôle dans le contrôle et/ou le 
timing de l’entrée en mitose, mais plusieurs acteurs de l’entrée en mitose sont quasi-
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exclusivement localisés dans le cytoplasme, notamment Bora (Wytse Bruinsma et al. 2015) et Cy-
cline B1 (Pines, Hunter, et Diego 1991; Gavet et Pines 2010b), et plusieurs travaux supportent que 
l’activation initiale du complexe Cycline B1/Cdk1 (ou MPF, "Mitosis Promoting Factor") a lieu dans 
le cytoplasme (Jackman et al. 2003; Gavet et Pines 2010b). Allant dans le même sens, une pré-
publication montre que l’interaction entre Cycline A2, Bora et Plk1, qui est critique pour promou-
voir l’entrée en mitose (voir ci-dessous), a lieu spécifiquement dans le cytoplasme et non dans le 
noyau (Cascales et al. 2017). Si il se vérifie que cette interaction est uniquement cytoplasmique, 
cela donnerait une importance critique à la re-localisation cytoplasmique de Cycline A2 pour pro-
mouvoir l’entrée des cellules en mitose. 

CHANGEMENT DE  PARTENAIRE  DE CYCL INE  A2 

De manière élégante, il a été montré via l'immunoprécipitation de Cdk2 ou Cdk1 dans des cellules 
humaines synchronisées par élutriation que Cycline A2 interagit avec Cdk2 depuis le début de la 
phase S jusqu’à la mitose, mais n’interagit avec Cdk1 qu’à partir du milieu de la phase S (K. A. 
Merrick et al. 2008). L’expression de Cdk1 et Cdk2 étant constante au cours du cycle cellulaire et 
Cdk1 étant environ dix fois en excès par rapport à Cdk2 (K. A. Merrick et al. 2008; Arooz et al. 
2000), l’aspect séquentiel de l’association de Cycline A2 à Cdk2 puis Cdk1 est particulièrement 
remarquable. De manière notable, les complexes Cyclines A2/Cdk1 se forment au moment où 
l’interaction entre Cycline A2 et Cdk2 n’augmente plus, probablement dû à la diminution du pool 
de Cdk2 libre (K. A. Merrick et al. 2008), suggérant que Cycline A2 a une meilleure affinité pour 
Cdk2 que pour Cdk1. On notera que chez le Xénope, l’activité Cycline A2/Cdk1 est indispensable 
à l’activation de Plk1 et l’entrée en mitose, tandis que Cdk2 est totalement dispensable (Vigneron 
et al. 2018). A contrario, l'importance relative des complexes Cycline A2/Cdk1 et Cycline A2/Cdk2 
pour l'entrée en mitose dans les cellules de mammifères reste mal comprise, compte tenu du fait 
que la micro-injection du complexe Cycline A2/Cdk2 purifié promeut une entrée prématurée en 
mitose (Pagano et al. 1992; Furuno, den Elzen, et Pines 1999). 

AUGMENTATION DE  L ’ACTIVITE  ENZYMATIQUE  CYCL INE  A2/CDK EN PHASE  G2 

Plusieurs travaux ont montré que l’activité Cdk2, mesurée par un test "H1 kinase" utilisant l'his-
tone H1 purifié comme substrat in vitro, augmente au cours de la progression S et G2 (Gu, 
Rosenblatt, et Morgan 1992; Goldstone et al. 2001; Pagano et al. 1992). Cycline B1 ne forme pas 
de complexe in vivo avec Cdk2 (K. A. Merrick et al. 2008) et il a été déterminé avec un senseur 
FRET (Förster Resonance Energy Transfer) de Cycline B1-Cdk1 que l’activité de ce complexe aug-
mente rapidement environ 30 min (27 ± 7 min) avant la NEBD dans des cellules humaines (Gavet 
et Pines 2010a; 2010b). Il est donc vraisemblable que l’activité Cdk2 observée en G2 corresponde 
intégralement à celle du complexe Cycline A2/Cdk2. Comme mentionné ci-dessus, Cycline A2 
forme également un complexe avec Cdk1 et bien qu'il soit techniquement difficile de suivre spé-
cifiquement l'activité Cycline A2/Cdk1, certaines données suggèrent que l’activité Cycline A2/Cdk1 
augmente également en G2. En effet, le profil d’activité H1 kinase associée à Cycline A2 immuno-
précipitée à différents temps de relâche après synchronisation en phase S est différent selon que 
Cdk1 soit ou non préalablement déplétée et suggère un pic d’activité Cycline A2/Cdk1 en fin de 
phase G2, mais avant le pic d’activité Cycline B1/Cdk1 (Pagano et al. 1992). 
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BORA, AURORA-A ET PLK1 FONT LE  L IEN  ENTRE  CYCLINE  A2/CDK ET CYCLINE  B1/CDK1 

Comme mentionné précédemment, Cycline A2 est nécessaire à l’entrée en mitose dans de nom-
breux systèmes biologiques. Des données récentes chez le Xénope, C. elegans et dans les cellules 
de mammifères suggèrent que le rôle de Cycline A2 serait de permettre l’interaction entre trois 
acteurs clés de la phase G2 : la kinase Aurora-A, son cofacteur Bora et la kinase Plk1, favorisant 
l'activation de Plk1 par Aurora-A. L’activité Plk1 étant nécessaire à l’activation du complexe Cy-
cline B1/Cdk1 (Gheghiani et al. 2017), cette cascade de signalisation par activation successive fait 
pour la première fois le lien entre la machinerie moléculaire qui régule la réplication (Cycline 
A2/Cdk) et celle qui régule l'entrée des cellules en mitose (Cycline B1/Cdk1). Les données suppor-
tant l’existence d’une telle voie de signalisation sont présentées ci-après et résumées dans la Fi-
gure 7. 

 

 

Figure 7 : Modèle du contrôle de l’entrée en mitose chez les métazoaires. Les complexes Cycline A2/Cdk assurent différentes fonc-
tions liées à la régulation de la réplication en phase S. En milieu de phase S, les complexes Cycline A2/Cdk1 commencent à s'assembler. 
Au moment de la transition S/G2, Cycline A2 —majoritairement nucléaire— commence à être localisée également dans le cytoplasme. 
La protéine Bora cytoplasmique est phopshorylée par un complexe Cycline A2/Cdk (Cycline A2/Cdk1 chez le Xénope) sur plusieurs 
résidus conservés. Bora interagit avec Plk1 et la phosphorylation de Bora par une Cdk favorise l’activation de Plk1 par la kinase Aurora-
A. Des travaux encore non publiés auxquels le laboratoire a contribué suggèrent que Bora est un co-facteur spécifique d’ Aurora-A de 
façon à ce qu’un phosphate présent sur Bora soit apporté en trans au niveau de la boucle d’activation d’Aurora-A, ce qui permet 
l’activation d’Aurora-A et la phosphorylation activatrice de Plk1 par Aurora-A (N. Tavernier et al. Manuscrit en révision). Plk1 sous 
forme active inhibe Wee1 (au moins chez le Xénope) et stimule l’activité de la phosphatase Cdc25C, ce qui favorise l’activation de 
Cycline B1/Cdk1 et l’entrée des cellules en mitose.                                                                                                           

 

 

UNE ACTIVITE  CYCL INE  A2/CDK EST EN AMONT DE  PLK1 ET DE  L ’ACTIVATION DE  CYCL INE 

B1/CDK1 

Chez le Xénope, l’activité H1 kinase associée à Cycline A2 immunoprécipitée précède l’activation 
de Plx1 (l’ homologue de Plk1), et la déplétion de Cycline A2 (mais pas de Cdk2) retarde fortement 
l’activation de Plx1 et de Cycline B1/Cdk1 (Vigneron et al. 2018). Chez l’homme, des expériences 



   22 

de stimulation de l’activité Cdk à la transition S/G2 via l’inhibition de Wee1 montrent que l’inhi-
bition de Wee1 n’active pas directement Cycline B1/Cdk1, mais stimule une activité Cycline 
A2/Cdk située en amont de Plk1, qui va elle permettre l’activation de Cycline B1/Cdk1 et l’entrée 
des cellules en mitose (Gheghiani et al. 2017). Ces observations soutiennent un modèle où l’ac-

tivité Cycline A2/Cdk présente en G2 permet l’activation de Plk1 chez les métazoaires, ce mo-
dèle étant renforcé par des travaux sur la biochimie de l’activation de Plk1 (ci-dessous). 

LA PHOSPHORYLATION DE BORA PAR UNE  CYCL INE A2/CDK PERMET L ’ACTIVAT ION DE  PLK1 

PAR AURORA-A  

L’activation de Plk1 nécessite la phosphorylation de sa boucle d’activation sur le résidu thréonine 
210 (T210) (Young-Joo Jang et al. 2002; Kelm et al. 2002; Y.-J. Jang et al. 2002) par la kinase Aurora-
A qui phosphoryle ce résidu in vitro et in vivo (A. Seki et al. 2008; Thomas et al. 2016) et permet 
ainsi de soutenir l’activité Plk1 in vivo (Gheghiani et al. 2017). In vitro et in vivo, la phosphorylation 
activatrice de Plk1 par Aurora-A dépend et est fortement stimulée par la présence de la protéine 

Bora (également nommée Aurora borealis) (Macůrek et al. 2008; A. Seki et al. 2008; Tavernier et 
al. 2015), bien que Bora seule, qui ne possède pas d’activité catalytique, en absence d’Aurora-A 
n’a aucun effet sur la phosphorylation de la T210 de Plk1 in vitro (A. Seki et al. 2008). 

Venant renforcer le lien entre une Cycline/Cdk agissant en amont et l’activation de Plk1, la pré-
phosphorylation de Bora par Cdk1 in vitro augmente fortement la capacité d’Aurora-A à phospho-
ryler Plk1 (Thomas et al. 2016; Tavernier et al. 2015) et Plk1 interagit à la fois avec Bora et Cycline 
A2 in vivo (A. Seki et al. 2008; Gheghiani et al. 2017). Les multiples sites de phosphorylation (12 
phospho-sites) Cdk-dépendant sur Bora ont été cartographiés et validés in vivo. Chez l’homme et 
C. elegans, une forme mutante de Bora non-phosphorylable par Cdk1 ne permet plus à Aurora-A 
d’activer Plk1, et son expression ectopique dans des cellules humaines ne stimule pas la phospho-
rylation pT210 de Plk1, contrairement à la forme sauvage (Thomas et al. 2016; Tavernier et al. 
2015), indiquant que la phosphorylation de Bora par les Cdk est nécessaire in vivo pour per-
mettre l’activation de Plk1 par Aurora-A. 

L’ensemble des données présentées ici soutient le modèle suivant où le changement de sous-

unité catalytique, de localisation intracellulaire et/ou de niveau d'activité de Cycline A2 permet 

la phosphorylation de Bora —une protéine exclusivement cytoplasmique—, ce qui promeut 

l’activation de Plk1 par Aurora-A (Figure 7). 

ACTIVATION DE  CYCLINE  B1/CDK1 PAR PLK1 ET ENTREE  DES CELLULES EN MITOSE 

Une longue controverse a persisté sur l’importance de l'activité de la kinase Plk1 pour initier ou 
non l’entrée des cellules en mitose, certains travaux mettant en évidence que l’inhibition de Plk1 
ou son inactivation chez la souris favorise un arrêt des cellules en G2 (Lane et Nigg 1996; Lu et al. 
2008) alors que d’autres suggérant que l'inhibition ou la déplétion de Plk1 induit un arrêt majori-
tairement en mitose (Burkard et al. 2007; van Vugt, Brás, et Medema 2004; X. Liu, Lei, et Erikson 
2006; de Cárcer et al. 2018). Cette controverse repose en partie sur la difficulté expérimentale 
d'inhiber complètement l'activité kinase de Plk1 par siRNA ou de manière dose-dépendante par 
des agents pharmacologiques. Dans ce cadre, des travaux récents du laboratoire ont montré que 
l'inhibition complète de Plk1 par des inhibiteurs ou via l'expression d'une forme de Plk1 sensible 
à des analogues de l'ATP ( cellules RPE-1 Plk1-/- GFP-Plk1as ) inhibe massivement l’entrée en mitose 
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de cellules cancéreuses ou non-transformées (Gheghiani et al. 2017; Aspinall et al. 2015) (Figure 
8). De manière remarquable, parmi les rares cellules cancéreuses entrant en mitose en présence 
d'inhibiteur de Plk1, il a été observé, via un senseur FRET spécifique de l’activité Plk1, que ces 
cellules avaient lentement accumulé en phase G2 une activité Plk1 faible mais suffisante pour 
déclencher l’entrée en mitose (Gheghiani et al. 2017). En résumé, l’ensemble de ces résultats 

soutient que Plk1 joue un rôle central pour initier l’entrée des cellules en mitose en conditions 

physiologiques. 

 

 

Figure 8 : L’inhibition de Plk1 inhibe l'entrée 
en mitose de manière dose-dépendante dans 

des cellules humaines non-transformées. 

Une population asynchrone de cellules hTERT-
RPE-1 a été suivie au cours du temps par vidéo-
microscopie en contraste de phase. La flèche 
indique le moment où l’inhibiteur de Plk1 
(BI2536) a été ajouté. L’ajout d’AZD7762 (un 
inhibiteur des kinases Chk1 et Chk2) montre 
que l’arrêt en G2 induit par l’inhibition de Plk1 
n’est pas dû à l’activation d'un checkpoint de 
l'ADN. (adaptée de (Gheghiani et al. 2017)) 

 

 

 

De manière notable et importante pour la suite des données présentées dans cette introduction, 
deux senseurs FRET de l'activité Plk1 (basé d'abord sur un site de phosphorylation de Myt1 puis 
sur un site de c-Jun) ont été successivement développés qui possèdent des propriétés différentes 
in vivo. Le senseur FRET basé sur le site c-Jun dont la spécificité pour Plk1 est bien établie (D. Liu, 
Davydenko, et Lampson 2012; Gheghiani et al. 2017) révèle que l’activité Plk1 augmente soudai-
nement ~40 minutes avant la rupture de l'enveloppe nucléaire (NEBD), versus ~20-30 minutes 
pour le complexe Cycline B1/Cdk1 (Gavet et Pines 2010b), montrant ainsi que l'activation de Plk1 
précède celle de Cycline B1-Cdk1. Le senseur FRET basé sur le site Myt1 n’est pas totalement spé-
cifique de Plk1 et détecte également l’activité de la kinase Mps1 en fin de phase G2 et en mitose, 
ce qui ne la rend pas utilisable pour suivre la régulation de l’activité Plk1 spécifiquement à la tran-
sition G2/M (Macůrek et al. 2008, Wytse Bruinsma et al. 2014). Néanmoins, le site utilisé est peu 
sensible aux activités phosphatases qui s’opposent à l’action de Plk1 (Gheghiani et al. 2017). Cette 
propriété remarquable lui permet d’être sensible à de très faibles niveaux d’activité kinase en 
interphase, ce qui a permis de mettre en évidence qu’une faible activité Plk1 s’accumule très pro-
gressivement en phase G2 (Akopyan et al. 2014; Lemmens et al. 2018). Cette faible hausse d’ac-
tivité dépend de la synthèse protéique (Gheghiani et al. 2017), suggérant qu’elle dérive de l’ex-
pression progressive de la protéine Plk1 à partir de la transition S/G2 qui pourrait posséder une 
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activité basale (Akopyan et al. 2014). Le rôle de Plk1 au cours de la progression en G2 n'est pas 
clairement défini bien que celle-ci soit recrutée au niveau des centromères de manière dépen-
dante de son activité (McKinley et Cheeseman 2014). 

De manière simplifiée, l’activation de Cycline B1/Cdk1 chez les métazoaires dépend de l'équilibre 
entre les activités des kinases inhibitrices Wee1 (qui phosphoryle le résidu Tyr15 de Cdk2/1) et 
Myt1 (qui phosphoryle les résidus Thr14 et Tyr15 de Cdk1) et des phosphatases activatrices 
Cdc25A, B et C (pour revue (Crncec et Hochegger 2019)), ces dernières possédant plusieurs va-
riants d'épissage (Hélène Albert, 2011). In vitro, Plk1 phosphoryle les phosphatases Cdc25B et C 
ainsi que les kinases Wee1 et Myt1 (Roshak et al. 2000; Nakajima et al. 2003; Watanabe et al. 
2005; Lobjois et al. 2011). Wee1 est également phosphorylée par Plk1 in vivo mais il reste inconnu 
si cette phosphorylation précède ou suit l'entrée des cellules en mitose (Watanabe et al. 2005). In 
vivo, des analyses par immunoblot à deux dimensions (2D) montrent que seule la phosphorylation 
de Cdc25C (forme longue, variant C1) et non celle de Cdc25A et B est sensible à inhibition de 
l’activité kinase Plk1. En accord, l’expression ectopique d’une forme mutante Cdc25C1 phospho-
mimétique pour les sites phosphorylés par Plk1 stimule fortement l’entrée des cellules en mitose, 
même après inhibition de Plk1 endogène (Gheghiani et al. 2017). 

L’ensemble de ces résultats soutient un modèle selon lequel Cycline A2/Cdk (Cycline A2/Cdk1 

chez le Xénope) phosphoryle Bora, permettant ainsi son interaction et l’activation d’Aurora-A. 

Dans la mesure où Bora interagit également avec Plk1 , ce complexe protéique à trois parte-

naires permet à Aurora-A de phosphoryler et d'activer Plk1, qui va ensuite activer le complexe 

Cycline B1/Cdk1, via la phosphorylation de la phosphatase Cdc25C1. (Figure 7, page 21) 
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CONTROLE  TRANSCRIPTIONNEL DES INDUCTEURS MITOTIQUES EN G2 

Le contrôle de l’entrée en mitose n’est pas uniquement dû à des phosphorylations en cascades : 
l’expression de la plupart des inducteurs mitotiques est finement contrôlée et n'intervient que 
tardivement dans le cycle cellulaire (Grant et al. 2013; Whitfield et al. 2002). Par exemple, l’ex-
pression de Cycline B1 commence dès la transition G1/S mais n’augmente véritablement qu'à 
partir de la fin de la phase S (Zerjatke et al. 2017) et les protéines Aurora-A et Plk1 sont exprimées 
en phase G2 (Akopyan et al. 2014). 

Comme détaillé au chapitre suivant (p34), la signalisation ATR/Chk1 pourrait jouer un rôle critique 
dans le contrôle temporel de l’expression des inducteurs mitotiques. Afin de faciliter la compré-
hension de mes travaux sur le rôle de la kinase Chk1 dans le couplage temporel entre la réplication 
de l’ADN et l’entrée des cellules en mitose, je présenterai ici les acteurs centraux du contrôle 
transcriptionnel en G2, notamment la facteur de transcription FoxM1 et sa régulation par les com-
plexes Cycline A2/Cdk1-2 (Figure 9). 

FOXM1 EST NECESSAIRE  A LA PROLIFERATION CELLULAIRE  

Au niveau transcriptionnel, de nombreux travaux pointent vers un rôle clé du facteur de trans-
cription FoxM1 dans la régulation de l’expression de gènes nécessaires à l'entrée et à la progres-
sion des cellules en mitose. Ainsi, la déplétion ou l'inactivation de FoxM1, ou alternativement 
l'expression d'une forme mutante dominante négative dépourvue du domaine transactivateur, 
conduit à une prolifération réduite, à une accumulation des cellules en phase G2 et à des pro-
blèmes de ségrégation correcte des chromosomes et/ou de cytocinèse, favorisant l’émergence 
de sous-populations polyploïdes et aneuploïdes (Wonsey et Follettie 2005; Wang et al. 2005; 
Laoukili et al. 2005; Macedo et al. 2018). À l’inverse, la surexpression ectopique de FoxM1 stimule 
l’entrée des cellules en mitose, même lorsque les cellules sont ralenties en phase S par un traite-
ment à la thymidine (Laoukili et al. 2005), soulignant le rôle clé de FoxM1 dans la promotion de la 
prolifération cellulaire. 

 

 

Figure 9 : Contrôle transcriptionnel des inducteurs 

mitotiques par FoxM1. B-Myb et FoxM1 s’associent 
aux promoteurs d’un grand nombre de gènes impli-
qués dans l’entrée en mitose, via leur association au 
complexe MuvB qui reconnait certains éléments de 
séquence spécifiques de ces promoteurs. B-Myb est 
dégradé en début de G2, mais contribue néanmoins 
au recrutement de FoxM1 au niveau de ces promo-
teurs en phase G2. D'autre part, la phosphorylation 
de FoxM1 par Cycline A2/Cdk en début de phase G2 
permet son activation maximale et l’expression des 

inducteurs mitotiques. 
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À l’aide de différentes approches complémentaires, déplétion par siRNA ou shRNA ou alternati-
vement activation inductible via l’utilisation d’une forme FoxM1-ER2, il a été montré que FoxM1 
est impliquée dans la régulation transcriptionnelle d’un grand nombre de gènes en phase G2, 
parmi lesquels Cdk1, Cycline B1 et B2, Cycline A2, Aurora-A, Bora, Plk1, Cdc25A, B et C et Wee1 
(Laoukili et al. 2005; Wang et al. 2005; Wonsey et Follettie 2005; Macedo et al. 2018). Cette régu-
lation transcriptionnelle est directe et FoxM1 est présente au niveau de chacun de ces promoteurs 
(Müller et al. 2014). 

FoxM1 montre une interaction, indirecte, avec certains éléments spécifiques du promoteur de 
ses gènes cibles, notamment les éléments CDE (Cell cycle-Dependent Element) et CHR (Cell cycle 
genes Homology Region) (X. Chen et al. 2013) et plus de la moitié des promoteurs avec lesquels 
FoxM1 interagit par ChIP contiennent un élément CHR, notamment les promoteurs des gènes 
codant pour Aurora-A, Bora, Cycline A2, Cycline B1, Cycline B2, Cdc25C, Cdk1, Cdk2 ou Wee1 
(Müller et al. 2014). 

INTERACTION DE  FOXM1 AVEC SES GENES CIBLES ET COLLABORATION AVEC B-MYB 

FoxM1 interagit avec les protéines du complexe MuvB (X. Chen et al. 2013) (Figure 9). MuvB inte-
ragit directement avec les éléments de séquence CDE et CHR (X. Chen et al. 2013; Müller et al. 
2012) et sa déplétion conduit à une plus faible expression de nombreux gènes impliqués dans la 
progression G2/mitose (Knight, Notaridou, et Watson 2009; Osterloh et al. 2007). Une forme tron-
quée de FoxM1 ne pouvant s’associer à MuvB perd sa préférence pour les éléments de séquence 
CHR (X. Chen et al. 2013), suggérant que c’est le complexe MuvB qui adresse spécifiquement 
FoxM1 à ses promoteurs cibles en G2. 

Le transactivateur B-Myb peut lui aussi s’associer à MuvB (Knight, Notaridou, et Watson 2009) et 
est localisé préférentiellement au niveau des éléments CHR (Müller et al. 2014). B-Myb participe 
également à la régulation de l’expression des inducteurs mitotiques, et sa déplétion conduit à une 
plus faible prolifération et à une expression réduite d’Aurora-A, Cdk1, Cycline B1 et Cycline A2 
(Osterloh et al. 2007; Tarasov et al. 2008). Contrairement à FoxM1, B-Myb n’est présent au niveau 
de ses promoteurs cibles qu’en phase S et non en phase G2, où B-Myb est hyperphosphorylée et 
rapidement dégradée (Sadasivam, Duan, et DeCaprio 2012). B-Myb ne participe donc pas à l’ex-
pression maximale de ses gènes cibles en G2, mais l’interaction de manière séquentielle de B-
Myb puis de FoxM1 aux promoteurs cibles est indispensable à l’expression des gènes correspon-
dants par des mécanismes mal compris. En effet, la déplétion de B-Myb empêche l’interaction de 
FoxM1 avec ses promoteurs cibles en phase G2 (Sadasivam, Duan, et DeCaprio 2012) (Figure 9). 

REGULATION DE  L 'ACTIVITE  DE  FOXM1 PAR PHOSPHORYLATION 

L’activité de FoxM1 est stimulée par la surexpression de Cycline A2 (mais pas de Cycline B1) et 
inversement réduite suite à la déplétion de Cycline A2 ou via l’expression d'un mutant dominant 
négatif de Cdk1 ou Cdk2 (Laoukili et al. 2008). In vitro, Cycline A2/Cdk phosphoryle les résidus 
T600, T611 et S638 de FoxM1. De manière notable, la mutation de ces trois résidus en alanine 
réduit fortement l’activité de FoxM1 et l’expression ectopique de ce mutant ne restaure pas 

                                                             

2 FoxM1 fusionnée au récepteur aux œstrogènes, dont l’activité est inductible par ajout de 4-OHT. 
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l’entrée des cellules en mitose après déplétion de FoxM1 endogène, contrairement à la forme 
sauvage (Laoukili et al. 2008); suggérant fortement que l’activité FoxM1 est régulée en inter-

phase par Cycline A2/Cdk. Des résultats récents obtenus en QIBC3 montrent que la phosphoryla-
tion de FoxM1 sur la T600 est minimale en G1, augmente légèrement dès la transition G1/S mais 
reste faible jusqu’à la phase G2 où elle augmente fortement (Saldivar et al. 2018). Ces résultats 
rejoignent des données plus anciennes montrant que l’activité FoxM1 est faible en phases G1&S 
mais augmente significativement en G2 (Laoukili et al. 2008) et suggèrent fortement que la phos-
phorylation de FoxM1 par un complexe Cycline A2/Cdk joue un rôle clé dans la restriction de 

l’activité FoxM1 à la phase G2, et donc dans celle de l’expression de différents inducteurs mito-

tiques à cette phase du cycle. 

Venant compléter la régulation de FoxM1 par des Cdk, il a été proposé que Plk1, une des cibles 
de FoxM1, pourrait jouer un rôle dans l’augmentation de son activité transactivatrice en phase 
G2. En effet, l'expression ectopique de Plk1 WT (mais non d'une forme inactive, kinase-dead) aug-
mente de manière dose-dépendante l’activité de FoxM1 sauvage, mais pas d’une forme mutante 
non-phosphorylable par Plk1. Le mutant de FoxM1 non-phosphorylable par Plk1 n’est pas capable 
de restaurer l’expression de Cycline B1, Plk1 et Aurora B après déplétion de FoxM1 endogène (Fu 
et al. 2008), ce qui suggère que l’activation de FoxM1 est soumise à un rétrocontrôle positif à 

travers l’expression de sa cible Plk1. Enfin, il est à noter que le promoteur de FoxM1 contient lui-
même un élément CHR (Müller et al. 2014) et l’inhibition de l’activité FoxM1 par des agents phar-
macologiques réduit le niveau d’expression de la protéine FoxM1 (Halasi et Gartel 2009), ce qui 
pourrait suggérer que FoxM1 régule, au moins en partie, sa propre expression.  

L’ensemble de ces mécanismes moléculaires contribue à restreindre l’expression des inducteurs 

mitotiques spécifiquement pendant la phase G2. 

 

  

                                                             

3 Quantitative Image-Based Cytometry (QIBC) : cette technique consiste à acquérir en immunofluorescence un très grand nombre de 
cellules (généralement plusieurs milliers), puis à mesurer différents paramètres de fluorescence comme par exemple: l’intensité d’un 
signal ou un nombre de foyers dans le noyau. En parallèle, la quantité d’ADN présente dans chaque noyau (et donc sa position dans 
le cycle cellulaire) est déduite de l’intensité du DAPI (ou d’un autre intercalant). La population de cellules peut ainsi être représentée 
d’une manière analogue aux résultats en cytométrie en flux, avec en abscisse la quantité d’ADN et en ordonnée le paramètre d’intérêt. 
Un exemple d’une telle représentation peut être observé à la Figure 12. 
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RETENIR LA PROGRESSION DU CYCLE POUR EN ASSU-

RER L’ORDRE 

Une caractéristique majeure du cycle cellulaire est la succession dans le temps d’une phase pen-
dant laquelle le matériel génétique est répliqué (phase S) suivie d’une phase pendant laquelle 
chacune des deux copies du matériel génétique est répartie entre deux cellules filles (phase M).  

Afin d’expliquer comment cet ordre temporel est garanti au niveau moléculaire, Stern et Nurse 
ont proposé en 1996 un modèle dit de « seuil quantitatif » (Stern et Nurse 1996) dans lequel 
l’augmentation quantitative du niveau d’activité Cdk est le cœur de la régulation du cycle cellu-
laire: en phase G1, l’activité Cdk est minimale mais son augmentation à la transition G1/S jusqu’à 
un niveau intermédiaire initie la réplication du génome, tandis que son augmentation en G2 per-
met l’entrée et l’execution de la mitose. 

Ce modèle « simple » est, au moins en partie, pertinent chez les eucaryotes. En effet, il a été 
montré de manière élégante dans une souche de levure S. pombe dont les gènes codant pour les 
différentes Cyclines et Cdk ont été inactivés et exprimant un complexe Cycline-Cdk (Cdc13-Cdc2) 
de fusion sous le contrôle du promoteur cdc13, que l’accumulation au cours du temps de ce mo-
dule Cycline-Cdk minimal suffit à ordonner l’entrée en phase S puis l’entrée en mitose (Coudreuse 
et Nurse 2010). Chez les mammifères, un article récent basé sur l’utilisation d’un système de dé-
gradation inductible à l’auxine montre que des cellules somatiques humaines non-transformées 
continuent à entrer en mitose en absence de Cycline B et suggère qu’un simple module Cycline 
A2-Cdk est en mesure d’assurer le déroulement successif de la réplication du génome et de l’en-
trée en mitose (Hégarat et al. 2020). De manière complémentaire, des embryons de souris triple 
KO Cdk2-/- Cdk4-/- Cdk6-/- se développent jusqu’au stade E13.5, et les cellules MEF triple KO déri-
vées de ces embryons sont capables de proliférer en culture en ne dépendant que de Cdk1 (San-
tamaría et al. 2007), suggérant que chez les mammifères la régulation de l’activité Cdk1 suffit à 

assurer la progression ordonnée du cycle cellulaire. Bien que correspondant à des situations ex-
périmentales, ces modèles de cycle cellulaire « simplifié » soulignent la pertinence du concept de 
seuil quantitatif. 

Dans les cellules somatiques adulte, la phase S est séparée de la mitose par une phase G2 d’une 
durée constante de plusieurs heures (Chagin et al. 2016; Araujo et al. 2016; Hahn, Jones, et Meyer 
2009). La phase G2 pourrait permettre passivement à la réplication du génome de se poursuivre 
et ainsi rendre fortement probable que la mitose n’ait lieu qu’après la réalisation complète de la 
réplication, sans que ces deux évènements : complétion de la réplication et entrée en mitose ne 
soient liés par une signalisation active. Des travaux récents contredisent ce modèle (Lemmens et 
al. 2018; Saldivar et al. 2018). Ces travaux réactualisent la notion de checkpoint telle que définie 
par Hartwell et Weinert en 1989, à savoir l’existence de mécanismes surveillant le déroulement 
de la réplication et empêchant activement l’entrée des cellules en mitose tant que celle-ci n’est 
pas achevée (Hartwell et Weinert 1989). Au niveau moléculaire, un faisceau d’argument suggère 
que la signalisation ATR/Chk1 joue un rôle déterminant dans cette régulation négative de la pro-
gression du cycle cellulaire et dans le couplage temporel entre la réplication de l’ADN et l’entrée 
des cellules en mitose au cours d’un cycle cellulaire « normal » (ou non perturbé). Ce chapitre 
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s’attardera à faire l’état de l’art sur le rôle de la signalisation ATR/Chk1 dans un cycle cellulaire 
normal, depuis la phase S jusqu’à la mitose. 

Les aspects moléculaires et biochimiques sur l’activation de la voie ATR/Chk1 (non essentiels à la compréhension de cette partie) se-
ront détaillés dans le prochain chapitre. 

 

ROLE ET ACTIVATION DE LA VOIE ATR/CHK1 EN PHASE S NON-PER-

TURBEE 

La voie ATR/Chk1 a été initialement identifiée pour son rôle dans la réponse cellulaire aux dom-
mages à l’ADN, où elle contribue à inhiber l’entrée des cellules en mitose en réponse à une large 
variété de stress génotoxiques. Néanmoins, les souris KO Chk1-/- présentent une létalité embryon-
naire précoce entre les stades E3.5 et E7.5, associée à l’apparition dès le stade E3.5 de noyaux 
ayant une morphologie aberrante (Q. Liu et al. 2000; Takai et al. 2000), tandis que l’inactivation 
conditionnelle de Chk1 dans le tissu mammaire adulte conduit à une apoptose massive au sein de 
ce tissu (Lam et al. 2004), suggérant que Chk1 est également active et nécessaire au cours d’un 

cycle cellulaire non-perturbé. 

L ’INHIBITION/LA  DEPLETION DE  CHK1 EN PHASE  S  DEREGULE  L ’ACTIVITE  DES CDK 

Il a été observé qu’au cours d'une phase S non perturbée, ATR et son activateur TopBP1 se locali-
sent à la chromatine (Dart et al. 2004; J.-E. Kim et al. 2005). Néanmoins, L'argument majeur en 

faveur d’une activation constitutive de la voie ATR/Chk1 en phase S repose sur les effets de son 

inhibition ou de sa déplétion sur la réplication du génome au cours d’un cycle cellulaire normal. 
Les effets de l’inhibition d’ATR sur la réplication de l’ADN diffèrent de ceux de l’inhibition de Chk1 
sur plusieurs points (discutés à la p30) et pourraient partiellement dépendre du contexte cellu-
laire (Sakurikar et al. 2016; Montano et al. 2012). Il est cependant démontré que la déplétion, 
l’inhibition ou l’inactivation des kinases ATR ou Chk1 conduit à un ralentissement des fourches de 
réplication et à l’activation d’origines dormantes, et que l’inhibition de Chk1 induit des cassures 
double-brin (DSB) de l’ADN et l’apparition d’un signal y-H2AX (Syljuåsen et al. 2005; Petermann 
et al. 2006; Maya-Mendoza et al. 2007; Katsuno et al. 2009; Scorah et McGowan 2009; Forment 
et al. 2011; Eykelenboom et al. 2013). 

L'inactivation du gène Cdc25A restaure la survie des cellules et compense en partie la baisse de 
vitesse des fourches de réplication suite à l’inhibition pharmacologique d’ATR (Ruiz et al. 2016), 
suggérant que l’inhibition de la voie ATR/Chk1 en phase S impacte la réplication de l’ADN au 

moins en partie à travers la dérégulation d'activité(s) Cdk. Renforçant cette hypothèse, la sur-
activation des complexes Cyclines-Cdk en phase S, via l'inhibition de la kinase Wee1, conduit aux 
mêmes phénotypes que l’inhibition de Chk1 (Domínguez-Kelly et al. 2011; Beck et al. 2010). L’aug-
mentation de l’activité Cdk en phase S suite à l’inactivation de la voie ATR/Chk1 a pu être mesurée 
par essais kinase in vitro sur les complexes Cycline A2-Cdk immunoprécipités (Katsuno et al. 2009), 
ou via l'utilisation d'un reporteur de l’activité Cdk2 (Cycline E et/ou Cycline A2-Cdk2) en cellules 
vivantes. Ainsi, il a pu être déterminé que suite à l’inhibition d’ATR ou Chk1, le niveau moyen 
d’activité Cdk2 est sensiblement plus élevé en phase S (Figure 10) (Lemmens et al. 2018; Daigh et 
al. 2018). En accord, la dégradation conditionnelle (degron auxine-dependant) de Chk1 endogène 
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stabilise la phosphatase activatrice Cdc25A (Goto et al. 2019) confirmant de façon élégante 

qu’une activité Chk1 restreint l’activité et l’effet régulateur des Cdk sur le processus de réplica-

tion en phase S. 

 

Figure 10 : l'inhibition de la voie 

ATR/Chk1 augmente l’activité 

Cdk2 en phase S. 

L’activité Cdk2 est suivie au cours 
du temps par vidéo-microscopie 
avec un reporteur de son activité 
kinase (Spencer et al. 2013) dans 
des cellules épithéliales non-
transformées (MCF10A). Les cel-
lules expriment également un 
rapporteur fluorescent de l’acti-
vité APC/C-Cdh1, permettant de 
les synchroniser in silico au mo-
ment de l’inhibition d’APC/C-
Cdh1 en phase G1 (t=0h). L’inhibi-
tion de Chk1 ou d’ATR par des 
agents pharmacologiques aug-
mente le niveau d’activité Cdk2 
mesuré lors de la progression 
G1/S. Adapté de (Daigh et al. 
2018).  

 

LA SURACTIVATION DES CDK EN PHASE  S ACTIVE  DES ENDONUCLEASES 

Il a été mis en évidence dans des lymphocytes B humain que la déplétion de l’endonucléase 
Mus81-EME2 (EME2 sous unité non-catalytique) réduit jusqu'à un niveau basal la quantité de cas-
sures DSB observée suite à la déplétion de Chk1 et restaure la vitesse de progression des fourches 
de réplication ainsi que la distance inter-origine (Técher et al. 2016), suggérant que les effets de 
l’inhibition/déplétion de Chk1 sur la dynamique de réplication sont une conséquence de l’in-
duction de cassures DSB et non l’inverse. De même, la sur-activation de Cdk induit un signal y-
H2AX, qui est fortement atténué par la co-déplétion de l'endonucléase Mus81 (Domínguez-Kelly 
et al. 2011), ainsi que la pulvérisation des chromosomes, peut-être via le clivage des fourches de 
réplication (Duda et al. 2016). Enfin, des cellules MEFs exprimant une forme de Cdk1 constituti-
vement active (Cdk1AF; T14A - Y15F) exhibent un fort signal y-H2AX qui peut être partiellement 
atténué par la déplétion de Mus81 (Szmyd et al. 2019). L’ensemble de ces résultats démontre 

que la sur-activation des Cdk en phase S conduit à l'activation de l'endonucléase Mus81 et à la 

genèse de cassures double brin.  

 

EFFETS PROPRES A  ATR ET CHK1 EN PHASE  S  INDEPENDAMMENT  DES CDK ? 

Plusieurs travaux mettent en évidence des différences de phénotype suite à l’inhibition (ou à la 
déplétion) d’ATR plutôt que Chk1 en phase S. En effet, la déplétion d’ATR induit très peu de 
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cassures double brin, contrairement à celle de Chk1 (Técher et al. 2016), et l’inhibition de Chk1, 
contrairement à ATR, induit un fort signal y-H2AX pan-nucléaire (Luis I Toledo et al. 2011). De 
manière intéressante, il a été observé que l’inhibition d’ATR induit la formation d'ADN simple brin 
(ssDNA) de manière plus marquée au bout de 2h plutôt que 8h post-inhibition. Cette récupération 
au cours du temps n’est pas observée suite à l'inhibition de Chk1, suggérant la mise en place de 
mécanismes d'adaptation spécifiquement en réponse à l’inhibition d’ATR (Buisson et al. 2015). 
Ces auteurs proposent que suite à l'inhibition d'ATR la kinase DNA-PK phosphoryle Chk1 (au ni-
veau de la S317, un site d’ATR) et restaure la dégradation Chk1-dépendante de Cdc25A. 

D'autre part, l’ajout de nucléosides dans le milieu de culture compense les effets de l’inhibition 
de Chk1 sur la distance inter-origine et la vitesse de réplication, mais pas les effets de l’inhibition 
d’ATR sur la vitesse de progression des fourches (Técher et al. 2016), ce qui suggère qu’ATR pour-
rait réguler la dynamique de réplication d’une manière différente de Chk1. Dans ce sens, on 
rappellera que, contrairement à Chk1, la forme active d'ATR est localisée à la chromatine (Smits, 
Reaper, et Jackson 2006). De plus, la déplétion d’ATR, mais pas de Chk1, affecte le maintien de la 
stabilité génétique aux sites fragiles communs (CFS – Common Fragile Site) en présence d’un 
stress réplicatif modéré (Koundrioukoff et al. 2013), renforçant l’idée qu’ATR et Chk1 pourraient 
avoir des rôles différents en phase S, y compris en présence d’un stress génotoxique. 

Enfin, il a été mis en évidence que Chk1 interagit directement avec la Tresline et que l’expression 
ectopique dans des cellules humaines d’un mutant de la Tresline ne pouvant pas interagir avec 
Chk1 (mais pas de Tresline-WT) augmente le nombre d’évènements d’initiation (Guo et al. 2015). 
Cette observation suggère qu’il pourrait exister des mécanismes par lesquels Chk1 régule l'ac-

tivation des origines de réplication indépendamment de son contrôle des Cyclines/Cdk. 

 

ORIGINES DE  L ’ACTIVITE  ATR/CHK1 EN PHASE  S 

La présence d’une activité ATR/Chk1 en phase S soulève la question de l’origine des mécanismes 
d’activation. La réplication du brin tardif au niveau des fourches de réplication implique la forma-
tion de fragments d'Okazaki dont l'extrémité 5’ est libre, ainsi que la présence transitoire de ré-
gions de ssDNA pouvant correspondre à la taille d’un fragment d’Okazaki. Bien que ces structures 
soient en théorie capable de permettre l’activation de la voie ATR/Chk1 (cf chapitre suivant), il 
reste inconnu à ce jour si celles-ci sont nécessaires et suffisantes pour une activité ATR/Chk1 au 
cours d'une phase S normale. Une hypothèse alternative serait la présence d’un stress réplicatif 
modéré induisant l'activation d'ATR/Chk1. Dans ce cadre, il a été observé dans des cellules 
souches embryonnaires (ESC) de souris que prolonger la durée de la phase G1 (inhibiteurs de 
Cdk4/6 ou de Cdc7) réduit l'observation de marqueurs de stress réplicatif à la phase S suivante 
dont : des fourches de réplication ralenties, des "gaps" (trous) de ssDNA et des évènements de 
réversion de fourches (Ahuja et al. 2016), suggérant qu’une entrée trop précoce en phase S induit 
un stress réplicatif constitutif dans les cellules ESC. Néanmoins, ces différents marqueurs sont 
absents après expression de facteurs de différenciation (ESC-d) ainsi que dans des fibroblastes 
embryonnaires de souris (MEF) (Ahuja et al. 2016), suggérant que ces cellules ne présentent pas 
de stress réplicatif constitutif. 
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Expérimentalement, le niveau d'activation de la voie ATR/Chk1 au cours d'un cycle cellulaire non 
perturbé est généralement trop faible pour être détecté par Western Blot via des anticorps dirigés 
contre les phosphorylations activatrices de Chk1. Néanmoins, il est possible d'avoir une estima-
tion indirecte en mesurant la baisse du signal y-H2AX (un substrat d’ATR) après traitement avec 
un inhibiteur d’ATR. En utilisant cette approche (Figure 11), un pic d’activité ATR en phase S nor-
male a été suggéré dans différentes lignées humaines non-transformées (hTERT-RPE-1, MCF10A) 
et cancéreuses (HCT116) (Saldivar et al. 2018). 

 

 

Figure 11 : Mise en évidence indirecte d’un pic d’activité ATR en phase S. Dans des cellules épithéliales non-
transformées (RPE-1), La phase du cycle cellulaire est estimée en immunofluorescence à partir de l’intensité du 
signal DAPI et du marquage EdU. L’activité ATR moyenne de la population est estimée en comparant l’intensité 
du signal y-H2AX en présence ou en absence d’un inhibiteur pharmacologique d’ATR. (adaptée de (Saldivar et al. 
2018)). 

 

Deux mécanismes moléculaires ont été décrits permettant l’activation d’ATR : le premier implique 
la protéine TopBP1, tandis que le second implique la protéine ETAA1. Il a été montré que l'activité 
basale d'ATR en phase S dépend de la voie ETAA1 mais pas de la voie TopBP1, au contraire la 
réponse ATR à un stress génotoxique en présence d’hydroxyurée dépend de la voie TopBP1 mais 
pas de la voie ETAA1 (Saldivar et al. 2018). Dans ce sens, le niveau basal d’autophosphorylation 
de Chk1 (résidu S296) au cours d'un cycle cellulaire non perturbé dépend d’ETAA1, alors que son 
augmentation en présence d’un stress génotoxique dépend de TopBP1 (Michelena et al. 2019). 
Ces résultats apportent un début d’explication à l’existence de deux voies indépendantes d’ac-

tivation d'ATR, en suggérant que la voie ETAA1 est majoritairement activée par le processus de 

réplication, tandis que la voie TopBP1 est plus sensible aux stress génotoxiques. 
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REGULATION DE LA TRANSITION S/G2 PAR L’INHIBITION DES CDK 

Dans un modèle de progression du cycle cellulaire via des seuils quantitatifs d’activité Cdk, il n'y a 
pas de nécessité que l'entrée en phase G2 soit couplée à la terminaison (complétion) de la ré-

plication du génome. Dans un tel modèle, la phase G2 servirait de « tampon » temporel au pro-
cessus de réplication. 

Chez la levure S. cerevisiae, les mutations Smc5-Smc64 ralentissent la réplication de l'ADN mais 
n’affectent pas le timing d’entrée en mitose, conduisant à la ségrégation du matériel génétique 
malgré un ADN incomplètement répliqué et un checkpoint Rad53-dependent (Chk1 homologue) 
fonctionnel (Torres-Rosell et al. 2007). Toujours chez S. cerevisiae, il a été rapporté que ~20-40% 
des cellules commencent la ségrégation des chromosomes malgré un génome incomplètement 
répliqué, y compris en condition normales (Ivanova et al. 2020). Ces données suggèrent que chez 
S. cerevisiae l’entrée en mitose n’est pas couplée à une surveillance de la complétion de la répli-
cation du génome et que la phase G2 n’y servirait effectivement que de « tampon » à la terminai-
son de la réplication.  

COUPLAGE TEMPOREL  ENTRE  LA  TERMINAISON DE  LA  REPL ICATION ET L'EXPRESSION DES 

INDUCTEURS MITOTIQUES EN G2  

Un faisceau d’arguments suggère que contrairement à S. cerevisiae, l’entrée en phase G2 chez les 
mammifères est fortement régulée. En effet, (i) le développement de lignées PCNA fluorescentes 
(Knock-In) révèle que le temps séparant la disparition des foyers PCNA de l’entrée des cellules en 
mitose est très reproductible au sein d’une même population cellulaire (Chagin et al. 2016; Araujo 
et al. 2016; Hahn, Jones, et Meyer 2009). (ii) la disparition des foyers PCNA coïncide avec l’expres-
sion et l’activation initiale de Plk1 (suivie avec le senseur FRET faiblement déphosphorylable de 
l’activité Plk15), ainsi qu’avec la relocalisation de Cycline A2 au cytoplasme, où elle contribue à 
réguler l’entrée des cellules en mitose (Lemmens et al. 2018; Akopyan et al. 2014; Zerjatke et al. 
2017). Similairement, la fin de la réplication coïncide avec l’induction des protéines Aurora-A, Plk1 
et Cycline B2 (Akopyan et al. 2014; Lemmens et al. 2018). 

Le couplage entre la terminaison de la réplication et l’expression d'inducteurs mitotiques n’est 
pas simplement corrélatif mais repose sur des bases moléculaires. En effet, l'inhibition du proces-
sus de réplication en combinant la dégradation du facteur Cdc6 (licensing) et l’inhibition de la 
kinase Cdc7 (firing) conduit à une entrée en mitose prématurée (Ddurée du cycle = 4h). Similaire-
ment, l’inhibition de Cdc7 avec la déplétion de Cdc45 (firing) ou de Cdc6 et Cdt1 (licensing) aboutit 
dans une fraction des cellules à un cycle cellulaire raccourci dépourvu de foyers PCNA et au cours 
duquel Plk1 s’active prématurément (Lemmens et al. 2018). Ces résultats démontrent que la 

                                                             

4 Avec les condensines et les cohésines, les complexes Smc5/Smc6 font partie des complexes impliqués dans la maintenance de la 
structure des chromosomes (Structural Maintenance of Chromosomes – SMC). Chez les eucaryotes, il a été proposé que les complexes 
Smc5/Smc6 puissent jouer de multiples rôles dans la réplication, en conditions normales ou perturbées (Palecek 2018). 
5 Comme expliqué précédemment, ce senseur faiblement déphosphorylable permet de suivre une augmentation progressive de l’ac-
tivité basale de Plk1, en lien avec l’expression de la protéine au cours du temps. 
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réplication de l'ADN joue un rôle actif en empêchant l’activation prématurée des inducteurs 

mitotiques. 

 

ATR/CHK1 ET LA  TRANSITION S/G2 

L’inhibition de la voie ATR/Chk1 induit une entrée prématurée des cellules en mitose tandis que 
la surexpression de Chk1 retarde la transition mitotique (Matsuyama et al. 2011; Saldivar et al. 
2018). Ces effets ont longtemps été attribués à une régulation directe de l’activité Cycline 
B1/Cdk1 (MPF), mais il a récemment été établi qu'ATR et Chk1 en phase S agissent vraisemblable-
ment très en amont et contrôle l’expression et l’activation des inducteurs mitotiques. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 12 : L’inhibition d’ATR induit une activation prématurée de FoxM1. (A) Sur des cellules synchronisées à la thy-
midine, l’inhibition d’ATR induit la phosphorylation prématurée de FoxM1 et B-Myb, suggérant leur activation. (B) Dans 
chaque cellule est mesurée le signal DAPI, l'incorporation d'EdU et le niveau de phosphorylation de FoxM1 sur le résidu 
T600, un site impliqué dans l’activité transactivatrice de FoxM1. À droite, on peut voir que l’inhibition d’ATR induit la 
phosphorylation prématurée de FoxM1 sur la T600, normalement observée en G2. (adapté de (Saldivar et al. 2018))  
 

 

En effet, l’inhibition d’ATR ou Chk1 en phase S conduit à une activation prématurée du facteur de 
transcription FoxM1 et à l’expression précoce des inducteurs mitotiques sous son contrôle (Figure 
12) ainsi qu’à l’activation précoce de Plk1, ceci indépendamment de l’avancée de la réplication du 
génome (Lemmens et al. 2018; Saldivar et al. 2018). De même, la dégradation inductible d’ATR 
dans la lignée aviaire DT40 réduit considérablement la durée de la phase G2 et peut conduire à 
une entrée en mitose malgré la présence de foyers PCNA, un phénomène jamais observé en pré-
sence d’ATR (Eykelenboom et al. 2013). Ces données montrent que dans les cellules de verté-

brés, l’activation de la voie ATR/Chk1 au cours de la phase S empêche l’induction du programme 

d’expression mitotique propre à la phase G2.  
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DEUXIEME PARTIE : IMPACTS D’UN STRESS GENO-

TOXIQUE SUR LE DEROULEMENT DU CYCLE CELLU-

LAIRE, DE LA PHASE S JUSQU’A LA MITOSE ET AU-

DELA 

 

En réponse à une large variété de stress génotoxiques, la progression du cycle cellulaire est ralen-
tie, voire définitivement stoppée, et la dynamique de réplication de l'ADN adaptée en consé-
quence, limitant ainsi les conséquences potentielles sur le maintien de l’intégrité génétique. La 
voie ATR/Chk1 est la principale voie de signalisation (dite de « checkpoint ») activée en condition 
de stress réplicatif, et joue un rôle décisif pour réguler la progression du cycle cellulaire et préser-
ver la stabilité génétique. 

Cette partie s’attardera dans un premier temps à établir l’état de l’art sur l’activation de la voie 
ATR/Chk1, depuis la structure de l’ADN reconnue, jusqu’à la régulation de ses principaux subs-
trats. 

Dans un second temps, je décrirai l’impact d’un stress génotoxique —notamment un stress répli-
catif—sur la dynamique de réplication, les cibles connues du checkpoint ATR/Chk1-dépendant 
pour stopper la progression du cycle cellulaire et les conséquences d’un stress réplicatif sur le 
déroulement de la mitose et le maintien de la stabilité génétique au cycle cellulaire suivant. 

Enfin, dans une dernière partie, je présenterai l’état de l’art sur la tolérance/limitations des mé-
canismes de surveillance de l’ADN, notamment sur l’entrée des cellules en mitose en présence de 
dommages non réparés à l’ADN. 
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MECANISMES MOLECULAIRES D’ACTIVATION DE LA 

VOIE ATR/CHK1 

Mon travail de thèse met en évidence une régulation différentielle de l’activité Chk1 au cours 
d’une phase S normale et au cours de la progression S/G2 en conditions de stress réplicatif. Afin 
d’aider à la compréhension de mes résultats, je présenterai ici les mécanismes et structures sus-
ceptibles d’activer la voie ATR/Chk1 au cours d’un cycle normal ou perturbé. Ce chapitre détaillera 
la cascade d’interactions et de phosphorylations aboutissant à l’activation de Chk1, résumée sur 
la Figure 13. 

 

 

Figure 13 : Activation de la voie ATR/Chk1 par de l’ADN simple brin (ssDNA). RPA recouvre l’ADN simple brin 
et permet le recrutement d’ATRIP et ATR. Le complexe Rad9-Hus1-Rad1 (9-1-1) est présent aux jonctions 
ssDNA/dsDNA terminées par une extrémité 5’ libre et permet le recrutement de TopBP1. ETAA1 interagit 
directement avec RPA. Les protéines ETAA1 et TopBP1 peuvent toutes deux activer ATR via un domaine spé-
cifique (AAD – ATR Activating Domain). ATR collabore avec la Claspine pour phosphoryler Chk1 sur les résidus 
S317 et S345 ce qui permet son activation. Enfin, l’autophosphorylation de Chk1 sur le résidu S296 est néces-
saire pour inhiber l’entrée des cellules en mitose.  

 

RECRUTEMENT ET ACTIVATION D’ATR A LA CHROMATINE 

DEUX  ACTIVATEURS D’ATR :  TOPBP1 ET ETAA1 

La protéine RPA (Replication Protein A) se lie à l’ADN simple brin et est indispensable au recrute-
ment d’ATR à la chromatine (Costanzo et al. 2003, 7), notamment via ATRIP (ATR-interacting pro-
tein) qui interagit directement avec RPA et ATR (Cortez 2001; Zou 2003; Ball, Myers, et Cortez 
2005; Ball et al. 2007). L’activation d’ATR nécessite alors son interaction avec un domaine AAD 
(ATR-activating domain), dont la présence ectopique suffit à activer ATR chez le Xénope. Deux 
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protéines porteuses d’un domaine AAD ont été identifiées : ETAA1 et TopBP1 (A. Kumagai et al. 
2006; Bass et al. 2016) (Figure 13). 

ETAA1 interagit directement avec RPA —ce qui permet son recrutement direct à la chromatine— 
et active ATR via son domaine AAD (Feng et al. 2016; Bass et al. 2016; Haahr et al. 2016; Y.-C. Lee 
et al. 2016). 

Contrairement à ETAA1, le recrutement de TopBP1 à la chromatine n’est pas direct et requiert 
l’interaction de TopBP1 avec le complexe Rad9-Rad1-Hus1 (9-1-1) (Joon Lee, Kumagai, et Dunphy 
2007; Delacroix et al. 2007), lequel est spécifiquement recruté in vitro aux jonctions double brin -
simple brin de l’ADN (ssDNA/dsDNA) avec une extrémité 5’ libre (Ellison et Stillman 2003; Bermu-
dez et al. 2003; Zou, Liu, et Elledge 2003; Majka et al. 2006). Certains travaux suggèrent que con-
trairement à ETAA1, la voie (9-1-1)-TopBP1 est critique dans la réponse ATR aux stress géno-
toxiques (Saldivar et al. 2018), ce qui pourrait expliquer l’observation initiale chez le Xénope d’une 
forte dépendance de la voie ATR/Chk1 envers cette structure particulière. En effet, dans des ex-
traits d’ovocytes de Xénope, l’ajout de fragments de ssDNA n’active pas la voie ATR/Chk1, sauf si 
ceux-ci sont préalablement hybridés à un oligonucléotide ("primer") porteur d’une extrémité 5’ 
libre (MacDougall et al. 2007). L’activation de la voie ATR/Chk1 augmente légèrement avec la taille 
des fragments de ssDNA, mais est fortement stimulée par la présence de plusieurs extrémités 5’ 
libre (Van et al. 2010), suggérant que c’est la jonction entre un ssDNA et un dsDNA dont l’extré-
mité 5’ est libre (ici appelée "ssDNA-5’dsDNA") qui permet l’activation de la voie ATR/Chk1 
dans ces conditions. 

GENERATION DE  JONCTIONS SSDNA-5’DSDNA AU NIVEAU DE  FOURCHES DE  REPL ICATION 

BLOQUEES 

Le découplage fonctionnels des activités hélicases et polymérases à la fourche de réplication suite 
à un stress réplicatif induit à l'aphidicoline, un inhibiteur des polymérases réplicatives, aboutit à 
l’activation de la voie ATR/Chk1 (Byun 2005), peut-être suite à l’expansion d’une section (ou gap) 
de ssDNA entre la polymérase bloquée et l’hélicase qui poursuit l'ouverture de la double hélice 
d'ADN. Cependant, les mécanismes d’activation d'ATR/Chk1, en réponse à un stress réplicatif, 
pourraient différer selon le brin considéré au niveau de la fourche de réplication. 

En effet, sur le brin tardif la réplication discontinue de l’ADN, via les fragments d’Okazaki, fait 
qu’une extrémité 5’ libre est disponible pour permettre l’activation de la voie ATR/Chk1 (Fig. 14A). 
Sur le brin précoce, c’est en revanche l’extrémité 3’ du brin répliqué naissant qui est exposée, ce 
qui ne permet pas a priori l’activation d’ATR/Chk1. Néanmoins, la primase-polymérase PrimPol 
participe au redémarrage des fourches bloquées par une large variété d’altérations et il a été 
proposé qu’elle pourrait initier un nouveau priming en aval de la polymérase arrêtée sur le brin 
précoce (J. Bianchi et al. 2013; García-Gómez et al. 2013; Kobayashi et al. 2016; Mourón et al. 
2013; Schiavone et al. 2016; Wan et al. 2013; Bai et al. 2020), ce qui pourrait participer à la for-
mation de jonctions ssDNA-5’dsDNA et à l’activation d’ATR/Chk1 (Fig. 14B). En accord, il a été 
proposé, chez le Xénope, que la formation de primers jouait un rôle dans l’activation de la voie 
ATR/Chk1 après un blocage des fourches de réplication induit à l’aphidicoline (Van et al. 2010). 
Néanmoins, le rôle de PrimPol dans l’activation du checkpoint de la réplication est encore 
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spéculatif et la déplétion de PrimPol n’empêche pas l’activation d’ATR/Chk1 suite à un traitement 
à l’hydroxyurée (HU) (Wan et al. 2013). 

 

 

Figure 14 : Différents mécanismes générant une extrémité 5’ libre à partir d’une fourche de réplication 

ralentie. 

 

Dans certains cas, une fourche de réplication ralentie peut entrainer une réversion de fourche, 
une structure particulière dans laquelle les deux brins naissants se sont hybridés pour former un 
nouvel élément double brin (Figure 14C), ce qui permet une stabilisation de la fourche de réplica-
tion et/ou le passage ("bypass") du blocage de la fourche par un mécanisme de template switching 
(pour revues (Neelsen et Lopes 2015; Ait Saada, Lambert, et Carr 2018)). DNA2 joue un rôle dans 
le redémarrage des fourches de réplication après un blocage à l’HU (Thangavel et al. 2015) et la 
déplétion de DNA2 augmente (i) le nombre de fourches reversées, (ii) ainsi que la proportion de 
fourches reversées dont les extrémités n'ont pas subi de résection et sont formées uniquement 
de dsDNA plutôt que de ssDNA/dsDNA (Thangavel et al. 2015) (Figure 14C). L’activité hélicase/nu-
cléase 5’>3’ de DNA2 pourrait donc former une jonction ssDNA-5’dsDNA au niveau de l’ADN 
double brin reversé et participer à l’activation de la voie ATR/Chk1. 

Suite à une large diversité de traitements génotoxiques, il a été observé en microscopie électro-
nique chez la levure, le Xénope et dans les cellules de mammifères des structures pouvant corres-
pondre à ces trois modes de genèse d’une jonction ssDNA-5’dsSNA à la fourche de réplication, 
qui pourraient donc chacune contribuer à l’activation de la voie ATR/Chk1 in vivo en conditions 
de stress réplicatif (Zellweger et al. 2015; Lopes, Foiani, et Sogo 2006; Hashimoto et al. 2010). 
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ACTIVATION D’ATR/CHK1 VIA  LA  RESECTION DE  CASSURES DOUBLE  BRIN  DE  L 'ADN 

Indépendamment du processus de réplication de l'ADN, la voie ATR/Chk1 peut être activée de 
manière ATM et MRE11 dépendante suite à l’induction de cassures double brin (DSB) (Jazayeri et 
al. 2006). Brièvement, la réparation de cassures DSB peut impliquer deux types de mécanismes : 
l’"End-joining" —qui va fusionner les deux extrémités de la cassure double brin et n'entraîne pas 
à priori l'activation d'ATR/Chk1— et la recombinaison homologue, qui nécessite des étapes de 
résection des extrémités avant réparation de la cassure à l’aide d’une matrice homologue. Le 
complexe MRN (Mre11-Rad50-Nbs1) est rapidement recruté au niveau des cassures DSB et per-
met de maintenir un lien physique entre les deux extrémités (Chu 2014). MRN recrute ATM, dont 
l’activation permet le recrutement de CtIP (CtBP-interacting protein). Mre11 possède à la fois une 
activité endonucléase et une activité exonucléase 3’>5’ : l’activité endonucléase permet de géné-
rer une cassure simple brin en amont suivie d’une résection limitée par l’activité 3’>5’ exonucléase 
(Shibata et al. 2014). Une résection plus étendue dans le sens 5’>3’ sous la dépendance des exo-
nucléases Exo1 et DNA2 et de l’hélicase BLM (Chu 2014) permet l’activation d’ATR et Chk1 (Figure 
15). Les complexes Cycline A2/Cdk phosphorylent CtIP et Exo1, ce qui joue un rôle critique pour 
restreindre la recombinaison homologue aux phases S et G2 du cycle cellulaire (Huertas et Jackson 
2009; Tomimatsu et al. 2014). 

 

Figure 15 : Mécanismes de génération d’ADN simple brin à partir d’une cassure double brin. 

(adapté de (Katsuki et al. 2020)) 

 

 

AMPLIFICATION DU SIGNAL ATR 

Suite à un traitement à la camptothécine (CPT, un inhibiteur sélectif de l'ADN topoisomérase I), 
l’E3 ubiquitine ligase PRP19 (Pre-mRNA-processing factor 19) est recrutée à la chromatine où elle 
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interagit avec RPA de manière ATR dépendante. PRP19 ubiquitine RPA et sa déplétion réduit l’ap-
parition de foyers ATRIP ainsi que l’activation de la voie ATR/Chk1. D’autre part, un mutant de 
PRP19 déficient de l’activité E3 ubiquitine ligase est correctement recruté à RPA, mais ne restaure 
pas l’activation de la voie ATR/Chk1 suite à la déplétion de PRP19 endogène (Maréchal et al. 
2014). Ces observations suggèrent un modèle d’amplification de l’activité ATR par un phénomène 
de rétrocontrôle positif : l’activation d’ATR permet le recrutement de PRP19, qui va ubiquitiner 

RPA et promouvoir le recrutement de nouvelles sous-unités ATR-ATRIP, renforçant ainsi l’acti-

vation de la voie ATR/Chk1. 

 

ACTIVATION DE CHK1 PAR ATR ET ROLE DE LA CLASPINE 

In vitro et in vivo, ATR phosphoryle Chk1 au niveau des sérines S317 et S345, ce qui augmente 

son activité kinase (Zhao et Piwnica-Worms 2001; Walker et al. 2009). Chez la souris, l'inactivation 
conditionnelle de Chk1 dans des cellules ES conduit à une entrée prématurée des cellules en mi-
tose qui est compensée par l’expression de Chk1 WT ou d'un mutant Chk1 S317A mais pas par 
l’expression d'un mutant S345A (Niida et al. 2007), suggérant que la phosphorylation du résidu 
S345 joue un rôle critique dans la régulation de l'activité Chk1. Bien qu’il n’empêche pas l’entrée 
des cellules en mitose, l’expression du mutant S317A conduit à un nombre important d’anorma-
lités chromosomiques en métaphase ainsi qu’à une plus grande proportion de cellules tétra-
ploïdes en sortie de mitose (Niida et al. 2007), suggérant que la phosphorylation de la sérine S317 
contribue néanmoins à la régulation correcte de Chk1. 

Chez le Xénope et dans les cellules humaines, la phosphorylation de Chk1 par ATR nécessite l’in-
teraction de Chk1 avec une protéine adaptatrice, la claspine (A. Kumagai et Dunphy 2000; 
Claudia Christiano Silva Chini et Chen 2003; A. Kumagai, Kim, et Dunphy 2004; H. Y. Yoo 2006; 
Lindsey-Boltz et al. 2009). La claspine interagit avec ATR même en absence de stress (Claudia 
Christiano Silva Chini et Chen 2003), alors que son interaction avec Chk1 augmente suite à un 
stress génotoxique (Claudia Christiano Silva Chini et Chen 2003). Chez le Xénope, la région d’inte-
raction entre Chk1 et la claspine a été déterminée (A. Kumagai et Dunphy 2003) et est dénom-

mée CKBD (Chk1-Binding Domain) ou CKAD (Chk1-Activating Domain). Cette région contient plu-
sieurs résidus phosphorylables très conservés, dont le résidu T916, dont la mutation sous une 
forme non-phosphorylable empêche l’interaction de la claspine et Chk1 (A. Kumagai et Dunphy 
2003; Claudia C. S. Chini et Chen 2006; Clarke et Clarke 2005).  

La (les) kinase(s) responsable(s) de la phosphorylation du domaine CKBD reste controversée. In 
vitro, Chk1 peut phosphoryler le résidu T916 du CKBD et in vivo, Chk1 est nécessaire à la stabilité 
de la claspine (C C S Chini, Wood, et Chen 2006). Néanmoins, l’inhibition de Chk1 n’empêche pas 
la phosphorylation du résidu T916 de la claspine (Bennett et al. 2008), suggérant que Chk1 n'est 
pas responsable de cette phosphorylation in vivo, ou que d’autres kinases peuvent également 
assurer cette fonction. Deux autres candidats ont été proposés : la caséine kinase 1 gamma 1 
(CK1y1) et Cdc7. CK1y1 phosphoryle la claspine au niveau du CKBD in vitro et sa déplétion réduit 
les phosphorylations S317 et S345 de Chk1 in vivo suite à un traitement à l’aphidicoline (Meng et 
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al. 2011). Néanmoins, ces conditions de déplétion conduisent à une plus faible proportion de cel-
lule en phase S n'excluant pas que l’effet sur l’activation de la voie Chk1 soit indirect. 

La claspine interagit également avec la kinase Cdc7 (C.-C. Yang et al. 2016; 2019) qui peut la phos-
phoryler au niveau du CKBD (C.-C. Yang et al. 2019; Rainey et al. 2013; J. M. Kim et al. 2008). 
L'inactivation de Cdc7 dans les cellules ES de souris ou sa déplétion dans les cellules humaines 
réduit fortement la phosphorylation S317 de Chk1 suite à un traitement à l’HU ou aux UV (C.-C. 
Yang et al. 2019; J. M. Kim et al. 2008). A l'inverse, l'inhibition de Cdc7 plusieurs heures après un 
traitement HU ne fait pas disparaître la phosphorylation S317 de Chk1 (Rainey et al. 2013). 
Compte-tenu du rôle de Cdc7 dans l’activation des origines de réplication, un effet indirect ne 
peut à nouveau pas être exclu. 

En résumé, si l’importance de la claspine et de la phosphorylation du domaine CKBD dans l’ac-

tivation de Chk1 sont bien établies, les modalités de cette phosphorylation in vivo reste partiel-
lement élucidées. 

 

ACTIVATION DE CHK1 PAR AUTOPHOSPHORYLATION 

Chk1 s’autophosphoryle sur la sérine S296 (Kasahara et al. 2010) et en accord, l’inhibition de son 
activité par des agents pharmacologiques fait disparaître la phosphorylation de ce résidu, mais 
pas celle des résidus S317 et S345 (Kasahara et al. 2010; Massey et al. 2015). L’expression d'une 
forme mutante S296A dans des cellules ne restaure pas la réponse aux lésions de l'ADN après 
déplétion de la forme endogène (Kasahara et al. 2010), suggérant que l’autophosphorylation de 
Chk1 sur le résidu S296 participe à ses fonctions biologiques. 

La régulation de ce résidu n’est pas clairement élucidée et des résultats contradictoires ont été 
obtenus. Dans des cellules HeLa et HT29, la phosphorylation du résidu S296 augmente avec celle 
des résidus S345 et S317 suite à un stress génotoxique (Kasahara et al. 2010; Massey et al. 2015; 
Clarke et Clarke 2005) alors que l’inhibition d’ATR diminue l’intensité du signal S296P uniquement 
dans les cellules HeLa (Kasahara et al. 2010), suggérant que la phosphorylation de Chk1 par ATR 
pourrait permettre l’autophosphorylation de Chk1 sur le résidu S296. A contrario, l’inhibition 
d’ATR dans les lignées U2OS et HT29 n’a qu’un effet très modeste sur la phosphorylation S296P, 
tandis que l’inhibition de Chk1 la fait totalement disparaître (Massey 2016). Enfin, le signal Chk1 
S296P augmente suite à divers traitements génotoxiques dans les lignées HeLa, HT29 et U2OS 
(Kasahara et al. 2010; Massey et al. 2015; Michelena et al. 2019) mais pas dans les lignées 
Colo205, SW620 ou hTERT-RPE-1 (Massey et al. 2015; Michelena et al. 2019). Ces données souli-
gnent que la régulation du résidu S296 in vivo en présence ou en absence de stress génotoxique 
reste à approfondir. 

 

LIBERATION DE LA CHROMATINE 

Il a été estimé par fractionnement biochimique qu'environ 20% de la quantité totale de Chk1 est 
localisée à la chromatine, mais que suite à un stress génotoxique (HU, UV ou radiations ionisantes) 
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la fraction chromatinienne est fortement réduite (Smits, Reaper, et Jackson 2006; Shimada et al. 
2008; Kasahara et al. 2010). La relocalisation de Chk1 dans une fraction soluble, notamment le 
nucléoplasme, survient dès les premières minutes après traitement aux UV et dépend d’ATR 
(Smits, Reaper, et Jackson 2006). Par immunofluorescence, il a été observé que la forme Chk1 
pS296 est localisée dans le nucléoplasme tandis que la forme Chk1 pS345 est principalement lo-
calisée à la chromatine (Kasahara et al. 2010). Ces observations suggèrent un modèle selon le-

quel Chk1 est phosphorylée à la chromatine par ATR sur les résidus S345 et S317, ce qui induit 

sa relocalisation dans le nucléoplasme, où Chk1 s’autophosphoryle sur le résidu S296 alors que 

les résidus S345 et S317 sont rapidement déphosphorylés. 

 

 

Figure 16 : Structure et domaines de Chk1 (adapté de (Emptage et al. 2017)) 

 

CHANGEMENTS DE CONFORMATION DE CHK1 

Chez l’homme, Chk1 est une S/T kinase de 476 acides aminés constituée d’un domaine kinase (KD, 
Kinase Domain) en N-terminal dont la structure a été obtenue par cristallographie avec une réso-
lution de 1.7 Å (P. Chen et al. 2000), suivi d’une région "linker" puis d’un domaine C-terminal 
dénommé Kinase Associated (KA1) domain (P. Chen et al. 2000; Emptage et al. 2017) (Figure 16). 
Le domaine kinase isolé possède une activité enzymatique ~20 fois plus élevée que la protéine 
entière (P. Chen et al. 2000; Katsuragi et Sagata 2004) et des mutations déstabilisant la structure 
du domaine KA1 rendent Chk1 constitutivement active, même en absence de phosphorylation du 
résidu S345 par ATR (E.-Y. Gong et al. 2015). Ces deux domaines interagissent in vitro et in vivo 
(Katsuragi et Sagata 2004; Walker et al. 2009; Emptage et al. 2017) et des données biochimiques 
par approche FRET suggèrent que suite à un traitement génotoxique, la distance entre les 
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domaines KD et KA1 augmente (Han et al. 2016). Sur la base de ces observations, il a été proposé 
que la phosphorylation de Chk1 par ATR sur les résidus S345 et S317 modifie l’interaction entre 

les domaines N- et C-terminal, libérant ainsi le domaine kinase et permettant l’activation com-

plète de Chk1. 

 

SUBSTRATS DE CHK1 

Un crible phosphoprotéomique visant à identifier les substrats de la kinase Chk1 à partir d'une 
forme mutante pouvant utiliser des analogues de l'ATP (Chk1as, analogue sensitive) a permis 
d'identifier 268 sites de phosphorylation sur 171 protéines différentes (Blasius et al. 2011). Envi-
ron 9% des substrats identifiés sont impliqués dans le contrôle du cycle cellulaire et 39% dans le 
métabolisme des nucléotides, ce qui inclut des protéines impliquées dans la réplication (Blasius 
et al. 2011; Shimada et al. 2008). Néanmoins, les substrats de Chk1 les mieux caractérisés sont 
les phosphatases Cdc25, notamment Cdc25A, dont Chk1 promeut la dégradation (Niels Mailand 
et al. 2000; Busino et al. 2003; Sørensen et al. 2003; Goto et al. 2019; Karlsson-Rosenthal et Mil-
lar 2006). La régulation des Cdc25 par Chk1 est développée par la suite. 
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LE STRESS REPLICATIF 

Dans son acceptation la plus générale, le terme de « stress réplicatif » fait référence à l’ensemble 
des conditions et altérations pouvant mener à un dysfonctionnement du processus de réplication 
du génome. Ces altérations peuvent avoir des sources, des conséquences et des modalités extrê-
mement variables, rendant difficile l’élaboration d’une définition unique basée sur un ou plusieurs 
biomarqueurs. Ici, le stress réplicatif fera référence à un état de la cellule où la progression des 
fourches de réplication est ralentie ou stoppée. 

Compte tenu de l’importance physiopathologique du stress réplicatif —notamment dans le déve-
loppement tumoral— je présenterai ici les sources potentielles de stress réplicatif auxquelles une 
cellule peut être exposée, ainsi que l’impact de ce stress réplicatif sur la dynamique de la réplica-
tion, notamment les effets médiés par l’activation du checkpoint ATR/Chk1. Les effets de l’activa-
tion de ce checkpoint de la réplication sur l’entrée en mitose seront développés au chapitre sui-
vant (p51). 

 

 

Figure 17 : Exemples de différentes structures perturbant la progression de la fourche de réplication. 
Adapté de (Técher et al. 2017). 

 

SOURCES DE STRESS REPLICATIF 

SOURCES ENDOGENES DE  STRESS REPL ICATIF 

OBSTACLES « NATURELS »  A LA PROGRESSION DE  LA FOURCHE  DE  REPL ICATION 

Au niveau de la fourche de réplication, la progression de l’hélicase MCM ou de la polymérase peut 
être interrompue par une large variété d’obstacles, comme des lésions de l’ADN (sites abasiques, 
bases endommagées, pontages ("cross-link") inter- ou intra-brins (dimères de pyrimidines…) ou 
la présence de structures secondaires de l’ADN comme les épingles à cheveux ("hairpins") ou les 
G-quadruplexes (G4) (Pour revues (Lambert et Carr 2013; Mendoza et al. 2016; Técher et al. 
2017)) (Figure 17). 
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CONFLITS AVEC LA MACHINERIE  DE  TRANSCRIPTION 

La réplication et la transcription opèrent sur l’ADN et des conflits entre les deux machineries ma-
cromoléculaires sont une source potentielle d’instabilité génétique (García-Muse et Aguilera 
2016; Hamperl et Cimprich 2016; Helmrich et al. 2013). La progression de la fourche de réplication 
peut être perturbée par des contraintes topologiques (Kouzine et al. 2013) ou par la présence 
d’hybrides ARN/ADN appelés R-loops issus de la ré-hybridation en arrière de l’ARN polymérase 
du brin d’ARN naissant (Helmrich, Ballarino, et Tora 2011). En l’absence de résolution, ces struc-
tures peuvent aboutir à une progression irrégulière des fourches de réplication, à l’accumulation 
de dommages à l’ADN et à la genèse de cassures chromosomiques en mitose (Tuduri et al. 2009). 

Au sein de la chromatine, les sites les plus actifs de transcription et de réplication sont séparés 
dans l’espace et suivent un pattern d’activation précis dans le temps (Wei 1998), et les deux pro-
cessus sont généralement couplés afin de favoriser la co-directionalité de la réplication et de la 
transcription (Petryk et al. 2016). Ce biais de co-directionalité permet d’éviter les collisions fron-
tales entre les deux machineries macromoléculaires, lesquelles stabilisent les R-loops (Hamperl 
et al. 2017). Afin d’éviter leur formation ainsi que de favoriser leur résolution, de multiples méca-
nismes ont évolués pour prendre en charge les R-loops et limiter leurs conséquences sur le main-
tien de la stabilité du génome : pour une revue récente, (García-Muse et Aguilera 2019). 

FACTEURS L IMITANTS LA REPL ICAT ION 

La réplication du génome diploïde des cellules humaines, soit 6,4 109 paires de bases, en quelques 
heures est un processus nécessitant une quantité importante de nombreux facteurs protéiques 
limitants. Un rôle critique de la quantité des hélicases Mcm2 et Mcm7 (Passerini et al. 2016), du 
niveau d’expression de RPA (Luis Ignacio Toledo et al. 2013), du pool de dNTPs (désoxynucléo-
tides) (Poli et al. 2012), des histones (Mejlvang et al. 2014) ou encore de Cdc45 (Wong et al. 2011; 
Srinivasan et al. 2013; Köhler et al. 2016) a été mis en évidence, afin d'éviter une situation de 
stress réplicatif. 

METABOLISME CELLULAIRE  

Une autre source de dommages à l’ADN provient du métabolisme cellulaire, notamment de la 
production de dérivés réactifs de l'oxygène (ROS). Il est bien établi que le stress oxydant peut 
conduire à des évènements de mutagénèse —notamment via la genèse de bases oxydées et de 
sites apuriniques— mais la présence de ROS peut également affecter la vitesse de progression des 
fourches de réplication (Wilhelm et al. 2016). Une autre source de stress réplicatif liée au méta-
bolisme est la génération d’aldéhydes, notamment via le métabolisme des alcools (Brooks et 
Theruvathu 2005), ce qui peut conduire à la formation d’adduits à l'ADN, de pontages ADN-pro-
téine et de pontages entre deux brins d’ADN. 

INDUCTION D’UN STRESS REPL ICATIF VIA  L 'ACTIVATION D’ONCOGENES 

Dans des tissus hyperplasiques ou dans des lésions tumorales précoces, il a été observé la pré-
sence récurrente de différentes marques d'une réponse aux dommages à l'ADN, telles que g-
H2AX, p-Chk2, p-ATM, p-P53 suggérant l’activation soutenue d'un point de contrôle (checkpoint) 
(Gorgoulis et al. 2005; Bartkova et al. 2005). En revanche, la présence de dommages à l’ADN n’est 
pas observée dans les tissus physiologiquement prolifératifs comme l’épithélium du colon, 
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suggérant que l’activation d'un checkpoint est vraisemblablement liée à la mise en place de mé-
canismes oncogéniques précoces. L'hypothèse d'un stress réplicatif et de l'activation du DNA Re-
plication Checkpoint (DRC) a été émise, compte tenu de la surexpression fréquente de la Cycline 
E dans les tissus hyperplasiques (Gorgoulis et al. 2005). 

En accord avec cette hypothèse, la surexpression expérimentale de proto-oncogènes (Cycline E, 
(Bartkova et al. 2006; Bester et al. 2011; Neelsen et al. 2013)), Cdc25A (Neelsen et al. 2013), c-
Myc (Srinivasan et al. 2013; Maya-Mendoza et al. 2015) ou d'oncogènes (H-RasV12, Di Micco et 
al. 2006; Maya-Mendoza et al. 2015) (pour revue (Primo et Teixeira 2020)) perturbe la réplication, 
conduisant à l’activation des voies ATM/Chk2, ATR/Chk1 et/ou p53 ainsi qu’à l’accumulation de 
dommages à l’ADN (Bartkova et al. 2005; 2006; Di Micco et al. 2006; Dominguez-Sola et al. 2007), 
pouvant aboutir à la sénescence ou à la mort cellulaire (Halazonetis, Gorgoulis, et Bartek 2008).  

Dans les étapes précoces du développement tumoral, l’activation de ces voies de signalisation, 
notamment p53, jouerait un rôle de « barrière » à la tumorigénèse en limitant la prolifération de 
cellules soumises à un stress réplicatif constitutif. 

AGENTS PHARMACOLOGIQUES UTIL ISES POUR ETUDIER LE  STRESS REPL ICATIF 

Bien que la surexpression expérimentale d’oncogènes soit plus proche de la physiopathologie hu-
maine, le stress réplicatif et ses conséquences sur le maintien de l'intégrité du génome sont fré-
quemment étudiés via l'utilisation d'agents pharmacologiques comme l’aphidicoline ou l’hy-
droxyurée. 

. L’aphidicoline est un inhibiteur des polymérases réplicatives alpha (Sheaff, Ilsley, et Kuchta 

1991), delta (Wahl et al. 1986) et epsilon (Cheng et Kuchta’ 1993) dont l’utilisation conduit de 
manière dose-dépendante à un ralentissement ou à un arrêt de la progression des fourches de 
réplication (Koundrioukoff et al. 2013). Le traitement à l'aphidicoline génère de nombreux gaps 
d'ADN simple brin (ssDNA) (Lonn et Lonn 1988) et active la voie ATR/Chk1 par un mécanisme 
impliquant vraisemblablement un découplage entre les activités hélicase et polymérase (Chang, 
Lupardus, et Cimprich 2006).  

. L’hydroxyurée (HU) inhibe l'enzyme ribonucléotide réductase, ce qui modifie rapidement les 

pools cellulaires de dNTPs (V. Bianchi, Pontis, et Reichard 1986). Tout comme l’aphidicoline, l’hy-
droxyurée a d’importants effets sur la dynamique de réplication (Anglana, Bensimon, et Debatisse 
2003). Le traitement à l’aphidicoline favorise l’apparition de gaps ssDNA et de cassures double 
brin en métaphase au niveau de régions particulières du génome appelées sites fragiles communs 
(CFS). L’hydroxyurée favorise également l’apparition de tels gaps et cassures en métaphase, mais 
à des loci différents et donc vraisemblablement via des mécanismes distincts (Barlow et al. 2013). 
Enfin, des données chez la levure montrent que l’addition d’hydroxyurée induit en quelques di-
zaines de minutes la production de ROS (Huang et al. 2016). 
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EFFETS D’UN STRESS REPLICATIF 

NOTION DE  CHECKPOINT INTRA-S 

La notion de point de contrôle ou « checkpoint » de l'ADN fait référence aux voies de signalisation 
liant la détection de lésions de l'ADN à l’induction d’un arrêt transitoire ou définitif de la progres-
sion du cycle cellulaire. Selon que le stress génotoxique a lieu en phase G1, en S ou en G2, les 
voies de signalisation activées pourront être différentes, tout comme les mécanismes de répara-
tion et les conséquences sur le devenir cellulaire (pour revue (Shaltiel et al. 2015)). Dans un but 
de clarté, dans ce manuscrit, la dénomination « checkpoint G2/M » fera référence à la réponse 
cellulaire empêchant l’entrée des cellules en mitose en présence d’un stress génotoxique, tandis 
que « checkpoint intra-S » fait référence à celle mise en place pour répondre à la présence d’un 
stress réplicatif en phase S. 

IMPACT  SUR LA  DYNAMIQUE DE  REPL ICATION 

Suite à l’induction d’un stress réplicatif, deux effets apparemment contradictoires ont été décrits : 
l’inhibition globale au sein du génome de l’activation d’origines de réplication, mais l’activation 
locale d'origines dormantes à proximité des fourches de réplication ralenties. 

La présence simultanée de ces deux phénomènes a notamment pu être mise en évidence en ob-
servant la dynamique des foyers d’incorporation d’EdU (un analogue de nucléoside) et en la com-
parant à la vitesse de progression des fourches de réplication mesurée sur fibres d’ADN étirées 
(peignage moléculaire ou DNA combing) (Xin Quan Ge et Blow 2010). Dans des cellules humaines 
en début de phase S, un traitement avec de faibles doses d’HU réduit l’intensité des foyers d’in-
corporation d’EdU, mais pas autant qu'attendu compte tenu de la baisse de vitesse des fourches 
de réplication, suggérant que le nombre d’origines actives a augmenté localement au sein de 
chaque foyer EdU. En revanche, des expériences de "pulse-chase" montrent que l'apparition de 
nouveaux foyers EdU est inhibée en présence d'HU, suggérant que l’activation de nouvelles ori-
gines de réplication est inhibée à distance des fourches actives (Xin Quan Ge et Blow 2010). La 
coexistence de ces deux phénomènes a été confirmée par des approches de génomique : dans 
des cellules en phase S et traitée à l’HU, on observe dans les régions précoces des regroupements 
("clusters") d’origines actives plus rapprochées qu’en conditions normales, tandis que les origines 
de réplication plus tardives ne sont pas activées (Karnani et Dutta 2011). Enfin, en microscopie à 
super-résolution, la comparaison des foyers PCNA avec ou sans traitement à l’HU, montre que 
suite à un stress réplicatif, les foyers PCNA sont ~40% moins nombreux mais ~30% plus larges 
(Cseresnyes, Schwarz, et Green 2009), ce qui est compatible avec une inhibition globale de l’acti-
vation d’origines de réplication mais une augmentation locale de leur nombre. 

ACTIVAT ION D’ORIGINES DORMANTES 

Chez les métazoaires, le nombre de complexes de pré-réplication assemblés ("licensed") est en 
large excès par rapport aux nombre d'origines activées (Cayrou et al. 2011). La réduction du 
nombre de complexes de pré-réplication assemblés via la déplétion des protéines du complexe 
MCM2-7 n’a qu’un effet modeste sur la dynamique de réplication ou la viabilité cellulaire en con-
ditions non-perturbées, mais potentialise fortement la sensibilité à un stress réplicatif (X. Q. Ge, 
Jackson, et Blow 2007; Ibarra, Schwob, et Méndez 2008; Gineau et al. 2012). 
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Un traitement à l’HU réduit la vitesse des fourches de réplication mais également la distance inter-
origine (IOD), alors que la déplétion de MCM5 supprime partiellement cette diminution de l’IOD 
(X. Q. Ge, Jackson, et Blow 2007), suggérant que les origines de réplication surnuméraires (ou 

"dormantes") sont mobilisées pour compenser le ralentissement des fourches de réplication dû 

à un stress réplicatif. L’activation d’origines dormantes est un mécanisme rapide intervenant dans 
les 30 minutes suivant le ralentissement des fourches de réplication (Courbet et al. 2008). Il reste 
débattu si l'activation des origines dormantes dépend d’une signalisation active liée au checkpoint 
intra-S (Y.-H. Chen et al. 2015) et/ou si il s’agit d'une conséquence indirecte du ralentissement des 
fourches de réplication favorisant l'activation d'origines dormantes situées entre deux origines de 
réplication ralenties. La vitesse de progression des fourches et la densité en évènements d’initia-
tion semblent en effet liées et moduler l’un affecte l’autre en retour (Rodriguez-Acebes, Mourón, 
et Méndez 2018; Köhler et al. 2016). 

 

 

Figure 18 : Mécanismes possibles d’inhibition des origines tardives par la voie ATR/Chk1. Chk1 peut empêcher le recru-
tement de Cdc45 et l’activation d’origines de réplication en inhibant les complexes Cyclines/Cdk qui phosphorylent la Tre-
sline, ou en interagissant directement avec la Tresline. Par ailleurs, ATR favorise la stabilité de l’histone méthyl-transférase 
MLL, ce qui pourrait limiter le recrutement de Cdc45 en favorisant la modification épigénétique H3K4me3. 

 

INHIBITION DES ORIGINES TARDIVES 

L’analyse d'intermédiaires de réplication sur gels à 2D (Kramarz et al. 2021) montre que chez la 
levure S. cerevisiae, un traitement au MMS (Methyl methanesulfonate) bloque l’apparition de 
nouveaux yeux de réplication bien avant que l’ADN ne soit totalement répliqué (Shirahige et al. 
1998). Similairement, chez le Xénope ou dans les cellules de mammifères, des traitements avec 
des agents ou radiations génotoxiques réduisent la synthèse globale d’ADN ainsi que l'initiation 
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de nouvelles origines de réplication analysées par peignage moléculaire (Falck et al. 2002; 
Costanzo et al. 2003; Luciani 2004; C. J. Merrick, Jackson, et Diffley 2004; Chastain II et al. 2006). 
L’inhibition de la synthèse d’ADN peut être compensée par l’inhibition ou la déplétion d’ATR ou 
Chk1 (Falck et al. 2002; Chastain II et al. 2006), suggérant que l’activation de la voie ATR/Chk1 
inhibe l’activation de nouvelles origines de réplication. 

Plusieurs mécanismes moléculaires ont été proposés pour expliquer cet effet inhibiteur sur les 
origines de réplication tardives (Figure 18) :  

ATR peut phosphoryler Dbf4, une sous unité régulatrice de Cdc7 (A. Y.-L. Lee et al. 2012), mais 
chez le Xénope ou dans les cellules humaines, le recrutement de Cdc7 ou de ses sous unités régu-
latrices Drf1 et Dbf4 à la chromatine est maintenu en présence d’un stress génotoxique et l’acti-
vité enzymatique de Cdc7 n’est pas diminuée (Yanow et al. 2003; Tenca et al. 2007; Tsuji et al. 
2008; Yamada et al. 2013). Il est donc peu probable que chez les vertébrés la voie ATR/Chk1 
régule directement l’activité Cdc7 afin d’inhiber l’activation d'origines de réplication tardives 

en conditions de stress réplicatif. 

Il a été mis en évidence par ChIP, suite à un traitement à l’HU, que les origines de réplication 
tardives recrutent MCM10 mais pas Cdc45, alors que l’inhibition d’ATR/ATM dans ces conditions 
permet le recrutement de Cdc45 à ces origines (Karnani et Dutta 2011), suggérant que le check-
point de la réplication agit en empêchant le recrutement de Cdc45 aux complexes de pré-réplica-
tion. En accord, l’inhibition des activités Cdk supprime le recrutement de Cdc45 à la chromatine 
(Falck et al. 2002). Au cours d’un cycle cellulaire normal, l’activité Cdk2 favorise le recrutement 
de Cdc45 via la phosphorylation de la Tresline (voir p14), mais Chk1 en interagissant avec la Tre-
sline module le recrutement de Cdc45 (Guo et al. 2015). Chk1 pourrait donc empêcher le recru-

tement de Cdc45 et l’activation d’origines par deux mécanismes distincts : soit à travers la ré-

gulation de l’activité Cdk, soit en interagissant directement avec la Tresline. 

Enfin, suite à un traitement HU, ATR phosphoryle l’histone méthyltransférase MLL, ce qui em-
pêche son interaction avec SCFSkp2 et permet son accumulation. Dans ces conditions, l’accumula-
tion de marques H3K4me3 pourrait empêcher le recrutement de Cdc45 aux origines de réplication 
(H. Liu et al. 2010).  
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LES CIBLES DU CHECKPOINT G2/M POUR INHIBER LA 

TRANSITION EN MITOSE 

Suite à une variété de stress génotoxiques, l’entrée des cellules en mitose est rapidement inhibée. 
Cet effet repose sur une réponse rapide visant spécifiquement l’activité d'un ensemble d'induc-
teurs mitotiques, mais également sur une réponse p53-dépendante plus lente, qui peut promou-
voir l'arrêt irréversible (senescence) du cycle cellulaire ou la mort cellulaire. 

Au cours de mon doctorat, je me suis intéressé au contrôle de l’entrée en mitose en conditions 
de stress réplicatif dans des cellules non-transformées où ces deux réponses rapides et lentes 
prennent place. L’impact de la voie ATR/Chk1 sur les inducteurs mitotiques est résumé  figure 19, 
tandis que les mécanismes permettant un arrêt p53 et p21 dépendant en G2 sont présentés figure 
21 (p55). 

 

 

Figure 19 : Inhibition de l’entrée en mitose suite à l’activation de la voie ATR/Chk1. Chk1 induit la dégradation b-TRCP-
dépendante de la phosphatase Cdc25A et inhibe également l'activité enzymatique de Cdc25B et Cdc25C, deux autres 
phosphatases activatrices des Cdk. Chez le Xénope, Chk1 phosphoryle également la kinase Wee1, ce qui stimule son 
activité et participe à l'inhibition des complexes Cyclines/Cdk. L'activation de la voie ATR/Chk1 déclenche également la 
dégradation de Bora, un co-activateur d'Aurora-A, et inhibe l’interaction transitoire d’Aurora-A avec Plk1, ce qui em-
pêche l'activation de cette dernière. L’ensemble de ces mécanismes participe à l'induction d'un arrêt ATR/Chk1-dépen-
dant en phase G2 suite à un stress génotoxique. 
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LES CIBLES CDC25 POUR INHIBER L’ACTIVITE CDK 

Les phosphatases Cdc25 (Cdc25A, B et C) régulent l’activité de plusieurs complexes Cyclines/Cdk 
et sont les cibles de la voie ATR/Chk1. In vitro, Cdc25A, B et C sont phosphorylées par Chk1 au 
niveau de plusieurs résidus dont certains pourraient jouer un rôle dans la régulation de leur 
activité phosphatase (pour revue, (Karlsson-Rosenthal et Millar 2006)). Cdc25A et Cdc25B inte-
ragissent à la fois avec Cycline A2, Cycline B1 et Cycline E, alors que Cdc25C n’interagit qu’avec 
la Cycline B1 (Uto et al. 2004). En accord, Cdc25C stimule l'activité Cycline B1-Cdk1 (Gheghiani 
et al. 2017; Gabrielli et al. 1997) alors que Cdc25B stimule les complexes Cycline A2-Cdk2 et 
Cycline B1-Cdk1 (Gabrielli et al. 1997; Goldstone et al. 2001). La déplétion (partielle par siRNA) 
de Cdc25A ou Cdc25B, mais pas de Cdc25C, retarde l’entrée des cellules en mitose (Lindqvist et 
al. 2005; N. Mailand 2002), alors que leur surexpression respective favorise une entrée préma-
turée (Gheghiani et al. 2017; Karlsson et al. 1999; Varmeh et Manfredi 2009; N. Mailand 2002). 
Les Cdc25 ont une forte redondance fonctionnelle, mise en évidence par leur inactivation 
(knock-out) respective chez la souris. L'inactivation de Cdc25A est létale chez l'embryon de sou-
ris alors que son absence est compensée par les deux autres Cdc25 dans les tissus adultes (Jinho 
Lee et al. 2009), tandis que les souris double KO Cdc25B -/- Cdc25C -/- sont viables et que les 
fibroblastes dérivés (MEFs) ont un cycle cellulaire normal et un checkpoint G2/M fonctionnel en 
réponse à des radiations ionisantes (Ferguson et al. 2005; M.-S. Chen et al. 2001). De manière 
notable, l’exposition aux UV induit la dégradation Chk1-dépendante de Cdc25A, mais pas de 
Cdc25B ou Cdc25C, dont les niveaux d’expression restent inchangés (Niels Mailand et al. 2000). 
L'importance de la phosphorylation Chk1-dépendante de Cdc25A dans les mécanismes de 
checkpoint est solidement étayée tandis que la contribution effective de la phosphorylation 
Chk1-dépendante de Cdc25B et Cdc25C reste partiellement élucidée. 
 

 

 

 

Figure 20 : Modèle d’induction de la dégradation de Cdc25A suite à sa phosphorylation par Chk1. La kinase Chk1 
active s’auto-phosphoryle sur le résidu S296 et phosphoryle Cdc25A sur la T507. Une protéine 14-3-3 reconnait et 
interagit avec chacun de ces deux résidus phosphorylés. 14-3-3 ayant tendance à former des homodimères, la re-
connaissance des résidus Chk1 pS296 et Cdc25A pT507 rapproche spatialement les deux protéines et permet à Chk1 
de phosphoryler plusieurs résidus de Cdc25A dont la S76, localisée à proximité d’un site reconnu par le complexe 
b-TRCP. La phosphorylation de la S76 permet à NEK11 de phosphoryler d’autres résidus nécessaires au recrutement 
de b-TRCP, ce qui induit à l’ubiquitination et la dégradation de Cdc25A. Adapté de (Kasahara et al. 2010). 
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CDC25A 

Suite à différents stress génotoxiques induits par des radiations ionisantes, des UV ou des agents 
pharmacologiques, Cdc25A est rapidement dégradée (Niels Mailand et al. 2000; Falck et al. 2001; 
N. Mailand 2002; Xiao et al. 2003; Busino et al. 2003; Molinari et al. 2000; Jianping Jin et al. 2008; 
Kasahara et al. 2010) de manière Chk1-dépendante (Sørensen et al. 2003; Xiao et al. 2003; Jian-
ping Jin et al. 2008). Le modèle actuel est que (i) l’autophosphorylation de Chk1 sur la serine S296 
et la phosphorylation par Chk1 du résidu T507 de Cdc25A permet la formation d'un complexe 
ternaire via le recrutement d’une protéine 14-3-3 (M.-S. Chen, Ryan, et Piwnica-Worms 2003; 
Kasahara et al. 2010). Cette triple association permet (ii) à Chk1 de phosphoryler d’autres sites de 
Cdc25A, notamment la S76 (Kasahara et al. 2010), ce qui (iii) facilite la phosphorylation par NEK11 
(NIMA (Never In Mitosis gene A)-related Kinase 11) des résidus S79, S82 et S88 de Cdc25A (Me-
lixetian et al. 2009), promouvant l’ubiquitination et à la dégradation b-TRCP-dépendante de 
Cdc25A (J. Jin 2003; Busino et al. 2003)(Figure 20). 

CDC25C 

Cdc25C est majoritairement cytoplasmique mais contient à la fois des éléments de séquence fa-
vorisant son export et son import nucléaire (Graves et al. 2001). Chk1 phosphoryle le résidu S216 
de Cdc25C (Sanchez 1997) et la mutation S216A ou l'inhibition pharmacologique de Chk1 favorise 
une localisation nucléaire partielle de Cdc25C, suggérant que la phosphorylation de Cdc25C par 
Chk1 favorise son exclusion du noyau (Graves et al. 2001). D'autre part, l'inhibition de Chk1 sup-
prime l'interaction entre Cdc25C et une protéine 14-3-3 (Graves et al. 2000; Dalal et al. 1999). Ces 
différentes données ont suggéré que l’interaction Chk1-dépendante de Cdc25C à 14-3-3 participe 
à sa localisation cytoplasmique. Dans la mesure où Cdc25C sous sa forme phosphorylée par Plk1 
active Cycline B1-Cdk1 dans le cytoplasme (Gheghiani et al. 2017), l'importance d'une séquestra-
tion de Cdc25C dans le cytoplasme suite à un stress génotoxique est sujet à débat. Il est possible 
que la phosphorylation de Cdc25C par Chk1 et/ou son interaction avec 14-3-3 empêche sa phos-
phorylation par Plk1. 

CDC25B 

Cdc25B pourrait également être régulée par un mécanisme de surveillance (checkpoint) de l’ADN. 
En effet, Cdc25B est phosphorylée, au moins in vitro, par Chk1 sur différents résidus S230, S549 
et S563 (Uto et al. 2004; Schmitt et al. 2006) et interagit avec une protéine 14-3-3 (Giles, Forrest, 
et Gabrielli 2003). La mutation du site d'interaction à 14-3-3 augmente l'activité phosphatase de 
Cdc25B sur Cycline B1-Cdk1 (Forrest et Gabrielli 2001).  

WEE1 

Enfin, chez le Xénope, Chk1 phosphoryle XWee1, l’homologue de Wee1, et un mutant non-phos-
phorylable de Xwee1 phosphoryle moins efficacement Cdk1 in vitro sur un résidu inhibiteur, 
Tyr15 (Joon Lee, Kumagai, et Dunphy 2001). Il est inconnu si ce mécanisme existe également 
chez les mammifères. 
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IMPACT SUR AURORA-A, BORA ET PLK1 

La régulation de l'activité des phosphatases Cdc25 n'est pas le seul mécanisme pour inhiber l’en-
trée des cellules en mitose et l’axe Aurora-A/Bora/Plk1 a également été identifié comme une cible 
de la réponse aux dommages à l’ADN.  

Plusieurs travaux ont mis en évidence que les activités Aurora-A et Plk1 sont inhibées suite à di-
vers traitements génotoxiques, mais peuvent être restaurées par l'ajout de caféine, un inhibiteur 
non spécifique des kinases ATM et ATR, suggérant qu'Aurora-A et Plk1 pourraient être des cibles 
du checkpoint G2/M (Smits et al. 2000; van Vugt et al. 2001; Tsvetkov et Stern 2005; Marumoto 
et al. 2002; Krystyniak et al. 2006). 

L’utilisation d'un senseur FRET de Plk1 (site Myt1) suffisamment sensible pour suivre son activité 
basale en phase G26 (Macůrek et al. 2008) a permis de montrer qu’un stress génotoxique (traite-
ment étoposide) induit l’inhibition de l’activité Plk1 (W Bruinsma et al. 2017). Cette inhibition de 
Plk1 par l’étoposide dépend de l’activité Chk1. De manière notable, l’expression ectopique d’une 
forme constitutivement active d’Aurora-A ne suffit pas à empêcher l’inhibition de Plk1 dans ces 
conditions. En revanche, l’expression d’une protéine de fusion Aurora-A-Bora suffit à empêcher 
l'inhibition de l’activité Plk1 après traitement à l’étoposide, contrairement à l’expression d’une 
fusion Aurora-A-Plk1, suggérant que Bora ou l'interaction Aurora-A/Bora sont des cibles préfé-
rentielles du checkpoint G2/M pour inhiber l'activation de Plk1. 

Plus récemment, il a été observé après traitement UV ou camptothécine que Bora est dégradée 
en ~1-2h, de manière b-TRCP dépendante (Qin et al. 2013). D'un point de vue mécanistique, Bora 
est phosphorylée sur la T501 après traitement UV, un résidu dont la mutation empêche l’ubiqui-
tination de Bora, son interaction avec le complexe b-TRCP et sa dégradation par le protéasome. 
Ce résidu T501 est normalement phosphorylé en mitose par Plk1 (Akiko Seki et al. 2008), mais 
suite à un traitement UV, la phosphorylation de ce résidu est insensible à l’inhibition de Plk1 mais 
est sensible à la caféine ou à la déplétion d’ATR (Qin et al. 2013). Son importance est confortée 
par l'observation que l'expression d'un mutant non-phosphorylable T501A restaure en partie la 
cinétique d’entrée des cellules en mitose en conditions de stress (Qin et al. 2013). En résumé, ces 
résultats suggèrent que la dégradation de Bora est un mécanisme important pour inhiber l'acti-

vation de l'axe Aurora-A-Bora-Plk1 suite à l'activation du checkpoint G2/M.  

 

  

                                                             

6 Voir p23 pour le détail des différents senseurs d’activité Plk1 existant dans la littérature. 
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INDUCTION DE P53 ET P21 ET ARRET IRREVERSIBLE DU CYCLE EN G2 

Après induction de dommages à l'ADN par un agent radiomimétique (bléomycine), la déplétion 
ou l’inhibition de Chk1 facilite l’entrée des cellules en mitose. Cependant, dans un contexte p53+ 
et p21+ une fraction importante de la population cellulaire reste arrêtée de manière persistante 
en phase G2 (Lossaint et al. 2011). La co-déplétion Chk1&Chk2 n’empêche pas l'arrêt persistent 
des cellules en G2, alors que la déplétion de p21 le supprime totalement (Lossaint et al. 2011; 
Krenning et al. 2014), bien que la cinétique d’entrée en mitose reste ralentie de façon Chk1-dé-
pendante (Lossaint et al. 2011). D'autre part, l’arrêt persistent en phase G2 observé après expo-
sition à des radiations ionisantes peut être en partie levé par l'addition de caféine, mais unique-
ment si celle-ci est ajoutée rapidement (Krenning et al. 2014). En revanche, après déplétion de 
p53, un traitement à la caféine restaure totalement la cinétique d'entrée en mitose même plu-
sieurs heures après irradiation (Krenning et al. 2014). Ces différents travaux indiquent que dans 
un contexte p53+/p21+, Chk1 peut dans un premier temps ralentir l’entrée des cellules en mitose 

mais qu’ensuite, un arrêt durable en phase G2 ne dépend plus de Chk1 mais de p53 et p21. 

 

 

Figure 21 : Induction de la sénescence en phase G2 via l’activation de p53 et p21. P53 induit la transcription de 
p21, dont l’accumulation inhibe et séquestre les complexes Cyclines/Cdk dans le noyau. En parallèle, p21 promeut 
l’interaction entre le complexe DREAM et les promoteurs de gènes codant pour différents inducteurs mitotiques, 
Aurora-A, Plk1, Cycline B1 et Cycline A2, ce qui induit leur répression transcriptionnelle. DREAM induit également 
la répression transcriptionnelle d’Emi1, un inhibiteur de l'ubiquitine ligase APC/CCdh1, et la co-inhibition des Cdk par 
p21 permet la formation d’un complexe APC/CCdh1 actif. APC/CCdh1 induit la dégradation de Cycline A2 et Cycline B1, 
inhibant de manière permanente l'entrée des cellules en mitose. 
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La protéine p21 est un inhibiteur des complexes Cyclines/Cdk (Harper et al. 1995) dont la trans-
cription est stimulée par p53 (EI-Deiry et al. 1994; 1993). De manière notable, p21 est dégradée 
en phase S par l’action conjointe des complexes SCFskp2 et CRL4cdt2 ce qui restreint sa fenêtre d’ex-
pression aux phases G1 et G2 (Barr et al. 2017). En accord, un arrêt irréversible de la progression 
du cycle cellulaire suite à différentes stress génotoxiques peut être induit en phases G1 et G2 mais 
pas en S (Chao et al. 2017; Johmura et al. 2014; Krenning et al. 2014). Par l'utilisation du système 
FUCCI7 (Sakaue-Sawano 2008), il a été mis en évidence que les cellules arrêtées en G2 finissent 
par réactiver le complexe APC/CCdh1, et entrent dans un état « G1-like », où elle peuvent expéri-
mentalement être forcées à entrer en phase S via l’expression de l’antigène grand T, avant la mise 
en place de l'état sénescent (Johmura et al. 2014; Krenning et al. 2014). 

L’entrée en sénescence en phase G2 est précédée par la suppression des inducteurs mitotiques, 
notamment Cycline A2 et Cycline B1 (Krenning et al. 2014; Johmura et al. 2014). L'utilisation d'une 
lignée Cycline B1 étiquetée (Knock-In fluorescent) a mis en évidence que des radiations ionisantes 
(IR) en G2 induisent l’import nucléaire de Cycline B1 (2 à 3h après IR) suivi de sa dégradation (4 à 
8h après) (Krenning et al. 2014; Müllers et al. 2014). La déplétion de p53 ou p21 empêche l’import 
et la dégradation de Cycline B1 (Krenning et al. 2014; Müllers et al. 2014) alors que la déplétion 
de Cdh1 empêche uniquement sa dégradation (Krenning et al. 2014). p21 est une protéine nu-
cléaire (Barr et al. 2017; Krenning et al. 2014) qui interagit fortement avec Cycline B1 (Krenning 
et al. 2014; Müllers et al. 2014), suggérant que suite à l'induction de p21, l’interaction entre p21 
et Cycline B1 séquestre cette dernière au noyau où elle est dégradée par APC/CCdh1. Cycline A2 
est également importée et dégradée dans le noyau suite à un traitement génotoxique en G2 (Cas-
cales et al. 2017, Jinho Lee et al. 2009). La réactivation d’APC/CCdh1 en phase G2 est p53 et p21-
dépendante et passe par la suppression p21-dépendante d’Emi18 (Jinho Lee et al. 2009; Wiebusch 
et Hagemeier 2010), peut-être via l’interaction directe entre le promoteur d’Emi1 et le complexe 
de répression transcriptionnelle DREAM, qui est activé en aval de p21 (Löhr et al. 2003; Fischer et 
al. 2016; Engeland 2018). Par ailleurs, l’inhibition des activités Cdk contribue à l’activation 
d’APC/CCdh1 en empêchant les phosphorylations inhibitrices de Cdh1 par les Cdk (Sørensen et al. 
2001). 

Ces mécanismes d’inhibition (p21) et de dégradation des Cyclines (APC/CCdh1 ) sont complétés de 
manière plus large par la répression transcriptionnelle des inducteurs mitotiques. Ainsi, le com-
plexe DREAM, composé notamment de p107 et p130 (deux protéines apparentées à Rb) associées 
à MuvB, interagit avec les promoteurs des gènes codant pour Aurora-A, Bora, Cycline A, Cycline 
B, les Cdc25, Cdk1, Cdk2 ou encore FoxM1 (Litovchick et al. 2007; Fischer et al. 2016, 53; Engeland 
2018). 

En conclusion, l’ensemble de ces données suggère un modèle où l’activation de p53 induit l’ac-

cumulation de p21 en phase G2, qui va inhiber et séquestrer les complexes Cycline/Cdk au 

noyau. En parallèle, l’activation de l’axe p53/p21 permet la réactivation d’APC/CCdh1 et la dégra-

dation des Cyclines. De plus, p53 et p21 vont promouvoir la répression transcriptionnelle de 

                                                             

7 Basé sur des domaines des protéines Cdt1 et géminine fusionnés à des variants fluorescents permettant de distinguer les cellules 
en G1 (Cdt1+) des cellules en S, G2 et M (Geminin+). 
8 Emi1 est un inhibiteur du complexe APC/CCdh1 (voir p9). 
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différents inducteurs mitotiques à travers le complexe de répression transcriptionnelle DREAM 

qui se lie à leurs promoteurs. (Figure 21) 

 

ACTIVATION DE L’AXE P53-P21 EN CONDITION DE STRESS REPLICATIF  

L’entrée en sénescence de cellules en phase G2 a été essentiellement étudiée suite à des radia-
tions ionisantes, mais peut également avoir lieu suite à un stress réplicatif. Ainsi, un stress répli-
catif induit par l’oncogène H-RasV12 entraine l’import et la dégradation de Cycline B1 en G2 (Kren-
ning et al. 2014), ainsi que l’induction de la b-galactosidase, un marqueur de la sénescence 
(Johmura et al. 2014). D'autre part, l’inactivation de p53 permet la prolifération de cellules MEFs 
en présence d’aphidicoline ou d’HU (Taylor et al. 1999). L’ajout d’aphidicoline en phase S induit 
l’accumulation de p21 (visualisable par un Knock-In fluorescent) à la phase G2 suivante ainsi qu’un 
arrêt du cycle p21-dépendant, au moins pour une fraction de la population cellulaire (Barr et al. 
2017). In vitro, Chk1 peut phosphoryler les résidus S15 et S20 de p53 (Shieh et al. 2000; Craig et 
al. 2007), tandis qu’ATR peut phosphoryler les résidus S15 et S37 (Tibbetts et al. 1999), ce qui 
pourrait contribuer à sa stabilisation, bien que la régulation de p53 soit complexe et que chez la 
souris la mutation de ces résidus n’ait qu’un effet partiel et tissu-dépendant (F. Toledo et Wahl 
2006; Kruse et Gu 2009). 

 

REPRESSION DU CHECKPOINT ET DE LA REPARATION PAR P53 ET P21 

Il a été mis en évidence par ChIP que le complexe DREAM est également associé au promoteur de 
Chk1 (Engeland 2018) et que suite à un traitement par un intercalant de l’ADN, les cellules s'arrê-
tent en phase G2 tandis que l'expression de Chk1 est inhibée de façon p53, p21 et Rb-dépendante 
(Gottifredi et al. 2001). En accord, l’expression inductible de p21 ou p53 suffit à induire l'inhibition 
de Chk1 (Gottifredi et al. 2001). 

Ces résultats sont à mettre en parallèle avec l’observation qu’une forme mutante stable de p53 
ou un traitement à la nutlin-3a activant p53, inhibent, via p21, l'expression d'un grand nombre de 
gènes impliqués dans la réparation de l’ADN, notamment les protéines de la famille FANC (Jaber 
et al. 2016, 53; Toufektchan et Toledo 2018). En accord, le complexe DREAM s’associe au promo-
teur de gènes impliqués dans le checkpoint G2/M ou la réparation de l’ADN (Engeland 2018). Ces 
résultats pourraient suggérer qu’il existe, suite à un arrêt du cycle cellulaire en phase G2, une 

fenêtre de temps pendant laquelle la réparation de l'ADN et la reprise du cycle est possible, 

mais au-delà de laquelle l’accumulation de p21 induit la sénescence et met fin au processus de 

réparation de l'ADN et à l'activation du checkpoint Chk1-dépendant.  
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PERSISTANCE EN MITOSE DE STRUCTURES LIEES A UNE 

REPLICATION INCOMPLETE 

Une importante littérature indique qu’en présence d’un stress réplicatif modéré, certaines régions 
du génome peuvent demeurer non-répliquées jusqu’à l'entrée des cellules en mitose où elles 
peuvent, au moins en partie, être prises en charge par des mécanismes spécialisés, limitant l'ap-
parition d'anomalies génétique au sein de la descendance. Une classe particulière de ces régions 
difficiles à répliquer correspond aux sites fragiles communs (CFS). D’excellentes revues récentes 
sur les CFS, leurs origines et leur résolution étant disponibles (Técher et al. 2017; Debatisse et 
Rosselli 2019; Özer et Hickson 2018; Fragkos et Naim 2017), ne seront abordés ici que les points 
les plus essentiels. 

STRESS REPLICATIF ET EXPRESSION DES SITES FRAGILES COMMUNS 

Les CFS ont été initialement identifiés par marquage de l'ADN et étalement chromosomique 
comme des régions du génome promptes à former des gaps (interruption du marquage de l'ADN) 
et des cassures chromosomiques, dénommées expression des CFS, un phénomène accentué par 
la présence d’un stress réplicatif (Glover et al. 1984) (Figure 22). Une proportion importante de 
réarrangements chromosomiques observés dans des cellules tumorales est localisée au niveau de 
sites fragiles (Burrow et al. 2009; Le Tallec et al. 2013), suggérant que les CFS sont une source 
majeure d’instabilité génétique au cours de la tumorigenèse. 

La cartographie des CFS dans différentes lignées cellulaires montre que la fragilité de ces loci ne 
peut pas simplement être prédite à partir d’éléments en cis et varie d’un type cellulaire à l’autre 
(Le Tallec et al. 2013; Hosseini et al. 2013; Letessier et al. 2011; Le Tallec et al. 2011). Néanmoins, 
les CFS arborent certaines propriétés communes dont le rôle dans la fragilité de ces régions a été 
abondamment étudié (pour revues (Debatisse et Rosselli 2019; Glover, Wilson, et Arlt 2017)). 

 

 

 

Figure 22 : Un stress réplicatif à l’aphidi-
coline induit au niveau de CFS, identi-
fiables par hybridation in situ, des cas-
sures chromosomiques visualisables par 
étalement métaphasique. (adapté de 
(Le Tallec et al. 2011)). 
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La protéine FANCD2 (Fanconi anemia group D2 protein) peut se localiser au niveau des CFS en 
interphase et en mitose (K. L. Chan et al. 2009; Naim et Rosselli 2009). En accord, les loci avec 
lesquels FANCD2 interagit le plus par ChIP en interphase après traitement aphidicoline sont signi-
ficativement plus sujet à des cassures en mitose (Pentzold et al. 2018; Okamoto et al. 2018). 
L'identification de CFS potentiels par ChIP de FANCD2 puis séquençage ou leur cartographie par 
des approches cytogénétiques en présence d’aphidicoline, indique qu’une majorité de CFS sont 
localisés au niveau de longs gènes (>300 kb) (Okamoto et al. 2018; Pentzold et al. 2018; Le Tallec 
et al. 2013). Dans différents organismes et/ou tissus, il existe une corrélation entre la transcription 
de grands gènes et leur interaction avec FANCD2 (Pentzold et al. 2018; Okamoto et al. 2018) et la 
proportion de cellules arborant des cassures au niveau de divers CFS est modifiée par l’expression 
ectopique de la RNAse H1 (Helmrich, Ballarino, et Tora 2011), suggérant un rôle des R-Loops et 
des conflits avec la machinerie de transcription dans l’expression de la fragilité des CFS. Néan-
moins, plusieurs grands gènes ne sont pas des sites fragiles (Pentzold et al. 2018; Le Tallec et al. 
2013), suggérant que la transcription de ceux-ci n’est pas suffisante pour induire leur fragilité. 

Des expériences pionnières de suivi du timing de réplication de certains loci au cours du cycle 
cellulaire via l'utilisation de sondes FISH (Le Beau 1998; Hellman et al. 2000), depuis renforcées 
par le développement d’approches sur le génome entier (Hansen et al. 2010), ont permis de dé-
terminer que les gènes de grande taille, notamment les CFS, sont en grande majorité répliqués 

tardivement au cours de la phase S (Le Tallec et al. 2013; Letessier et al. 2011) et que le timing 

de réplication des CFS est d’autant plus retardé par la présence d’aphidicoline (Letessier et al. 
2011; Brison et al. 2019). 

 

 

 

Figure 23 : Les sites fragiles communs 
sont des régions pauvres en origines 
de réplication et suite à un stress répli-
catif, peu d’origines dormantes peu-
vent être recrutées (adapté de (Letes-
sier et al. 2011)). 

 

 

 

 

 

De manière notable, l’analyse de la réplication de différents sites fragiles par peignage molécu-
laire de l'ADN montre qu’il s’agit de régions pauvres en origines de réplication (Letessier et al. 
2011; Ozeri-Galai et al. 2011) et que la fragilité d’un CFS donné d’un type cellulaire à un autre 
corrèle avec la densité d'origines de réplication à ce locus (Letessier et al. 2011). Ainsi, au niveau 
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des sites fragiles, les fourches de réplication doivent parcourir de plus longues distances pour 
répliquer ces loci, mais surtout en présence d'un stress réplicatif qui ralentit la progression des 
fourches de réplication peu d’origines dormantes adjacentes peuvent être activées pour com-

penser ce ralentissement (Figure 23). 

 

PRISE EN CHARGE DES CFS EN FIN DE G2 ET EN MITOSE 

Plusieurs travaux suggèrent qu’en conditions de stress réplicatif, la réplication des CFS peut de-
meurer incomplète jusqu’en mitose. En effet, les phénotypes observés au niveau des CFS en mi-
tose pourraient refleter la persistance d’intermédiaires de réplication ou de réparation ou alter-
nativement la persistance d’ADN non décaténé. 

LES CASSURES METAPHASIQUES AUX CFS SONT UN PROCESSUS ACTI F 

Un faisceau de données suggère que les cassures chromosomiques observées en métaphase au 
niveau des CFS sont un processus actif, et non un processus passif lié aux différentes forces s'exer-
çant sur les chromosomes. En effet, différentes protéines composant les endonucléases structure-
sélectives Mus81-EME1 et ERCC1-XPF ont été observées co-localisées en mitose avec plusieurs 
CFS, où elles sont généralement situées entre deux foyers FANCD2 adjacents (Naim et al. 2013; 
Ying et al. 2013; Minocherhomji et al. 2015). La déplétion de celles-ci (siRNA Mus81, EME1 ou 
ERCC1) en présence d'un stress réplicatif réduit fortement la proportion de cellules arborant des 
cassures métaphasiques aux CFS, mais augmente la proportion d’ultra fine bridges (UFB) et de 
ponts chromatiniens en anaphase, ainsi que de micronoyaux et de « corps nucléaires » (foci ou 
« nuclear bodies ») 53BP1 positifs à la phase G1 suivante (Naim et al. 2013; Ying et al. 2013; Pepe 
et West 2014; Minocherhomji et al. 2015). Les micronoyaux et les corps nucléaires 53BP1 positifs 
sont reconnus par des sondes FISH dirigées contre plusieurs CFS (Naim et al. 2013; Ying et al. 
2013). Ces résultats suggèrent que les cassures chromosomiques observées au niveau des CFS 

en métaphase sont dues à un processus actif médié par des endonucléases, ce qui permettrait 

d’éviter une ségrégation anormale des chromosomes en sortie de mitose, reflétée notamment 

par l’apparition de micronoyaux. 

 

REGULATION DES ENDONUCLEASES EN FIN  DE  G2 OU EN DEBUT DE  MITOSE 

En mitose, FANCD2, Mus81 et ERCC1 co-localisent avec SLX4 (Guervilly et al. 2015), une protéine 
jouant un rôle de "plateforme" de recrutement. En effet, sa déplétion empêche le recrutement 
de Mus81 et ERCC1 aux CFS en prométaphase et augmente la proportion de ségrégations aber-
rantes après traitement aphidicoline (Guervilly et al. 2015; Duda et al. 2016; Minocherhomji et al. 
2015). 

Les structures d'ADN clivées par Mus81-EME1 ou par XPF-ERCC1 au niveau des CFS en mitose (ou 
en phase G2 tardive) restent mal connues. Il pourrait s’agir de structures intermédiaires de répa-
ration/recombinaison comme une jonction de Holliday (HJ), ou encore de fourches de réplication 
bloquées et/ou réversées (Figure 24). Dans tous les cas, l’interaction avec SLX4 semble 
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nécessaire : soit pour permettre la formation d’un complexe entre les endonucléases Mus81-
EME1 et SLX4-SLX1 qui est capable de cliver les HJ (Wyatt et al. 2013), soit pour l’adressage de 
Mus81 aux fourches de réplication (Duda et al. 2016). 

 

 

 

 

Figure 24 : Structures de l’ADN qui 
pourraient persister jusqu’en mi-
tose où elles seraient notamment 
clivées par des endonucléases 
(Adapté de (Pfander et Matos 
2017)). 

 

 

 

Mus81 et les complexes multiprotéiques auxquels elle participe sont régulés par phosphorylation. 
SLX4 possède 42 sites "consensus minimal" (S/TP) pour Cdk1, et la mutation non-phosphorylable 
de six d’entre eux suffit à empêcher l’interaction entre SLX4 et Mus81, mais pas entre SLX4 et 
SLX1 (Duda et al. 2016). D'autre part, l’inhibition de Plk1 supprime la capacité de Mus81 immu-
noprécipitée en mitose à cliver des jonctions de Holliday in vitro (Wyatt et al. 2013). A l'opposé, 
la stimulation en phase S des activités Cdk, en inhibant Wee1, induit une interaction prématurée 
entre Mus81 et SLX4 qui semble induire un clivage des fourches de réplication et résulte en une 
pulvérisation des chromosomes (Duda et al. 2016). 

 

SYNTHESE  D’ADN EN MITOSE  (MITOTIC DNA SYNTHESIS  OR MIDAS) 

Après un court pulse d’EdU (30 minutes), des foyers d'incorporation peuvent être observés dans 
les cellules mitotiques, notamment après traitement par de faibles doses d’aphidicoline (Ber-
goglio et al. 2013; Minocherhomji et al. 2015; Naim et al. 2013). Plus précisément, sur des cellules 
synchronisées en phase G2 par l'ajout d'un inhibiteur de Cdk1, puis relâchées, l'incorporation 
d'EdU est observée uniquement dans les cellules entrant en mitose. Il est cependant à noter que 
l’inhibition de Cdk1 pourrait induire un biais expérimental9. A contrario, l'ajout d'EdU sur des cel-
lules arrêtées en prométaphase (nocodazole) n'entraine pas d'incorporation (Minocherhomji et 
al. 2015). 

                                                             

9 En plus d’être impliquée dans la régulation des endonucléases clivant les CFS (voir ci-dessus), Cdk1 est également impliquée dans 
les processus de résection de l’ADN (Tomimatsu et al. 2014; Huertas et Jackson 2009) ainsi que dans certains aspects de la réplica-
tion (voir p12). 
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Cette synthèse d’ADN en début de mitose ou MiDAS (Mitotic DNA Synthesis), notamment au ni-
veau des CFS, dépend (i) de Mus81, EME1 et SLX4 (Minocherhomji et al. 2015) suggérant qu’elle 
est induite par l’action d'endonucléases, (ii) et de Rad52 et PolD3 (Bhowmick, Minocherhomji, et 
Hickson 2016) suggérant qu’elle relève d’un mécanisme particulier appelé Break-Induced Repair 
(BIR) (Figure 25). D'autre part, le processus de MiDAS nécessite TRAIP (Sonneville et al. 2019), une 
ubiquitine ligase permettant le désassemblage du réplisome en mitose (Priego Moreno et al. 
2019; Sonneville et al. 2019; Deng et al. 2019) et une perturbation de la condensation de l’ADN 
ou de la cohésion des chromatides sœurs via la déplétion des protéines Smc2 ou WAPL empêche 
le recrutement de Mus81 et l’incorporation d’EdU (Minocherhomji et al. 2015), suggérant que la 
machinerie de synthèse de l'ADN en mitose est fortement dépendante de la structure et de la 
compaction de la chromatine. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 25 : Modèle spéculatif des mécanismes molé-

culaires à l’origine du MiDAS. L’induction d’une cas-
sure double brin de l’ADN au niveau d’une fourche de 
réplication précédemment bloquée par une endonu-
cléase pourrait permettre une invasion de brin mé-
diée par la protéine Rad52 et la synthèse d’un nou-
veau brin d’ADN par PolD3 (en rouge). A noter que la 
synthèse d’ADN double brin (en rouge) dans ces con-
ditions est conservative. 
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CONSEQUENCES D’UN STRESS REPLICATIF EN MITOSE 

ET AU-DELA 

 

 

Figure 26 : Impact d’un stress réplicatif sur la ségrégation des chromosomes en mitose et conséquences phénoty-
piques observées à la phase G1 suivante. En conditions de stress réplicatif, certaines régions du génome peuvent de-
meurer incomplètement répliquées/réparées au moment de l’entrée des cellules en mitose. Une partie au moins de 
ces régions seront pris en charge par le MiDAS, permettant la ségrégation correcte des chromosomes, mais d’autres 
pourraient persister et évoluer en ponts anaphasiques particuliers appelés Ultra-fine Bridges (UFB). Les UFB peuvent 
être résolus en mitose par des mécanismes spécifiques ou résulter à la phase G1 suivante en des corps nucléaires 53BP1. 
La non-résolution d’UFB peut également conduire à des défauts de cytocinèse (Nielsen et al. 2015) et a également été 
associée à la présence de micronoyaux. Un stress réplicatif peut également conduire à un désengagement prématuré 
des centrioles, peut-être lié à l’allongement de l’interphase, induisant la formation d’un fuseau multipolaire, ce qui 
favorise la formation d’attachements mérotéliques et la présence de chromosomes dont la ségrégation est retardée. 

 

PONT ANAPHASIQUES ET UFB EN MITOSE 

Des liens ou ponts d’ADN peuvent persister entre deux chromatides sœurs, notamment suite à 
un stress réplicatif, affectant leur ségrégation correcte en anaphase. Ces structures dites « ponts 
anaphasiques » peuvent être visibles (pont de chromatine) ou non (Ultra Fine Bridges ou UFB) 
avec des intercalants fluorescents de l'ADN, en fonction de la structure de la double hélice d'ADN 
et de la présence d’histones (K. L. Chan et Hickson 2011). Les UFB peuvent être détectés via leur 
interaction avec l'hélicase BLM et la translocase PICH (K.-L. Chan, North, et Hickson 2007; Bau-
mann et al. 2007) qui jouent un rôle dans leur résolution (Fernández-Casañas et Chan 2018). Dif-
férents types d'UFB ont été observés reliant les télomères de deux chromatides sœurs (T-UFB), 
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les régions centromériques (C-UFB) et enfin des UFB reliant deux foyers FANCD2 au niveau des 
CFS (CFS-UFB) (Y. Liu et al. 2014).  

Les UFB centromériques sont les plus fréquents même en absence de stress (K.-L. Chan, North, et 
Hickson 2007; Baumann et al. 2007; K. L. Chan et al. 2009) et peuvent être induits par des inhibi-
teurs des topoisomérases II (K.-L. Chan, North, et Hickson 2007; Baumann et al. 2007; K. L. Chan 
et al. 2009) mais pas par des inhibiteurs de la réplication comme l’aphidicoline (K. L. Chan et al. 
2009), suggérant qu’ils surviennent majoritairement suite à des problèmes de décaténation de 
l'ADN des deux chromatides sœurs. En revanche, les UFB reliant deux foyers FANCD2 sont rares 
en conditions normales mais peuvent être induits par l’aphidicoline ou la mitomycine C, mais pas 
par des inhibiteurs de topoisomérases (K. L. Chan et al. 2009). Ces UFB associés à FANCD2 co-
localisent avec les CFS (K. L. Chan et al. 2009) et sont enrichis lorsque Mus81 est déplétée (Ying 
et al. 2013), suggérant qu’ils sont une conséquence de la non-résolution d’intermédiaires de 

réplication/réparation au niveau des CFS en prophase par MiDAS. Enfin, le troisième type d’UFB 
identifié relie les régions télomériques et a été essentiellement observé dans des lignées défi-
cientes dans le maintien et la réplication des télomères (Barefield et Karlseder 2012; Stagno d´Al-
contres et al. 2014; Nera et al. 2015; Zaaijer et al. 2016).  

LES CFS NON-RESOLUS INDUISENT DES CORPS NUCLEAIRES 53BP1 EN G1 

La protéine 53BP1 forme des foyers (foci) co-localisant avec des acteurs de la signalisation des 
cassures double brin (Fernandez-Vidal, Vignard, et Mirey 2017), mais peut également former des 
structures plus volumineuses appelées corps nucléaires 53BP1 (53BP1-NB). Les 53BP1-NB sont 
préférentiellement observés en phase G1 suite à un stress réplicatif (Lukas et al. 2011; Arora et 
al. 2017; Lezaja et Altmeyer 2018) et sont résolus durant la phase S suivante (Lukas et al. 2011; 
Harrigan et al. 2011, 1; Arora et al. 2017; Spies et al. 2019). Les données actuelles suggèrent que 
les 53BP1-NB pourraient dériver, au moins en partie, de la non-résolution en mitose de régions 

incomplètement répliquées/réparées. En effet, la déplétion de Mus81, ERCC1 ou EME1 aug-
mente le nombre de corps nucléaires 53BP1 en G1 (Ying et al. 2013; Naim et al. 2013) qui co-
localisent avec des régions CFS identifiées par FISH (Naim et al. 2013). Bien que les mécanismes 
précis permettant la formation de 53BP1-NB en G1 ne sont pas totalement compris, il est géné-
ralement supposé que ceux-ci dérivent au moins en partie de la non-résolution d’UFB. En ce sens, 
la déplétion de BLM qui participe à la résolution des UFB augmente le nombre de corps nucléaires 
53BP1 en G1 (Lukas et al. 2011). De manière notable, suite à un stress réplicatif, les corps nu-
cléaires arborent fréquemment un pattern symétrique entre les deux cellules filles en G1 (Lukas 
et al. 2011), ce qui pourrait refléter une origine structurelle commune entre deux chromatides 
sœurs. Les UFB reliant deux chromatides sœurs, il est possible que leur non-résolution participe 
à la distribution symétrique des corps nucléaires en G1. 

STRESS REPL ICATIF ,  CENTRIOLES,  MICRONOYAUX ET ANEUPLOIDIE  NUMERIQUE 

Comme précédemment évoqué, une situation de stress réplicatif peut induire des cassures chro-
mosomiques en mitose et la présence de fragments acentriques en anaphase pouvant former des 
micronoyaux. Néanmoins, il a été observé qu’un stress réplicatif pouvait également induire la 
présence de chromosomes en retard (ou lagging chromosomes) en anaphase (Wilhelm et al. 
2019; Burrell et al. 2013), ce qui est surprenant dans la mesure où les lagging chromosomes sont 
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généralement considérés comme résultant d'un attachement mérotélique (un kinétochore est 
ancré à des microtubules émanant des deux pôles du fuseau) au fuseau mitotique (Cimini et al. 
2001; Bakhoum et al. 2014; Bizard et Hickson 2018). 

Au niveau mécanistique, un article récent montre qu'un traitement à l’aphidicoline peut induire 
la formation de manière transitoire d'un fuseau multipolaire via le désengagement prématuré des 
deux centrioles aux pôles du fuseau, ce qui augmente significativement la probabilité d'attache-
ment mérotélique et de lagging chromosomes (Wilhelm et al. 2019) (Figure 27). L’inhibition par-
tielle et/ou transitoire de Cdk1 ou Plk1 (Plk1 est nécessaire au désengagement des centrioles en 
mitose (Shukla et al. 2015)) compense partiellement ces phénotypes et réduit la proportion de 
micronoyaux CENP-A positifs (dû à un chromosome entier avec un centromère) sans affecter la 
proportion de micronoyaux CENP-A négatifs (dû à un fragment chromosomique acentrique). Un 
stress réplicatif —peut-être en allongeant la durée de l'interphase— pourrait donc favoriser un 

désengagement prématuré des centrioles père et fils favorisant des erreurs de ségrégation de 

chromosomes entiers en mitose. 

 

 

 

Figure 27 : Un stress réplicatif peut induire de manière transitoire l'apparition d'un fuseau multipolaire 
pouvant favoriser une mauvaise ségrégation de chromosomes. (Adapté de (Wilhelm et al. 2019)). 
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SIGNALISATION EN G1 :  P53, P21 ET RE-ENTREE  EN PHASE  S 

Suite à un stress réplicatif induit, une fraction des cellules s’arrête en phase G0/G1 suivante de 
manière p53 et p21 dépendante et n'active pas Cdk2, nécessaire à l'entrée en phase S (Barr et al. 
2017, 201; Arora et al. 2017). Bien que la nature exacte de l’élément de signalisation permettant 
l'activation de l’axe p53-p21 et un arrêt dès la phase G1 suivante ne soit pas complètement éluci-
dée, plusieurs hypothèses non-exclusives sont envisageables : 

ANEUPLOÏDIE  ET SENESCENCE  EN G1 

La présence de chromosomes surnuméraires dans un contexte p53 déficient favorise une instabi-
lité chromosomique au cours des cycles cellulaires suivants (Passerini et al. 2016; Nicholson et al. 
2015). A l'opposé, une ségrégation anormale des chromosomes en contexte p53 proficient con-
duit majoritairement à un arrêt des cellules aneuploïdes en phase G1 (Thompson et Compton 
2010). En se focalisant sur les cellules ayant acquis un micronoyau après induction expérimentale 
d'une ségrégation chromosomique anormale (inhibiteurs du SAC (Spindle Assembly Checkpoint) 
et de la kinésine Cenp-E), il a été observé qu'environ 60% des cellules s’arrêtent en G1 (Soto et al. 
2017). Le séquençage du génome de ces cellules montre que la population cellulaire arrêtée en 
G1 présente une aneuploïdie structurale alors que la population cellulaire présentant une aneu-
ploïdie numérique continue à proliférer (Soto et al. 2017), suggérant que le gain d’un chromo-
some entier n’induit pas nécessairement un arrêt en phase G1. Dans le contexte d'un stress répli-
catif, il est possible que la formation de fragments acentriques —par exemple après cassure au 
niveau des CFS— induise l'expression de p53 à la phase G1 suivante et l’entrée en sénescence. 

53BP1 ET SENESCENCE  EN G1 

Le lien entre stress réplicatif et arrêt de la prolifération à la phase G1 suivante pourrait impliquer 
la présence de corps nucléaires 53BP1. En conditions de croissance non-perturbée, les cellules 
s’arrêtant spontanément en phase G1 ont tendance en moyenne à avoir légèrement plus de foyers 
53BP1 (Arora et al. 2017), et plusieurs travaux montrent une certaine corrélation entre le niveau 
d'expression de p21 et le nombre de corps nucléaires 53BP1 en phase G1 au cours d’une crois-
sance cellulaire non-perturbée (Barr et al. 2017; Arora et al. 2017). Un traitement à l’aphidicoline 
augmente à la fois la proportion de cellules 53BP1 positives en G1 (Lukas et al. 2011; Harrigan et 
al. 2011; Barr et al. 2017; Arora et al. 2017) et la proportion de cellules s’arrêtant en G1 (Barr et 
al. 2017; Arora et al. 2017). Bien que ce lien ne soit que corrélatif, on notera qu’ATM co-localise 
au niveau des corps nucléaires 53BP1 (Lukas et al. 2011) et pourrait ainsi stimuler p53. 

FACTEURS PROTE IQUES HERITES DU CYCLE  CELLULAIRE  PRECEDENT ET ARRET EN G1 

Venant nuancer, au moins en partie, le modèle selon lequel la présence de lésions ponctuelles de 
l'ADN ou d’altérations chromosomiques en G1 serait le seul déterminant d’un arrêt en phase G1, 
il a été observé dans des cellules non-transformées qu’un traitement court avec un agent radio-
mimétique induit d’avantage l’arrêt des cellules en G1 lorsque celui-ci est réalisé à la phase G2 
précédente plutôt qu’en phase G1 elle-même (H. W. Yang et al. 2017). Bien que ce traitement 
radiomimétique en phase G2 induise la présence de foyers 53BP1 et y-H2AX à la phase G1 sui-
vante : (i) on n'observe pas de corrélation entre le niveau de ces dommages et l’hyperphosphory-
lation ou l'hypophosphorylation de la protéine Rb (Figure 28), et (ii) l’inhibition pharmacologique 
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de la kinase ATM (ou DNA-PK) responsables des foyers 53BP1 n’a pas d'impact sur la proportion 
de cellules capables de réactiver Cdk2 (H. W. Yang et al. 2017). Ces résultats suggèrent donc que 
la présence de dommages à l'ADN et l'activation d'une signalisation (checkpoint ATM-dépen-

dant) en G1 ne sont pas nécessairement déterminantes pour contrôler la réentrée des cellules 

en phase S. Une hypothèse alternative et indépendante de la transmission de dommages à 

l'ADN pourrait impliquer la transmission de facteurs antiprolifératifs de la phase G2 à la phase 

G1 suivante, dont p21 est un candidat majeur. 

 

 

 
 
Figure 28 : L’induction de dommages à l'ADN en 
phase G2 par un agent radiomimétique conduit à 
la persistance de dommages à la phase G1 sui-
vante. Cependant, dans ces conditions, le niveau 
de dommages à l'ADN en G1 (gH2AX, 53BP1) ne 
corrèle pas avec le niveau de phosphorylation de la 
protéine Rb et la réentrée des cellules en phase S. 
(Adapté de (H. W. Yang et al. 2017)). 
 

 

En effet, la protéine p21 n’est pas dégradée en mitose (Barr et al. 2017) et l'utilisation de lignées 
cellulaires p21 ou p53 étiquettée (Knock-In fluorescent) met en évidence une corrélation entre le 
niveau d'expression de p21 et p53 en phase G2 et la réentrée des cellules en phase S au cycle 
cellulaire suivant (Barr et al. 2017; H. W. Yang et al. 2017). Dans le même sens, la stabilisation 
transitoirement de p53 (+ nutlin-3a) et/ou p21 (Figure 29) en G2 empêche la réactivation de la 
kinase Cdk2 à la phase G1 suivante (Spencer et al. 2013; H. W. Yang et al. 2017), suggérant que 
l’accumulation transitoire de p53/p21 en phase G2 peut suffire à induire un arrêt à la phase G1 

suivante, même en absence de dommages persistants de l’ADN. 

 

 

Figure 29 : L’induction transitoire de la protéine p21 
en phase G2 suffit à empêcher la réentrée des cel-
lules en phase S au cycle cellulaire suivant. 

(A) Des cellules MCF10A p21-/- expriment une 
protéine p21 ectopique, étiquetée avec un va-
riant mCherry, fortement instable mais pouvant 
être stabilisée par l’ajout de TMP (TriMethoPrim). 
(B) L’activité de la kinase Cdk2 est suivie au cours 
du temps avec un senseur d’activité (basée sur 
une redistribution nucléo-cytoplasmique) qui 
permet de discriminer entre les cellules qui con-
tinuent à proliférer après la mitose (en bleu, ma-
joritaires) et les cellules qui s’arrêtent en G1 (en 
rouge, minoritaires).  
(C) Un pulse de TMP en phase G2 stabilise l'ex-
pression de p21 (panel de gauche) et empêche 
massivement la ré-entrée des cellules en phase S 
au cycle cellulaire suivant (panel de droite). 
(Adapté de (Spencer et al. 2013)). 
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Ces données rejoignent des observations faites en conditions de croissance non perturbée. En 
effet, la présence ou non d'une activité Cdk4/6 et Cdk2 résiduelle dès la sortie de mitose condi-
tionne une entrée rapide en phase S au cycle cellulaire suivant ou un arrêt prolongé en G1. (Spen-
cer et al. 2013; H. W. Yang et al. 2020). D'autre part, la voie RAS-MEK-ERK participe au passage du 
point de contrôle, mais pour empêcher la réactivation de Cdk2 en phase G1, MEK doit être inhibée 
au cycle cellulaire précédent, ce qui affecte l’accumulation de l'ARNm Cycline D (Min et al. 2020; 
H. W. Yang et al. 2017). L’ensemble de ces données démontre que le contrôle de l’entrée en S 

n’est pas un processus restreint à la phase G1 et qu’il est vraisemblable que suite à un stress 

génotoxique en phases S ou G2 précédentes, le mécanisme de prise de décision entre la proli-

fération et la quiescence soit déjà, au moins partiellement, initié. 

En résumé, l’arrêt p21-dépendant des cellules en phase G1 suite à un stress réplicatif est vrai-

semblablement la conséquence de l’intégration de l’ensemble des signaux développés dans ce 

chapitre, comme résumé sur la Figure 30. 
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Figure 30 : Schéma récapitulatif des mécanismes capables d’induire un arrêt p53 et p21 dépendant en phase G1, 

suivant l’induction d’un stress génotoxique au cycle cellulaire précédent. 

La présence d’un stress génotoxique même transitoire favorise l’accumulation de p21, qui n’est pas dégradée en 
mitose et est donc transmise aux cellules filles au cycle cellulaire suivant.  
D'autre part, dans le cas spécifiquement d'un stress réplicatif, celui-ci favorise la présence en phase G1 suivante de 
corps nucléaires 53BP1, de micronoyaux contenant des fragments chromosomiques acentriques et/ou une poly-
ploïdisation due à une cytocinèse abortive. Ces différentes altérations du génome peuvent conduire à l’activation 
de p53 et à la stabilisation de p21, avec pour conséquence un arrêt permanent des cellules en G1. 
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LIMITES FONCTIONNELLES DU CHECKPOINT G2/M : 

COMMENT DES LESIONS DE L’ADN PEUVENT-ELLES 

PERSISTER EN MITOSE ? 

 

Après induction de cassures double brin de l'ADN, une fraction d'une population cellulaire donnée 
peut entrer en mitose malgré la persistance de ces lésions et un checkpoint G2/M fonctionnel 
(Liang et al. 2014; Syljuåsen et al. 2006). Deux modèles non-exclusifs ont été proposés pour expli-
quer ce phénomène. Premièrement, il est possible qu’il existe un seuil de dommages en dessous 
duquel la réponse aux dommages à l’ADN en phase G2 ne s’active pas ou que son niveau d'activité 
soit trop faible pour inhiber l'entrée des cellules en mitose. Alternativement, il est possible que 
les dommages à l'ADN soient effectivement détectés et déclenchent l'activation du checkpoint 
G2/M, mais qu’une signalisation pro-mitotique vienne surmonter et/ou inactiver celui-ci, forçant 
ainsi l’entrée des cellules en mitose. Ce second modèle est appelé adaptation au checkpoint. 

Des arguments soutenant ces deux modèles existent dans la littérature et il est possible que les 
deux mécanismes coexistent in vivo et/ou que certains types de lésions soient prompts à induire 
plutôt l’un ou l’autre mécanisme. L’état de l’art sur le sujet est développé ci-dessous. 

 

ADAPTATION AU CHECKPOINT : DECOUVERTE CHEZ LA LEVURE 

Des levures Saccharomyces cerevisiae déficientes dans des mécanismes de réparation et soumise 
à un dommage de l'ADN —comme par exemple une cassure double brin générée par l’induction 
ectopique d’une endonucléase— s'arrêtent en G2 pendant plusieurs heures avant d’éventuelle-
ment entrer en mitose (Sandell 1993; Toczyski, Galgoczy, et Hartwell 1997; S. E. Lee et al. 1998). 
La cassure double brin générée demeurant non-réparée lors de l’entrée en mitose, ce phéno-

mène a été appelé “adaptation au checkpoint”. 

Des travaux complémentaires montrent que des levures n’ayant qu’une seule cassure double brin 
de l'ADN non réparable peuvent s'adapter au checkpoint G2/M pour entrer en mitose, mais pas 
celles ayant deux cassures (S. E. Lee et al. 1998), suggérant qu’il existe un seuil de lésions au-delà 
duquel ce phénomène d'échappement n’est plus possible. De manière notable, l'élément clef 
semble ne pas être le nombre de cassures de l'ADN détecté, mais la quantité d’ADN simple brin 
produite par la résection de ces cassures. En effet, une stimulation de la résection de l'ADN en 
inactivant Ku7010 empêche l’adaptation au checkpoint même après induction d’une seule cassure 
double brin, tandis qu'une diminution de l'activité de résection via l'inactivation de l’exonucléase 
Mre11 compense le défaut d’adaptation des levures ku70D et de plus permet aux levures présen-
tant deux cassures double brin de l'ADN non réparables d'entrer en mitose (S. E. Lee et al. 1998). 

                                                             

10 Ku70 est impliquée dans la réparation par NHEJ des cassures double brin de l'ADN. 
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La recherche de mutants déficients dans ce phénomène d'adaptation au checkpoint G2/M a per-
mis d’identifier Cdc5 (l'homologue de Plk1) comme impliquée dans ce processus. Spécifiquement, 
des levures porteuses de la mutation ponctuelle cdc5 L251W, appelée cdc5-ad, ne sont pas ca-
pable de s'adapter au checkpoint et s’arrêtent de manière permanente en G2 (Toczyski, Galgoczy, 
et Hartwell 1997), tandis que la surexpression de Cdc5 (mais pas de Cdc5 Kinase Dead ou Cdc5-
ad) accélère le phénomène d'adaptation (Vidanes et al. 2010). Le checkpoint G2/M Rad53-depen-
dent (homologue de Chk1) s’inactive de manière concomitante à l’adaptation, ce qui n’est pas le 
cas dans un contexte cdc5-ad ou ku70D (Pellicioli et al. 2001). En accord, la surexpression de Cdc5 
(mais pas de Cdc5-ad) conduit à l'inhibition prématurée de la phosphorylation activatrice de 
Rad53 (Vidanes et al. 2010; Donnianni et al. 2010), suggérant que Cdc5 inactive Rad53 pour per-
mettre l’entrée des cellules en mitose. 

 

SEUIL  ET DOSE-REPONSE CHEZ LES MAMMIFERES EN PRESENCE DE CAS-

SURES DOUBLE-BRIN DE L'ADN 

Dans les cellules humaines, l’entrée en mitose est inhibée de manière dose-dépendante suite à 
l’induction de cassures double brin en G2 par des radiations ionisantes ou des agents radiomimé-
tiques (Ishikawa et al. 2010; Tkacz-Stachowska et al. 2011). La majorité des cellules sont initiale-
ment arrêtées pendant plusieurs heures en G2, indiquant que le checkpoint G2/M est fonctionnel 
(Deckbar et al. 2007; Liang et al. 2014). Le nombre moyen de cassures double brin en G2 diminue 
avec le temps tandis que l’index mitotique augmente en conséquence (Deckbar et al. 2007; Loe-
wer et al. 2013), suggérant fortement que la réparation progressive des cassures DSB permet la 
reprise du cycle cellulaire. Cependant, une fraction importante de cellules, y compris dans des 

cultures primaires, entre en mitose avant d’avoir complètement réparé ces lésions, visualisables 
par des cassures métaphasiques ou des foyers y-H2AX (Deckbar et al. 2007; Ishikawa et al. 2010; 
Tkacz-Stachowska et al. 2011). 

Ces résultats pourraient suggérer qu’il existe un seuil minimum de cassures en dessous duquel les 
cassures DSB ne sont plus détectées par le checkpoint G2/M. Cependant, il a pu être montré de 
manière élégante via l'utilisation d'un système CRISPR-Cas9 inductible que bien que l’entrée des 
cellules en mitose ne soit pas inhibée par la présence d’un faible nombre de DSB, le checkpoint 
G2/M est activé par une seule cassure double brin et ralentit significativement la cinétique d'en-
trée en mitose (van den Berg et al. 2018). Il semble donc que le checkpoint G2/M soit activé 

même par un nombre très faible de cassures DSB, mais que le niveau d'activation ne soit pas 

suffisant pour empêcher durablement l’entrée des cellules en mitose en présence de lésions 

persistantes non réparées. 
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Y-A-T-IL UNE ADAPTATION AU CHECKPOINT G2/M CHEZ LES MAMMI-

FERES EN REPONSE AUX CASSURES DOUBLE BRIN ? 

Une hypothèse attractive pour expliquer l’entrée des cellules en mitose malgré la présence de 
cassures DSB persistantes et l’activation du checkpoint G2/M serait que celui-ci est surmonté par 
les mécanismes pro-mitotiques, autrement dit un phénomène d’adaptation au checkpoint G2/M 
analogue à ce qui a été décrit chez la levure S cerevisiae. 

MEME ACTIF,  LE  CHECKPOINT  G2/M PERMET L ’ACCUMULATION D' INDUCTEURS MITO-

TIQUES 

L'étude de la cinétique d'entrée en mitose de lignées humaines cancéreuses ou non-transformées 
suite à induction de cassures double brin (IR ou étoposide) montre: (i) que la majorité des cellules 
sont retardées en G2 puis entrent en mitose avec un petit nombre de lésions persistantes, (ii) 
qu'une petite fraction de cellules entre très rapidement en mitose après IR mais avec un nombre 
de lésions beaucoup plus important (Figure 31) (Deckbar et al. 2007; Liang et al. 2014), suggérant 
que l'état de progression des cellules au sein de la phase G2 joue un rôle clef dans leur capacité 
à retarder l'entrée en mitose en présence de lésions. 

 

Figure 31 : Suite à l’induction de cassures 
double-brin de l'ADN en phase G2, un petit 
nombre de cellules entre rapidement en mi-
tose malgré la présence d’un très grand 
nombre de lésions. A contrario, la majorité des 
cellules sont transitoirement arrêtées en G2, ce 
qui contribue à la réparation de ces lésions 
avant la transition mitotique.  

Des cellules U2OS exprimant de manière stable 
la protéine étiquetée GFP-MDC1, un marqueur 
des cassures double brin se liant à y-H2AX, ont 
été synchronisées en phase G2 (a), traitées par 
un pulse d’étoposide puis suivies par vidéo-mi-
croscopie (b) afin de dénombrer le nombre de 
lésions persistantes en mitose (c) (adapté de 
(Liang et al. 2014)). 

 

 

Le lien entre la capacité d’une cellule à entrer en mitose en présence de cassures double brin de 
l'ADN et le niveau d’activation de kinases pro-mitotiques a été étudié à l’aide d’une lignée U2OS 
co-exprimant GFP-MDC1 (pour dénombrer le nombre de lésions) et le senseur FRET faiblement 
déphosphorylable de Plk1 (site Myt1). Il a ainsi pu être observé que plus le niveau d'activité Plk1 
est élevé au moment où les dommages sont induits, plus l’arrêt en phase G2 est court et plus les 
cellules entrent en mitose avec un nombre élevé de lésions MDC1 positives (Liang et al. 2014). 
D'autre part, la présence de cassures double brin ralentit mais ne supprime pas l’augmentation 
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progressive de l’activité Plk1 lors de l'arrêt en phase G2 (Liang et al. 2014; Jaiswal et al. 2017). Ces 
données suggèrent donc un modèle selon lequel le checkpoint G2/M ralentit mais ne supprime 

pas l’accumulation progressive de la protéine Plk1 et l'augmentation de son activité kinase, ce 

qui permettrait de surmonter le checkpoint G2/M conduisant à l'entrée des cellules en mitose 

en présence de lésions persistantes. 

En accord avec ce modèle, il a été montré suite à l'activation du checkpoint G2/M, que l'activité 
transactivatrice de FoxM1 reste fonctionnelle dû à une activité (CyclinA2-)Cdk résiduelle, ce qui 
permet de maintenir l'expression et l'accumulation au cours de l'arrêt en phase G2 de facteurs 
pro-mitotiques, tels que Cycline B1 et Plk1 (Alvarez-Fernández et al. 2010).  

L’ensemble de ces données suggère que le contrôle de l’entrée en mitose en présence d'un 

stress génotoxique est un processus dynamique au cours du temps, soumis aux signalisations 

opposées du checkpoint G2/M et des facteurs/kinases pro-mitotiques.   

 

LES KINASES MITOTIQUES INACTIVENT LE  CHECKPOINT G2/M CHEZ  LES MAMMIFERES 

L'observation que le checkpoint G2/M ne supprime pas l'accumulation au cours du temps et l’ac-
tivation de facteurs/kinases pro-mitotiques pourrait suffire pour initier l’entrée des cellules en 
mitose malgré la présence de lésions de l'ADN. Additionnellement, les données actuelles mon-
trent que la signalisation en réponse aux dommages à l’ADN est inactivée par les kinases pro-
mitotiques au moment de la transition en mitose.  

En effet, l’induction de cassures double brin de l'ADN sur des cellules synchronisées en mitose 
montre que la signalisation en réponse aux dommages à l’ADN est partiellement inactivée à ce 
stade du cycle cellulaire. Les acteurs précoces de cette signalisation sont recrutés à la chromatine, 
comme MDC1, ATM, DNA-PK, y-H2AX et MRN, mais des acteurs plus tardifs comme 53BP1, RNF8, 
RNF168 et BRCA1 en sont absents (Giunta, Belotserkovskaya, et Jackson 2010). Dans le cas de 
53BP1 et RNF8, il a été montré que leur phosphorylation par Plk1 et/ou Cycline B1/Cdk1 perturbe 
leur recrutement aux sites de cassures de l'ADN (Orthwein et al. 2014; Benada et al. 2015; van 
Vugt et al. 2010) (Figure 32, haut).  

Cette régulation par les kinases mitotiques ne concerne pas uniquement les protéines recrutées 
à la chromatine. En effet, Plk1 promeut la dégradation b-TRCP-dépendante de la claspine, laquelle 
est nécessaire à l’activation de Chk1 par ATR (Niels Mailand et al. 2006; Peschiaroli et al. 2006; 
Mamely et al. 2006) et induit l'inactivation de Chk2 (van Vugt et al. 2010). Un rôle de la kinase Akt 
dans l'inactivation de Chk1 en fin de G2 a également été rapporté (Xu et al. 2010). Enfin, Plk1 
interagit avec p53 et sa surexpression réduit l’activité transactivatrice de p53 (Ando et al. 2004). 

Comme déjà détaillé, suite à l’induction de cassures double brin, une fraction limitée de cellules 
entre rapidement en mitose mais avec un niveau élevé de lésions persistantes. Ce résultat sug-
gère que les cellules en fin de G2 sont particulièrement tolérantes aux dommages à l'ADN, ce 

qui semble cohérent avec une inactivation de la réponse aux lésions suite à l’activation de Plk1 

ou de Cycline B1/Cdk1, respectivement 40 min et 20-30 min avant la NEBD (Gheghiani et al. 2017; 
Gavet et Pines 2010a). 
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Figure 32 : Rôles de la kinase Plk1 dans la réponse aux lésions de l'ADN en fin de phase G2. 

(Panel du haut) L’activation de Plk1 en fin de phase G2 inactive Chk2 par phosphorylation et induit la dégradation b-
TRCP-dépendante de la claspine, ce qui inhibe l’activation de Chk1, rendant ces cellules moins compétentes pour l'ac-
tivation du checkpoint G2/M. Plk1 permet l'activation de Cycline B1/Cdk1 et l'entrée des cellules en mitose. La phos-
phorylation de 53BP1 par Plk1 et Cycline B1 et de RNF8 par cette dernière empêche leur recrutement à la chromatine.  
(Panel du bas) L’activation de Plk1 en fin de G2 favorise la dégradation d’Emi1, un inhibiteur du complexe APC/C. En 
l’absence d’Emi1, les cellules sont particulièrement sensibles à l’inhibition des Cdk qui normalement phosphorylent 
Cdh1 et empêchent son interaction au complexe APC/C. L’induction de dommages à l'ADN en fin de phase G2 peut 
activer le checkpoint G2/M et inhiber les Cdk, conduisant à l’activation du complexe APC/C-Cdh1 et à la dégradation 
rapide des inducteurs mitotiques, dont les Cyclines A et B. 

 

MODELE  OPPOSE  ET HYPERSENSIBIL ITE  DES CELLULES EN FIN  DE  G2 AUX LESIONS DE  L 'ADN 

La sensibilité différentielle de cellules en fin de phase G2 aux dommages de l'ADN est cependant 
controversée et la littérature sur ce sujet est contradictoire. En effet, à l'opposé des données men-
tionnées ci-dessus, il a été observé dans des cellules humaines non-transformées RPE-1 possédant 
un Knock-In fluorescent de Cycline B1 que lorsque une irradiation est réalisée en toute fin de G2 
(identifiable par le niveau d'expression de Cycline B1), Cycline B1 est rapidement dégradée dans 
le cytoplasme et l'entrée en mitose est massivement inhibée (Femke M. Feringa et al. 2016). Cette 
dégradation cytoplasmique de Cycline B1 en fin de G2 (i) implique des mécanismes moléculaires 
différents de sa translocation nucléaire p21-dépendante suivie de sa dégradation observées en 
phase G2 précoce (Krenning et al. 2014) et (ii) survient même pour de faibles doses d’IR, suggé-
rant que les cellules en toute fin de phase G2 sont hypersensibles à l’induction de cassures DSB 

(Figure 33). 

 



 75 

 

Figure 33 : Dégradation cytoplasmique (ligne rouge) ou nucléaire (ligne bleue) de Cycline B1 après traitement IR en 

phase G2. D'après Feringa et al. 2016. 
 

 

L'irradiation de ces cellules en toute fin de G2 étant associée à une baisse mesurable de l’activité 
Cdk2 — indiquant que le checkpoint G2/M est activé —, les auteurs proposent que la dégradation 
Plk1-dépendante d’Emi111 en fin de phase G2 rend ces cellules particulièrement sensibles à une 
baisse d'activité Cdk. En effet, le complexe APC/CCdh1 en interphase est normalement inhibé par 
Emi1 et par la phosphorylation Cdk-dépendante de Cdh1 (Sørensen et al. 2001). En absence 
d’Eme1, une baisse d’activité Cdk suite à l’activation du checkpoint G2/M conduirait à la dégra-
dation rapide des inducteurs mitotiques par APC/CCdh1 inhibant l'entrée des cellules en mitose 
(Figure 32, bas).  

Ce rôle de Plk1 dans l’induction d’une hypersensibilité aux dommages en fin de phase G2 est sur-
prenant compte tenu des observations mentionnées ci-dessus selon lesquelles les cellules dont 
l’activité Plk1 est la plus élevée au moment de l’induction des dommages entrent rapidement en 
mitose (Liang et al. 2014). Cette différence d'observation pourrait être liée à l'approche expéri-
mentale, Liang et al. ne suivant que les cellules entrant en mitose au cours du temps. Il ne peut 
pas être exclu qu’une fraction de la population cellulaire en toute fin de G2 reste définitivement 
arrêtée après irradiation mais ne soit pas étudiée par ces auteurs. Il est également possible que 
les deux mécanismes de régulation de l'entrée en mitose en réponse aux lésions de l'ADN coexis-
tent en fin de phase G2 et repose (i) sur la dynamique temporelle de la dégradation d'Emi1 Plk1-
dépendante, versus (ii) l'activation Plk1-dépendante de Cycline B1-Cdk1.  

                                                             

11 Inhibiteur d’APC/C-Cdh1 (voir p8). 
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… ET SUITE A UN STRESS REPLICATIF ? 

Des travaux ont cherché à mieux caractériser l’activation du checkpoint de la réplication (DRC) en 
phase S en réponse à un stress réplicatif croissant (Koundrioukoff et al. 2013). Il a été mis en 
évidence qu'en réponse à des doses croissantes d’aphidicoline, la vitesse de progression des 
fourches de réplication diminue de manière dose dépendante tandis qu’en parallèle, la kinase 
ATR est fortement recrutée à la chromatine dès les doses les plus faibles. De manière inattendue, 
la phosphorylation des substrats d’ATR, en particulier Chk1, reste non détectable jusqu’à des 
doses importantes d’aphidicoline. De faibles doses d’aphidicoline n’affectent que partiellement 
l’entrée des cellules en mitose (Koundrioukoff et al. 2013; Wilhelm et al. 2019) mais sont suffi-
santes pour induire des cassures chromosomiques en métaphase aux niveau des sites fragiles 
communs (Glover et al. 1984; Koundrioukoff et al. 2013). Ces observations ont permis de proposer 
un modèle où un stress réplicatif modéré n’active pas la signalisation ATR/Chk1 malgré le ralen-
tissement des fourches de réplication, ce qui permet l’entrée des cellules en mitose et l’expres-
sion des CFS (Técher et al. 2017). 

Un mécanisme d'adaptation à l'activation du checkpoint de la réplication permettant la transi-

tion en mitose, malgré la persistance de fourches de réplication actives mais ralenties, a pu être 

mis en évidence dans des extraits d’ovocyte de Xénope (Hae Yong Yoo et al. 2004). Dans ce sys-
tème, l’induction d’un stress réplicatif induit la phosphorylation ATR-dépendante de la claspine 
sur le résidu T906, permettant son interaction et sa phosphorylation par Plx1 (homologue de Plk1) 
qui promeut sa dissociation de la chromatine. La claspine étant nécessaire chez le Xénope pour 
maintenir l’activité kinase de Chk1 (A. Kumagai et Dunphy 2000), son inactivation par Plx1 pro-
meut la transition en mitose alors que la primase pol alpha est toujours détectable à la chroma-
tine, indiquant qu’au moins une partie des fourches de réplication est toujours fonctionnelle et 
ralentie. 

Il est possible que ces deux mécanismes, non-activation de la signalisation ATR/Chk1 en pré-

sence de fourches de réplication ralenties et adaptation au checkpoint de la réplication, coexis-

tent in vivo dans des cellules soumises à un stress réplicatif, bien que ce dernier mécanisme 

d'adaptation au stress réplicatif n’ait jamais été mis en évidence dans les cellules humaines. 
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OBJECTIFS DE MON PROJET DE THESE 

 

La progression de la fourche de réplication en phase S peut fréquemment être perturbée par des 
sources endogènes ou exogènes, comme la présence de structures secondaires de l’ADN, une 
carence en un facteur limitant ou l’expression/activation d’oncogènes comme Cycline E ou Ras 
oncogénique. Cette situation, appelée stress réplicatif, est couramment observée dans divers con-
textes tumoraux et pourrait jouer un rôle décisif dans les étapes précoces de la progression tu-
morale en favorisant l'apparition d’une instabilité génétique. La voie de signalisation ATR/Chk1 
activée en conditions de stress réplicatif est un mécanisme de contrôle (ou checkpoint) clef pour 
retarder l’entrée des cellules en mitose et favoriser des mécanismes permettant la terminaison 
du processus de réplication. Néanmoins, de nombreux travaux suggèrent que ce checkpoint de la 
réplication n’est pas "infaillible" et que de l’ADN incomplètement répliqué peut persister, notam-
ment au niveau des sites fragiles commun (CFS), jusqu’en mitose, entraînant l'apparition de gaps 
et/ou cassures chromosomiques pouvant affecter la stabilité du contenu génétique transmis à la 
descendance cellulaire. 

Au moins deux scénarios non-exclusifs peuvent expliquer ce phénomène : (i) l’existence d’un seuil 
de dommages à l’ADN ou de fourches de réplication ralenties en dessous duquel la voie ATR/Chk1 
n’est pas fonctionnelle, ou (ii) l’existence d’un équilibre dynamique au cours du temps entre des 
voies anti- (ATR/Chk1) et pro-mitotiques qui pourrait résulter en une entrée des cellules en mitose 
malgré une signalisation ATR/Chk1 soutenue. 

Cependant, le caractère rare de tels événements et l'importance d'un suivi temporel du compor-
tement de cellules individuelles au sein de populations hétérogènes limitent l'utilisation d'ap-
proches biochimiques ou sur cellules fixées. Déterminer les conditions et les mécanismes par 

lesquels une cellule possédant des mécanismes de contrôle (checkpoints) fonctionnels effectue 

une entrée en mitose malgré la persistance d'ADN incomplètement répliqué/réparé a d’impor-

tantes implications dans notre compréhension des évènements précoces à l'origine de la tumo-

rigenèse. 

Dans ce cadre, les objectifs de ma thèse ont été : (i) de développer des outils et approches mé-
thodologiques permettant d’étudier la dynamique de régulation d'un checkpoint —en l’occur-
rence de l’activité de la kinase Chk1— sur cellules vivantes analysées individuellement, (ii) de ca-
ractériser le comportement de l’activité Chk1 au cours de la prolifération cellulaire en conditions 
de croissance normale ou en présence d'un stress réplicatif, (iii) d'analyser l'existence potentielle 
de mécanismes d'échappement au checkpoint de la réplication, (iii) et enfin de déterminer les 
conséquences sur les capacités de prolifération et le devenir de la descendance cellulaire.  
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Highlights 

- DNA replication sustains basal Chk1 activity along S phase 

- Cells entering mitosis during cell cycle resumption upon replication stress do so after a genuine 
prolonged G2 phase 

- Upon replication stress, Chk1 inactivates with the termination of bulk DNA replication, but can 
re-activate in the following G2 phase 

- Chk1 reactivation in G2 phase prevents premature mitotic entry but a subset of cells divides 
despite persistent Chk1 activity supporting checkpoint adaptation 

- Mitotic entry following Chk1 reactivation in G2 phase results in G1 arrest 

 

Summary 

The ATR/Chk1 pathway prevents mitotic entry upon replication stress and was recently pro-

posed to play a key role during non-perturbed cell cycle to couple termination of S phase with the 

expression of mitotic inducers. Here, we developed a FRET probe to follow Chk1 activity in live 

single cell assays and show that Chk1 activation in non-perturbed S phase is strictly dependent on 

the replication process. Upon induction of replication stress, the coupling of Chk1 activity with 

replication is conserved and a subset of cells eventually terminates DNA replication, resulting in 

Chk1 inactivation. Surprisingly, Chk1 can then re-activate in G2 phase independently of bulk DNA 

replication to prevent premature mitotic entry, but some cells manage to divide despite active 

Chk1 signaling and end up arrested in the following G1. Our work thus provides the first direct 

evidence of checkpoint adaptation to replication stress in human cells and describes checkpoint 

kinetics with unprecedented time- and single cell resolution. 
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Introduction	

Commitment	to	mitosis	must	be	exquisitely	coordinated	with	the	completion	of	DNA	rep-

lication	to	maintain	the	integrity	of	the	transmitted	genetic	content	during	around	10	quad-

rillion-cell	divisions	in	a	human	lifetime.	Recent	findings	reveal	that	this	coordination	cru-

cially	relies	on	both	signaling	mechanisms	and	regulation	of	protein	expression	(Crncec	and	

Hochegger,	2019;	Lemmens	and	Lindqvist,	2019).	Indeed,	we	previously	reported	that	abrupt	

CyclinB1-Cdk1	activation,	which	sets	up	entry	into	mitosis,	is	dependent	on	upstream	Polo-

like	kinase	1	(Plk1)	(Gavet	and	Pines,	2010a;	Gheghiani	et	al.,	2017).	Plk1	activation	during	

G2	requires	both	upstream	regulators	Aurora-A	kinase	and	hBora	(Macurek	et	al.,	2008;	Seki	

et	al.,	2008),	the	latter	we	recently	determine	is	a	specific	co-activator	of	Aurora-A	(Tavernier	

et	al.).	hBora-Aurora-A	interaction	is	temporally	regulated	by	hBora	phosphorylation	from	

CyclinA2-Cdk,	an	S-promoting	factor,	whose	kinase	activity	build	up	during	S/G2	progression	

(Goldstone	et	al.,	2001;	Pagano	et	al.,	1992;	Thomas	et	al.,	2016;	Vigneron	et	al.,	2018).	To-

gether,	these	data	highlights	signaling	events,	referred	to	mitotic	entry	network	(MEN),	link-

ing	commitment	to	mitosis	to	the	machinery	controlling	DNA	replication.		

Additionally,	expression	of	several	mitotic	inducers,	notably	Aurora	A,	Plk1	and	CyclinB1,	

around	S/G2	transition	(Akopyan	et	al.,	2014;	Zerjatke	et	al.,	2017)	is	dependent	on	the	Fork-

head	box	protein	M1	(FoxM1)	transcription	factor,	whose	activity	is	stimulated	by	CyclinA2-

Cdk1/2	phosphorylation	(Laoukili	et	al.,	2005,	2008;	Müller	et	al.,	2014).	A	number	of	previ-

ous	studies	reported	that	the	ATR	(Ataxia	telangiectasia	and	Rad3-related	protein)	-	Chk1	

signaling	pathway	is	active	during	unperturbed	S	phase.	Indeed,	inhibiting	ATR	or	Chk1	ac-

tivity	induces	extra	origin	firing	during	DNA	replication,	which	can	be	reversed	by	partial	Cdk	

inhibition	 (Buisson	 et	 al.,	 2015;	 Eykelenboom	 et	 al.,	 2013;	 Maya-Mendoza	 et	 al.,	 2007;	

Petermann	et	al.,	2010a).	Supporting	that	ATR-Chk1	pathway	may	restrain	CyclinA2-Cdk	ac-

tivity	during	unperturbed	S	phase,	Auxin-dependent	degradation	of	endogenous	Chk1	stabi-

lizes	Cdc25A	activating	phosphatase	(Goto	et	al.,	2019)	and	ATR/Chk1	inhibition	results	in	

increased	 phosphorylation	 of	 a	 Cdk2	 activity	 reporter	 in	 S	 phase	 (Daigh	 et	 al.,	 2018).	
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Importantly,	 ATR	 (or	 Chk1)	 inhibition	 promotes	 premature	 Cdk-dependent	 FoxM1	 phos-

phorylation,	earlier	CyclinB1	expression	during	S	phase	and	premature	mitosis	(Saldivar	et	

al.,	2018).	Altogether,	it	indicates	that	DNA	replication	up	to	completion	prevents	the	expres-

sion	 and/or	 activation	of	MEN.	Further	 supporting	 this	 conclusion,	 Lindqvist's	 group	ele-

gantly	showed	that	entry	into	mitosis	is	accelerated	when	S	phase	is	abrogated	(Lemmens	et	

al.,	2018).	It	remains	however	unclear	how	mechanistically	DNA	replication	can	activate	the	

ATR-Chk1	DNA	damage	pathway.		

Replication	fork	progression	during	S	phase	routinely	face	threats	originating	from	vari-

ous	endogenous	or	exogenous	sources,	including	nucleotide	shortage,	DNA	damage	by	me-

tabolism	by-products	or	DNA	secondary	structures,	leading	to	a	situation	referred	to	as	rep-

lication	stress	(RS).	Replication	stress	is	commonly	observed	in	various	tumors	and	precan-

cerous	lesions,	 linked	to	the	overexpression	or	constitutive	activation	of	oncogenes,	and	is	

associated	with	chromosome	instability	(Burrell	et	al.,	2013;	Zeman	and	Cimprich,	2014).	Cell	

response	to	replication	stress	primarily	relies	on	ATR-Chk1	signaling,	which	delays	cell	cycle	

progression	 and	allows	 firing	 of	 dormant	 origins	 (Ciardo	 et	 al.,	 2019;	 Zhang	 and	Hunter,	

2014).	Contrasting	with	the	view	that	cell	cycling	will	resume	only	following	DNA	replication	

completion,	several	work	revealed	that	incompletely	replicated	DNA	can	persist	at	mitosis	

even	in	DNA	replication	checkpoint	(DRC)-proficient	cells,	leading	to	chromosome	breakage,	

notably	at	common	fragile	sites	(CFSs),	ultra-fine	DNA	bridges	and	chromosome	misegrega-

tion	(Debatisse	and	Rosselli,	2019;	Naim	et	al.,	2013;	Wilhelm	et	al.,	2019).	How	cells	achieve	

entry	into	mitosis	in	spite	of	persistent	unreplicated	DNA	regions	remains	a	main	answered	

question.	

Here,	we	develop	a	specific	FRET-based	biosensor	of	Chk1	kinase	and	report	that	replica-

tion	origin	firing	is	intrinsically	sufficient	and	necessary	to	activate	Chk1	to	a	basal	level	along	

unperturbed	S	phase	progression.	Upon	incremental	RS,	stepwise	Chk1	overactivation	is	trig-

gered	that	persists	during	a	prolonged	S	phase	up	to	a	genuine	S/G2	transition,	allowing	the	

accumulation	 of	 mitotic	 inducers.	 Unexpectedly,	 individual	 cells	 display	 considerable	
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heterogeneity	in	Chk1	reactivation	profiles	from	G2	phase	onwards	that	underline	their	abil-

ity	to	either	reenter	S	phase	in	the	next	cell	cycle	or	remain	arrested	in	G1.	Single-cell	tracking	

assays	also	reveal	that	a	sub-fraction	of	cells,	related	to	RS	stringency,	reach	mitosis	regard-

less	of	functional	Chk1	signaling,	providing	the	first	direct	observation	of	checkpoint	adapta-

tion	upon	RS	in	human	cells.		
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Results	

Development	and	characterization	of	a	FRET-based	Chk1	phosphorylation	sensor.	

To	address	the	regulation	of	Chk1	kinase	activity	during	an	unperturbed	cell	cycle	and	

upon	 various	 genotoxic	 stresses,	we	 designed	 a	 genetically	 encoded	FRET	 (Förster	 Reso-

nance	Energy	Transfer)-based	phosphorylation	sensor	to	be	used	as	a	Chk1	pseudo-substrate	

in	live	single	cell	assays	(Gheghiani	and	Gavet,	2016)	(Figure	1A).	Taking	advantage	of	a	pre-

vious	work	that	identified	a	list	of	Chk1	substrates	and	their	phosphorylation	sites	using	an	

as-Chk1	(analogue	sensitive)	form	and	thio-phosphate	ATP	analogue	(N6B-ATPgS)	(Blasius	

et	al.,	2011),	we	tested	several	phosphorylation	sequences.	Because	a	significant	fraction	of	

Chk1	protein	localizes	to	chromatin	during	all	phases	of	the	cell	cycle	and	rapidly	dissociates	

into	the	nucleoplasm	upon	activation	(Smits	et	al.,	2006),	FRET	constructs	were	targeted	to	

the	nucleus	by	the	addition	of	a	SV40	NLS	motif.	Fluorescent	nuclear	signal	was	used	for	au-

tomated	segmentation,	single	cell	tracking	and	FRET	quantification	(see	Experimental	proce-

dures).	Our	screening	assays	were	based	on	transient	transfection	in	either	adenocarcinoma	

HeLa	or	nontransformed	immortalized	hTert-RPE-1	cells,	recording	FRET	signals	over	time	

before	and	upon	replication	stress	(RS)	induced	by	aphidicolin,	an	inhibitor	of	B-family	DNA	

polymerases.	This	drug	treatment	rapidly	triggers	the	activation	of	the	ATR-Chk1	pathway	

(Baranovskiy	et	al.,	2014;	Koundrioukoff	et	al.,	2013).	Of	several	sequences	tested,	the	con-

struct	containing	 the	selected	motif	displayed	a	remarkable	FRET	dynamic	range	of	up	 to	

80%,	reached	as	fast	as	~5	min	upon	aphidicolin	addition	(Figure	1B).	FRET	changes	ob-

served	were	fully	reversed	upon	subsequent	Chk1	inhibition	(Figure	1B),	using	CHIR-124	

inhibitory	compound	that	exhibits	a	2,000-fold	selectivity	for	Chk1	over	Chk2	in	vitro	(Tse	et	

al.,	2007).	The	use	of	a	non-phosphorylatable	variant	(Thr	to	Ala	point	mutation)	confirmed	

that	FRET	changes	recorded	relied	on	the	phosphorylation	of	the	sequence	(Supplemental	

Figure	S1A).	Because	only	a	subset	of	the	cell	population	exhibited	a	FRET	response	upon	

aphidicolin	treatment	(Figure	1B	and	1C),	the	FRET	construct,	thereafter	referred	to	as	Chk1	

sensor,	was	expressed	in	K-In	mRuby-PCNA	RPE-1	cells	to	identify	S-phase	cells	based	on	
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PCNA	foci	appearance	(Leonhardt	et	al.,	2000).	Recording	asynchronous	cell	populations,	we	

determined	that	S-phase	cells	(PCNA	foci	+),	but	neither	the	G1	or	G2	subpopulations,	specif-

ically	exhibited	FRET	changes	upon	aphidicolin	addition	(Figure	1D),	consistent	with	a	re-

quirement	on	DNA	replication	for	replication	stress-associated	ATR/Chk1	activation.	To	as-

sess	the	specificity	of	the	newly	developed	sensor	toward	Chk1	kinase	activity,	multiple	ex-

periments	were	conducted.	Upon	aphidicolin	 treatment,	 sensor	phosphorylation	was	 fully	

reversed	by	 adding	 inhibitory	 compounds	 targeting	Chk1	 (CHIR-124)	or	upstream	acting	

ATR	(AZD6738)	but	not	against	ATM	(KU55933)	or	Chk2	(PV1019)	kinases	(Figure	S1B	&	

C).	Because	ATM	and	Chk2	could	be	only	minimally	activated	upon	RS,	cells	were	alterna-

tively	treated	with	a	topoisomerase	II	inhibitor	(etoposide)	that	activates	both	ATR/Chk1	and	

ATM/Chk2	signaling	(Swift	and	Golsteyn,	2014).	Sensor	phosphorylation	increased	following	

etoposide	treatment	but	with	slower	kinetics	than	upon	induction	of	RS,	which	we	speculate	

might	reflect	the	time	needed	for	DNA	double	strand	break-end	resection	that	promotes	ATR	

recruitment	and	activation	(Jazayeri	et	al.,	2006).	More	importantly,	sensor	phosphorylation	

was	rapidly	reversed	upon	Chk1i	(CHIR-124)	and	ATRi	(AZD6738)	but	not	Chk2i	(PV1019)	

treatment	(Figure	S1C).	Consistent	with	a	role	of	ATM	in	promoting	ATR	activation	following	

double-strand	break	induction	(Jazayeri	et	al.,	2006),	partial	reversion	of	sensor	phosphory-

lation	was	observed	following	ATM	inhibition	upon	etoposide	treatment	(Figure	S1D).	West-

ern	blot	analyses	using	comparable	settings	confirmed	that	the	ATR,	ATM	and	Chk1	inhibitors	

used	suppress	the	phosphorylation	of	Chk1	S345,	Chk2	T68	and	Chk1	T296	(auto-phosphor-

ylation	site),	respectively	(Figure	S2).	As	alternative	sources	of	replication	stress,	we	also	

tested	the	addition	of	hydroxyurea	(HU),	an	inhibitor	of	the	ribonucleotide	reductase,	or	of	

an	excess	of	thymidine	(Thy)	(Bjursell	and	Reichard,	1973).	Both	treatments	induced	a	com-

parable	FRET	response	to	aphidicolin	addition	but	only	after	a	reproducible	~10	minutes	lag	

period	(Figure	S3),	which	possibly	reflects	the	time	required	to	affect	the	nucleotide	pools.	

Altogether,	 our	 results	 support	 that	 sensor	 phosphorylation	 is	 specifically	 induced	 by	
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ATR/Chk1	and	not	ATM/Chk2	signaling,	and	is	suitable	to	monitor	checkpoint	activation	dy-

namics	upon	different	genotoxic	conditions,	notably	replication	stress.	

	

DNA	replication	activates	Chk1	signaling	along	the	duration	of	S	phase.	

As	already	mentioned,	previous	studies	support	 that	Chk1	restrain	Cdk	activity	during	

normal	S	phase,	notably	through	Cdc25A	destabilization	(Daigh	et	al.,	2018;	Goto	et	al.,	2019),	

which	might	contributes	to	prevent	a	premature	commitment	to	mitosis	before	the	complete	

achievement	of	DNA	 replication.	To	 further	 explore	 this	model,	we	 recorded	Chk1	sensor	

phosphorylation	along	the	cell	cycle	in	unperturbed	cell	populations.	Chk1	sensor	was	stably	

expressed	in	K-In	mRuby-PCNA/+	RPE-1	cells	and	we	used	either	the	appearance	of	small	

replication	(PCNA	foci	+)	 foci	 to	define	entry	 into	S	phase	or	alternatively	 the	 increase	of	

mRuby-PCNA	expression	as	a	surrogate	marker	(Zerjatke	et	al.,	2017),	whereas	the	total	dis-

appearance	of	PCNA	foci	was	used	to	identify	the	S/G2	transition	(Leonhardt	et	al.,	2000).	

Live	cell	recordings	showed	that	Chk1	sensor	phosphorylation	was	minimal	during	G1	phase,	

progressively	built	up	after	the	initiation	of	PCNA	expression,	and	reached	a	near	steady	state	

level	that	persisted	along	S	phase	progression	(Figure	2A,	bottom	left	panel).	Importantly,	

in	unperturbed	conditions,	Chk1	sensor	phosphorylation	level	reproducibly	decreased	at	the	

time	of	S/G2	transition	to	reach	a	minimal	level	persisting	up	to	entry	into	mitosis	(Figure	

2A,	central	panel).	A	 transient	FRET	 increase	was	observed	at	mitotic	entry	(Figure	2A,	

right	panel),	but	was	also	present	in	cells	expressing	a	non-phosphorylatable	form	(Figure	

S4A),	indicating	that	it	does	not	originate	from	sensor	phosphorylation.	Importantly,	an	iden-

tical	Chk1	sensor	phosphorylation	profile	was	observed	in	non-genetically	modified	parental	

hTert-RPE-1	WT	cells,	ruling	out	that	Chk1	signal	in	S	phase	was	due	to	any	perturbation	of	

DNA	replication	caused	by	mRuby	cassette	integration	at	PCNA	locus	(Figures	S4B).	Con-

versely,	we	observed	significantly	higher	and	more	variable	Chk1	phosphorylation	levels	dur-

ing	 S	phase	progression	 in	osteosarcoma	U2OS	 cells	 (average	DFRET~35%	 in	U2OS	with	

highest	 values	 at	 70%	 versus	 ~25%	 in	 RPE-1	 cells)	 possibly	 reflecting	 a	 constitutive	
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replication	 stress,	 a	 point	 that	will	 require	 supplemental	 investigation	 (Hills	 and	 Diffley,	

2014).	To	further	analyze	local	Chk1	activity	at	chromatin	during	normal	cell	cycle,	Chk1	sen-

sor	was	fused	to	histone	H2B	and	stably	expressed	in	K-In	mRuby-PCNA/+	RPE-1	cells.	Chk1	

activity	variations	exhibited	a	similar	profile,	as	a	Chk1	signal	increase	was	reproducibly	tak-

ing	place	from	S	phase	onset	and	rapidly	reversed	at	S/G2	transition,	although	the	maximal	

extent	of	H2B-Chk1	sensor	FRET	signal	along	S	phase	was	slightly	reduced	(Figure	S4D).	

Notably,	the	non-specific	transient	FRET	increase	at	mitotic	entry	observed	in	cells	express-

ing	either	nuclear	targeted	(NLS-)	Chk1	phosphorylation	sensor	or	the	corresponding	non-

phosphorylatable	(inactive)	 form	was	never	observed	recording	chromatin-targeted	H2B-

Chk1	sensor,	suggesting	it	might	be	linked	to	sudden	sensor	redistribution	in	the	whole	cell	

volume	at	NEBD.	

Because	PCNA	expression	initiated	around	G1/S	transition	might	significantly	precede	the	

activation	of	replication	origins,	we	next	carefully	compared	Chk1	sensor	phosphorylation	

levels	with	the	detection	of	PCNA	positive	replication	foci.	A	close	temporal	correlation	was	

observed	both	at	S	phase	onset	between	Chk1	sensor	phosphorylation	increase	and	sudden	

PCNA	foci	appearance	(Figure	S4E)	and	at	S/G2	transition	between	sensor	dephosphoryla-

tion	and	foci	disappearance	(Figure	S4F).	We	sought	that	Chk1	sensor	phosphorylation	in	S	

phase	might	rely	on	some	DNA	damage	produced	during	the	replication	process,	as	g-H2AX	

foci	can	be	observed	in	S-phase	RPE-1	cells	(Saldivar	et	al.,	2018),	or	rely	on	the	activation	of	

replication	origins	through	single	strand	DNA	tracks	generated	at	progressing	forks.	To	dis-

tinguish	between	these	two	possibilities,	asynchronous	cells	were	treated	with	DDK	(Dbf4-

dependent	 Cdc7-kinase)	 inhibitory	 compound	 XL-413,	 which	 inhibits	 Cdc7-dependent	

Mcm2-7	complex	phosphorylation	and	DNA	replication	initiation	during	S	phase	(Alver	et	al.,	

2017).	Remarkably,	Chk1	phosphorylation	signal	was	strongly	suppressed	following	Cdc7i	

addition	and	with	comparable	inactivation	kinetics	between	early,	mid	or	late	S	phase	cells	

(Figure	2B).	We	ruled	out	that	Chk1	sensor	dephosphorylation	observed	in	asynchronous	S	

phase	cells	following	Cdc7i	treatment	was	due	to	a	requirement	of	DDK	to	fully	activate	Chk1,	
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as	was	previously	reported	upon	replication	fork	stalling	or	DNA	damage	conditions	(Sasi	et	

al.,	2018).	Indeed,	addition	of	aphidicolin	in	the	next	hour	following	Cdc7i	treatment	imme-

diately	induced	the	re-increase	of	Chk1	phosphorylation	signal	(Figure	2C,	left	and	central	

panels),	demonstrating	that	the	kinetics	of	Chk1	activation	upon	fork	stalling	is	not	affected	

by	 Cdc7	 inhibition.	 To	 further	 confirm	 that	 Cdc7	 inhibition	 mainly	 reduce	 Chk1	 activity	

through	the	suppression	of	new	origin	firing,	cells	were	pretreated	for	an	hour	with	aphidic-

olin	before	inhibiting	Cdc7.	Local	dormant	origin	firing	occurs	within	the	first	30	min	upon	

RS	(Courbet	et	al.,	2008),	whereas	distant	origin	firing	is	otherwise	inhibited	(Dimitrova	and	

Gilbert,	2000;	Karnani	and	Dutta,	2011;	Técher	et	al.,	2017).	Therefore,	Cdc7	inhibition	is	thus	

not	expected	to	further	reduce	new	origin	firing	following	RS	induction.	Accordingly,	aphidic-

olin	treatment	resulted	in	rapid	Chk1	activation,	but	subsequent	Cdc7	inhibition	had	little	

effect	on	Chk1	activity	(Figure	2C,	right	panel).	Finally,	sensor	inactivation	kinetics	upon	

Cdc7i	addition	(~45-60	min)	agree	with	the	measured	average	lifetime	of	already	active	rep-

lication	foci	(Berezney	et	al.,	2000;	Chagin	et	al.,	2016)	and	appears	similar	to	the	one	ob-

served	at	S/G2	transition	(Figure	S4G).	Hence,	although	we	cannot	completely	rule	out	that	

DNA	damage	might	contribute,	at	least	to	a	small	extent,	to	Chk1	sensor	phosphorylation,	our	

results	strongly	suggest	that	Chk1	activation	along	unperturbed	S	phase	relies	on	replication	

firing	per	se.	Taken	together,	these	data	support	the	conclusion	that	activation	of	DNA	repli-

cation	checkpoint	is	intrinsically	linked	to	the	DNA	replication	process.	

	

Chk1	activity	level	in	S	phase	is	exquisitely	sensitive	to	replication	stress	stringency	

We	next	carefully	assessed	how	replication	stress	affects	Chk1	activity	in	S-phase	cells.	As	

already	mentioned,	we	observed	that	Chk1	sensor	phosphorylation	 level	during	normal	S	

phase	(FRET	dynamic	range	of	20-30%)	could	be	rapidly	increased	upon	stringent	RS	condi-

tions	(DFRET	~60%	at	1	µM	Aphi)	(Figure	3A),	but	previous	work	reported	that	a	mild	RS	

could	be	insufficient	to	trigger	Chk1-dependent	DNA	replication	checkpoint	(Koundrioukoff	

et	al.,	2013).	To	further	explore	this	point,	Chk1	sensor	phosphorylation	was	recorded	upon	
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incremental	mild	to	stringent	RS	induced	using	a	broad	range	of	aphidicolin	doses,	from	0.03	

to	2	µM.	As	displayed	on	Figure	3B,	Chk1	sensor	phosphorylation	almost	immediately	in-

creased	at	any	dose	used,	even	at	the	lowest	one,	and	reached	a	near	steady	state	after	a	few	

dozen	minutes.	We	determined	that	Chk1	signal	at	near-steady	state	was	tightly	correlated	

to	the	strength	of	RS	(Figure	3C).	Importantly,	in	any	condition	tested,	S-phase	Chk1	phos-

phorylation	levels	were	rapidly	reversed	to	a	G1-like	state	upon	Chk1	inhibition.	Investigat-

ing	local	Chk1	activation	at	chromatin	provided	similar	observations	with	H2B-Chk1	steady	

state	phosphorylation	levels	increasing	relative	to	RS	strength	(Figure	S5).	We	further	as-

sessed	whether	the	ability	to	activate	Chk1	upon	RS	might	be	differentially	modulated	along	

S	phase	progression	but	observed	identical	sensor	phosphorylation	kinetics	in	early,	mid	and	

late	S	with	a	maximum	FRET	signal	reached	~4min	after	drug	addition	(Figure	S6).	

We	conclude	that,	at	least	in	non-transformed	RPE-1	cells,	S-phase	Chk1-dependent	DRC	

signaling	is	activated	linearly	upon	incremental	RS.	We	hypothesize	that	the	linear	relation-

ship	between	Chk1	phosphorylation	level	and	RS	strength	might	be	related	to	the	length	of	

single	strand	DNA	tracks	generated	upon	uncoupling	between	replicative	polymerases	and	

helicase.		

	

Chk1	profiles	from	G2	onset	support	the	temporal	uncoupling	of	DNA	replication	and	

G2-specific	DNA	processing	mechanisms	

We	next	addressed	Chk1	regulation	over	time	during	cell	cycle	resumption	upon	RS.	Using	

phase	contrast	microscopy,	we	first	observed	upon	a	broad	range	of	aphidicolin	doses	that	

entry	into	mitosis	of	asynchronously	growing	cells	was	delayed	in	a	dose-dependent	manner	

but	only	after	a	reproducible	lag	period	of	~	2.5	hours,	which	fit	with	mean	G2	phase	duration	

in	RPE-1	cells	(Figure	S7A).	Even	under	the	most	stringent	RS	conditions,	a	small	subset	of	

cells	reached	mitosis,	and	sporadic	cell	divisions	could	be	observed	up	to	>20h	following	2µM	

aphidicolin	addition	(Figure	S7A).	To	analyze	cell	cycle	resumption	in	more	details,	we	per-

formed	single	cell	tracking	following	moderate	to	stringent	RS	(aphi.	doses	at	0.3,	0.5	and	1	
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µM)	and	used	mRuby-PCNA	marker	to	identify	cell	cycle	phase	transitions.	Cells	that	entered	

into	G2	phase	even	shortly	before	aphidicolin	addition	did	not	display	any	perturbation	in	

the	kinetics	of	mitotic	entry	(data	not	shown).	Conversely,	most	S-phase	cells	(PCNA+	foci)	

were	delayed	or	arrested	upon	aphidicolin	treatment,	and	the	proportion	of	cells	that	reached	

S/G2	transition,	defined	by	stereotypical	late	S	PCNA	foci	pattern	disappearance,	decreased	

with	RS	strength	(Figure	S7B).	Among	the	cells	that	reached	S/G2	transition	upon	RS,	the	

majority	remained	arrested	in	G2	and	only	a	subset	entered	into	mitosis	and	divided	during	

the	time	of	recording	(Figure	S7C).	Importantly,	no	cell	entered	into	mitosis	in	absence	of	a	

G2	phase.	

	

Rapid	Chk1	inactivation	was	reproducibly	taking	place	at	the	S/G2	transition	upon	RS	con-

ditions	(Figure	4A)	and	closely	correlated	with	the	kinetics	of	PCNA	foci	disappearance	(Fig-

ure	S8A).	We	found	that,	while	the	time	needed	for	Chk1	inactivation	at	the	S/G2	transition	

increases	with	RS	strength	as	expected,	the	rate	of	Chk1	activity	decrease	is	closely	similar	

between	control	and	aphidicolin-treated	cells	(Figure	S8B	&	C),	suggesting	that	the	joint	in-

activation	of	Chk1	and	the	disappearance	of	PCNA	foci	occurring	upon	aphidicolin	treatment	

reflects	the	termination	of	bulk	DNA	replication.	Importantly,	we	confirmed	that	PCNA	foci	

disappearance	upon	RS	corresponds	to	a	genuine	S/G2	transition	by	recording	endogenous	

Plk1	expression,	using	a	K-In	Venus-Plk1	RPE-1	cell	line.	Indeed,	expression	of	Plk1	that	is	

stimulated	at	S/G2	transition	(Akopyan	et	al.,	2014)	was	taking	place	shortly	after	PCNA	foci	

disassembly	with	 relative	kinetics	undistinguishable	between	 control	 and	upon	RS	 condi-

tions	(Figure	S8D).		

Unexpectedly,	single-cell	tracking	revealed	cell-to-cell	heterogeneous	Chk1	activity	pro-

files	during	the	next	G2	phase.	First,	among	cells	that	successfully	reached	mitosis	and	di-

vided,	three	different	Chk1	profiles	could	be	defined:	(i)	no	significant	Chk1	reactivation	up	

to	mitosis,	(referred	to	as	'no	Chk1	reactivation'),	(ii)	a	transient	reactivation	that	ended-up	

shortly	before	entry	into	mitosis	('transient	Chk1	reactivation'),	and	(iii)	a	Chk1	reactivation	
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profile	that	persisted	up	to	NEBD	('persistent	Chk1	reactivation')	(Figure	4A	and	4B).	Sec-

ond,	among	cells	that	remain	arrested	in	G2,	we	observed	either	no	Chk1	reactivation	or	a	

transient	reactivation	rapidly	initiated	after	S/G2	transition	for	up	to	~5h	duration	(Figure	

4C).	Chk1	reactivation	in	G2	phase	was	not	restrained	to	non-transformed	RPE-1	cells	and	

was	also	observed	in	osteosarcoma	U20S	cells	during	cell	cycle	resumption	upon	RS	(Figure	

S9).		

Among	dividing	cells,	 the	 three	different	Chk1	activity	profiles	observed	during	G2	ap-

peared	related	to	RS	strength.	Indeed,	the	fraction	of	cells	exhibiting	a	'no	Chk1	reactivation'	

profile	up	to	mitosis	onset	progressively	decreased	to	the	benefit	of	the	two	others	upon	in-

creasing	aphidicolin	doses	(from	50%	at	0.3	µM	to	15%	at	1	µM	aphidicolin),	and	upon	1	µM	

aphidicolin	most	cells	entered	mitosis	despite	persistent	Chk1	activity	(Figure	4D),	which	

represent	a	subset	of		~2.5%	of	the	overall	cell	population	(Figure	S7C).		

We	further	determined	that	among	dividing	cells,	the	three	different	Chk1	activity	profiles	

observed	during	G2	appeared	related	to	the	time	spent	in	S	phase	upon	aphidicolin	addition	

before	the	S/G2	transition.	Indeed,	'no	Chk1	reactivation'	profile	was	predominant	in	the	first	

wave	of	cells	that	reached	G2	phase	upon	RS	(Figure	4E	and	S10,	green	lanes),	while	cells	

that	exhibited	both	Chk1	'reactivation'	profiles	tend	to	have	spent	a	longer	time	in	S	phase	

(Figure	4E	and	S10,	red	and	purple	lanes).	Notably,	cells	that	were	arrested	in	G2	phase	

exhibited	the	longest	resident	times	in	S	phase	upon	aphidicolin	treatment.	

We	conclude	that	higher	exposure	to	replication	stress	in	S	phase,	either	through	higher	

doses	of	aphidicolin	or	by	increased	time	spent	in	S	phase	upon	aphidicolin	treatment,	di-

rectly	translates	to	a	higher	probability	of	Chk1	reactivation	in	G2	phase.	

	

p53	drives	permanent	arrest	and	silencing	of	the	ATR/Chk1	pathway	in	G2	phase	

As	described	above,	cells	that	have	spent	the	longest	time	in	S	phase	upon	RS	arrested	in	

G2	phase	(Figure	4E	and	S10),	with	either	a	transient	Chk1	reactivation	for	up	to	~5h	or	no	

reactivation	 related	 to	 the	 resident	 time	 in	 S	phase	 (Figure	 4E	and	 S10,	 "no	M-phase",	
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purple	and	grey	lanes).	RPE-1	cells	in	G2	phase	can	irreversibly	exit	cell	cycle	upon	DNA	

damage	insult,	which	is	primarily	determined	by	ATR/Chk1	activation	and	relies	on	induction	

of	p53	(Bunz	et	al.,	1998;	Hastak	et	al.,	2008;	Krenning	et	al.,	2014).	Suspecting	the	time-de-

pendent	distribution	of	G2	phase	Chk1	profiles	might	be	partially	driven	by	the	kinetics	of	

p53	activation	upon	RS,	we	tracked	individual	cells	in	a	p53	knockdown	context.	Depletion	of	

p53	caused	the	majority	of	cells	that	reached	S/G2	transition	to	enter	into	mitosis	during	the	

time	of	recording	(from	50%	of	cells	in	siCtrl	condition	to	80%	upon	p53	depletion)	(Figure	

5A),	consistent	with	previous	report	showing	a	p53/p21-dependent	G2	arrest	following	RS	

in	S	phase	(Barr	et	al.,	2017).	Remarkably,	this	was	accompanied	by	a	massive	and	specific	

increase	of	G2	cells	exhibiting	Chk1	reactivation,	whereas	the	percentage	of	G2	cells	with	no	

Chk1	reactivation	remained	constant	(Figure	5B).	We	also	performed	the	opposite	experi-

ment	by	treating	cells	with	high	dose	of	aphidicolin	(1µM)	to	maximize	Chk1	reactivation	in	

G2	phase,	then	activating	p53	using	the	drug	Nutlin-3a	(Vassilev	et	al.,	2004).	Around	~4h	

after	 Nutlin-3a	 treatment,	 entry	 into	 mitosis	 was	 completely	 inhibited,	 consistent	 with	

(Krenning	et	al.,	2014).	More	 importantly,	cells	in	S	phase	upon	Nutlin-3a	 treatment	mas-

sively	did	not	re-activated	Chk1	in	the	subsequent	G2	phase.	(Figure	5C).	Finally,	we	assessed	

p53	 levels	 in	a	G2	subpopulation	upon	RS	by	 treating	hTERT-RPE-1	WT	cells	with	0.5µM	

aphidicolin	for	increasing	durations,	before	incubation	with	EdU	to	label	S	phase	cells,	fixa-

tion	and	p53	staining.	G2	phase	cells	were	identified	based	on	the	intensity	of	DAPI	signals	

and	EdU-negative	 staining.	As	 represented	 in	Figure	5D,	 increasing	 incubation	 time	with	

aphidicolin	resulted	in	higher	expression	levels	of	p53	in	the	following	G2	phase.	Together,	

these	 results	 suggest	 that	 during	 cell	 cycle	 resumption	 and	 related	 to	 the	 duration	 and	

strength	of	RS	before	S/G2	transition,	cells	bifurcate	between	two	decisions	at	the	S/G2	tran-

sition:	No	or	low	initial	p53	induction	and	the	competence	to	re-activate	Chk1	in	G2	phase,	or	

high	initial	p53	induction	promoting	Chk1	activity	silencing	in	early	G2	phase	and	cell	cycle	

exit.	
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During	cell	cycle	resumption	upon	RS,	a	subset	of	cells	overcome	active	checkpoint	

signaling	to	enter	mitosis	

We	were	intrigued	that	a	limited	subset	of	G2	cells	exhibited	a	'persistent	Chk1	reactiva-

tion'	profile	up	to	early	mitosis	(NEBD),	which	suggest	that	some	cells	might	overcome	DNA	

damage	response	(DDR).	We	found	that	the	G2	phase	duration	in	the	overall	cell	population	

is	significantly	longer	following	RS	induction	in	S	phase	(Figure	6A),	and	notably	in	the	subset	

of	cells	exhibiting	either	Chk1	reactivation	profiles	during	G2	(Figure	6B),	suggesting	that	

Chk1	reactivation	might	delay	entry	into	mitosis.	To	assess	the	contribution	of	Chk1	activity	

in	G2	phase	to	functional	checkpoint	mechanisms,	Chk1	or	ATR	inhibitors	were	added	at	a	

set	time	during	recording	and	the	effect	on	G2	duration	and	Chk1	sensor	phosphorylation	

levels	monitored	over	time.	In	normal	conditions,	ATR	inhibition	laid	no	effect	on	G2	phase	

duration,	while	the	addition	of	Chk1	inhibitor	induced	a	minimal	(~20	min	median)	shorten-

ing	(Mean	G2	duration	CT:	180	min;	Chk1i:	160	min),	possibly	reflecting	residual	Chk1	activ-

ity	during	non-perturbed	G2	phase	(Figure	S11A).	More	importantly,	upon	replication	stress	

both	ATR	and	Chk1	inhibition	immediately	suppressed	Chk1	sensor	phosphorylation,	which	

was	rapidly	followed	by	commitment	to	mitosis	in	all	cells	analyzed	(Figure	6C	and	S11B).	

Quantification	of	the	time	intervals	between	the	addition	of	Chk1i	(or	ATRi)	versus	DMSO	

(Ctrl)	and	mitotic	entry	indicates	that	inhibition	of	ATR/Chk1	signaling	triggered	a	premature	

entry	into	mitosis	(Figure	6D	and	S11C).	Chk1	inhibition	could	force	mitotic	entry	up	to	7h	

after	G2	onset,	following	which	no	more	Chk1	activity	could	be	detected	in	any	persistently	

arrested	G2	cell	(Figure	S11D),	suggesting	that	Chk1	inhibition	can	trigger	mitotic	entry	dur-

ing	the	window	of	time	when	residual	activity	persists.	Notably,	we	observe	a	direct	correla-

tion	between	the	level	of	Chk1	activity	in	G2	at	drug	addition	and	the	time	needed	for	the	cell	

to	enter	mitosis	upon	Chk1	 inhibition	(Figure	S11E),	 further	supporting	an	active	role	of	

ATR/Chk1	signaling	during	G2	to	prevent	unscheduled	mitosis	upon	RS.	Together,	we	con-

clude	that	upon	RS	a	subset	of	cells	can	override	active	ATR/Chk1	signaling	to	achieve	mitotic	
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entry,	providing	to	our	knowledge	the	first	direct	observation	of	checkpoint	adaptation	in	

human	cells.	

	

Dividing	cells	following	Chk1	reactivation	in	G2	arrest	in	the	next	G1	phase	

To	analyze	the	fate	of	daughter	cells	following	or	not	Chk1	reactivation	during	G2	phase,	

dividing	cells	upon	mild	replication	stress	(aphidicolin	0.5	µM)	were	followed	over	the	next	

cell	cycle,	and	both	mRuby-PCNA	staining	and	Chk1	activity	used	to	identify	cells	re-entering	

into	S	phase.	No	second	mitosis	was	observed	during	long-term	recording	(48h),	certainly	as	

a	consequence	of	the	continuous	presence	of	aphidicolin	that	will	affect	the	whole	duration	

of	the	second	S	phase.	Re-entry	into	S	phase	during	the	second	cell	cycle	was	frequently	ob-

served	among	daughters	cells	originating	from	a	mother	cell	without	Chk1	reactivation	dur-

ing	G2	phase.	Conversely,	the	majority	of	daughter	cells	originating	from	a	mother	cell	exhib-

iting	Chk1	reactivation	during	G2	phase,	whether	transient	or	persistent,	remained	perma-

nently	arrested	in	G0/G1	(Figure	6E).	Together,	our	data	suggest	that	Chk1	reactivation	dur-

ing	G2	underlines	DNA	processing/repair	mechanisms	as	a	consequence	of	perturbed	S	phase	

upon	RS	that	favor	proliferation	withdrawal	in	the	next	G1	phase.	
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Discussion	

In	 this	 study,	 we	 developed	 a	 specific	 FRET-based	 Chk1	 phosphorylation	 sensor	 and	

sought	to	characterize	Chk1	activity	fluctuations	in	asynchronous	individual	cells	during	un-

perturbed	growth	conditions	and	upon	replication	stress.	It	has	been	previously	proposed	

that	the	ATR/Chk1	pathway	plays	a	role	in	the	temporal	coupling	of	DNA	replication	with	

entry	into	mitosis	by	enabling	the	expression	and	activation	of	several	mitotic	inducers	from	

the	S/G2	transition	(Lemmens	et	al.,	2018;	Saldivar	et	al.,	2018).	Accordingly,	we	demonstrate	

that	the	kinetics	of	Chk1	activation	during	a	normal	cell	cycle	tightly	matches	the	spatio-tem-

poral	appearance	and	disappearance	of	PCNA	positive	replication	foci,	and	provide	evidence	

that	endogenous	Chk1	activity	is	sustained	by	the	constant	activation	of	new	replication	ori-

gins	along	S	phase.	

Upon	RS	conditions	that	are	still	compatible	with	cell	growth	(Supplemental	Figure	7A),	

the	slowing	down	of	replication	forks	results	in	a	prolonged	S	phase	that	might	possibly	over-

laps	with	the	G2	phase	up	to	mitosis	onset	to	achieve	the	completion	of	DNA	replication,	con-

sistent	 with	 the	 persistence	 of	 some	 replication	 intermediates	 at	 CFSs	 up	 to	 mitosis	

(Debatisse	and	Rosselli,	2019;	Mankouri	et	al.,	2013).	Contrary	to	this	speculative	model,	our	

results	show	that	a	several	hours	long	G2	phase	is	reproducibly	taking	place	in	each	cell	dur-

ing	cell	cycle	resumption	upon	RS.	Exit	from	prolonged	S	phase	is	characterized	by	the	com-

plete	disappearance	of	late	S	PCNA	foci	pattern	tightly	associated	with	marked	Chk1	inacti-

vation,	whose	kinetics	is	closely	similar	to	the	one	during	unperturbed	cell	cycle.	Importantly,	

we	show	that	this	transition	allows	the	accumulation	of	mitotic	inducers,	such	as	Plk1,	up	to	

mitotic	entry.	Hence,	it	supports	the	notion	that	their	expression	is	controlled	in	a	similar	way	

by	ATR/Chk1	signaling	during	normal	and	upon	RS	growth	conditions.		

Unexpectedly,	live	cell	recordings	reveal	that	following	its	inactivation	at	the	S/G2	transi-

tion,	 Chk1	 re-activates	 in	 a	 subset	 of	 cells	 during	 G2,	 whose	 proportion	 is	 related	 to	 RS	

strength	during	preceding	S	phase.	Importantly,	no	S	phase-like	PCNA	foci	pattern	could	be	

detected	in	any	G2	phase	cell	as	Chk1	re-activated.	Each	PCNA	foci	detectable	in	S	phase	by	
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widefield	microscopy	is	constituted	of	multiple	active	replication	forks	(Chagin	et	al.,	2016).	

While	we	cannot	completely	rule	out	the	persistence	in	G2	phase	of	some	isolated	active	forks,	

Chk1	 reactivated	 in	G2	 cells	 to	 a	 similar	 level	 (DFRET	~20%)	as	during	non-perturbed	S	

phase,	when	thousands	of	replication	forks	are	simultaneously	active	at	any	time	(Chagin	et	

al.,	2016).	Hence,	we	speculate	that	Chk1	re-activation	is	not	sustained	by	active	replication	

forks	but	by	DNA	processing/repair	mechanisms	timely	activated	during	G2	phase.	This	will	

suggest	the	existence	of	temporal	uncoupling	between	bulk	DNA	replication	in	S	phase	and	

DNA	processing/repair	mechanisms	specific	to	G2	phase.	

While	the	underlying	mechanisms	sustaining	Chk1	re-activation	in	G2	phase	will	require	

further	investigation,	two	possible	post-replicative	DNA	repair	processes	could	be	involved:	

(i)	resection/filling	of	ssDNA	gaps	left	behind	replication	forks	(Lopes	et	al.,	2006;	Zellweger	

et	al.,	2015)	or	(ii)	homology-directed	repair	of	collapse	forks	following	double	strand	breaks	

(DSBs)	induction	(Minocherhomji	et	al.,	2015;	Petermann	et	al.,	2010b).	Supporting	the	first	

hypothesis,	 ssDNA	 gaps	 were	 shown	 in	 budding	 yeast	 to	 activate	 the	 Rad53-dependent	

checkpoint	in	G2	phase,	and	the	post-replicative	repair	of	those	structures	can	be	delayed	in	

G2	phase	without	major	impact	on	replication	dynamics,	suggesting	uncoupling	of	this	repair	

process	with	fork	progression	(Callegari	et	al.,	2010;	Daigaku	et	al.,	2010;	Hishida	et	al.,	2009;	

Karras	and	Jentsch,	2010).	Also,	DSBs	are	only	induced	after	many	hours	upon	RS	in	human	

cells	and	might	be	strongly	restrained	up	to	the	G2/M	transition	(Minocherhomji	et	al.,	2015;	

Petermann	et	al.,	2010b).	

We	demonstrate	that	Chk1	re-activation	during	G2	phase	underline	functional	signaling	

preventing	a	premature	entry	into	mitosis.	Strikingly,	a	limited	subset	of	cells	reaches	mitosis	

despite	the	persistent	high	Chk1	activity.	Cells	exhibiting	'transient'	or	'persistent	Chk1	re-

activation'	profiles	along	G2	arrest	in	the	next	G1	phase,	in	sharp	contrast	to	cells	with	a	‘no	

reactivation’	profile	that	progress	further	into	S	phase,	suggesting	the	transmission	of	altered	

DNA	structures	to	the	cell	progeny	that	activate	DNA	damage	response	in	G1.	Our	observation	

that	non-transformed	checkpoint	proficient	cells	can	enter	 into	mitosis	despite	high	Chk1	



   100 

activity	provides	the	first	direct	evidence	of	checkpoint	override	or	‘adaptation’	to	replication	

stress	in	human	cells.	Notably,	we	observed	no	sign	of	ChK1	activity	attenuation	up	to	mitotic	

entry	that	might	have	contributed	to	promote	the	transition	to	mitosis,	agreeing	with	the	no-

tion	of	checkpoint	adaptation	(Toczyski	et	al.,	1997)	that	the	checkpoint	signal	must	be	pre-

sent	at	the	time	cell	cycle	arrest	is	alleviated.	We	estimated	that	checkpoint	adaptation	phe-

notype	represent	~1	to	3%	of	the	overall	cell	population	from	0.3	to	1	µM	aphidicolin	treat-

ment,	 respectively.	 	 Checkpoint	 adaptation	was	 initially	 identified	 in	 yeast	 following	pro-

longed	G2	arrest	in	the	presence	of	unrepairable	DNA	damage	(Sandell	and	Zakian,	1993),	

and	more	recently	in	haploid	strains	having	an	extra	copy	of	one	chromosome,	which	favors	

DNA	replication	defects	(Blank	et	al.,	2015).	Mimicking	replication	defects	with	low	doses	of	

MMS	(methyl	methanesulfonate)	led	to	as	many	as	40%	of	WT	strain	exhibiting	checkpoint	

adaptation,	indicating	that	it	might	be	a	frequent	phenotype,	at	least	in	unicellular	organisms.	

Consistent	with	 our	 observations,	 the	majority	 of	 these	 cells	 rapidly	 cease	 to	 proliferate	

within	one	or	two	cell	divisions	(Blank	et	al.,	2015).		

In	both	yeast	and	human	cells,	checkpoint	adaptation	to	DSBs	was	proposed	to	depend	on	

Plk1	(Cdc5	in	S.	cerevisiae)	(Liang	et	al.,	2014;	Pellicioli	et	al.,	2001;	Syljuasen	et	al.,	2006;	

Toczyski	et	al.,	1997),	whose	activity	is	necessary	for	commitment	to	mitosis	(Gheghiani	et	

al.,	2017).	Plk1	induces	the	degradation	of	Claspin	upon	mitotic	entry,	a	mediator	for	ATR-

dependent	Chk1	activation	(Mailand	et	al.,	2006;	Mamely	et	al.,	2006;	Peschiaroli	et	al.,	2006).	

Also,	Plx1	(Plk1	homologue)	phosphorylation	of	Claspin	allows	mitotic	entry	despite	persis-

tent	fork	stalling	in	Xenopus	egg	extracts	(Yoo	et	al.,	2004).	Together,	these	data	makes	Plk1	

the	prime	candidate	to	drive	mitotic	entry	despite	persistent	Chk1	activation	up	to	the	G2/M	

transition.	During	a	normal	cell	cycle,	Plk1	activates	~40	minutes	before	NEBD	and	promotes	

Cyclin	B1/Cdk1	activation	~20	minutes	later	(Gavet	and	Pines,	2010b,	2010a;	Gheghiani	et	

al.,	2017),	while	it	is	currently	unknown	whether	those	activation	kinetics	remain	unchanged	

upon	incremental	RS.	
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Replication	 stress	 is	a	major	 source	of	 genetic	 instability	 in	 cancer	 cells	 (Burrell	 et	al.,	

2013)	 and	 DRC	 activation	 was	 proposed	 to	 act	 early	 on	 as	 a	 barrier	 to	 tumorigenesis	

(Bartkova	et	al.,	2005;	Halazonetis	et	al.,	2008;	Hills	and	Diffley,	2014).	Deciphering	the	spa-

tio-temporal	regulation	and	complex	interplay	between	anti-	and	pro-mitotic	signaling	path-

ways	will	contribute	to	better	understand	how	genetic	alterations	can	be	initially	established	

in	checkpoint-proficient	non-tumoral	cells.		
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Experimental	procedures	

	

Cell	culture,	reagents,	siRNA	and	antibodies	

hTert-RPE-1	 WT	 (ATCC),	 hTert-RPE-1	 mRuby-PCNA/+	 Plk1-mVenus/+,	 hTert-RPE-1	

mRuby-PCNA/+,	 a	 gift	 from	 J.	Mansfeld's	 laboratory,	 and	 derivatives	were	maintained	 in	

DMEM/F12	medium	(Life	Technologies)	supplemented	with	10%	FCS,	100U/ml	penicillin	

and	100µg/ml	streptomycin.	HeLa	and	U20S	(ATCC)	cells	were	maintained	in	DMEM	high	

glucose	medium	(Life	Technologies),	supplemented	with	10%	FCS,	100U/ml	penicillin	and	

100µg/ml	streptomycin.		

	

Reagents	

Chemical	compounds	dissolved	in	DMSO	were	used	at	the	following	concentrations	unless	

stated	otherwise:	CHIR-124	200nM	and	KU55933	10	μM	(Axon	MedChem),	Etoposide	5	μM,	

XL-413	15	μM	and	AZD6738	1μM	(Selleckchem),	PV1019	5	μM	or	25	μM,	Nutlin-3a	10	μM,	

Cdk1/2	inhibitor	III	600	nM	and	CVT313	5	μM	(Calbiochem),	Hydroxyurea	1	mM,	Thymidine	

1	mM	and	Aphidicolin	from	0.03	to	2	µM	(Sigma-Aldrich),	RO3306	5	μM	(MedChemExpress).		

Primary	antibodies	used	were	p53	(DO-1),	Chk1	(G-4)	and	actin	(C4)	from	Santa	Cruz	bi-

otechnology,	Chk2	(1C12,	#3440),	Chk1	pS296	(#2349),	Chk1	pS345	(#2341),	Chk2	pS516	

(#2669)	and	Chk2	pT68	(C13C1,#2197)	from	Cell	signaling.	Secondary	antibodies	were	goat	

anti-rabbit	 IgG-HRP	(A120-201P,	Bethyl	 laboratories),	goat	anti-mouse	 IgG-HRP	(sc-2005,	

Santa-Cruz	biotechnology),	Donkey	anti-mouse	IgG-Alexa	488	(A21202,	Invitrogen).	

	

Plasmid	constructs	and	generation	of	stable	cell	lines	

To	generate	the	FRET-based	Chk1	phosphorylation	sensor	used	in	this	publication,	coding	

sequences	for	YPet	(Nguyen	and	Daugherty,	2005),	FHA2	domain	(residues	572-730)	from	

ScRad53	(NM_001183967)	and	mTurquoise2	(Goedhart	et	al.,	2012)	 tagged	 in	C-terminal	

with	 SV40	 NLS	 sequence	 (SPKKKRKVE)	 were	 cloned	 in	 that	 order	 on	 a	 pIRES-puro2	
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backbone	(Clontech).	Coding	sequences	for	YPet	and	FHA2	domain	originate	from	(Gheghiani	

et	 al.,	 2017),	 while	 mTurquoise2	 sequence	 originates	 from	 a	 mTurquoise2-N1	 plasmid	

(Addgene	#54843).	A	sequence	for	Chk1	phosphorylation	derived	from	(Blasius	et	al.,	2011)	

or	a	non-phosphorylable	version	(Thr	to	Ala	mutation)	were	then	inserted	between	FHA2	

domain	and	mTurquoise2.	To	generate	chromatin	targeted	H2B-Chk1	sensor,	H2B	coding	se-

quence	was	inserted	upstream	of	YPet	in	pIRES-puro2	backbone.	Complete	sequences	are	

available	on	request.	

To	generate	hTert-RPE-1	WT	or	hTert-RPE-1	mRuby-PCNA/+	cell	lines	stably	expressing	

Chk1	sensor	or	its	derivatives,	10^6	cells	were	electroporated	with	10	μg	of	the	plasmid	con-

structs	using	the	Amaxa	Cell	Line	Nucleofector	kit	V	(Lonza)	on	an	Amaxa	Nucleofector	 II	

device	(Lonza,	program	X-001).	Transfected	cells	were	selected	48h	later	with	0.5	–	2	μg/mL	

puromycin	or	alternatively	YFP	and	CFP	double	positives	cells	were	first	sorted	on	a	BD	FACS	

Aria	III	(BD	Bioscience)	before	drug	selection.	After	a	minimum	of	two	weeks	of	selection,	

isolated	clones	were	picked	up	using	cloning	discs	(Sigma)	and	amplified	before	characteri-

zation.	

To	generate	U2OS	cells	stably	expressing	Chk1	sensor,	transfection	was	performed	with	

Jet	PRIME	(Polyplus	Transfection)	with	a	150	000	cells/1	µg	DNA/4	µl	reagent	ratio,	before	

selection	of	isolated	clones	as	described	above.	For	transient	expression	assays	in	HeLa	cells	

(Figure	S3),	30	000	cells/well	were	seeded	on	8-well	glass	bottom	plates	(µ-Dish,	IBIDI)	on	

J-2	and	transfected	using	Jet	PRIME	reagent	(Polyplus	Transfection)	according	to	manufac-

turer’s	instructions	on	J-1	before	imaging.	

	

Time-lapse	imaging	

RPE-1	Cells	were	seeded	at	least	24h	prior	to	imaging	in	phenol	red-free	DMEM/F12	me-

dium	 (Life	 Technologies),	 supplemented	with	 5%	FCS,	 100U/ml	penicillin	 and	100µg/ml	

streptomycin,	in	either	8-well	glass-bottom	plates	(µ-Dish,	IBIDI)	or	in	35mm	glass-bottom	

dishes	(Fluorodish,	World	Precision	Instruments),	both	pre-coated	with	fibronectin	(Sigma)	
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at	1ug/cm2.	HeLa	and	U2OS	cells	were	seeded	in	DMEM	without	phenol	red,	supplemented	

with	5%	FCS	and	antibiotics.	To	avoid	cellular	stress,	no	medium	change	was	performed	in	

the	24h	preceding	 imaging,	except	 for	siRNA	experiments	where	medium	was	changed	at	

least	1h	before	image	acquisition.	For	all	experiments	(except	on	Fig.	S6),	live	imaging	was	

performed	using	an	Eclipse	Ti-e	inverted	microscope	(Nikon)	controlled	by	Metamorph	soft-

ware	and	equipped	with	Perfect	Focus	System,	fast	emission	filter	wheel	(lambda	10-3,	Sut-

ter),	EMCCD	camera	(iXon	Ultra	888,	Andor)	and	LED-based	illumination	system	(Spectra	X-

light	engine,	Lumencor).	A	Plan	Fluor	40x/NA	1.30	oil	immersion	lens	was	used	for	all	exper-

iments,	except	on	Fig	1D,	2A,	S4E	and	S4F	which	were	performed	using	a	higher	magnification	

60x/NA	 1.4	 Plan	 Apochromat	 oil	 immersion	 lens.	 For	 FRET	 imaging	 assays,	 filters	 used	

(Chroma	 Technology)	 were	 ET434/21x	 excitation	 filter,	 69008bs	 dichroic	 mirror,	

ET470/24m	and	ET535/30m	emission	 filters	 for	CFP	and	YFP	channels,	 respectively.	 For	

mRuby-PCNA	imaging,	filters	used	were	ET550/15x	excitation	filter,	T565lp	dichroic	mirror	

and	ET600/50m	emission	filter.	During	recordings,	cells	were	maintained	at	37°C	in	a	hu-

midified	atmosphere	with	5%	CO2.		

For	phase	contrast	imaging	assays	(Fig.	S7A),	RPE-1	cells	were	seeded	on	12-well	tissue	

culture	plates	in	DMEM/F12	medium	without	phenol	red,	supplemented	with	10%	FBS	and	

antibiotics,	then	recorded	24h	later.	Analyses	of	the	kinetics	of	mitotic	entry	were	performed	

as	described	in	(Gheghiani	et	al.,	2017).	

Timelapse	on	Fig	S6	was	acquired	on	a	Spinning	Disk	microscope	based	on	a	Yokugawa	

CSU-W1	 head	 mounted	 on	 the	 lateral	 port	 of	 Nikon	 Eclipse	 Ti-2	 inverted	 microscope	

equipped	with	a	sCMOS	PRIME	95B	camera	(Photometrics)	and	piloted	by	Metamorph	Soft-

ware.	CFP	(FRET)	and	mRuby	(PCNA)	were	respectively	excited	with	a	445nm	and	515nm	

laser	source.	
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Immunofluorescence	and	EdU	incorporation	assays	

hTert-RPE-1	wild-type	cells	were	seeded	on	glass	coverslips	pre-coated	with	fibronectin	

(Sigma)	at	1µg/cm2	on	J-1.	Cells	were	washed	once	with	PBS	then	fixed	for	6	min	at	-20°C	in	

methanol	before	being	washed	three	times	in	PBS,	then	blocked	45	min	in	PBS+BSA	3%.	Co-

verslips	were	incubated	1h	with	primary	antibody	in	PBS	+	BSA	3%,	washed	three	times	in	

PBS	+	0.1%	tween	(PBST)	and	incubated	one	hour	with	Alexa	488	secondary	antibody	(Invi-

trogen).	Coverslips	were	washed	3x	in	PBST	then	mounted	with	ProLong	Gold	AntiFade	rea-

gent	with	DAPI	(Invitrogen).	

EdU	incorporation	assays,	10	μM	EdU	for	60	min	before	fixation,	were	done	using	Click-It	

Plus	EdU	imaging	Kit	(Thermofisher)	according	to	manufacturer's	instructions.	

	

siRNA	transfection	assays	

For	RNAi	assays,	75	000	RPE-1	cells	were	seeded	on	J-3	in	35	mm	glass-bottom	dishes	or	

in	6-well	plates.	On	J-2,	cells	were	transfected	with	siRNA	pool	targeting	p53,	HSS186390,	

HSS186391	and	HSS110905	10nM	each	(Thermofisher),	or	ON-TARGET	plus	Non-targeting	

siRNA	pool,	D-001810	30nM	(Dharmacon),	using	Dharmafect-1	reagent	(Dharmacon).	Live	

imaging	assays	or	cell	extractions	were	proceeded	48h	later.	

	

Western	blotting	

Cells	were	lysed	in	RIPA	buffer	(20mM	Tris-HCl	pH	7.5,	150	mM	NaCl,	10%	Glycerol,	1%	Tri-

ton	X-100,	0.1%	SDS,	1%	Sodium	deoxycholate	with	complete	EDTA-free	protease	inhibitor	

cocktail	 and	 anti-phosphatase	 inhibitor	 cocktail	 3	 (Sigma-Aldrich).	 Protein	 quantification	

was	performed	 in	 triplicate	using	BCA	Protein	Assay	Kit	 (Thermofisher).	 Protein	 samples	

were	separated	on	4-15%	Mini-Protean	TGX	precast	gels	(Bio-Rad).	Western	Blot	images	(16-

bit)	were	acquired	using	an	Amersham	imager	600	(GE	Healthcare)	and	quantified	using	Im-

ageJ	software	(NIH).	
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Segmentation	and	tracking	of	cell	nuclei		

Segmentation:	Cell	nuclei	were	segmented	using	CFP	excitation/YFP	emission	from	NLS-

tagged	Chk1	sensor.	After	Gaussian	blur	filtering	and	rolling-ball	background	subtraction	to	

smooth	background	noise,	 a	Mexican-hat	 filter	was	 applied	 to	 enhance	 individual	 objects	

boundaries.	Resulting	images	were	thresholded	based	on	fluorescence	intensity	to	isolate	nu-

clei,	and	further	processed	with	a	distance-based	watershed	to	allow	splitting	of	under-seg-

mented	nuclei.	

Frame	to	frame	nuclei	matching:	Nuclei	detected	in	frame	n	were	matched	with	the	ones	

detected	in	frame	n+1	using	a	custom	implementation	of	a	Gale-Shapley	algorithm	for	Fiji.	

Briefly:	

1- For	 each	objects	 (nuclei)	 in	 frame	n,	 are	 listed	 all	potential	matches	 in	 frame	n+1,	

ranked	to	maximize	overlap	area	and/or	minimize	distance.	

2- For	each	objects	in	frame	n+1,	are	listed	all	potential	matches	in	frame	n,	ranked	to	

maximize	overlap	area	and/or	minimize	distance.	

3- Ranked	preference	lists	are	used	to	optimize	matching	of	objects	from	frame	n	with	

objects	with	frame	n+1	(Gale-Shapley	algorithm).	

Any	remaining	non-matched	objects	in	frame	n+1	are	then	used	to	identify	potential	over-

segmentation	and/or	cytokinesis	events	by	comparing	between	the	two	successive	frames	

distance	and	area	of	objects	involved	in	putative	splitting	events.	If	an	over-segmentation	is	

indeed	detected	in	 frame	n+1,	objects	 in	frame	n	are	 fused	 together.	Conversely,	any	non-

matched	objects	in	frame	n	could	reflect	the	under-segmentation	of	nuclei	in	frame	n+1.	This	

possibility	is	assessed	by	comparing	between	the	two	successive	frames	areas	of	all	objects	

involved	in	the	putative	fusion	event.	If	confirmed,	detection	of	under-segmentation	results	

in	 the	automated	splitting	of	 the	under-segmented	nuclei	 in	 frame	n+1	using	marker-con-

trolled	watershed.	This	approach	allows	to	automatically	segment	and	track	next	to	all	nuclei	

during	long-term	live	imaging	assays	of	high-density	populations.		
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Measure	pixel	intensities:	Following	segmentation	and	tracking	of	each	single	nuclei	over	

time,	original	raw	images	were	processed	with	a	carefully	adjusted	Rolling	Ball	background	

subtraction	algorithm	and	pixel	intensities	were	measured	over	time	for	all	detected	nuclei.	

All	resulting	data	is	saved	in	tables	that	can	be	further	processed	using	custom	python	pandas	

scripts.	

	

Classification	of	cell	cycle	phases	and	G2	phase	Chk1	activity	profiles	

Nuclear	mRuby-PCNA	mean	and	max	intensity	over	time	were	used	to	automatically	iden-

tify	cell	cycle	transitions:	

G1/S	transition:	Mean	PCNA	expression	is	minimal	in	G1	and	starts	to	increase	at	S	phase	

transition	(Zerjatke	et	al.,	2017).	To	identify	this	inflexion	point,	we	used	a	broken-stick	ap-

proach	by	comparing	slopes	before	and	after	all	time	points.	To	this	end,	for	each	time	point,	

a	local	linear	regression	was	calculated	using	all	measurements	2.5h	before	and	another	one	

using	all	measurements	2.5h	after.	G1/S	transition	was	determined	as	 the	 time	point	 that	

minimizes	the	calculated	angle	between	the	two	linear	regressions.	

S/G2	transition:	at	the	end	of	S	phase,	PCNA	forms	broad	and	very	bright	foci	that	disap-

pear	at	G2	onset.	This	transition	can	be	detected	by	extreme	variations	in	the	measured	max	

mRuby-PCNA	intensity	in	the	nucleus.	Two	different	algorithms	were	used:	for	asynchronous	

untreated	cells,	G2	onset	was	defined	as	the	first	local	minimum	following	the	highest	meas-

ured	peak	in	mRuby-PCNA	max	intensity	in	S	phase.	For	cells	treated	with	aphidicolin,	a	bro-

ken-stick	approach	was	used	to	detect	the	inflexion	point,	as	described	above.	

NEBD:	At	mitosis,	the	nuclear	envelope	is	disassembled	and	soluble	nuclear	proteins	are	

diluted	in	the	whole	volume	of	the	cell.	By	measuring	mRuby-PCNA	signal	over	time,	this	is	

easily	detectable	by	a	sudden	drop	of	mean	intensity.	Hence,	mean	mRuby-PCNA	intensity	

was	compared	between	all	successive	time	point,	and	NEBD	was	defined	as	the	time	point	

when	the	maximal	mean	intensity	drop	occurred.	
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Automated	classifications	were	systematically	double-checked.	An	interface	in	Fiji	was	de-

veloped	to	manually	review	each	cell	and	check	for	consistency	between	automatically	deter-

mined	cell	cycle	transitions	and	foci	appareance/disappearance	observed	by	eyes.	Classifica-

tion	of	G2	Chk1	activity	profiles	was	performed	manually	using	the	same	interface,	this	time	

to	systematically	plot	and	review	FRET	variations	during	G2.	

	

	

Automated	PCNA	foci	counting	

To	automatically	count	nuclear	PCNA	foci	over	time,	images	were	processed	with	a	Lapla-

cian	of	Gaussian	filter	followed	by	local	maxima	detection	to	identify	PCNA	foci.		

	

Segmentation	and	identification	of	G2	cells	by	immunofluorescence	

Cell	nuclei	segmentation	using	DAPI	fluorescent	signals	was	processed	as	described	for	

NLS-tagged	Chk1	sensor	cells.	DAPI	intensities	per	nuclei	were	measured	on	raw	images.	To	

discriminate	between	G1,	S	and	G2	cells,	DAPI	intensities	in	the	absence	of	aphidicolin	treat-

ment	wer	plotted	against	mean	EdU	signal	to	identify	a	low	DAPI	EdU-	subpopulation	(G1),	a	

EdU+	 subpopulation	 (S)	 and	 a	 high	 DAPI	 EdU-	 subpopulation	 (G2).	 The	 identified	 DAPI	

thresholds	separating	G1,	S	and	G2	cells	were	then	used	in	different	conditions	to	identify	

EdU	negative	high	DAPI	(G2)	cells.	

	

Data	visualization	

Data	were	plotted	using	GraphPad	Prism	or	with	custom	python	scripts	relying	on	pandas	

for	data	manipulation	and	matplotlib	or	seaborn	for	data	visualization.	All	scripts	are	availa-

ble	on	request.	Ratiometric	FRET	images	on	Fig	1C,	2A,	3A	and	S9A	were	generated	using	Fiji	

software	by	pixel-wise	division	of	CFP	over	YFP	images.	An	image	mask	was	computed	from	

the	segmented	nuclei	and	all	pixels	outside	were	defined	as	0	(black).	Ratiometric	images	are	

displayed	using	Fiji	mpl	inferno	Look-Up	Table.	
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MAIN FIGURES 

 

Figure 1: Development of a FRET-based Chk1 phosphorylation sensor. 

(A) Schematic outline of the FRET-based Chk1 phosphorylation sensor developed in the present 
work. Phosphorylation of Chk1 target sequence (P) leads to its recognition by FHA2 phospho-
binding domain (green), resulting in a global conformation change and an increase of non-radia-
tive energy transfer between CFP and YFP fluorescent variants upon CFP excitation wavelength.  

 (B) CFP/YFP ratio, hereafter referred as 1/FRET, variations were recorded over time in asynchro-
nous hTERT-RPE-1 cells transiently expressing Chk1 sensor. Aphidicolin (1 µM) was added at the 
indicated timepoint before addition of Chk1 inhibitor (CHIR-124). Each single cell is plotted. Cells 
that responded to aphidicolin are represented in red, others in grey. 1/FRET values are normalized 
to last time point. 

(C) Asynchronous hTERT-RPE-1 cells transiently expressing Chk1 sensor were treated with aphi-
dicolin (1µM) at the indicated time point. Red arrow points to a cell exhibiting FRET response to 
aphidicolin treatment while grey arrows point to cells with no FRET variations. 

 (D) Representative galleries of cells in G1 (first lane), S (second lane) or G2 (third and fourth lanes) 
upon aphidicolin addition. Note that only the cell in S phase (PCNA foci positive) displays a 1/FRET 
variation. Bars, 10 µm. 

  

Figure 2: Chk1 activity along S phase relies on replication origin firing. 

(A-C) 1/FRET variations were recorded over time in asynchronous RPE-1 mRuby-PCNA/+ cells sta-
bly expressing Chk1 sensor. 

(A) Asynchronous cells were synchronized in silico either to PCNA expression (S phase onset), 
PCNA foci disappearance (S/G2 transition) or nuclear envelope breakdown (NEBD) at mitosis. 
Each single cell is plotted and bold line represents mean values. In the top gallery, a representative 
cell undergoing S/G2 transition is displayed. Bar, 10 µm.  

(B) Asynchronous cells were treated with Cdc7 inhibitor (XL-413 15 µM) to prevent new origin 
firing. The subpopulation of cells in S phase at the time of inhibitor addition was sorted in three 
groups based on the time spent in S phase. Each single cell is plotted and bold line represents 
mean values. For each cell, S phase entry, as determined by PCNA expression, is represented as a 
vertical line. (A-B) 1/FRET values are normalized to G1 levels. 

(C) Cells in S phase (t0) were treated sequentially with Cdc7i (XL-413 15µM) then aphidicolin (0.5 
µM) or aphidicolin then Cdc7i, before addition of a Chk1 inhibitor (CHIR-124). Each single cell is 
plotted. 1/FRET values are normalized to after Chk1 inhibition. 
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Figure 3: Chk1 activity in S phase is highly sensitive to replication stress 

(A) RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor cells were treated with aphidicolin (1 µM) either in S phase 
(left panel) or in G1 (right panel) and 1/FRET variations of each single cell plotted over time. For 
each cell, S phase entry is indicated as a vertical line. All values are normalized to 1/FRET value 15 
minutes before S phase onset. 

(B) RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor cells were treated with increasing doses of aphidicolin at 
the indicated timepoint then treated with a Chk1 inhibitor (CHIR-124). Only cells that responded 
to Chk1 inhibitor addition are plotted. Each single cell is plotted and bold line represents mean 
values. In red, cells that were in S phase at t0 and in purple, cells that entered S phase after aphi-
dicolin addition. 1/FRET values are normalized to after Chk1 inhibition. 

 (C) Cells were treated as in (B) and 1/FRET values 45 minutes after aphidicolin addition are plotted 
for increasing doses of aphidicolin. Bold red lines represent median values. >100 cells per condi-
tion. 

 

Figure 4: Chk1 reactivates in G2 phase cells during cell cycle resumption upon RS. 

1/FRET variations were recorded over time in asynchronous RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor 
cells. 

(A) Representative gallery of a cell treated in S phase with aphidicolin (1 µM) and exhibiting Chk1 
reactivation in the next G2 phase persisting up to mitotic entry (NEBD). Bar, 10 µm. 

(B and C) Cells treated with aphidicolin (0.5 µM) in S phase were synchronized in silico to S/G2 
transition (PCNA foci disappearance) and sorted into five classes: (B) Cells that entered mitosis 
displayed no (left), persistent (middle) or transient (right) Chk1 reactivation during G2 phase. (C) 
Cells that stayed arrested in G2 displayed transient (left) or no Chk1 reactivation (right). Each line 
represents a single cell and color changes according to cell cycle progression: blue in S phase, red 
in G2, dark green in mitosis and G1, orange as cells re-enter S phase in the next cell cycle. 1/FRET 
values are normalized to G2 onset levels. 

(D) Proportions of each G2 phase Chk1 activity profile among cells reaching mitosis upon indicated 
aphidicolin doses. n ≥ 2 for each condition. 

(E) Cell cycle progression and pseudo-color Chk1 activity profiles during G2 phase of RPE-1 mRuby-
PCNA/+ Chk1 sensor cells treated with aphidicolin (0.3 µM) at the indicated time (red vertical 
line). Each row represents a single cell. Cells are ordered according to the time of S/G2 transition. 
n= 441 cells. 
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Figure 5: p53 expression prevents Chk1 reactivation during G2 phase. 

(A) Following or not p53 depletion (sip53) for 48 hours, RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor cells 
were treated with aphidicolin (0.3 µM) at t0 and recorded over time. Each row represents a single 
cell. 

(B) In conditions described in (A), proportions of cells re-activating Chk1 in G2 phase among the 
subpopulations that stay arrested in G2 (left) or reaches mitosis (right) are displayed. 

(C) RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor cells were treated with aphidicolin (1 µM) then by DMSO 
(left) or nutlin-3a (10 µM, right). Each row represents a single cell. Respective Chk1 activity profiles 
in G2 phase are plotted as in Fig. 4E. 

(D) HTert-RPE-1 WT cells were treated with aphidicolin (0.5 µM) for the indicated time and incu-
bated with EdU (10 µM) for the last hour before fixation. G2 cells were identified by the intensity 
of DAPI signal and absence of EdU staining. The nuclear levels of p53 signal are displayed. An 
arbitrary threshold was defined based on the nuclear levels of p53 signal in 90% of control G2 
cells. Percent of p53-positive cells in each condition are displayed. n >2000 cells per condition. 

 

Figure 6: Chk1 activity in G2 phase prevents premature mitotic entry. 

(A) RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor cells were treated with the indicated dose of aphidicolin. 
G2 phase duration is plotted for all cells entering mitosis.  

(B) Similar cells were treated with 0.3 µM aphidicolin and G2 phase duration plotted according to 
Chk1 activity profile during G2 (see Fig. 4B). Mean and 95% confidence interval. t test: *** p < 
0.001, ** p < 0.01. 

(C) Similar cells as in (A) were treated with aphidicolin (0.5 μM) then with either DMSO or Chk1 
inhibitor (CHIR-124). 1/FRET variations of each single cell are plotted over time, normalized to 
level at G2 onset. Color changes from blue to red as cell reaches G2 phase and from red to dark 
green as cell enter mitosis. 

(D) Time from inhibitor addition in G2 phase to nuclear envelope breakdown (NEBD) is plotted for 
each cell from (C). Bold red line is median. 

(E) RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor cells were treated with aphidicolin (0.5 μM) at t0. Chk1 
activity profiles in G2 phase, as in Fig. 4E, and cell cycle transitions monitored over the first and 
the second cell cycle are displayed. Re-entry into S phase during the second cell cycle is displayed 
in orange. 
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SUPPLEMENTAL FIGURES 

 

Figure S1: Specificity of the FRET sensor for the ATR/Chk1 pathway. 

(A) FRET variations were recorded over time in RPE-1 mRuby-PCNA/+ cells stably expressing either 
phosphorylable or non-phosphorylable Chk1 sensor. DMSO or aphidicolin (1 μM) is added at the 
indicated timepoint. Each line represents a single cell and cells that responded to aphidicolin 
treatment are plotted in red, others in grey. 

(B-D) FRET variations were recorded over time in RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor cells. Cells 
were first treated by aphidicolin (1 μM, B-C) or etoposide (5 μM, D), then by either DMSO or 
inhibitors targeting Chk1 (CHIR-124, 200 nM), Chk2 (PV1019, 5 or 25 μM), ATR (AZD6738, 1 μM) 
or ATM (KU55933, 10 μM). Only the aphidicolin or etoposide responding cells are displayed and 
cells that responded to second inhibitor addition are plotted in red, others in grey. Each line rep-
resents a single cell, bold curve is mean. 

 

Figure S2: Activation of the ATR/Chk1 and ATM/Chk2 following genotoxic stresses. 

RPE-1 cells were incubated with aphidicolin (1uM) or etoposide (5uM) and treated 3h later with 
either ATR, ATM, Chk1 or Chk2 inhibitors as in Fig S1B-D. Cells were lysed 15 min after inhibitor 
addition and the autophosphorylation of Chk1 (S296P), Chk2 (S516P) or their phosphorylation by 
resp. ATR (Chk1 S345P) or ATM (Chk2 T68P) was assessed by immunoblot. 

 

Figure S3: Various replication stress sources induce Chk1 sensor phosphorylation. 

(A) Schematic of the effects of the different drugs used. 

(B) FRET variations were recorded over time in asynchronous HeLa cells transiently expressing 
Chk1 sensor and first treated with either DMSO, aphidicolin (1 μM), Thymidine (1 mM) or hy-
droxyurea (1 mM) and subsequently with Chk1 inhibitor (CHIR-124). 1/FRET values are normalized 
to level at the last time point. Each line represents a single cell and cells that responded to the 
treatments are plotted in red or green, others in grey. n >100 cells per condition.  

 

Figure S4: Basal Chk1 activity along S phase correlates with the dynamics of PCNA positive rep-

lication foci. 

(A-D) Each line represents a single cell, bold line is mean value. 1/FRET values are normalized to 
level at G2 onset. 

(A) FRET variations recorded over time in asynchronous RPE-1 mRuby-PCNA/+ cells expressing 
non-phosphorylable Chk1 sensor. Cells were synchronized in silico to NEBD.  
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(B) FRET variations recorded in asynchronous hTert-RPE-1 wild-type cells stably expressing Chk1 
sensor. Cells were synchronized in silico to the time of Chk1 minimal value preceding entry into 
mitosis.  

(C and D) FRET variations recorded in asynchronous U2OS Chk1 sensor and RPE-1 mRuby-PCNA/+ 
H2B-Chk1 sensor cells. (D) RPE-1 Cells were synchronized in silico to G2 onset, as determined by 
PCNA foci disappearance.  

(E and F) RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor cells were tracked over time with a high-magnifica-
tion 60x objective. FRET variations were monitored and PCNA foci counted at each timepoint us-
ing automated image-processing algorithms (see Experimental Procedures). Cells were synchro-
nized in silico to the time of Chk1 activation in early S phase (E) or to the last maximum of Chk1 
activity before transition into G2 phase (F). Data are means ± SD. 

(G) Asynchronous RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor cells. Slopes of Chk1 activity decrease during 
S/G2 transition or following Cdc7 inhibition (XL-413 15 μM) in S phase. t test, ns stands for p > 
0.05. 

 

Figure S5: Local Chk1 activation on chromatin upon incremental RS 

RPE-1 mRuby-PCNA/+ chromatin-targeted H2B-Chk1 sensor cells were first treated with increas-
ing doses of aphidicolin then with a Chk1 inhibitor (CHIR-124). Only cells that responded to Chk1 
inhibitor addition are plotted. FRET values are normalized to after Chk1 inhibition. 

 

Figure S6: Chk1 activation kinetics upon RS is similar along S phase 

RPE-1 mRuby-PCNA/+ H2B-Chk1 sensor cells were imaged at high frequency (1 image/20 sec) and 
high magnification (100x) on a spinning disk microscope. (A) Cells were treated with 1 μM aphi-
dicolin and distribution of PCNA foci was used to discriminate between early, mid or late S phase 
cells at the time of drug addition (B) 1/FRET variations over time. Data are means ± SD. Bar, 10 
µm. 

 

Figure S7: A subset of cells enter into mitosis even upon stringent RS 

(A) hTert-RPE-1 wild-type cells were treated with increasing aphidicolin doses and mitotic entry 
monitored over time by phase-contrast video-microscopy (1 image/5 min). Entry into mitosis for 
each cell was defined at NEBD. Graphs represent the percentage of cells that have entered into 
mitosis over time, normalized to cell density. n > 1000 cells for each condition. 

(B) RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor cells were treated with the indicated doses of aphidicolin 
and monitored over time. Data represents the percentage of cells reaching G2 phase (left) or 
NEBD (right) during the first 24h following drug addition. Percentages are normalized to control 
(DMSO) condition and to cell density at t0. 
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Figure S8: A genuine S/G2 transition is taking place during cell cycle resumption upon RS  

(A-C) RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor cells.  

(A) FRET variations were monitored over time and PCNA foci counted at each time point using 
automated image-processing algorithms. Cells were synchronized in silico to the last Chk1 activity 
maximum before S/G2 transition. Curves are mean (in bold) ± SD. 

(B and C) FRET variations were monitored over time upon increasing aphidicolin doses. Time 
needed for Chk1 inactivation (B) and the slopes of Chk1 activity decrease (C) at S/G2 transition 
are displayed in the different conditions. 

(D) Asynchronous hTert-RPE-1 mRuby-PCNA/+ Plk1-mVenus/+ double knock-in cells were treated 
with either DMSO or aphidicolin (0.5 μM). Only cells in S phase at the time of drug addition are 
shown. Cells were synchronized in silico to G2 onset (PCNA foci disappearance). Plk1-mVenus in-
tensity levels over time are displayed, normalized to the value at G2 onset. Data are means ± SD. 

 

Figure S9: Chk1 reactivates during G2 phase in U2OS cells upon RS and persists up to mitosis 

onset 

(A) Representative gallery of a U2OS cell entering mitosis despite persistent Chk1 reactivation 
during G2. Bar, 10 μM. 

(B and C) U2OS cells treated with aphidicolin (0.4 μM) were synchronized in silico to S/G2 transi-
tion (B) or NEBD (C) and sorted into two classes depending on Chk1 re-activation profile before 
mitosis. S/G2 transition is estimated by steeply Chk1 activity decrease few hours before mitosis 
(See Fig. S4C). Each line represents a single cell and color changes according to cell cycle progres-
sion (blue in S phase, red in G2, dark green in mitosis and for the next cell cycle). Note that U2OS 
Cells exhibit either a minimal Chk1 activity in G2 phase (top) or Chk1 reactivation during G2 per-
sisting up to mitosis onset (bottom). 

 

Figure S10: Chk1 re-activation profiles in G2 phase related to RS stringency  

Cell cycle progression and pseudo-color Chk1 activity profiles in G2 phase of RPE-1 mRuby-PCNA/+ 
Chk1 sensor cells treated with aphidicolin (0.5 or 1 µM) or DMSO (CT) at the indicated time (red 
vertical line). Each row represents a single cell. Cells are ordered according to the time of S/G2 
transition. n > 140 cells for each condition. 

 

Figure S11: Upon replication stress, G2 phase is longer in cells that re-activated Chk1 but ATR or 

Chk1 inhibition rapidly trigger mitosis as long as Chk1 activity persists 
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(A) Asynchronous RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor cells were treated with DMSO, Chk1 (CHIR-
124) or ATR inhibitor (AZD6738). Duration of G2 phase was measured for all cells in G2 at the time 
of inhibitor addition. t test: *** p < 0.001, ns p > 0.05. 

(B) Asynchronous RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor cells were treated first with aphidicolin 
(1μM) then with ATR inhibitor (AZD6738). FRET variations are plotted over time. Each line repre-
sents a single cell and plot color changes from blue to red as cell reaches G2 phase and from red 
to dark green as cell reaches mitosis. 

(C) RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor cells were treated with 0.5 μM aphidicolin then with either 
DMSO, ATR (AZD6738) or Chk1 (CHIR-124) inhibitor 9 hours later. For all cells in G2 phase at the 
time of inhibitor addition, time to NEBD was measured and plotted. Red line is median. 

(D) RPE-1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor cells were treated with aphidicolin (1μM) then Chk1 (CHIR-
124) inhibitor. (Left) Cells in G2 phase at the time of Chk1 inhibition are displayed. Note that a 
subset of cells in G2 phase for >7h could not reach mitosis despite Chk1 inhibition. (right) FRET 
variations over time in this subpopulation of G2 phase cells are shown.  

(E) Time from Chk1i (or DMSO) addition to NEBD of all cells from Fig. 6D is plotted against relative 
FRET variation in the 15 minutes following inhibitor addition. Linear regressions were performed 
and for Chk1i condition, slope is significantly not zero (F test, p < 0.0001). 
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Figure 1: Development of a FRET-based Chk1 phosphorylation sensor. 

  



 121 

 

 

Figure 2: Chk1 activity along S phase relies on replication origin firing. 
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Figure 3: Chk1 activity in S phase is highly sensitive to replication stress 
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Figure 4: Chk1 reactivates in G2 phase cells during cell cycle resumption upon RS. 



   124 

 

 

 

Figure 5: p53 expression prevents Chk1 reactivation during G2 phase. 
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Figure 6: Chk1 activity in G2 phase prevents premature mitotic entry. 
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Figure S1: Specificity of the FRET sensor for the ATR/Chk1 pathway. 
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Figure S2: Activation of the ATR/Chk1 and ATM/Chk2 following genotoxic stresses.  
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Figure S3: Various replication stress sources induce Chk1 sensor phosphorylation. 
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Figure S4: Basal Chk1 activity along S phase correlates with the dynamics of PCNA positive rep-

lication foci. 
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Figure S5: Local Chk1 activation on chromatin upon incremental RS 
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Figure S6: Chk1 activation kinetics upon RS is similar along S phase 
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Figure S7: A subset of cells enter into mitosis even upon stringent RS 
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Figure S8: A genuine S/G2 transition is taking place during cell cycle resumption upon RS 
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Figure S9: Chk1 reactivates during G2 phase in U2OS cells upon RS and persists up to mitosis 

onset 
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Figure S10: Chk1 re-activation profiles in G2 phase related to RS stringency 
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Figure S11: Upon replication stress, G2 phase is longer in cells that re-activated Chk1 but ATR 

or Chk1 inhibition rapidly trigger mitosis as long as Chk1 activity persists  
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RESULTATS ADDITIONNELS 
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MATERIELS ET METHODES ADDITIONNELS 

Lignées cellulaires et agents pharmacologiques 

Pour générer les lignées hTERT-RPE1 exprimant de façon stable le senseur Chk1 et H2B-mCherry 
ou mApple-53BP1trunc, la lignée hTERT-RPE1 Chk1 sensor (voir article) a été transfectée par des 
lentivirus contenant les plasmides mApple-53BP1trunc (Addgene #69531) ou H2B-mCherry (Ad-
dgene #89766). Les cellules fluorescentes ont été sélectionnées par cytométrie en flux sur un BD 
FACS Aria III (BD Bioscience) et réparties en cellule unique dans une plaque 96 puits pour isoler et 
amplifier les clones positifs. Pour générer la lignée HeLa exprimant stablement PCNA-mCherry et 
le senseur Chk1, le senseur Chk1 a été transfecté au JetPrime (Polyplus) dans la lignée HeLa PCNA-
RFP (cadeau du laboratoire de J. Pines) avec le protocole décrit précédemment (voir article). Les 
clones positifs ont été sélectionnés tel que décrit précédemment pour la lignée U2OS Chk1 sensor 
(voir article). Les lignées dérivées hTERT-RPE1 et les lignées HeLa sont cultivées et filmées dans 
les mêmes milieux que, respectivement, les cellules hTERT-RPE1 Chk1 sensor et les cellules U2OS 
Chk1 sensor (voir article). Les drogues suivantes ont été utilisées : DNA2i (C5, Kumar, 2017), Cdk1i 
(RO3306, MedChem Express), Cdk2i (CVT-313, Calbiochem), Cdk1/2i (Cdk Inhibitor III, Calbio-
chem). Les siRNA suivants ont été utilisés : Exo1 (OnTARGETplus SmartPool L-013120-00-0005, 
Dharmacon), CtIP (UCCACAACAUAAUCCUAAUUU, Dharmacon), Mus81 (Combinaison de 
HSS129458, HSS129459, HSS188391 de chez Thermo), Mre11 (Combinaison de HSS142960, 
HSS142961, HSS181171 de chez Thermo). 

Vidéomicroscopie couplée à l’immunofluorescence 

Pour les Figures 37E, 37F et 38, 300 000 cellules RPE1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor ont été ense-
mencées dans une microDish 35 mm high Grid-50 à fond en verre avec une grille gravée (IBIDI) 
24h avant de filmer les cellules sur un Nikon Ti-E Eclipse (voir article). À la fin du film, les cellules 
sont immédiatement rincées une fois au PBS, incubées 10 min dans du paraformaldéhyde 4% puis 
rincées trois fois au PBS avant de poursuivre avec le blocage et les incubations d’anticorps (voir 
article). La révélation est faite avec un anticorps secondaire AlexaFluor 647 (Invitrogen). Après 
rinçage de l’anticorps secondaire, les cellules sont déshydratées 10 secondes avec de l’éthanol 
100% et une goutte de milieu de montage ProLong Gold antifade reagent with DAPI (Invitrogen) 
est déposée au centre de la boite en dessous d’une lamelle de verre. Au moment de l’acquisition 
des cellules en immunofluorescence, la grille est utilisée pour orienter la boite de la même façon 
que pendant le film et une mosaïque recouvrant l’ensemble de la zone filmée est acquise. Anti-
corps utilisés : 53BP1 (Santa-Cruz, H300), p21 (Santa-Cruz, F-5). 

Correspondance semi-automatique des cellules entre la vidéo et l’immunofluorescence 

Les noyaux sont segmentés dans le film et la mosaïque tel que décrit précédemment (voir article) 
afin de binariser les images. La transformée de Fourier de la dernière image de chaque position 
du film est alors cross-corrélée à la transformée de Fourier de la mosaïque afin de retrouver la 
position du film sur la mosaïque. Pour faire correspondre automatiquement les cellules en G2 du 
film avec les cellules de la mosaïque, l’algorithme de matching précédemment décrit pour le track-
ing des noyaux en vidéomicroscopie est utilisé (voir article). Le tracking et la segmentation étant 
rendus complexe par la mitose, le tracking des noyaux au cours du temps n’est généralement pas 
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capable de suivre les deux cellules filles après la mitose. La correspondance entre la mosaïque en 
immunofluorescence et les cellules filles d’intérêt du film a donc été réalisée manuellement à 
l’aide d’une interface spécialement développée dans FiJi. Les corps nucléaires 53BP1 et les micro-
noyaux ont également été comptés à la main dans une interface spécialement développée dans 
FiJi. Le timing d’apparition et le nombre de bodies 53BP1 tel qu’observé dans la lignée hTERT-
RPE1 Apple-53BP1trunc Chk1 sensor a été déterminé à la main dans FiJi. 

 

I .  LA  DEPLETION OU L’ INHIBITION INDIVIDUELLE  D'EXONUCLEASES/ENDONUCLEASES N'EST 

PAS SUFFISANTE  POUR EMPECHER LA  REACTIVATION DE  CHK1 EN G2 

	
Nous avons supposé que la ré-activation de Chk1 spécifiquement après l’entrée en G2 pourrait 
être déclenchée par l’augmentation d’une activité Cdk1 ou Cdk2 au-delà d’un seuil critique. Les 
données actuelles suggèrent que la transition S/G2 devrait s’accompagner d’une hausse de l’acti-
vité Cdk (Lemmens et al. 2018; Saldivar et al. 2018; Goto et al. 2019), conduisant possiblement à 
l’activation d’un ou plusieurs facteurs susceptibles de générer des structures capables d’activer 
Chk1. L’hyperactivation des Cdk en phase S via l’inhibition de Wee1 conduit en effet au clivage 
Mus81-dépendant des fourches de réplication (Duda et al. 2016) et plusieurs facteurs impliqués 
dans la recombinaison homologue (CtIP, Rad51, Rad52) ou dans la résection (Exo1, DNA2) sont 
stimulés par les activités Cdk1 ou Cdk2 (Xuefeng Chen et al. 2011; Huertas et Jackson 2009; Lim, 
Chang, et Huh 2020; Palermo et al. 2016; Tomimatsu et al. 2014). Supportant cette hypothèse, la 
ré-activation de Chk1 en G2 est rapidement inactivée suite à l’ajout d’un inhibiteur pan-Cdk1/2 
(Cdk Inhibitor III), ou d’inhibiteurs ciblant Cdk1 (RO3306) ou Cdk2 (CVT-313) (Figure 34A). 

Le clivage des fourches de réplication par Mus81 pourrait conduire à une résection des extrémités 
de la cassure double brin et à la réactivation de la voie ATR/Chk1. Chez les mammifères, la résec-
tion des cassures doubles brin est initiée par CtIP (CtBP-interacting protein) dont l’activité est 
régulée de manière Cdk-dépendante en phases S et G2 (Huertas et Jackson 2009) et Mre11 (Chu 
2014). Afin de tester l’hypothèse d’un rôle de ces protéines (CtIP, Mre11 et Mus81) dans la réac-
tivation de Chk1, celles-ci ont été déplétées individuellement par siRNA pendant 48h, puis les 
variations de l’activité Chk1 suivies au cours du temps en présence d’aphidicoline (0.3 µM) (Figure 
34B). La combinaison de ces différents siRNA et de l’aphidicoline affecte probablement fortement 
la phase S dans la lignée non-transformée RPE1 car peu de cellules sont entrées en phase G2, 
encore moins en mitose (Données non montrées). Néanmoins, le niveau de réactivation de Chk1 
en phase G2 ne diffère pas entre la condition contrôle (siCT) et les différents siRNA (Figure 34B, 
gauche), et aucun des siRNA testés n’a diminué significativement la proportion de cellules réacti-
vant Chk1 en G2 (Figure 34B, droite). Ces résultats ne permettent donc pas de conclure à un rôle 
unique de Mus81, CtIP ou Mre11 dans la réactivation de Chk1 en G2. 

Alternativement, Chk1 pourrait être réactivée en G2 par la résection d’interruption ou gaps de 
ssDNA accumulés en arrière des fourches de réplication en conditions de stress réplicatif (Zellwe-
ger et al. 2015). Il a été proposé chez la levure bourgeonnante que l’exonucléase Exo1 pourrait 
participer à la résection de gaps en arrière des fourches de réplication et à l’activation du check-
point Rad53 (García-Rodríguez et al. 2018). Afin d’évaluer un rôle éventuel d’Exo1 dans la 
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réactivation de Chk1 en G2, Exo1 a été déplétée par siRNA pendant 48h puis les cellules filmées 
pendant 24h en présence d’aphidicoline (0.5 µM) (Figure 34C). L’absence d’Exo1 n’affecte pas ni 
le niveau d’activité Chk1 en G2 parmi les cellules s’étant divisée (Figure 34C, gauche), ni la pro-
portion des cellules s’étant divisées avec un checkpoint actif (ON) ou inactif (OFF) en G2 (Figure 
34C, droite). Un rôle d’Exo1 dans la réactivation de Chk1 en G2 n’a donc pas pu être démontré. 

DNA2 est une autre nucléase impliquée dans la résection de cassures double brin (Chu 2014). Afin 
d’évaluer un rôle éventuel de DNA2 en G2, des cellules RPE1 ont été traitées avec une dose rela-
tivement élevée d’aphidicoline (1µM), afin d'augmenter la proportion de cellules présentant une 
réactivation de Chk1, puis un inhibiteur de DNA2 ("C5 ", 20 µM) ou du DMSO ont été ajoutés 6 
heures plus tard. L’inhibition de DNA2 en phase S n’empêche pas la ré-activation de Chk1 en G2 
(Figure 34E). Un rôle de DNA2 dans la ré-activation de Chk1 en G2 n’a donc pas pu être démontré. 

	
	
	
	
	
	

	
	(Figure	sur	la	page	de	droite)	>	

	
Figure 34 : La déplétion ou l’inhibition d'exo/endonucléases n’affecte pas la ré-activation de Chk1 en 

phase G2 
(A) Des cellules RPE1 mRuby-PCNA/+ exprimant le senseur Chk1 ont été traitées avec de l’aphidicoline (1 
µM) puis avec des inhibiteurs pharmacologiques pan-Cdk1/2, ou ciblant spécifiquement Cdk1 ou Cdk2. Les 
variations de signal FRET ont été suivies au cours du temps et synchronisées in silico à la transition S/G2. 
Chaque courbe représente une cellule unique, dont la couleur passe de bleu à rouge avec la transition S/G2. 
(B et C) Des cellules RPE1 mRuby-PCNA/+ exprimant le senseur Chk1 ont été traitées par des siRNA ciblant 
Mus81, CtIP, Mre11 (B) ou Exo1 (C) ou alternativement par des siRNA contrôle (NT). 48h après transfection, 
les cellules ont été traitées avec 0.3 (A) ou 0.5 µM (B) d’aphidicoline puis filmées pendant 24h. Les cellules 
ont été synchronisées in silico à la transition S/G2 et les variations de FRET parmi les cellules ayant ré-activé 
Chk1 en phase G2 sont présentées sur les courbes de gauche (Moyenne + SEM), alors que les histogrammes 
à droite indiquent les proportions de cellules ayant ré-activé (ON) ou non (OFF) Chk1 en G2 parmi l’en-
semble des cellules entrées en G2 (B) ou parmi les cellules entrées en division au cours de l'enregistrement 
(C). Les données ont été analysées par un test exact de Fisher (ns : p-value > 0.05). Les Western-Blots cor-
respondants aux différents siRNA sont représentés en (D). 
(E) Des cellules RPE1 mRuby-PCNA/+ exprimant le senseur Chk1 ont été traitées avec de l’aphidicoline (1 
µM) puis ~6h plus tard avec du DMSO ou un inhibiteur pharmacologique de DNA2 ("C5" 20 µM). Les varia-
tions de signal FRET ont été suivies au cours du temps et synchronisées in silico à la transition S/G2. Les 
cellules présentant une réactivation de Chk1 en G2 sont sur les panneaux du bas, tandis que les cellules 
ayant une activité Chk1 minimale en G2 sont sur les panneaux du haut. Chaque courbe représente une 
cellule unique, dont la couleur passe de bleu à rouge avec la transition S/G2 et de rouge à vert foncé avec 
l’entrée en mitose. 
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I I .   L’HYDROXYUREE  STIMULE  L 'ACTIVITE  CHK1 EN PHASE  S  MAIS NE  CONDUIT PAS A  SA  

REACTIVATION EN G2 

Suite à l'observation d'une réactivation de Chk1 en G2 après traitement à l'aphidicoline, j'ai étudié 
l'effet d'autres agents pharmacologiques induisant un stress réplicatif, en particulier l’hy-
droxyurée (HU) qui conduit à une déplétion des pools de nucléotides. 

L’hydroxyurée stimule l'activité de Chk1 en phase S de manière dose dépendante, mais après un 
court délai probablement lié au temps nécessaire à la déplétion des pools de nucléotides (Figure 
35A). Comme observé pour les traitements aphidicoline, l’activité Chk1 en phase S est initiale-
ment élevée avant de se stabiliser en quelques heures à un niveau plus faible (Figure 35A). D'autre 
part, le niveau d'activité Chk1 en phase S à 0.5 mM HU (DFRET ~30%) est proche de celui observé 
après 0.3-0.5 µM d’aphidicoline, suggérant que ces deux traitements conduisent à un niveau de 
stress réplicatif équivalent. 

Dans ces conditions de stress réplicatif induit à l’hydroxyurée, Chk1 s’inactive à la transition S/G2 
(Figure 35B). De manière notable, une réactivation de Chk1 dans les cellules en G2 n’a pas été 
observée (Figure 35B) et en accord avec ce résultat la durée de la phase G2 n’est pas différente 
par rapport aux conditions contrôle (Figure 35C). En résumé, le ralentissement des fourches de 

réplication en phase S via une déplétion des pools de nucléotides ne conduit pas à une réacti-

vation de Chk1 en G2 (voir discussion). 
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Figure 35 : Un traitement à l'hydroxyurée augmente l'activité de Chk1 en phase S mais ne conduit pas à 

une réactivation de Chk1 en phase G2 

(A) Des cellules RPE1 mRuby-PCNA/+ exprimant le senseur Chk1 ont été traitées par la dose indiquée d’hy-
droxyurée (HU) ou par du DMSO (Contrôle), puis par un inhibiteur de Chk1 (CHIR-124 200nM) et les varia-
tions du signal FRET analysées au cours du temps. Chaque ligne représente une cellule unique. >100 
cells/condition. 

(B) Des cellules RPE1 mRuby-PCNA/+ exprimant le senseur Chk1 ont été traitées avec de l’hydroxyurée (0.5 
mM). Les variations du signal FRET ont été analysées au cours du temps pendant 24h et toutes les cellules 
entrant en G2 pendant l'enregistrement sont synchronisées in silico à la transition S/G2 et représentées sur 
le graphe. Chaque courbe correspond à une cellule unique, dont la couleur passe de bleu à rouge avec la 
transition S/G2 et de rouge à vert foncé avec l’entrée en mitose. 

(C) Comparaison de la durée de la phase G2 entre des cellules traitées avec du DMSO (CT) ou comme en (B) 
avec 0.5 mM d’hydroxyurée (HU) puis suivie par vidéo-microscopie pendant 24h. Représentation Violin plot, 
la médiane est en rouge. Les données ont été comparées par un t-test et la p-value est affichée. 
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I I I .   EN ABSENCE DE  STRESS REPL ICATIF,  CHK1 NE  S ’ACTIVE  QUE TRANSITOIREMENT EN 

PHASE  S  DANS LES CELLULES HELA. 

J’ai observé dans la lignée cellulaire humaine non-transformée RPE1 ainsi que dans la lignée cel-
lulaire issue d'un ostéosarcome U2OS que la kinase Chk1 s’active tout le long de la phase S au 
cours d’un cycle cellulaire non perturbé et que cette activation reflète la dynamique des foyers 
de réplication PCNA positifs. Dans le but de poursuivre la caractérisation de la régulation de Chk1 
en phase S, j’ai également suivi les variations de son activité dans la lignée cellulaire HeLa issue 
d'un adénocarcinome. 

De manière notable, j’ai observé dans ces cellules que Chk1 s’active au moment de l’apparition 
des foyers de réplication PCNA positifs à la transition G1/S (Figure 36A, gauche), mais que cette 
activation est transitoire et retourne à un niveau minimal de type G1-like ~3h avant la disparition 
des foyers PCNA et l’entrée des cellules en G2 (Figure 36A, droite). En revanche, suite à l’induction 
d’un stress réplicatif modéré (aphidicoline 0.3 µM), une activité Chk1 relativement faible (DFRET 
~10%) persiste jusqu’à la disparition des foyers PCNA en fin de phase S (Figure 36B). On remar-
quera qu’aucune réactivation de Chk1 n’est observée en G2 dans les cellules HeLa. Par consé-
quent, ces résultats préliminaires pourraient suggérer que les mécanismes conduisant à l’acti-

vation de Chk1 sont atténués dans la lignée cancéreuse HeLa (voir discussion). 

 

	

 

Figure 36 : En absence de stress réplicatif, Chk1 ne s’active que transitoirement en début de phase S dans 

les cellules HeLa 

(A) Les variations de signal FRET ont été enregistrées au cours du temps dans des cellules HeLa asynchrones 
exprimant de manière stable PCNA-RFP et le senseur Chk1. Les durées de phase étant assez variables d'une 
cellule à l'autre, afin de bien illustrer les variations de signal FRET les cellules ont été synchronisées in silico 
soit à la transition G1/S (apparition des foyers PCNA) ou à la transition S/G2 (disparition des foyers PCNA),. 
Chaque ligne correspond à une cellule unique et la courbe moyenne est affichée en gras. 

(B) Des cellules HeLa asynchrones exprimant de manière stable PCNA-RFP et le senseur Chk1 ont été suivie 
pendant 24h après ajout d’aphidicoline (0.3 µM) puis synchronisées in silico à la transition S/G2. Chaque 
courbe est une cellule unique, dont la couleur passe de bleu à rouge avec la transition S/G2 et de rouge à 
vert foncé avec l’entrée en mitose. 
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IV .  LA  REACTIVATION DE  CHK1 EN PHASE  G2 NE  CORRELE  PAS AVEC LA  PRESENCE OU 

L 'ABSENCE D'ANOMALIES CHROMOSOMIQUES EN MITOSE 

Le stress réplicatif peut perturber le déroulement de la mitose suivante, y compris au sein de 
cellules non-tranformées, via la persistance de régions non-répliquées de l'ADN favorisant (i) la 
présence d'UFB et de cassures double brin notamment au niveau des CFS (ii) la présence de chro-
mosomes retardés ou lagging chromosomes; ces différents évènements pouvant contribuer à 
l'apparition de lésions localisées (corps nucléaires 53BP1) et micronoyaux à la phase G1 suivante 
(Wilhelm et al. 2019). Afin de déterminer si la réactivation de Chk1 en phase G2 se traduit par des 
anomalies de ségrégation des chromosomes à la mitose suivante, un stress réplicatif modéré a 
été induit sur des cellules RPE1 exprimant le senseur Chk1 ainsi qu’un marqueur de la chromatine 
H2B-mCherry. De manière importante et comme mentionné précédemment, la réactivation de 
Chk1 en G2 dans une sous-population de cellules s’accompagne d'une durée de phase G2 plus 
longue qui pourrait permettre la résolution d'anomalies de l'ADN (Figure 37A). J'ai observé que 
les cellules réactivant Chk1 en G2 ne restent pas significativement plus longtemps en prométa-
phase (Figure 37B) et n’ont pas une plus grande proportion de chromosomes retardés en ana-
phase (Figure 37C). De plus, les cellules RPE1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor ayant réactivé Chk1 en 
G2 n’ont pas une plus grande proportion de micronoyaux au cycle cellulaire suivante (Figure 37E). 
L’ensemble de ces résultats préliminaires suggère que les cellules entrant en mitose suite à la 
réactivation de Chk1 en G2 n’ont pas à priori un nombre plus important de problèmes de ségré-
gation des chromosomes que les cellules dont l’activité Chk1 reste minimale en G2. 

La présence de corps nucléaires 53BP1 en G1 est un marqueur d'un stress réplicatif au cycle cel-
lulaire précédent et est une des conséquences de la persistance de régions incomplètement ré-
pliquées en mitose (Lukas et al. 2011; Spies et al. 2019). Pour évaluer la présence de corps nu-
cléaires 53BP1 en G1 parmi les cellules ayant ou non ré-activé Chk1 en G2, des cellules RPE1 
mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor ont été traitées par une dose faible d’aphidicoline, filmées pendant 
20h sur des grilles de localisation puis fixées (Figure 37D). Le nombre de corps nucléaires 53BP1 
par cellule a alors été évalué par immunofluorescence. Les corps nucléaires 53BP1 présents en G1 
sont normalement résolus à la phase S suivante (Spies et al. 2019) : en excluant de comptabiliser 
les cellules qui ont déjà effectué la transition G1/S  au moment de la fixation, la différence du 
nombre de corps nucléaires 53BP1 n’est pas significative entre les cellules dont la mère a ou non 
ré-activé Chk1 à la phase G2 précédente (Figure 37F). 

Afin de mieux prendre en compte la dimension transitoire de la présence de corps nucléaires 
53BP1 en G1, une lignée RPE1 Chk1 sensor co-exprimant le marqueur Apple-53BP1 a été générée. 
L'analyse par vidéo-microscopie ne montre pas de différence claire de l’apparition de corps nu-
cléaires 53BP1 entre les deux catégories de cellules réactivant ou non Chk1 en phase G2 au cycle 
cellulaire précédent (Figure 37G). 

En conclusion de ces expériences qui restent à confirmer, nos résultats suggèrent que la réactiva-
tion de Chk1 en phase G2 n’est pas associée à une plus grande fréquence d’altérations mitotiques, 
bien que la présence d'UFB reste à analyser, ou post-mitotiques. Comme précédemment men-
tionné, Il est possible que la réactivation de Chk1 associée à un allongement de la phase G2 
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permette la résolution (quasi-)complète des anomalies persistantes (tels que les gaps d'ADNss) 
de l'ADN dû aux perturbations du processus de réplication (voir Discussion). 

 

 

 

(Figure	sur	la	page	de	droite)	>	
 

Figure 37 : La réactivation de Chk1 en phase G2 ne corrèle ni avec une durée de mitose plus longue ou la 

présence de "lagging chromosomes", ni avec la présence de corps nucléaires 53BP1 ou de micronoyaux 

au cycle cellulaire suivant. 

(A, B et C) Des cellules RPE1 H2B-mCherry, Chk1 sensor asynchrones ont été traitées avec 0.3 µM d'aphi-
dicoline puis filmées pendant 24h.  

(A et B): La durée de la phase G2 (A) ou le temps séparant la rupture de l'enveloppe nucléaire (NEBD) de 
l'anaphase (B) sont présentés pour ces deux catégories: (ON) pour les cellules ayant ré-́activé Chk1, (OFF) 
pour les cellules dont l'activité ́Chk1 est restée minimale, et sont comparés par un t-test dont la p-value est 
affichée.  

(C): La proportion de cellules en anaphase présentant un chromosome retardé (lagging chromosome) est 
représentée pour les deux catégories décrites en (A).  

(D) Disposition de la grille gravée au fond des boîtes utilisées pour filmer et identifier en IF les cellules dans 
les figures (E) et (F) 

(E): Des cellules RPE1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor ont été ́traitées avec 0.3 µM d'aphidicoline puis filmées 
pendant 20h. Après fixation des cellules, la proportion de cellules filles possédant un micronoyau a été 
comparée entre les cellules filles issues d'une cellule mère ayant eu une réactivation (ON) ou non (OFF) de 
Chk1 en phase G2. Moyenne + SEM. N=3, chaque réplica est affiché.  

(F): Des cellules RPE1 mRuby-PCNA/+, Chk1 sensor ont été traitées avec 0.3 µM d'aphidicoline puis filmées 
pendant 20h. À la fin de l'enregistrement, les cellules ont été ́fixées et le nombre de corps nucléaires 53BP1 
analysé par immunofluorescence dans les cellules filles après division cellulaire. Le nombre de corps nu-
cléaires 53BP1 a été comparé au sein de cellules filles issues de cellules (i) ayant eu une activité Chk1 mini-
male en G2 ("No Chk1 act."), ou ayant eu une réactivation de Chk1 en G2 (ii) de manière persistante ("per-
sistent Chk1 act.") ou (iii) transitoire ("transient Chk1 act."). Les corps nucléaires 53BP1 étant résolus en 
phase S, seules les cellules encore en G1 au moment de la fixation ont été considérées. Le nombre de corps 
nucléaires 53BP1/cellule est systématiquement comparé à la condition "No Chk1 act. " par un t-test et la p-
value est indiquée.  

(G): Des cellules RPE1 53BP1-mCherry, Chk1 sensor ont été ́suivies par vidéo-microscopie pendant 24h et 
traitées par 0.3 µM d'aphidicoline au temps indiqué (Trait vertical rouge). La progression S -> G2 et G2 -> 
M est représentée pour le premier cycle cellulaire. Pour le second cycle, le timing d'apparition et le nombre 
de corps nucléaires 53BP1 est représenté. Chaque ligne horizontale représente une cellule unique. Les cel-
lules ayant eu une réactivation de Chk1 en G2 sont en haut, celles restées avec une activité́ Chk1 minimale 
en G2 sont en bas.  
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V.	La	protéine	p21	s’accumule	en	phase	G2	suite	à	un	stress	réplicatif	et	pourrait	être	
à	l'origine	des	différentes	catégories	de	cellules	observées	
	
L’accumulation prononcée de la protéine p21 en phase G2 suite à des radiations ionisantes ou à 
un traitement à l'étoposide conduit à l’entrée des cellules en sénescence en phase G2 (Krenning 
et al. 2014). D'autre part, il a été proposé que l’activation de la voie p53-p21 en G2 pourrait éga-
lement influer le choix entre prolifération et quiescence au cycle cellulaire suivant (H. W. Yang et 
al. 2017; Spencer et al. 2013). Pour tester si la protéine p21 s’accumule en phase G2 en conditions 
de stress réplicatif, des cellules RPE1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor ont été traitées avec 0.3 µM 
d’aphidicoline, filmées pendant 24h puis fixées afin de mesurer par immunofluorescence le ni-
veau de la protéine p21 dans les cellules en G2 au moment de la fixation.  

Mes résultats préliminaires, qui restent à reproduire, montre qu’il existe une corrélation linéaire 
entre le temps passé en phase G2 et le niveau d’expression de p21 (Figure 38). Par conséquent, il 
est possible qu'au-dessus d'un certain seuil d'expression les cellules entrent en senescence en 
phase G2, ce qui pourrait correspondre aux cellules que nous avons classifiées comme "No NEBD", 
alors qu'un seuil plus faible dû à un allongement modéré de la phase G2 pourrait favoriser l'entrée 
en quiescence au cycle cellulaire suivant, correspondant au comportement des cellules classifiées 
comme ayant un profil Chk1 en G2 de type "transient" et "persistent Chk1 re-activation".  

	
 

 

 

Figure 38 : Le niveau d'expression de p21 augmente linéairement en phase G2 suite à un stress réplicatif. 

Des cellules RPE1 mRuby-PCNA/+ Chk1 sensor ont été traitées avec 0.3 µM d’aphidicoline puis filmées 
pendant 24h. Après fixation des cellules, le niveau de p21 dans chaque cellule en phase G2, à la fin du film, 
est déterminé par immunofluorescence et est représenté en fonction du temps que la cellule a déjà passé 
en G2 au moment de la fixation.
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DEVELOPPEMENT D’UN SENSEUR FRET D’ACTIVITE CHK1 : AVAN-

TAGES ET INCONVENIENTS  

Au cours de mon doctorat, j’ai développé un senseur d’activité kinase codé génétiquement et 
basé sur des variations de transfert d’énergie entre deux protéines fluorescentes (FRET ou Förster 
Resonance Energy Transfer). Cet outil fluorescent, dont j’ai montré la spécificité pour la kinase 
Chk1 versus Chk2, m’a permis d’étudier la dynamique d’activité Chk1 au sein de chaque cellule 
vivante au cours de la prolifération de populations cellulaires asynchrones. Les principaux résul-
tats obtenus par cette approche sont (i) la caractérisation de l’activité Chk1 au cours du cycle 
cellulaire, (ii) la mise en évidence qu’en présence d’un stress réplicatif, une fraction des cellules 
ré-active Chk1 au cours de la phase G2 avec différents profils de réactivation par des mécanismes 
qui restent à caractériser, (iii) qu’une faible proportion de cellules entre en mitose malgré la pré-
sence d’un mécanisme de contrôle Chk1-dépendent en G2, démontrant une adaptation à celui-ci 
(ou "checkpoint adaptation"). 

Concernant le premier point, une publication récente a pu estimer l’activité d’ATR en phase S en 
mesurant le niveau de phosphorylation de l’histone H2AX (signal g-H2AX), un de ses substrats, par 
immunofluorescence. En analysant en parallèle le niveau d’incorporation d’EdU et l’intensité du 
signal DAPI, ces auteurs ont pu mettre en évidence une augmentation de l’activité d’ATR de la 
phase G1 à S, puis une décroissance en G2 (Figure 39) (Saldivar et al. 2018). Cette approche repose 
sur une comparaison entre deux populations cellulaires traitée ou non par un inhibiteur d’ATR, 
afin d’identifier la composante ATR-dépendante du signal g-H2AX, et donne accès à un niveau 
moyen d’activité ATR dans des sous-populations de cellules, bien que l’aspect cinétique soit ab-
sent et qu’il reste délicat d’identifier de manière précise les transitions du cycle cellulaire, notam-
ment G1/S et S/G2. L’approche de vidéo-microscopie développée ici n’est pas sujette à ces limi-
tations et m’a permis de déterminer que dans chaque cellule unique et de manière parfaitement 
reproductible, l’activité Chk1 augmente avec l’apparition des foyers de réplication PCNA positifs 
à la transition G1/S puis diminue progressivement avec une cinétique corrélée à la disparition de 
ces foyers à la transition S/G2. 

 

 

 

 

 

Figure 39 : Mesure d’une niveau d’activité ATR en phase S dans 
différents contextes de déplétion par siRNA (adapté de 
(Saldivar et al. 2018)) 
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De manière notable, cette approche m’a permis de mettre en évidence une hétérogénéité non 
génétique de la réponse cellulaire au sein d’une population homogène en réponse à un stress 
réplicatif, ce qui n’aurait pas pu être observé par un autre dispositif expérimental. Dans ce cadre, 
nous avons pu démontrer l'existence d'une très faible population de cellules, représentant ~1 à 
3% des cellules totales, capables de surmonter une signalisation Chk1 active en phase G2 pour 
entrer en mitose, et mis en évidence une corrélation entre les différents profils Chk1 observés en 
G2 et le devenir des cellules au cycle cellulaire suivant. 

Bien que puissante et précise pour des informations temporelles et quantitatives, notre choix 
d’une approche de suivi de population de cellules par vidéo-microscopie s’est heurtée à la lour-
deur de l’analyse des données générées. Ce problème a été exacerbé dans les cellules hTert-RPE1 
par rapport à d’autres lignées cellulaires (HeLa, U2OS) du fait de leur mobilité importante qui 
complique la segmentation de chaque cellule ou cours du temps pour des mesures quantitatives. 
Pour résoudre ce problème, j’ai développé et implémenté au sein du laboratoire des algorithmes 
de suivi automatique suffisamment robustes pour fonctionner dans une population dense obser-
vée pendant plusieurs jours d’acquisition, ainsi que des algorithmes pour détecter automatique-
ment les transitions S/G2 et G2/mitose. Ces approches d’analyse automatique sont cependant 
imparfaites et nécessite fréquemment de procéder à une vérification manuelle de la segmenta-
tion, du suivi et de l’annotation de la phase du cycle de chaque cellule. 
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ACTIVITE CHK1 EN PHASE S NORMALE 

L ’ACTIVATION DE  CHK1 EN PHASE  S  NORMALE  (OU NON-PERTURBEE)  EST-ELLE  DUE A  UN 

STRESS REPL ICATIF ENDOGENE OU EST INTRINSEQUEMENT L IEE  AUX ORIGINES DE  REPL ICA-

TION ACTIVES ? 

L’inhibition de l’activité kinase Cdc7 en phase S conduit en ~50 minutes à l’inactivation de Chk1, 
soit un temps correspondant à la durée de vie moyenne d’un foyer de réplication (Berezney, 
Dubey, et Huberman 2000) ainsi qu’au temps nécessaire pour que deux fourches de réplication 
opposées se rejoignent (Chagin et al. 2016). La kinase Cdc7 jouant un rôle critique dans l’activation 
("firing") de nouvelles origines, ces résultats suggèrent que le niveau d’activité Chk1 dépend di-
rectement de l’activation d’origines de réplication et donc du nombre de fourches actives à tout 
instant. Dans ce cadre, il a été observé en microscopie à super-résolution que le nombre de foyers 
de réplication actifs simultanément est constant au cours de la phase S (Chagin et al. 2016) et, en 
accord, j’ai observé que le niveau d’activité Chk1 se maintient pendant la durée du processus de 
réplication et ne décroit qu’en fin de phase S lorsque les foyers de réplication PCNA positifs se 
désassemblent.  

Récemment, il a été proposé chez la levure bourgeonnante que l’initiation de la réplication active 
transitoirement la voie Mec1/Rad53, via l’induction d’un stress réplicatif dû à l’utilisation massive 
du stock de dNTP préexistant (Forey et al. 2020). Dans les cellules RPE-1, le niveau d’activité Chk1 
étant constant au cours de la phase S, il est peu probable qu’il soit une conséquence d’un stress 
transitoire à la transition G1/S. Néanmoins, cette possibilité reste envisageable dans d’autres 
types cellulaires que nous avons utilisés. J’ai ainsi pu observer un pic transitoire d’activation de 
Chk1 en début de phase S spécifiquement dans les cellules HeLa, dérivées d’un adénocarcinome. 
De manière inattendue, ce pic d’activation constitue la seule activité Chk1 notable au cours de la 
phase S dans ces cellules. Ces résultats suggèrent que plusieurs mécanismes indépendants pour-
raient participer à l’activation de Chk1 : (i) Chk1 pourrait être transitoirement activée en début de 
S via un stress réplicatif dû à l’épuisement rapide d’un facteur limitant, comme proposé chez la 
levure (Forey et al. 2020), (ii) son niveau activation est directement lié au nombre d’origines ac-
tives à tout instant, en relation avec la présence d’ADN simple brin au niveau des fourches de 
réplication (Figure 40). 

 

Figure 40 : Différents modèles possibles d’activation temporelle de la voie ATR/Chk1 au cours de la pro-
gression en phase S. 
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STRUCTURES ET VOIES DE  SIGNALISATION PERMETTANT L ’ACTIVATION DE  CHK1 EN PHASE  

S  NORMALE 

Comme mentionné ci-dessus, j’ai pu observer une activité Chk1 constante pendant la progression 
en phase S dans les cellules U2OS et RPE-1, mais pas dans la lignée cancéreuse HeLa. Cependant, 
la voie ATR/Chk1 reste fonctionnelle dans ces dernières et peut être activée par divers stress gé-
notoxiques (Figure 36, page 144), suggérant que cette absence d’activation dans les cellules HeLa 
pourrait éventuellement refléter l’inactivation d’un élément de signalisation intervenant spécifi-
quement au cours d’une phase S normale. Deux voies principales permettant l’activation de la 
signalisation ATR/Chk1 ont été décrites : la première dépend de TopBP1 et serait préférentielle-
ment impliquée dans la réponse aux dommages à l’ADN, tandis que la seconde dépend du facteur 
ETAA1 et permettrait de maintenir une activité Chk1 basale en phase S (Figure 41) (Saldivar et al. 
2018). Une hypothèse possible mais restant à tester expérimentalement serait que la voie ETAA1 
est atténuée dans la lignée cellulaire HeLa. La présence de la voie TopBP1 permettrait d’activer 
Chk1 en réponse à un stress réplicatif, y compris transitoire en début de S, mais pas de maintenir 
une activité Chk1 constante au cours de la réplication. Cette hypothèse est cependant à nuan-
cer par l’observation que la déplétion d’ETAA1 dans les cellules HeLa diminue le niveau d’auto-
phosphorylation de Chk1 observé par Western-blot (résidu S296P) en absence de stress 
(Michelena et al. 2019), suggérant que la voie ETAA1 y conserve un rôle, même partiel. Une hy-
pothèse alternative, serait une sur-activation dans ces cellules de phosphatases opposées à l'ac-
tivation de la voie ETAA1 et/ou à la phosphorylation de notre senseur Chk1 et qui restent à iden-
tifier. 

 

 

Figure 41 : Mécanismes spéculatifs d’activation de la voie ATR/Chk1 en conditions normales et de stress 
génotoxique.   
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VARIATIONS DE  L ’ACTIVITE  CHK1 BASALE  OU INDUITE  DANS LES CELLULES CANCEREUSES ? 

ATR et Chk1 sont des gènes essentiels dont l’inactivation est associée à une létalité embryonnaire 
précoce (Liu et al. 2000; Takai et al. 2000, Brown et al. 2000). Il n’existe pas à priori de cellules au 
sein desquelles la voie ATR/Chk1 est complètement inactivée, bien qu’une mutation hypor-
morphe (A2101G) affectant le niveau d’expression d’ATR ait été identifiée dans le syndrome de 
Seckel (O’Driscoll et al. 2003). La présence d’un stress réplicatif étant une caractéristique récur-
rente des lésions cancéreuses et pré-cancéreuses, il est possible que certaines cellules cancé-
reuses soient particulièrement dépendantes de la voie ATR/Chk1 pour maintenir la réplication du 
génome et leur survie (Rundle et al. 2017). L’inactivation de la voie ATR/Chk1 étant une stratégie 
potentielle pour augmenter l’effet cytotoxique d’agents induisant des lésions de l’ADN, notam-
ment dans un contexte p53 déficient qui pourrait permettre de forcer l’entrée des cellules en 
mitose, de nombreux inhibiteurs pharmacologiques sont en cours de caractérisation. Dans ce 
cadre, il a été rapporté que la cytotoxicité d’inhibiteurs de Chk1 utilisés en agents uniques (ou 
"monothérapie") varie fortement sur un ensemble de 66 lignées cancéreuses testées et permet 
d’identifier au moins deux groupes dits résistant ou sensible (Montano et al. 2012; Sakurikar et 
al. 2016). L’approche que j’ai développé au cours de mon doctorat pourrait permettre de mieux 
comprendre les mécanismes moléculaires à l’origine de la sensibilité et/ou de la résistance des 
cellules cancéreuses, en caractérisant la régulation de l’activité Chk1 au cours de la prolifération, 
en absence ou suite à l’introduction d’agents génotoxiques, ceci afin d’optimiser des approches 
ciblant la voie ATR/Chk1 et/ou d’identifier des marqueurs prédictifs de l’efficacité de cette stra-
tégie.  
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INACTIVATION ET RE-ACTIVATION DE CHK1 A LA TRANSITION S/G2 

Lorsque un dommage est induit spécifiquement en phase G2 par des radiations ionisantes ou un 
agent pharmacologique génotoxique (ex: etoposide), l’arrêt ou le ralentissement du cycle cellu-
laire peut être en partie compensé par l’inhibition de la voie ATR/Chk1 (F. M. Feringa et al. 2018; 
Krenning et al. 2014; W Bruinsma et al. 2017; Jaiswal et al. 2017), indiquant que la voie ATR/Chk1 
peut-être activée en phase G2. De même, suite à un stress réplicatif induit à l’aphidicoline ou à 
l’hydroxyurée, l’inhibition pharmacologique de la voie ATR/Chk1 induit une entrée prématurée 
en mitose. Cependant, dans le contexte d'un stress réplicatif, la voie ATR/Chk1 est vraisemblable-
ment activée par des structures liées au processus de réplication (fourches bloquées, réparation 
et redémarrage  des fourches) et il n’est pas évident que l’activité ATR/Chk1 puisse perdurer une 
fois que la réplication est terminée. Afin d’expliquer comment la voie ATR/Chk1 pourrait inhiber 
l’entrée en mitose en conditions de stress réplicatif, le consensus actuel tend à supposer que la 
réplication de l'ADN continue jusqu’à des étapes très tardives du cycle et "déborde" sur la phase 
G2, indépendamment de l'expression des inducteurs mitotiques. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 42 : Couplage entre la réplication de l'ADN et l’induction des inducteurs mitotiques en conditions 

de stress réplicatif. 

(A) Modèle précédent: la phase G2 permet de terminer la réplication de l'ADN jusqu'à l'entrée des cellules 
en mitose. 
(B) Modèle alternatif : même lorsque la réplication est retardée en conditions de stress, l’expression des 
inducteurs mitotiques est couplée à la fin de la réplication de l'ADN et à la transition S/G2. 

 

Mon travail remet fortement en cause ce modèle et démontre qu’en présence d’un stress répli-
catif Chk1 est initialement activée, de manière dose-dépendante à l'intensité du stress, mais que 
son activité chute systématiquement à la transition S/G2 qui marque la terminaison du processus 
de réplication, avant éventuellement de ré-augmenter dans une fraction des cellules au cours 
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d’une phase G2 prolongée, inhibant ainsi le processus d'entrée en mitose. De plus, mes résultats 
suggèrent fortement que la transition S/G2 associée à l'inactivation de Chk1 est un passage obli-
gatoire, aussi bien en conditions normales que en présence d'un stress réplicatif, pour initier l’ac-
tivation du facteur de transcription FoxM1, et permettre l’exécution de son programme de trans-
cription des inducteurs mitotiques, dont Plk1 (Figure 42) (Saldivar et al. 2018; Gheghiani et al. 
2017).  

MECANISMES PERMETTANT LA  REACTIVATION DE  CHK1 EN G2 ? 

Suite à un stress réplicatif, on n'observe pas de réapparition de foyers de réplication PCNA positifs 
en phase G2. Cependant, dans la mesure où les foyers PCNA positifs en phase S sont constitués 
de plusieurs dizaines de fourches de réplication actives (Chagin et al. 2016), il n'est pas possible 
d'exclure totalement la persistance d’un nombre réduit de fourches de réplication isolées et tou-
jours actives en G2. Plus surprenant, le niveau d'activité de Chk1 en G2 en conditions de stress 
réplicatif est très similaire à celui observé au cours d'une phase S normale, où plusieurs milliers 
de fourches de réplication sont actives à tout instant (Chagin et al. 2016). Plusieurs mécanismes 
pourraient être à l'origine de cette réactivation : 

STRESS REPL ICATIF  INDUIT A L ’APHIDICOLINE  VERSUS L ’HYDROXYUREE 

Les sites fragiles communs (CFS) sont des régions du génome répliquées tardivement au cours de 
la phase S, caractérisées par une faible densité d'origines de réplication et particulièrement sen-
sibles à un stress réplicatif (pour revue, (Debatisse et Rosselli 2019)). Les différentes altérations 
observables au niveau de ces régions, comme les UFB, suggèrent fortement la persistance d’in-
termédiaires de réplication et/ou de réparation, de la phase S à l’entrée des cellules en mitose 
(voir Introduction). 

Dans mes travaux, j’ai observé qu'un traitement à l'aphidicoline conduisait, dans une fraction des 
cellules, à la réactivation de Chk1 en phase G2, contrairement à un traitement à l’hydroxyurée 
(HU). Cette différence d’effet entre ces deux types d’agents génotoxiques est suprenante, mais 
pourrait donner certains indices sur les évènements conduisant à la ré-activation de Chk1 en G2. 
L’expression (cassures) des CFS est fortement induite en mitose suite à un traitement à l’aphidi-
coline (Glover et al. 1984), alors qu’elle est moins prononcée par d’autres traitements, comme 
l’HU. Plus précisément, un traitement par de fortes doses d’HU peut induire des cassures de l’ADN 
en mitose, mais à d’autres loci que ceux observés en présence d’aphidicoline et vraisemblable-
ment via des mécanismes différents (Barlow et al. 2013). En accord et contrairement à l’aphidico-
line, l’HU n’induit que très peu la présence de corps nucléaires 53BP1 à la phase G1 suivante 
(Harrigan et al. 2011; Ercilla et al. 2020). Il est possible que dans nos conditions expérimentales : 

(i) Le traitement à l’HU versus l’aphidicoline ait favorisé l’arrêt des fourches de réplication et le 
désassemblage de la machinerie de réplication plutôt qu’un ralentissement des fourches de répli-
cation, respectivement. Dans les conditions HU, le redémarrage des fourches pourrait impliquer 
l’apparition de cassures double brin et des mécanismes de recombinaison (Petermann et al. M. 
Cell 2010). En accord, un traitement HU induit un signal g-H2AX beaucoup plus prononcé que sous 
traitement aphidicoline (Koundrioukoff et al. 2013). A l’inverse, le ralentissement des fourches en 
conditions aphidicoline pourrait favoriser des évènements de re-priming en aval des polymérases 
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ralenties, qui chez les vertébrés impliquent la primase-polymérase PrimPol (J. Bianchi et al. 2013; 
García-Gómez et al. 2013; Kobayashi et al. 2016; Mourón et al. 2013; Schiavone et al. 2016; Wan 
et al. 2013; Bai et al. 2020; Šviković et al. 2019). Les évènements de re-priming conduisent à la 
formation de sections d'ADN simple brin ou "gaps" en arrière des fourches de réplication qui peu-
vent persister en phase G2 (Zellweger et al. 2015; Lopes, Foiani, et Sogo 2006) comme discuté au 
paragraphe suivant. 

(ii) A concentration égale, le traitement HU ait induit à un stress réplicatif plus élevé, visualisable 
par le niveau d’activité Chk1 (Koundrioukoff et al. 2013)(voir Figure 32) qui pourrait conduire à 
une inhibition plus prononcée des activités Cdk, i.e. Cycline A2-Cdk2 et Cycline A2-Cdk1, ou d’une 
de ces activités plus spécifiquement. Comme discuté ci-dessous, différents mécanismes de répa-
ration en phase G2 sont Cdk-dépendants. 

PRISE  EN CHARGE EN G2 DE GAPS D'ADN SIMPLE  BRIN EN ARRIERE  DES FOURCHES DE  RE-

PL ICAT ION ? 

Les mécanismes de résolution de gaps d'ADN simple brin en arrière des fourches de réplication 
ont été particulièrement étudiés chez la levure (Pour revue (Branzei et Szakal 2016; Gao et al. 
2017)) et peuvent impliquer une synthèse d'ADN par une polymérase translésionnelle ou, alter-
nativement, des mécanismes d’échanges de brin d'ADN afin d'assurer la réplication de la région 
lésée (Lopes, Foiani, et Sogo 2006). 

Il est important de noter que chez la levure différents travaux suggèrent que la prise en charge de 
ces gaps peut avoir lieu à distance de la fourche de réplication et peut être initiée en phase G2 
sans qu’il n’y ai d’impact majeur sur le déroulement de la phase S (Hishida et al. 2009; Karras et 
Jentsch 2010; Daigaku, Davies, et Ulrich 2010)), suggérant la possibilité d’un découplage temporel 
entre la réplication de l’ADN et la résolution de ces structures. En absence de résolution de ces 
gaps par des mécanismes post-réplicatifs, les levures se bloquent en phase G2 avec une activation 
constitutive du checkpoint Rad53-dependent (Hishida et al. 2009; Callegari et al. 2010; Daigaku, 
Davies, et Ulrich 2010). L'activation de Rad53 dans ces conditions dépend d’Exo1 (García-Ro-
dríguez et al. 2018), suggérant une résection et un agrandissement transitoire des portions d'ADN 
simple brin (gaps) à l'origine de l'activation du checkpoint. 

Dans notre système basé sur les cellules humaines RPE-1, il est possible que des gaps d'ADN 
simple brin s’accumulent en arrière des fourches de réplication en conditions de stress réplicatif 
induit spécifiquement à l’aphidicoline et que le passage en phase G2 s’accompagne de l’activation 
de mécanismes de résection, augmentant la quantité totale d'ADN simple brin et le niveau d'ac-
tivité de la voie ATR/Chk1. Nous émettons l'hypothèse, que l'initiation de ces mécanismes de ré-
paration spécifiquement en phase G2 serait due à une augmentation du niveau d'activité Cdk (ou 
d'une Cdk spécifique, Cycline A2-Cdk2 versus Cycline A2-Cdk1) à la transition S/G2 liée à la termi-
naison du processus de réplication (Pagano et al. 1992; Goldstone et al. 2001). Dans les cellules 
humaines, la résection d’ADN simple brin peut être accomplie par Exo1, DNA2 ou CtIP-Mre11 dont 
l'activité est régulée par Cdk2 et/ou Cdk1 (Tomimatsu et al. 2014; Xuefeng Chen et al. 2011; 
Huertas et Jackson 2009; Anand et al. 2016). Dans ce cadre, mes travaux préliminaires montrent 
que la déplétion par siRNA ou l’inhibition individuelle de ces exonucléases n’empêche pas la 
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réactivation de Chk1 en G2, suggérant soit que celles-ci ne sont pas impliquées, soit l’existence 
d’une importante redondance fonctionnelle entre ces acteurs qui nous reste à approfondir. 

Enfin, il sera important de confirmer que la réactivation de Chk1 en phase G2 peut survenir dans 
des contextes plus proches de la physiopathologie humaine, comme suite à la surexpression ou à 
l'activation d’oncogènes. Cet aspect est en cours de réalisation. 
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REGULATION DE L’ENTREE EN MITOSE EN PRESENCE D’APHIDICOLINE 

Mes travaux mettent en évidence une hétérogénéité des profils d’activité Chk1 en phase G2 entre 
les cellules d’une même population, suggérant que 
la régulation de l’entrée en mitose en présence 
d’aphidicoline est le produit de l’intégration de mul-
tiples signaux. Basé sur les données collectées, je 
propose le modèle spéculatif ci-contre (Figure 43) et 
détaillé ci-dessous.  

 

Figure 43 : Modèle du contrôle de l’entrée des cellules en 

mitose en présence d’aphidicoline.  

(A) Au cours d’un cycle cellulaire normal, l’inactivation de 
Chk1 en fin de phase S permet l’expression et l’activation de 
facteurs pro-mitotiques. 
 
En conditions de stress réplicatif plusieurs phénotypes dis-
tincts surviennent séquentiellement, reliés à la durée passée 
en phase S sous stress réplicatif : 
(B) « No réactivation » phenotype: Chk1 s’inactive à la tran-
sition S/G2, mais le niveau d’activité plus élevé de Chk1 en 
fin de phase S retarde l’accumulation des facteurs pro-mito-
tiques, conduisant à une phase G2 légèrement plus longue. 
(C) « Persistent réactivation » phenotype : La réactivation de 
Chk1 en phase G2 retarde fortement, mais n’empêche pas 
l’accumulation lente et l’activation de facteurs pro-mito-
tiques. Dans ces conditions, les facteurs pro-mitotiques finis-
sent par surmonter le checkpoint ATR/Chk1-dépendent et 
induisent une entrée des cellules en mitose. 
(D) « Transient reactivation » phenotype : La réactivation de 
Chk1 en phase G2 et l’expression modérée de p53 (et p21) 
retarde d’autant plus l’accumulation de facteurs pro-mito-
tiques et pourrait également conduire à la répression pro-
gressive de l’activité Chk1 en fin de phase G2. L’accumula-
tion de facteurs pro-mitotiques finit par forcer l’entrée des 
cellules en mitose. 
(E) « Transient reactivation and G2 arrest » phenotype :    
Alternativement, l’accumulation à un niveau plus prononcé 
de p53 et p21 peut être suffisante pour inhiber totalement 
les activités Cdk et empêcher l’entrée en mitose. 
(F) « No reactivation and G2 arrest » phenotype :    
Enfin, l’accumulation forte de p53 et p21 peut être suffi-
sante pour inhiber la réactivation de Chk1 en G2 et l’entrée 
des cellules en mitose, deux évènements Cdk-dépendant. 
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PARMI  LES CELLULES QUI  RE-ACTIVENT CHK1, QUELS MECANISMES INDUISENT UNE CHUTE  

D’ACTIVITE  CHK1 EN FIN  DE  G2 DANS UNE FRACTION DE  LA  POPULATION ? 

J’ai observé dans une fraction de cellules une réactivation transitoire de Chk1 en phase G2 (Phé-
notype « Transient reactivation », Figure 43) avant l’entrée en mitose, suggérant que Chk1 pour-
rait s’inactiver tandis que les altérations de l’ADN sous-jacentes sont progressivement réparées. 
A l’encontre de ce modèle, la grande majorité de ces cellules s’arrêtent à la phase G1 suivante, 
suggérant que les altérations de l’ADN, au moins en partie, pourraient toujours être non résolues 
en G1. L’inactivation progressive de Chk1 observée en fin de G2 ne reflèterait donc pas la répara-
tion effective de l’ADN, mais plutôt une inactivation de la voie ATR/Chk1 avant l’entrée en mitose. 

Dans le sens de cette hypothèse, la kinase pro-mitotique Plk1 peut induire la dégradation b-TRCP 
dépendante de la claspine, un cofacteur nécessaire pour l’activation de Chk1 par ATR (Niels 
Mailand et al. 2006; Mamely et al. 2006; Peschiaroli et al. 2006). Néanmoins, l’activation de Plk1, 
au moins en conditions normales, ne survient que ~40 minutes avant l’entrée en mitose 
(Gheghiani et al. 2017), ce qui est trop tardif pour induire la baisse d’activité Chk1 observable ~2h 
avant la NEBD. 

Un mécanisme alternatif repose sur l’axe p53-p21. En effet, l’induction ectopique de p53 ou p21 
est suffisante pour induire la répression transcriptionnelle de Chk1 (Gottifredi et al. 2001) et, suite 
à un stress réplicatif, la protéine p21 endogène (Knock-In fluorescent) s’accumule en phase G2 
(Barr et al. 2017), suggérant que l’accumulation de p53 et p21 pourrait conduire à l’inactivation 
progressive de Chk1. En accord avec cette hypothèse, les cellules ayant une réactivation transi-
toire de Chk1 avant d’entrer en mitose ont la phase G2 la plus longue, suggérant que la mitose 
pourrait être retardée à la fois par l'action de Chk1 et p21. 

FACTEURS PRO-MITOTIQUES QUI  FORCENT LA  TRANSITION EN MITOSE  MALGRE LA  PRE-

SENCE D’UN CHECKPOINT ACTIF  ? 

L’observation de cellules entrant en mitose malgré une signalisation active d’un checkpoint 
ATR/Chk1-dépendant implique l’existence de mécanismes capables d’induire l’adaptation à celui-
ci et de forcer l’entrée en mitose. Comme mentionné ci-dessus, Plk1 pourrait permettre l’inacti-
vation de la signalisation ATR/Chk1 en induisant la dégradation de la claspine (Mamely et al. 2006; 
Niels Mailand et al. 2006; Peschiaroli et al. 2006). En accord, Cdc5 et Plk1 ont été impliquées dans 
l’adaptation au checkpoint G2/M induit par des cassures double brin chez la levure bourgeon-
nante et l’homme respectivement (Toczyski, Galgoczy, et Hartwell 1997; Syljuåsen et al. 2006; 
Liang et al. 2014), alors que Plx1 contribue à l’adaptation à un stress réplicatif dans des extraits 
d’ovocytes de Xénope (Hae Yong Yoo et al. 2004). Identifier les mécanismes moléculaires et les 
facteurs protéiques capables de forcer l’entrée de cellules en mitose malgré des checkpoints de 
l’intégrité de l’ADN actifs constitue un champ d’investigation particulièrement excitant dans la 
compréhension des évènements liés à la tumorigenèse.  
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IMPACT AU CYCLE CELLULAIRE SUIVANT ET EVOLUTION 

QUELLE  INFORMATION EST TRANSMISE  AU CYCLE  CELLULAIRE  SUIVANT POUR INHIBER 

L ’ENTREE  EN PHASE  S ? 

 

J’ai observé que la grande majorité des cellules entrant en mitose suite à une réactivation de Chk1 
en G2 ont tendance à s’arrêter à la phase G1 du cycle cellulaire suivant, contrairement aux cellules 
n’ayant pas eu cette réactivation. Une hypothèse séduisante serait que les cellules ayant ré-activé 
Chk1 en G2 aient transmis, au moins une partie, des dommages de l'ADN à leurs cellules filles, 
lesquels induisent un arrêt en phase G1 au cycle cellulaire suivant. A l'encontre de ce modèle, je 
n’ai pas pu mettre en évidence de corrélation entre la réactivation de Chk1 en phase G2 et la 
présence de corps nucléaires 53BP1 ou de micronoyaux au cycle cellulaire suivant, des structures 
décrites suite à un stress réplicatif, suggérant que la présence de dommages de l'ADN n'est pas 
l'unique facteur pouvant induire l'arrêt des cellules en G1. 

En présence d'un stress réplicatif, l'accumulation des protéines p53 et p21 est observable dès la 
transition S/G2 (Arora et al. 2017; Barr et al. 2017). P21 n’étant pas dégradée en mitose, il a été 
proposé que l’induction de dommages de l'ADN puisse inhiber la prolifération au cycle cellulaire 
suivant via la transmission aux cellules filles de niveaux élevés de p21 (H. W. Yang et al. 2017; Barr 
et al. 2017). Dans ce cadre, j’ai observé que la réactivation de Chk1 conduit à une phase G2 plus 
longue, ce qui pourrait contribuer à l'accumulation à des niveaux élevés de p21 qui, transmis à la 
descendance cellulaire, favoriseraient un arrêt définitif en G1 (Figure 44). 

 

 

Figure 44 : Modèle hypothétique des mécanismes à l'origine du devenir cellulaire en fonction de la réacti-
vation ou non de Chk1 en phase G2. 
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L ’ADAPTATION AUX CHECKPOINTS DE  L 'ADN PERMET-ELLE  AUX CELLULES DE  CONTINUER 

A  PROLIFERER ? 

Chez la levure bourgeonnante, il a été observé que jusqu'à ~40% de levures WT pouvait surmonter 
un stress génotoxique induit au MMS (Methyl methanesulfonate) pour entrer en anaphase mal-
gré la présence de lésions persistantes (Blank et al. 2015), et il a été proposé que l’adaptation au 
checkpoint pourrait permettre à cet organisme unicellulaire de maintenir une descendance mal-
gré une intégrité génétique compromise, contribuant ainsi au processus évolutif. Chez un orga-
nisme multicellulaire, l’intérêt évolutif potentiel et le rôle d'une adaptation aux checkpoints de 
l'intégrité de l'ADN apparaissent moins évident dans la mesure où ce phénomène pourrait per-
mettre la multiplication de cellules porteuses d’altérations génétique et in fine menacer la survie 
de l’organisme. 

Comme discuté précédemment, l'entrée des cellules en mitose en présence d'anomalies persis-
tantes de l'ADN, telles que des intermédiaires de réplication, est susceptible d'induire des cas-
sures chromosomiques et/ou des erreurs de ségrégation des chromosomes, amplifiant la pré-
sence de lésions du génome et favorisant l'induction de mécanismes de mort cellulaire ou un arrêt 
irréversible de la prolifération (sénescence). Dans mon système expérimental, je n’ai jamais ob-
servé d’arrêt prolongé des cellules en mitose, de "catastrophe mitotique", ou d’apoptose au cycle 
cellulaire suivant. En revanche, l’extrême majorité des cellules entrées en mitose suite à la réac-
tivation de Chk1 en G2 vont définitivement s’arrêter à la phase G1 suivante. Ainsi, l'adaptation au 
checkpoint de l'ADN en G2 pourrait contribuer à éliminer de la population cyclante (i) des cellules 
dont l'ADN est trop endommagé, ou comme déjà mentionné (ii) des cellules ayant subi un stress 
génotoxique au cycle cellulaire précédent et ayant accumulé des niveaux de p21 trop élevé. Sa-
chant que l'entrée des cellules en sénescence peut également prendre place en phase G2 de ma-
nière p53 et p21-dépendant (Johmura et al. 2014; Krenning et al. 2014; Mao et al. 2012), l'arrêt 
irréversible de la prolifération préférentiellement en phase G2 versus en phase G1 est probable-
ment une résultante de la cinétique d'accumulation de ces facteurs au sein de chaque cellule in-
dividuelle. 

En conclusion, les outils et approches que j’ai développé pendant ma thèse m’ont permis de 

décrire la dynamique de la signalisation Chk1, que ce soit en conditions normales ou perturbées, 

de mettre en évidence l'hétérogénéité de cette signalisation au sein d'une population cellulaire 

homogène, et d'appréhender les interactions entre les voies de signalisation ATR/Chk1, pro-

mitotiques et p53-dépendant et comment la résultante affecte le comportement et devenir cel-

lulaire. 
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Résumé : Le stress réplicatif est une source majeure d'instabilité 
génétique et pourrait jouer un rôle clé dans le développement tumoral 
précoce. Des mécanismes de surveillance (checkpoint) qui empêchent 
la progression du cycle cellulaire sont fortement actifs dans les lésions 
prénéoplasiques, où ils pourraient agir comme une barrière à la 
tumorigenèse. Pourtant, de nombreux travaux suggèrent que les 
checkpoints ne sont pas infaillibles et que suite à divers stress 
génotoxiques, des altérations de l'ADN peuvent persister jusqu'à la 
mitose malgré un checkpoint fonctionnel. De l'ADN non répliqué peut 
notamment persister au niveau des sites fragiles communs (CFS) 
jusqu'à la fin de la phase G2 ou au début de la mitose, entraînant des 
gaps et cassures chromosomiques pouvant affecter la stabilité 
génétique de la lignée cellulaire. Le but de mon doctorat était de 
déterminer comment le checkpoint se comporte dans les cellules qui 
entrent en mitose malgré un stress réplicatif et de caractériser les 
mécanismes par lesquels les cellules entrent en mitose malgré la 
persistance de structures génotoxiques. 

Pour explorer ces questions, j'ai développé un senseur FRET 
spécifique de l'activité Chk1 et ai exprimé cet outil de manière stable 
dans des cellules humaines non transformées. Ce nouveau système 
m'a permis de décrire la cinétique précise de l'activité Chk1 avec une 
forte résolution temporelle en vidéomicroscopie sur cellule unique, que 
ce soit à la suite d'un stress génotoxique ou dans des conditions non 
perturbées. Ainsi, dans des cellules où PCNA endogène a été marqué 
avec une protéine fluorescente, j'ai déterminé que Chk1 s’active 
faiblement en phase S mais que son profil d’activité dépend de 
l’activation constante de nouvelles origines de réplication et est 
fortement corrélé à la dynamique des foyers de réplication. 

 

Suite à l'induction d'un stress réplicatif en phase S, cette activité 
basale est augmentée, mais une fraction des cellules en phase S 
parvient à atteindre la phase G2. Au cours de cette transition S/G2, 
Chk1 s’inactive de façon conjointe à la disparition des foyers de 
réplication, ce qui est suivi par l’expression des inducteurs 
mitotiques. De manière reproductible, cette phase G2 dure plusieurs 
heures avant de bifurquer vers la mitose ou vers un arrêt en G2 
dépendant de p53. 

De façon surprenante, la cinétique d'activité Chk1 à la phase G2 
montre une forte hétérogénéité et peut soit rester à un niveau 
minimal, soit se réactiver en phase G2 pour empêcher une entrée 
en mitose prématurée. J’ai cependant pu déterminer qu’une fraction 
des cellules entre en mitose malgré la persistance d’un niveau élevé 
d'activité Chk1, démontrant de façon directe que les cellules de 
mammifères peuvent entrer en mitose malgré un checkpoint actif. 
Enfin, au cycle suivant, les cellules dont la mère a réactivé Chk1 à 
la phase G2 précédente sont moins susceptibles de ré-entrer en 
phase S au cours du cycle cellulaire suivant, ce qui suggère que les 
structures qui ont activé Chk1 en phase G2 sont génotoxiques et/ou 
provoquent un arrêt en G1. 

Mes résultats élargissent nos connaissances sur la régulation de 
la progression du cycle cellulaire en conditions normales ou 
perturbées, ouvrent des questions sur les aspects temporels de 
l'activation d'ATR/Chk1, et suggèrent que les structures 
génotoxiques de l'ADN résultant d’un stress réplicatif en phase S 
sont effectivement détectées par le checkpoint en phase G2, mais 
que cette activation du checkpoint peut être contournée par les 
mécanismes d'entrée en mitose. 
 

 

 

Title: Coordination between DNA replication and cell division to preserve genetic integrity in normal growth conditions 
and upon replication stress: key roles of Chk1 signaling. 
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Abstract : Replication stress is a major source of genomic instability 
and oncogene-induced replication stress has been proposed to play a 
key role in cancer development. Accordingly, the checkpoint 
mechanisms that prevent cell cycle progression under conditions of 
replication stress are reported to be highly active in pre-neoplastic 
lesions, where they might act as a potent barrier to tumorigenesis. Yet, 
multiple works suggest that DNA damage checkpoints are not infallible 
and that following various genotoxic stresses, DNA alterations may 
persist up to mitosis despite functional checkpoints mechanisms. Most 
notably, it was shown that unreplicated DNA may persist at Common 
Fragile Sites up to late G2 or early mitosis, resulting in chromosomes 
breaks that affect the genetic stability of the cell lineage. The main 
question of my PhD was to determine how the DNA checkpoint 
behave in cells that enter mitosis despite replication stress, and 
thus help characterize the mechanisms through which 
checkpoint-proficient cells enter mitosis with persistent DNA 
alterations. 

To explore those questions, I developed a highly sensitive and 
specific FRET biosensor of Chk1 activity and stably expressed this tool 
in a non-transformed human cells background. This novel system 
allowed me to describe the precise kinetics of Chk1 activity with 
exceptional time resolution and exquisite sensitivity in single cell live 
imaging assays, both following genotoxic stress or under non-
perturbed conditions. In a cell background where endogenous PCNA 
was tagged with a fluorescent protein, I characterized a mild but highly 
reproducible Chk1 activation pattern in non-perturbed S phase, which 
correlates tightly with bulk PCNA foci appearance at the G1/S transition 
and disappearance at the S/G2 transition. This basal activity depends 
on the constant firing of new replication origins. 
. 

Following induction of replication stress in S phase, this basal 
activity is increased but a fraction of S phase cells manages to reach 
G2 phase, and some further reach mitosis. Even under conditions 
of replication stress, the decreasing count of PCNA foci in late S 
phase correlates tightly with progressive Chk1 inactivation. 
Additionally, the specific expression profile of G2-specific mitotic 
inducers following PCNA disappearance indicates this is an actual 
G2 phase. This G2 phase reproducibly lasts several hours before 
either bifurcating to mitosis or to a p53-dependent G2 arrest. 

Surprisingly, the kinetics of Chk1 activity in G2 display high 
heterogeneity and Chk1 can either remain at a minimal level or re-
activate in G2 phase to prevent premature mitotic entry. Yet, 
following Chk1 re-activation in G2 phase, a fraction of cells enter 
mitosis with a persistent high level of Chk1 activity, providing the first 
ever observation of mammalian cells entering mitosis despite an 
active checkpoint. Finally, cells that re-activated Chk1 in G2 phase 
are less likely to re-enter S phase during the next cell cycle, 
compared to daughters of cells that did not re-activate Chk1 in G2 
phase, suggesting that the structures that activated Chk1 in G2 
phase are genotoxic and/or prompt a G1 arrest. 

All in all, my results provide new insights on the regulation of cell 
cycle progression under both perturbed and non-perturbed 
conditions, open previously unforeseen questions about the 
temporal aspects of ATR/Chk1 activation, and suggest that 
genotoxic DNA structures arising from replication stress are indeed 
detected by the DNA damage checkpoint in G2 phase, but can be 
bypassed by the mitotic entrance machinery. 
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