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Titre :  Mécanismes de production d’ADN cytosoliques après radiations ionisantes 

Mots clés :  ADN cytosolique, Stress réplicatif, Radiation ionisante, Dommages oxydatifs, Inflammation, Dommages de l'ADN  

Les perturbations de la progression des fourches de réplication et la persistance de dommages peuvent mener à la libération de fragments 
d’ADN dans le cytosol des cellules. L’ADN cytosolique est présent dans le cytoplasme de nombreuses cellules cancéreuses et peut être détecté 
par le senseur de l’ADN cGAS. La détection de l’ADN cytosolique permet l’activation de la voie cGAS-STING du système immunitaire inné, et 
la production d’interférons de type I. Les radiations ionisantes (IR) sont aussi connues pour activer le système immunitaire inné via la production 
et la détection d’ADN cytosoliques. Étant donné qu’il a été proposé que l’activation de la voie STING participe à l’efficacité de la radiothérapie, 
il est important de comprendre précisément les mécanismes de production d’ADN cytosoliques. Au cours de ma thèse, j’ai étudié les 
mécanismes moléculaires de production d’ADN cytosoliques après IR. Mes résultats suggèrent l’implication d’un stress réplicatif radio-induit 
et j’ai pu identifier des acteurs clef de la maintenance du génome et de la gestion des fourches de réplications bloquées dans le mécanisme 
de production d’ADN cytosolique. Dans ce manuscrit, je présente l’identification de nouveaux acteurs moléculaires participant à la production 
d’ADN cytosoliques. De plus, je décris un nouveau modèle de production d’ADN cytosoliques radio-induits, intégrant l’ensemble de mes 
données  

Title : Mechanisms of cytosolic DNA production after ionizing radiation 

Keywords : Cytosolic DNA, Replicative stress, ionising radiation, Oxidative damage, Inflammation, DNA damages  

Perturbation of the replication fork progression and DNA damage persistence, may lead to the release of DNA fragments into the cytoplasm 
of the cell. Cytosolic DNA, present in the cytoplasm of many cancerous cells, can promote interferon type I production via its sensing by the 
cGAS-STING pathway and the activation of the innate immune response. Ionizing radiation (IR) is also known to activate the innate immune 
system through cytosolic DNA production and sensing. Since it has been proposed that STING pathway activation participates to radiotherapy 
efficacy, it is of importance to understand the precise mechanisms of cytosolic DNA production. During my thesis, I studied the molecular 
mechanisms of cytosolic DNA production after IR. My study suggests the contribution of a radio-induced replicative stress and I identified key 
players in the maintenance of genome stability and replication fork processing, as actors of cytosolic DNA production. In this manuscript, I 
present the identification of different new molecular players involved in cytosolic DNA production. In addition, I describe a novel model of 
radiation-induced cytosolic DNA production, integrating all my data.  
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Avant-propos 

L’ADN est la seule molécule biologique dont le maintien et la duplication repose sur un modèle 

préexistant devant être gardé intact afin d’être fidèlement transmis à la génération suivante. 

Néanmoins, c’est la plus grande molécule qui peut être sujette à de nombreuses lésions et 

modifications générées aussi bien par des facteurs endogènes qu’exogènes. Afin de conserver 

l’intégrité de cette molécule, il existe de nombreux mécanismes de détection, signalisation et 

réponses aux dommages à l’ADN (Ciccia and Elledge, 2010; Jackson and Bartek, 2009). En effet 

la réponse aux dommages à l’ADN permet de mettre en place une série de mécanismes 

contrôlant le cycle cellulaire afin d’éviter de générer plus de dommages lors de la réplication 

ou d’intégrer des mutations. Cela va permettre la réparation des cassures, et, en cas de 

dommages trop importants ou de réparation défectueuse, entrainer la mort programmée de 

la cellule, ou son entrée en senescence. Un défaut des mécanismes de réponse aux dommages 

à l’ADN entrainera une instabilité génétique qui participe à de nombreuses pathologies 

humaines comme la formation de cellules cancéreuses, de maladies inflammatoires 

chroniques, et participe au vieillissement (Hoeijmakers, 2009; Nakad and Schumacher, 2016). 

Il existe un lien entre instabilité génétique et inflammation. En effet il a récemment été montré 

que, à la suite de dommages à l’ADN, il y avait libération dans le cytoplasme des cellules de 

fragments d’ADN appelés ADN cytosoliques (Coquel et al., 2018; Erdal et al., 2017; Härtlova et 

al., 2015; Nakad and Schumacher, 2016). Les cellules possèdent différents mécanismes afin 

de détecter la présence d’ADN et d’ARN dans le cytoplasme. Ces mécanismes font partie du 

système immunitaire inné et permettent le déclenchement d’une réponse immunitaire afin 

de les éliminer. Ces ADN cytosoliques sont, tout du moins en partie, produit lors des 

mécanismes de maintien du génome comme lors de la réparation de l’ADN ou de gestion des 

fourches de réplications bloquées (Lin and Pasero, 2021; Willaume et al., 2021a). Ces 

fragments d’ADN sont produits en cas de lésion de l’ADN que ce soit suite à l’exposition à des 

facteurs endogènes comme le stress réplicatif, ou exogènes comme les radiations ionisantes 

(IR). La radiothérapie est utilisée en cancérologie pour soigner 50 à 60 % des patients, seule 

ou en combinaison avec la chimiothérapie et la chirurgie (Weichselbaum et al., 2017). Des 

études ont montré que les radiations ionisantes produisent des ADN cytosoliques et sont 

responsables d’une réponse immunitaire favorisant l’élimination des tumeurs localisées ou 

métastatiques (Burnette et al., 2011a; Vanpouille-Box et al., 2017c; Weichselbaum et al., 
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2017). A ce jour, aucun mécanisme précis de production d’ADN cytosoliques après radiations 

ionisantes n’a été proposé. Mieux comprendre ces mécanismes pourrait permettre de prédire 

l’efficacité de la radiothérapie et de moduler la réponse inflammatoire liée à celle-ci. Ainsi il 

serait possible d’améliorer la radiothérapie ou de contrecarrer ses effets secondaires liés à 

l’inflammation. 

Au cours de ma thèse, je me suis intéressé aux mécanismes de production d’ADN cytosoliques 

après radiation ionisantes.  

La première partie de mon manuscrit sera l’introduction de mon travail de thèse. Dans cette 

partie, le premier chapitre sera consacré aux différentes sources de dommages à l’ADN et les 

mécanismes de réparation. Le second chapitre sera consacré au stress réplicatif, ses sources 

et sa gestion ainsi que la description de la protéine SLX4, qui joue un rôle dans ces 

mécanismes. Enfin, la troisième partie portera sur les mécanismes de production d’ADN 

cytosoliques, les voies de l’inflammation innée et leur impact dans la tumorigenèse.  

La deuxième partie de mon manuscrit comporte les résultats (papier en préparation) et des 

résultats supplémentaires de mon travail de thèse qui portent majoritairement sur le rôle de 

la protéine SLX4 dans les mécanismes de production d’ADN cytosolique après irradiations. 

Finalement, dans la troisième et dernière partie de ma thèse, je discuterai des résultats 

obtenus lors de mes expériences ainsi que de leurs perspectives. 

En annexe, figurent également des publications auxquelles j’ai participé au cours de ma Thèse. 

Deux revues, l’une décrivant l’impact du stress réplicatif sur l’inflammation, en lien avec des 

dérégulations des Lamines. L’autre sur l’impact de dérégulation des Lamines sur la senescence 

et l’inflammation et réparation des dommages à l’ADN. Aussi, j’ai participé à une publication 

originale décrivant l’impact de la surexpression de la Lamine B1 sur le recrutement de la 

protéine 53BP1.  
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I : INTRODUCTION 

 

1 Les différentes sources et types de dommages à l’ADN et leur 
réparation 

La molécule d’ADN est constamment soumise à de nombreuses attaques exogènes ou 

endogènes. En moyenne, chaque cellule humaine subit plusieurs dizaines de milliers de lésions 

par jours. Si ces dernières ne sont pas réparées, elles pourront mener à des mutations ou 

interférer avec les processus de réplication ou de transcription. Elles peuvent mener à des 

cassures simple brin de l’ADN (CSB) ou double brin (CDB) (Jackson and Bartek, 2009). 

Les CSB sont couramment produites de manière endogène par les espèces réactives de 

l’oxygène (ROS), ou lors de leur réparation par les mécanismes de réparation par excision de 

base (BER). Je reviendrai sur ces mécanismes dans un chapitre dédié. Elles peuvent aussi être 

produites par erreur via l’activité de certaines enzymes comme la topoisomérase I ou 

l’incorporation par erreur de ribonucléotides lors de la réplication et leur réparation  

(Caldecott, 2008).  

Pour les CDB, les 2 brins complémentaires d’ADN sont cassés simultanément, et sont moins 

fréquentes que les CSB. Cependant, les CDB n’en restent pas moins l’une des lésions les plus 

dangereuses et peuvent mener à de nombreux réarrangements. Les CDB peuvent comme les 

CSB avoir des origines endogènes ou exogènes. L’une des sources exogènes de CDB que j’ai le 

plus utilisé au cours de ma thèse est l’exposition aux radiations ionisantes. 

1.1 Les radiations ionisantes 

Les radiations ionisantes sont capables de libérer des électrons des atomes et molécules, 

générant ainsi des ions et brisant les liaisons covalentes. Aussi, les IR ont un effet important 

sur les molécules biologiques et peuvent produire toute une variété de lésions à l’ADN.  

Le transfert d’énergie linéaire (LET pour Linear Transfert Energy) est défini comme l’énergie 

transférée par un rayonnement par unité de distance traversée. Le LET est donc exprimé en 

Kiloélectron volts par micromètres. Ainsi les IR sont classées en deux catégories : les IR à haute 

énergie et à basse énergie. Les protons et particules α déposent une forte énergie sur leur 
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trajectoire, ionisant tous les atomes, les classant dans la catégorie à haute énergie. 

L’exposition naturelle à ces hautes énergies est dû majoritairement au radon, un gaz 

intermédiaire de la désintégration du thorium et de l’uranium. Les photons et les électrons 

quant à eux provoquent bien moins d’ionisation sur leur trajectoire. Les photons sont la plus 

grande source de rayonnement à basse énergie et leur énergie est inversement 

proportionnelle à leur longueur d’onde. Ainsi la lumière visible n’est pas assez énergétique 

pour ioniser les atomes. Cependant, les photons à faible longueur d’ondes comme les UV, 

rayons X et γ sont ionisants (Cannan and Pederson, 2016). 

L’exposition à des IR provoque des CSB et CDB au ratio de 1 CDB pour 10 CSB. Elles génèrent 

aussi des modifications de bases telles que des alkylations, déaminations ou formations de 

sites apuriques ou apyrimidiques (site AP). Ces modifications de bases peuvent mener à la 

formation de CSB ou CDB. Par ailleurs, les IR sont aussi responsables de la formation de 

pontages ADN-ADN et ADN-protéines (Kavanagh et al., 2013). Les IR peuvent endommager 

directement l’ADN en générant des CDB (Borrego-Soto et al., 2015) ainsi que des pontages 

d’ADN interbrin (ICL) (Ding and Greenberg, 2007). De plus, les IR sont une source de lésions 

qui génèrent des dommages complexes (ou cluster de dommages) (Figure 1). En effet, les IR 

ont la possibilité de créer des cascades d’ionisation et de dommages de manière localisée. Ces 

dommages complexes consistent en la présence de deux types de dommages ou plus, à un ou 

deux tours d’hélice de distance. Ce type de dommage est pour la cellule très difficile à réparer 

(Georgakilas et al., 2013).  

 
Figure 1: Schéma représentatif de CDB et CDB complexes. Les brèches dans le squelette sucre-phosphate représentent des 
CSB, les carrés rouges représentent des bases endommagées et des sites abasiques. (a) 2 lésions de bases sur des brins 
opposés. (b) Une CSB complexe avec des dommages de bases sur le brin opposé. (c) Une CSB complexe avec des lésions sur les 
bases adjacentes. (d) Une CDB complexe composée de 2 CSB à moins de 10 paires de base l’une de l’autre avec en plus, des 
bases endommagées à proximité. Issus de Georgakilas et al, 2013. 
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Les radiations ionisantes sont une source de stress génotoxique exogène dont les dommages 

varient selon la nature ou le type de particules rencontrées. Par exemple, les particules à haute 

énergie comme les protons interagissent directement avec le squelette de la molécule d’ADN 

générant des cassures double brins (Vítor et al., 2020). Dans le cas des IR à faible énergie, 

comme les rayons X, la majorité des dommages est produite de manière indirecte via la 

création de ROS (Borrego-Soto et al., 2015).   

1.2 Le stress oxydant 

L’oxydation au sein de la cellule à un double rôle : d’une part, un niveau physiologique est 

essentiel à de nombreux processus physiologiques via un système de signalisation oxydant-

réducteur (REDOX). D’autre part, un déséquilibre de la balance redox en faveur de l’oxydation, 

devenant alors trop importante, cause des dommages à l’ADN et aux autres biomolécules de 

la cellule. Ainsi, le stress oxydant est défini comme un déséquilibre de la balance entre la 

production d’espèces réactives de l’oxygène  (ROS) et les défenses anti-oxydantes de la cellule 

(Sies et al., 2017). Les ROS peuvent être produits lors du métabolisme normal de la cellule ou 

lors de l’exposition à différents facteurs environnementaux telles que les radiations ionisantes 

ou la pollution environnementale (Birben et al., 2012). 

1.2.1 Sources endogènes de stress oxydant 

Les ROS sont produits à partir des molécules de dioxygène lors des différents métabolismes 

de la cellule et peuvent être différenciées en deux catégories : les radicaux libres ou 

radicalaires et les non radicalaires. Il existe 3 types de ROS majoritaires qui ont un impact 

physiologique : les anions superoxydes (O2-), le peroxyde d’hydrogène (H2O2) et le radical 

hydroxyle (OH°) (Birben et al., 2012). 

Les anions superoxydes sont produits par l’ajout d’un électron à la molécule de dioxygène. 

Cela se produit majoritairement au niveau des mitochondries lors de la production 

d’adénosine triphosphate (ATP). En présence d’eau, l’anion superoxyde peut être converti en 

peroxyde d’hydrogène par l’action de la superoxyde dismutase (Birben et al., 2012). Même si 

le peroxyde d’hydrogène (H2O2) est chimiquement moins réactif que d’autres ROS, il est 

capable de générer de nombreux dommages dans la cellule grâce à sa capacité à facilement 

traverser les membranes biologiques et atteindre différents compartiments de la cellule 
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(Markkanen, 2017). Finalement, l’H2O2 peut à son tour être converti en présence d’ions 

métalliques (par exemple Fe2+ ou Cu2+) par une succession de réactions appelées réaction 

d’Haber-Weiss et Fenton, menant à la formation de radical hydroxyle (Equation 1). Ce dernier 

est une espèce radicalaire très agressive/réactive responsable des dommages oxydatifs de 

nombreuses molécules (Pisoschi and Pop, 2015). 

 
Équation 1 : Production des ROS : Une molécule de dioxygène peut générer progressivement différentes espèces réactives de 
l’oxygène. SOD : superoxyde dismutase, NADP : Nicotinamide adénine dinucléotide Phosphat. Adapté de (Lebraud, 2018; 
Pisoschi and Pop, 2015b). 

1.2.2 Sources exogènes de stress oxydant 

Il existe de nombreuses sources de ROS auxquelles nous sommes exposés au sein de notre 

environnement. Parmi les principales se trouvent la fumée de cigarette, les pesticides, l’ozone 

ou encore les radiations ionisantes (RI) (Birben et al., 2012). En effet, les IR comme les rayons 

X, les neutrons et les rayons α, β, γ, sont responsable de la production de ROS. Outre la 

production de radicaux hydroxyles via la radiolyse de l’eau, l’exposition aux IR stimule la 

production de ROS par les mitochondries (Dong et al., 2020). En effet, les ROS endommagent 

l’ADN et les protéines de la mitochondrie, entrainant ainsi son dysfonctionnement. Le 

potentiel de membrane de la mitochondrie devient alors instable, menant ainsi à une fuite 

continue de ROS (Kawamura et al., 2018).  

1.2.3 Impact du stress oxydant sur l’ADN 

Les ROS réagissent entre autres avec les molécules d’ADN, ce qui résulte en des lésions 

oxydatives à l’ADN. Ces dommages sont impliqués dans des mécanismes de mutagenèse, 

carcinogenèse, inflammation et de vieillissement (Pisoschi and Pop, 2015).  Il a été estimé que 

près de 20 000 lésions de l’ADN sont générées chaque jour par les mécanismes physiologiques 

d’hydrolyse, oxydation et méthylation non enzymatique (Lindahl, 1993). 

De nombreux types de dommages et de modifications de base peuvent être générés par le 

radical hydroxyle. Ces dommages peuvent être produit sur la molécule d’ADN génomique ainsi 
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que sur le pool de nucléotides. Parmi les bases de l’ADN, la guanine est la plus susceptible aux 

dommages oxydatifs. Ainsi, la 8 oxoguanine (8oxoG) est l’une des lésions oxydatives les plus 

couramment retrouvées. C’est une lésion mutagène qui se lie à une adénine plutôt qu’à une 

cytosine, générant ainsi des transversions après réplication (Sies et al., 2017). Après radiations 

ionisantes, une lésion oxydative majoritairement retrouvée est la thymine glycol (TG) (Tableau 

1). Cette dernière induit des distorsions dans la structure de la molécule de l’ADN, empêchant 

la fourche de réplication de progresser (Aller et al., 2007). 

 
Tableau 1 : Nombre et type de lésions induites par des radiations ionisantes. Adapté de Lomax et al, 2013 

Lors d’un stress oxydatif, la liaison sucre-désoxyribose peut être dégradée, menant à la 

formation d’un site abasique. Finalement, les protéines peuvent aussi être ciblées menant à 

la formation de pontage protéine-ADN (Figure 2) (Dizdaroglu et al., 2002). 

 
Figure 2 : Lésions de l’ADN formées par attaque radicalaire du patrimoine génétique des cellules. Issus de Favier, 2003. 
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1.2.4 Réparation des modifications de base par le stress oxydant. 

Etant donné la large variété de dommages que peut subir la molécule d’ADN, la cellule 

possède plusieurs mécanismes de réponses aux dommages. Ainsi les lésions d’ADN induites 

par les ROS peuvent être réparées majoritairement par 2 mécanismes : le mécanisme de 

réparation par excision de base (BER pour Base Excision Repair) pour la réparation des bases 

oxydées, et celui de réparation par excision de nucléotides (NER pour Nucleotide Excision 

Repair) pour la réparation des pontages induits par les ROS. Si ces lésions ne sont pas prises 

en charge, elles peuvent interférer avec les mécanismes de transcription ou de réplication, 

résultant ainsi en l’accumulation de mutations et dommages. Etant donné que le mécanisme 

majeur de réparation des bases oxydées est le BER, c’est sur celui-ci que je vais surtout 

m’attarder. 

1.2.5 Mécanisme du BER 

Le BER permet la reconnaissance et la réparation entre autres des lésions oxydatives ne 

causant pas de distorsion de la double hélice d’ADN. Il agit généralement en quatre étapes : 

1) reconnaissance et clivage de la base nucléotidique endommagée, 2) création d’une brèche 

en 5’ de la lésion, 3) synthèse d’ADN, 4) ligation de l’ADN (Meas et al., 2019) (Figure 3). 
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Figure 3 : La voie du BER. Une lésion n’induisant pas de distorsion de la double hélice est reconnue par une glycosylase 
monofonctionnelle qui clive le lien N-glycosidique, libérant ainsi la base. Cela mène à la formation d’un site abasique reconnu 
par une AP endonucléase (Ex : APE1) qui crée une brèche en 5’. Ce substrat peut alors être pris en charge par le long patch ou 
le short patch. Le short patch utilise l’activité lyase de la polβ afin d’éliminer le desoxyribophosphate (dRP). Ensuite, la Pol 
étend la séquence d’un nucléotide qui est lié par la ligase III et XRCC1. Le long patch quant à lui utilise des Pol afin de créer 
une brèche de 2-12 nucléotides. Le brin déplacé est clivé par une Flap endonucléase, suivi d’une ligation par la ligase I et 
coordonnée par PCNA. Issu de Meas et al, 2019. 

La première étape du BER consiste en la détection et le clivage de la lésion par des ADN 

glycosylases. Elles clivent le lien N-glycosidique qui lie la base d’ADN au squelette sucre-

phosphate. Les ADN glycosylases sont classées en plusieurs catégories selon le type de lésions 

réparées : 1) les ADN glycosylases qui prennent en charge un uracile, 2) les ADN glycosylases 

qui réparent les bases alkylées, 3) les ADN glycosylases spécifiques des bases oxydées. Elles se 

distinguent aussi par leur capacité ou non à inciser le brin d’ADN sur lequel elles ont excisé la 

lésion. On distingue les ADN glycosylases monofonctionnelles, incapables de cliver le brin 

d’ADN, et les enzymes bifonctionnelles, qui possèdent en plus de leur activité ADN glycosylase 

une activité AP-lyase (Muralidhar L. Hegde et al., 2008). 4 types de ADN glycosylases 

responsables de la réparation des dommages oxydatifs ont été identifiées dans les cellules 

humaines : parmi elles se trouvent OGG1, NTH1, NEIL1, NEIL2, et NEIL3, ADN glycosylases 
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auxquelles je me suis intéressé au cours de ma thèse. Ces dernières reconnaissent différents 

types de lésion (Tableau 2). Par exemple, NTH1 et OGG1 éliminent respectivement les purines 

et les pyrimidines oxydées. Ainsi, les 8oxoG sont majoritairement réparées par OGG1 et les 

TG par NTH1. Il existe néanmoins des redondances entre les différentes ADN glycosylases 

(Hans et al., 2020).  

 
Tableau 2 : Liste des principales ADN glycosylases chez les mammifères. Tg : Thymine glycol ; 8oxoG : 
8-oxoguanine ; 5-OHU : 5-hydroxyuracile ; 5-OHC : 5-hydroxycytosine ; Fapy : Formamidopyrimidine 
Adapté d’après (Hans et al., 2020; Muralidhar L Hegde et al., 2008; Hegde et al., 2013a; Klattenhoff et 
al., 2017a). 

Il a été proposé que les ADN glycosylases se déplacent de manière aléatoires sur le génome 

et glissent le long de celui-ci afin de reconnaitre les lésions ou finalement de se décrocher en 

cas d’absence de lésions (Prakash et al., 2012). Les ADN glycosylases NEIL1-2-3, NTH1 et 

MutYH (MYH) ont aussi été retrouvées au niveau de la fourche de réplication en IPOND, 

technique permettant d’isoler les protéines sur l’ADN en cours de synthèse (Bjørås et al., 

2017a). Il a été proposé que les ADN glycosylases soient associées aux fourches de réplication 

afin de réparer les dommages avant leur rencontre par les ADN polymérases (Hegde et al., 

2013a; Klattenhoff et al., 2017a). Néanmoins, OGG1 n’a pas été retrouvée au niveau des 

fourches de réplication, son activité étant inhibée durant la phase S contrairement à NEIL1, 

NEIL3 et NTH1, afin d’éviter les transversions G : C vers T : A (Boldogh, 2001). NEIL2 quant à 

elle, joue un rôle dans la réparation couplée à la transcription (Banerjee et al., 2011). 

À la suite du clivage par les ADN glycosylases, un site abasique (ou site AP pour 

apurinique/apyrimidique) se voit formé. Celui-ci est pris en charge par une AP endonucléase, 

APE1, qui clive le lien phosphodiester en 5’ du site AP, générant ainsi une cassure simple brin 

(Dianov and Hübscher, 2013). Selon la nature du dommage, le BER peut s’effectuer selon deux 

diffèrents sous-mécanismes : le short-patch qui remplace seulement le nucléotide 
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endommagé, et long-patch qui quant à lui, remplace un brin d’ADN de 2-12 nucléotides à 

partir du site endommagé (Sattler et al., 2003) (Figure 3). 

Pour le short patch, la cassure simple brin générée par APE1 est ensuite réparée par le 

mécanisme de réparation des cassures simple brin. Le complexe central du BER, constitué de 

la Polβ, XRCC1 (X-ray Repair Cross Complementing protein 1) et de l’ADN ligase IIIa (Lig IIIa) 

rentre en action. La Polβ élimine le sucre 5’ phosphate en aval et insert un nucléotide. Puis la 

Ligase IIIa catalyse la ligation du groupe 3’OH nouvellement inséré avec le phosphate en 5’, 

complétant ainsi le short patch. Si la terminaison du brin 5’ est bloquée, elle ne peut pas être 

traitée par les enzymes du BER. C’est donc le long patch qui prend le relai. Un brin de 2-12 

nucléotides est déplacé par la Polδ, puis est coupé par la Flap Endonucléase 1 (FEN1), puis la 

ligation a lieu par l’ADN ligase I (Dianov and Hübscher, 2013). Il existe aussi une voie 

alternative du long patch dans laquelle une portion simple brin de 9 nucléotides est formée 

en 5’ de la lésion. Celle-ci est réalisé par l’action combinée de RECQ1 et de l’endonucléase 

XPF-ERCC1 (Woodrick et al., 2017), 2 protéines sur lesquelles je reviendrai dans le chapitre 

stress réplicatif. 

1.3 Cassures Doubles Brin : Source, signalisation et réparation 

La molécule d’ADN est sujette à de nombreux stress endogènes et exogènes pouvant mener 

à des dommages interférant avec les mécanismes comme la réplication, la transcription ou la 

ségrégation des chromosomes. Parmi ces dommages, la cassure double brin (CBD), pour 

laquelle le squelette phosphate des deux brins complémentaires de l’ADN est cassé en même 

temps, est la plus toxique pour la cellule. Il est donc vital pour la cellule de correctement 

signaliser et réparer ces lésions.  

1.3.1 Sources de cassures double brin 

Les CDB peuvent avoir lieu de manière programmée lors de la recombinaison V(D)J (Soulas-

Sprauel et al., 2007), ou lors de la méiose (Murakami and Keeney, 2008). L’induction de CDB 

physiologiques a aussi été mise en évidence au niveau des promoteurs de certains gènes, 

régulant ainsi leur expression. En effet, des régions de l’ADN des cellules souches neurales 

primaires subissent des CDB dans des gènes participant à la neurogenèse (Wei et al., 2016). 
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Les CDB peuvent aussi être induites de manière accidentelle, provoquées par des sources 

endogènes ou exogènes. 

1.3.1.1 Sources accidentelles de CDB 

Au cours du cycle cellulaire, la molécule d’ADN est plus ou moins vulnérable aux dommages à 

l’ADN. C’est par exemple le cas lors de la réplication. En effet, il existe de nombreux facteurs 

pouvant empêcher la bonne progression des fourches de réplication, c’est un phénomène 

appelé stress réplicatif, qui est responsable de nombreuses cassures double brin à extrémité 

unique d’origine endogène (Carr and Lambert, 2013). Je reviendrai sur le stress réplicatif dans 

un chapitre dédié. Parmi les autres processus physiologiques pouvant provoquer des CDB, il y 

a les ROS dérivés des différents métabolismes cellulaires. En effet, même si les ROS 

provoquent plutôt des CSB, leur réparation par le BER peut également mener à la formation 

de CDB. Ainsi la génération de deux CSB à moins d’un tour d’hélice de distance peut mener à 

la formation d’une cassure double brin (Vítor et al., 2020). 

1.3.1.2 Sources exogènes de CDB 

De nombreux composés chimiques, dont certains utilisés en chimiothérapie, peuvent être à 

l’origine de CDB. Certains ciblent plutôt des facteurs de la réplication et provoquent un stress 

réplicatif comme l’hydroxyurée. Parmi les autres composés chimiques se trouvent des agents 

pouvant générer des pontages inter-brin d’ADN (pontage sur les brins d’ADN opposés) ou 

intra-brin d’ADN (pontage sur le même brin d’ADN) comme la mitomycine C ou le cisplatine. 

Certains agents chimiques peuvent aussi réaliser des pontages ADN-Protéines, qui par leur 

taille importante, sont toxiques pour la cellule. D’autres sont des inhibiteurs de 

topoisomérases (TOP) comme l’étoposide (inhibiteur de TOP2) qui permet de générer des 

CDB. La campthotécine (inhibiteur de TOP1) produit des CSB pouvant être converties en CDB 

lors de la réplication de l’ADN (Vesela et al., 2017). Finalement, certains sont des agents dits 

radiomimétiques tels que la bléomycine et la phéomycine et produisent des CDB, CSB et   

dommages oxydatifs via une génération de ROS (Mladenov et al., 2009). 

1.3.2 La réponse aux dommages à l’ADN 

La réponse aux dommages à l’ADN (DDR pour DNA damage response) est la réponse cellulaire 

aux lésions de l’ADN qui sont produites aux cours des processus physiologiques ou induits par 

des agents exogènes. Ce mécanisme permet la détection des dommages et la mise en place 
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d’une réponse adaptée afin de protéger la cellule. Un défaut de réponse aux dommages mène 

à une instabilité génétique. Elle participe à de nombreuses pathologies humaines comme la 

formation de cellules cancéreuses, les maladies inflammatoires chroniques, et participe au 

vieillissement. Certaines maladies génétiques sont associées à des défauts de facteurs de la 

DDR (Ciccia and Elledge, 2010; Jackson and Bartek, 2009). 

La réponse aux dommages est notamment régulée par l’activité de trois phosphatidylinositols 

3 kinases like protéines kinases (PIKKs), notamment ataxia telangiectasia mutated (ATM) et 

rad3 related (ATR) ainsi que DNA dependent protein kinase (DNA-PK). ATM et DNA-PK sont 

notamment activées en réponses aux CDB, alors que ATR est plutôt activée en cas de présence 

de portions d’ADNsb (Blackford and Jackson, 2017). En effet ATR, en partenariat avec ATRIP, 

est recrutée suite au recouvrement par RPA des régions simple brin de l’ADN au niveau des 

fourches de réplication bloquées (Cimprich and Cortez, 2008) (Figure 4).  

 
Figure 4 : Modèle de recrutement et d’activation des PIKK en réponse à des dommages à l’ADN. DNA-PK est recrutée et 
activée par KU lié aux extrémités de la CDB. ATM est activée et recrutée au niveau des CDB par le complexe MRN. ATR est 
recrutée au niveau de portions d’ADN simple brin recouvertes par RPA via son partenaire ATRIP. Issus de Blacford et Jackson, 
2017. 

ATM peut phosphoryler un grand nombre de cible incluant CHK2 et H2AX. La phosphorylation 

de l’histone H2AX (formant γH2AX) aux niveaux des sites de CDB s’étend sur de larges 

distances autour de la cassure. Cela permet la fixation de MDC1, qui agit comme plateforme 

permettant la formation de larges complexes protéiques importants pour la réponse aux 

dommages à l’ADN (Lou et al., 2006, p. 1). MDC1 promeut le recrutement d’ubiquitines ligases 
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comme RNF8 et RNF168, facilitant la fixation de 53BP1 et BRCA1 (Hollingworth and Grand, 

2015).  

Il existe au moins trois senseurs, partiellement indépendants, capables de détecter les CDB : 

PARP1 , KU70/KU80, le complexe MRN (comprenant MRE11, Rad50 et NSB1) (Ciccia and 

Elledge, 2010). 

Les CDB peuvent être reconnues par le complexe MRN, qui médie le recrutement et 

l’activation d’ATM (Bekker-Jensen et al., 2006). Cette activation nécessite son 

autophosphorylation ce qui permet la transition d’un dimère d’ATM inactif vers un monomère 

fonctionnel (Bakkenist and Kastan, 2003; Hollingworth and Grand, 2015). Il a été proposé que 

l’activation d’ATM nécessiterait aussi son acétylation par TIP60 (Sun et al., 2005). Rad50 

interagit avec MRE11 et s’associe aux extrémités de la cassure. MRE11 possède des activités 

endonucléase et exonucléase, importantes pour l’étape initiale de résection nécessaire à 

certains mécanismes de réparation des CDB. NSB1 interagit aussi avec MRE11 et possède des 

domaines d’interaction avec ATM, facilitant le recrutement d’ATM à la cassure (Ciccia and 

Elledge, 2010) (Figure 5). 

 
Figure 5 L’activation d’ATM à la cassure :  ATM est recrutée aux CDB sous forme d’un dimère inactif par MRN et interagit 
avec NBS1. Le recrutement d’ATM par MRN requiert l’ubiquitination SKP2 dépendante de NSB1.  La phosphorylation de γH2AX 
par ATM sert de plateforme pour le recrutement de MDC1. Celle-ci recrute à son tour un autre complexe MRN permettant le 
recrutement d’autres protéines ATM afin d’amplifier le signal. L’amplification du signal par ATM induit l’expansion de γH2AX 
autour de la CDB. PARP1 permet le recrutement de du complexe KAP1/HP1/SUV39H1. Celui-ci permet la méthylation de 
l’histone H3K9, permettant le recrutement de TIP60 qui promeut l’activation d’ATM et son autophosphorylation par 
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acétylation. Enfin, la dissociation d’ATM en monomères et son autophosphorylation permettent l’activation d’ATM, sa 
rétention à la chromatine et menant à une réponse aux dommages efficace. Adapté de Genet 2014 

 

D’autres participants de la DDR sont les membres de la familles poly(ADP)ribose polymérases 

(PARP). Cette famille a de nombreux représentants mais seulement PARP1, PARP2 et PARP3 

seraient impliquées dans la DDR. PARP1 est aussi un senseur de dommages à l’ADN activé par 

les CSB et CDB, et catalysant l’addition de chaines de polymères nommé poly (ADP-ribose) ou 

PAR, pour recruter les facteurs de la réponse aux dommages à l’ADN. Lors de la réparation des 

CDB, PARP1 médie l’accumulation initiale du complexe MRN via l’ajout de PAR sur MRE11 et 

cela. En cela, PARP1 permet d’initier l’activation d’ATM, de γH2AX et ainsi toute la cascade de 

signalisation qui en découle (Ciccia and Elledge, 2010; Ray Chaudhuri and Nussenzweig, 2017) 

(Figure 5). De plus, la réponse aux dommages à l’ADN nécessite la réorganisation de la 

structure de la chromatine afin de faciliter la réparation. PARP1 est impliquée dans la 

modulation de la structure de la chromatine. En effet, PARP1 permet de faciliter la dissociation 

des nucléosomes par PARylation des histones ce qui entraine la relaxation de la chromatine 

(Ray Chaudhuri and Nussenzweig, 2017). 

Un autre senseur des dommages à l’ADN, est l’hétérodimère KU70/KU80. Suite à une cassure 

double-brin, cet hétérodimère va rapidement se charger sur les extrémités des cassures. Il 

permet le chargement et l’activation de DNA-PK afin d’initier le NHEJ (Hollingworth and Grand, 

2015) et la protection des extrémités des CDB. 

Après la reconnaissance des lésions par des protéines « senseur », les PIKKs permettent la 

phosphorylation de protéines médiatrices et effectrices permettant l’amplification de la 

réponse aux dommages. Ces protéines cibles sont soit phosphorylées par les trois PIKKs ou 

part des kinases comme CHK1 et CHK2 (Hollingworth and Grand, 2015). La phosphorylation 

de ces protéines cibles mène à : un arrêt du cycle cellulaire, la réparation des dommages et, 

en cas de lésions trop importantes ou réparation défectueuses, la mort cellulaire ou l’entrée 

en sénescence. L’arrêt du cycle cellulaire est médié par la phosphorylation et l’inhibition de 

CDC25, requise pour l’activité des CDKs et la progression du cycle cellulaire. Une importante 

partie des mécanismes suivants sont contrôlés par P53, régulée par ATM et CHK2. P53 est 

capable d’induire l’arrêt du cycle cellulaire (décrit dans le chapitre 2.1.3), la mort cellulaire ou 
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encore l’entrée en senescence, le tout via une/des régulation(s) transcriptionnelle(s) (Ciccia 

and Elledge, 2010). 

1.3.3 Voies de réparation des CDB 

L’ensemble des signaux mis en place par les mécanismes de réponses aux dommages vont 

permettre à la cellule de réparer les CDB. Il existe deux principaux mécanismes de réparation 

des CDB : la recombinaison homologue (RH) ou la jonction ou religature d'extrémités non-

homologues (NHEJ pour Non Homologous End Joining). Le NHEJ permet la ligation des 

extrémités des cassures non homologues et peut avoir lieu dans toutes les phases du cycle 

cellulaire. La RH quant à elle, elle nécessite la présence d’une séquence homologue utilisée 

comme modèle pour la réparation. La RH est limitée aux phases S et G2 du cycle cellulaire et 

est réprimée en G1 afin de s’assurer que la recombinaison ne s’effectue qu’entre les 

chromatides sœurs. Ainsi la cellule évite des remaniement entre des séquences répétées 

homologues en G1 (Panier and Durocher, 2013) (Figure 6).  

 
Figure 6 : Mécanismes de réparation des CDB. Il existe 2 mécanismes principaux de réparation des CDB : La RH et le C-NHEJ. 
Un élément clef du choix du mécanisme de réparation est la résection des extrémités de la cassure. Si la résection est bloquée, 
le C-NHEJ est favorisé au détriment de la RH.  Il existe une voie alternative au NHEJ (A-NHEJ) qui contrairement au C-NHEJ, est 
infidèle et nécessite une résection courte des extrémités de la cassure. La RH quant à elle, nécessite une étape de résection 
extensive ainsi qu’une séquence homologue intacte. Issu de Willaume et al, 2021. 
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1.3.3.1 La réparation par jonction d'extrémités non-homologues ou NHEJ 

1.3.3.1.1 Le NHEJ canonique 

La détection de l’extrémité de la CDB par l’hétérodimère KU70/KU80 est la première étape du 

C-NHEJ (NHEJ canonique). Celui-ci vient se fixer aux extrémités de la cassure et permet le 

recrutement de DNA-PK. Un rôle de cette dernière a été proposé dans l’étape de synapse. En 

effet les deux extrémités de la cassure peuvent s’éloigner, il faut donc tout d’abord les 

maintenir à proximité et potentiellement les rapprocher dans l’étape dite de synapse (Graham 

et al., 2016). Une partie des CDB ont des extrémités ne permettant pas la ligation à cause de 

modifications chimiques des extrémités de la cassure. Une activité de nucléase est alors 

nécessaire afin que les extrémités de la CDB soient ligaturables par la ligase IV. Au cours du 

NHEJ, cette résection implique la dégradation de petites régions saillantes en 5’ ou 3’. Lorsque 

le nettoyage des extrémités est nécessaire, DNA-PK subie des auto- ou trans-phosphorylations 

par ATM ou ATR permettant de modifier le complexe synaptique et de permettre l’accès aux 

extrémités de la cassure. De plus, la phosphorylation de DNA-PK permet le recrutement et 

l’activation de la nucléase ARTEMIS, qui possède des activités endonucléase et exonucléase. 

Une fois activée, ARTEMIS permet de préparer les extrémités pour la ligation en clivant les 

extrémités simple brin sortantes ou en ouvrant les épingles à cheveux (hairpins en anglais) 

comme dans la V(D)J. Si nécessaire, d’autre protéines peuvent aussi jouer un rôle dans le 

traitement des extrémités comme PNKP, APRATAXIN ou WRN (Chang et al., 2017). L’addition 

de nucléotides peut être nécessaire et est réalisée par les polymérases de la famille χ comme 

la polμ et polλ (Capp, 2006; Capp et al., 2007; Chang et al., 2017). Finalement, le complexe de 

l’ADN ligase IV, comprenant ADN ligase IV-XRCC4, et dont l’activité peut être stimulée par XLF 

et PAXX, réalise l’étape de ligation des deux extrémités de la cassure (Pannunzio et al., 2018). 

Il a été proposé que XRCC4 et XLF participent à l’étape de synapse du C-NHEJ en formant de 

longs filaments protéiques (Brouwer et al., 2016; Ropars et al., 2011). XLF et APLF peuvent se 

fixer au complexe Ku, favorisant la formation de ce filament, et donc aussi la réparation des 

CDB ainsi que la survie cellulaire aux IR (Nemoz et al., 2018) (Figure 7).  
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Figure 7 Le NHEJ alternatif et canonique. Le C-NHEJ permet la réparation des CDB avec une haute fidélité. L’association de 
KU aux extrémités facilite le recrutement de DNA-PK. DNA-PK favorise l’activité de la nucléase ARTEMIS qui permet de générer 
des extrémités ligaturables par Lig4/XRCC4/XLF. Le A-NHEJ quant à lui, permet la réparation des CDB grâce à des micro-
homologies, au détriment de l’intégrité du génome. PARP1 se lie aux extrémités de la cassure, et facilite le recrutement de 
facteurs de la résection comme CtIP et MRN qui permettent la formation de micro-homologies. Favorisé par la polymérase θ, 
ces micro-homologies vont pouvoir s’apparier, générant des queues 3’ sortantes. Elles seraient clivées par FEN1 ou XPF-ERCC1. 
Par la suite, la ligation se fait par XRCC1-LIG3, favorisé par l’histone H1. Adapté de (Iliakis et al., 2015). 

1.3.3.1.2 Le NHEJ alternatif 

Une voie alternative (A-NHEJ) au NHEJ canonique existe et contrairement au NHEJ canonique, 

celui-ci est très imprécis et mène à la perte d’informations. Ce mécanisme décrit lors de la 

déficience en différents facteurs du C-NHEJ, est indépendant de Ku70/80, DNA-PK, LigIV et 

XRCC4 (Guirouilh-Barbat et al., 2004, 2007; Yan et al., 2007). Le A-NHEJ est similaire au 

mécanisme d’hybridation simple brin (SSA pour single strand annealing) et nécessite des 

résections de parties non protégées de l’ADN et la subséquente hybridation avec des 

homologies distantes de la CDB. Ces homologies seraient néanmoins plus courtes que celle 

nécessaires au SSA et donc appelée micro-homologies. Ce NHEJ alternatif est initié par une 

résection simple brin dans laquelle sont impliqués CtIP et le complexe MRN, soulignant ainsi 

l’importance pour l’initiation du A-NHEJ de cette étape de résection (Rass et al., 2009; Xie et 

al., 2009) (Figure 7). En effet, la HR nécessite une résection extensive, alors que le A-NHEJ, lui, 

ne nécessite qu’une résection limitée. Cette étape de résection est essentielle au choix du 

mécanisme de réparation. Le premier choix se fait entre le C-NHEJ et la résection, le second 
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entre RH et A-NHEJ, dépendante de la longueur de la résection effectuée (Figure 6) (Rass et 

al., 2009). 

1.3.3.2 La réparation par recombinaison homologue 

Le recombinaison homologue (Figure 8) est un mécanisme conservé au cours de l’évolution 

participant à la stabilité du génome et la transmission de l’information génétique. La RH a un 

rôle clef dans la réparation des CDB. La RH requiert la présence d’un séquence homologue 

intacte pour utiliser comme modèle, et est limitée aux phases S/G2 lorsque la chromatide 

sœur est présente. 

 
Figure 8 La recombinaison homologue. La résection initiale est médiée par le complexe MRN/CtIP. Par la suite, une résection 
plus importante à lieu par des hélicases et nucléases telles que EXO1, DNA2, WRN et BLM. Cette étape permet la génération 
de longues extrémités d’ADN sb en 3’. Ces portions d’ADN sb sont protégées par RPA. RPA est alors déplacé par BRCA2/PALB2, 
puis remplacé par RAD51. Cela permet la formation d’un nucléofilament de RAD51 permettant la recherche d’une homologie 
de séquence, l’invasion et la formation d’une boucle D. Il existe 3 mécanismes principaux faisant partie de la RH. La conversion 
génique (GC), l’appariement de brin dépendant de la synthèse (SDSA) et la réplication induite par les cassures double brin 
(BIR). Issu de Willaume et al, 2021. 
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1.3.3.2.1 Etape initiale de résection 

La RH est initiée par une étape essentielle de résection 5’-3’ des extrémités de la cassure afin 

d’obtenir une extension d’ADN simple brin en 3’ (Figure 8). Celle-ci débute par la 

reconnaissance de la cassure par le complexe MRN et sa fixation aux extrémités. Il y a alors 

activation d’ATM et une résection en deux étapes a alors lieu. Une première étape de 

résection nucléotidique courte est réalisée par le complexe MRN/CtIP (pour C-terminal 

binding protein -interacting protein) et favorisée par BRCA1. MRE11, amorce la résection par 

un clivage  avec son activité endonucléase à quelque dizaines de nucléotides de l’extrémité de 

la CDB, suivie d’une résection 3’-5’ via son activité exonucléase (Mimitou and Symington, 

2008; Zhu et al., 2008; Cejka, 2015; Daley et al., 2015). Cette étape initiale, nécessite l’activité 

ATPase de RAD50, ainsi que la présence de CtIP et NSB1 comme cofacteurs (Kim et al., 2017). 

Par la suite, une deuxième étape de résection longue bidirectionnelle a lieu sur plusieurs 

kilobases. Celle-ci est, entre autres, prise en charge par l’exonucléase EXO1, favorisée par MRN 

et l’hélicase BLM générant ainsi de longues extensions 3’ simple brin nécessaires à la 

recherche de séquences homologues (Nimonkar et al., 2011). Aussi, la résection peut aussi 

être réalisée par l’action de DNA2, associée aux hélicases BLM et WRN (Cejka, 2015). De 

manière intéressante, l’activité de BLM est stimulée par son interaction avec le complexe 

TOPOIII durant la phase S, alors que la résection peut être inhibée en cas de rencontre avec 

des protéines telles que 53BP1 ou RIF1 (Grabarz et al., 2013). 

1.3.3.2.2 Formation du filament RAD51 

Les extensions d’ADN simple brin sont alors recouvertes par la protéine RPA, les protégeant 

ainsi de la dégradation. Le recrutement de BRCA2 est réalisé par BRCA1 via PALB2, protéine 

interagissant avec à la fois BRCA1 et BRCA2. Par la suite, BRCA2 et PALB2 médient le 

remplacement de RPA par RAD51, permettant ainsi la formation du nucléofilament de RAD51 

dit présynaptique. Le filament de RAD51 sonde le génome à la recherche d’homologies de 

séquence. Une fois une homologie trouvée, il y a invasion du brin 3’ sortant couvert de RAD51 

dans la molécule double brin homologue qui servira par la suite de matrice. Cela entraine le 

déplacement du brin homologue et la formation d’un structure nommée boucle D (ou D-Loop 

pour Displacement loop) et selon la voie sous-jacente de la RH,  la création d’une jonction de 

Holliday (Prakash et al., 2015).  
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1.3.3.2.3 Résolution 

Selon comment les intermédiaires de la RH sont pris en charge, la RH peut être divisée en trois 

voies sous-jacentes principales qui sont : l’appariement de brin dépendant de la synthèse 

(SDSA pour synthesis-dependant strand annealing) ; la conversion génique (CG) ; La 

réplication induite par les cassures double brin (BIR pour break-induced replication). Selon la 

voie utilisée, le produit final sera différent. Ainsi, certains seront caractérisés par la présence 

d’un crossover ou non. Un crossover est caractérisé par un échange non réciproque au niveau 

chromosomique entre le brin d’ADN réparé et celui ayant servi de modèle à la réparation. Si 

celui-ci a lieu entre deux chromatides sœurs dans des loci non homologues, il peut y avoir 

réarrangement chromosomique (Mehta and Haber, 2014). 

1.3.3.2.4 L’appariement de brin dépendant de la synthèse (SDSA) 

L’extrémité 3’ de la boucle D est utilisée comme amorce pour réaliser la synthèse d’ADN de la 

séquence manquante (Figure 8). Dans ce modèle, la boucle D est transitoire et est ensuite 

dissolue, ne générant pas de jonction de Holliday. La matrice de réparation reprend sa 

structure en double brin, la partie simple brin est complétée et se lie à la séquence 

complémentaire sur l’autre extrémité de la cassure. Ce mécanisme ne permet pas la formation 

de crossover (Ranjha et al., 2018). 

1.3.3.2.5 La conversion génique (CG) 

Durant la CG, l’extension de la boucle D promeut l’hybridation avec l’autre extrémité de la 

cassure, générant ainsi une double jonction de Holliday. Celle-ci est ensuite résolue par 

dissolution ou clivage. La dissolution d’une double jonction de Holiday nécessite l’action de 

BLM-TOPOIII et RMI1-RIM2. Ce mécanisme ne génère pas de produits de crossover. 

Néanmoins, il est possible que la jonction de Holliday soit résolue par clivage, via des 

endonucléases spécifiques de structures (SSE pour structure specific endonucleases) telles 

que GEN1 ou les SSE recrutées par SLX4 tel que MUS81, SLX1, XPF. Ce mécanisme permet de 

produire à la fois des produits de conversion génique associée ou non avec des crossover 

(Figure 8) (Kowalczykowski, 2015; Mehta and Haber, 2014). 

1.3.3.2.6 La réplication induite par les cassures double brin (BIR) 

Lorsqu’une seule des deux extrémités de la cassure est disponible pour la RH, le BIR est initié. 

Le BIR permet la synthèse d’ADN par déplacement et extension de la D-Loop pouvant migrer 

jusqu’à la fin du chromosome (Figure 8). Des centaines de kilobases sont copiées du 
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chromosome donneur sauf si un évènement bloquant le BIR, telle que la collision avec une 

fourche de réplication, à lieu. La D-Loop mène à la formation de longues portions d’ADNsb, 

particulièrement vulnérables aux mutations et aux réarrangements. Le BIR est donc 

hautement mutagénique et peut en résulter une perte d’hétérozygotie (Deem et al., 2011; 

Elango et al., 2018; Kowalczykowski, 2015; Scully et al., 2019).  

1.3.3.3 L’hybridation d’ADN simple brin (SSA pour single strand annealing) 

Il existe un autre mécanisme utilisant des séquences homologues mais ne nécessitant pas 

l’invasion par un nucléofilament de RAD51 ou la formation d’une boucle D. Durant ce 

processus, l’étape de résection 5’-3’ continue et génère de longues portions d’ADN simple brin 

3’ jusqu’à ce qu’une région complémentaire soit trouvée. Il y a donc hybridation des 

séquences complémentaires et clivage nucléotidique des extrémités sortantes non appariées 

par XPF-ERCC1, recrutées par les protéines de la réparation des mésappariement MSH2 et 

MSH3. Il y a alors perte de l’information génétique entre les séquences répétées (Mehta and 

Haber, 2014; Ranjha et al., 2018). 

1.3.3.4 Choix du mécanisme de réparation 

Il existe donc différents mécanismes et sous-mécanismes de réparation des CDB. La RH est 

confinée aux phases S/G2 lorsqu’une séquence homologue est disponible pour la réparation. 

Si la RH a lieu durant la phase G1, une séquence homologue sera trouvée sur le chromosome 

homologue. Cela peut mener à une perte d’hétérozygotie et la perte d’information génétique. 

La RH se doit donc d’être limitée aux phase S/G2 du cycle cellulaire. A l’inverse, le NHEJ peut 

fonctionner durant toutes les phases du cycle. Néanmoins son action doit aussi se voir limitée 

à certaines phases du cycle. Par exemple la réparation par le NHEJ de CDB en phase M peut 

mener à des fusions chromosomiques. Le choix du mécanisme de réparation varie donc selon 

la phase du cycle cellulaire, la localisation de la CDB, le type cellulaire et la nature des 

extrémités de la CDB. La phase du cycle cellulaire joue un rôle clef dans l’initiation de la 

résection (Ceccaldi et al., 2016). Le choix du mécanisme de réparation se fait entre le C-NHEJ, 

ne nécessitant pas d’étape de résection initiale au niveau des extrémités de la CDB, et les 

autres, qui en ont besoin (A-NHEJ, RH). Au niveau moléculaire, passer outre le C-NHEJ 

nécessite le déplacement du complexe KU70-KU80 des extrémités de la cassure (Scully et al., 

2019). Le déplacement de KU70-KU80 peut être réalisé par dégradation ciblée via les 

ubiquitines ligases E3 RNF138 et RNF8, ou l’initiation de la résection (Postow et al., 2008; Feng 
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and Chen, 2012; Ismail et al., 2015). Les CDKs (pour : cell cycle dependant kinases), dont 

l’activité augmente à l’entrée en phase S, servent de signaux d’activation de la résection. Par 

exemple, il a phosphorylation de CtIP par les CDKs favorisant la formation du complexe CtIP-

BRCA1, favorisant la résection (Huertas and Jackson, 2009; Ceccaldi et al., 2016). 

Le rôle antagoniste entre 53BP1 et BRCA1, joue un rôle important dans la régulation du choix 

des mécanismes de réparation des CDB en favorisant ou non la résection. BRCA1 possède de 

multiples rôles dans les mécanismes de réparation des dommages, l’un d’eux étant de 

promouvoir la RH en favorisant la résection (Huen et al., 2010). A l’inverse, 53BP1, un acteur 

clef de la réparation, inhibe la résection via le complexe shieldin et favorise le NHEJ au 

détriment de la RH. 53BP1 est recruté au CDB y compris en S/G2 et la phosphorylation par 

ATM de 53BP1 permet le recrutement de RIF1 (RAP1-interacting factor 1). Une fois recrutées 

au niveau des cassures, 53BP1 et RIF1 forment un barrière et protège d’une résection 

extensive (Isono et al., 2017). En phase S/G2, MRN et CtIP initient la résection mais ne peuvent 

procéder dû à la présence de 53BP1 et de RIF1. Afin de retirer cette barrière, BRCA1 médie la 

déphosphorylation de 53BP1 via PP4C. Cela mène à la dissociation du complexe 53BP1-RIF1 

et rend les extrémités des cassures accessibles à la résection (Isono et al., 2017).  

De plus durant la mitose, PLK1 interagit avec 53BP1 sous le contrôle de CDK1. Cela permet la 

phosphorylation de 53BP1 et empêche sa fixation à la chromatine, inhibant ainsi son action 

sur la réparation en phase M. Une activation du NHEJ en phase M peut mener à des fusions 

télomériques produisant des chromosomes dicentriques déstabilisant l’intégrité du génome 

(Orthwein et al., 2014; Benada et al., 2015). En G1, 53BP1 est dephosphorylé par PP4C/R3β 

afin de permettre à nouveau son recrutement aux cassures (Lee et al., 2014). 

Au cours de ma thèse, j’ai participé à une étude (voir annexe) montrant que la lamine B1, une 

protéine de l’enveloppe nucléaire, participe aussi au contrôle du recrutement de 53BP1 en 

interagissant directement avec celle-ci (à distance des dommages). Après dommages à l’ADN, 

53BP1 se dissocie de la lamine B1 et est recrutée au niveau des CDB. En cas de surexpression 

de la lamine B1, 53BP1 est séquestrée par la lamine B1, induisant un défaut de réparation 

(Etourneaud et al, 2021). 
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2 Le stress réplicatif 

2.1 Le cycle cellulaire 

Le cycle cellulaire eucaryote est un processus fondamental qui régule la division cellulaire. Il 

est défini par une série d’évènements au cours desquels les composants cellulaires doublent 

et mènent à la formation de deux cellules filles. Le cycle cellulaire est composé de l’interphase 

et de la division cellulaire à proprement parler : la mitose (phase M). L’interphase constitue 

90% de la durée du cycle cellulaire, comprend deux phases dites « d’intervalles », les phases 

G1 et G2 (tiré de l’anglais « gap »), encadrant une phase de synthèse de l’ADN (phase S) (Figure 

9) (Barnum and O’Connell, 2014). 

2.1.1 Régulation du cycle cellulaire 

La régulation de la progression du cycle cellulaire est essentielle afin d’éviter une prolifération 

incontrôlée, une instabilité génétique et la tumorigènese. Cette régulation se fait par une 

stricte régulation par des sérines/tyrosines kinases appelées « cycline dependant kinases » 

(CDKs) (Figure 9). L’activité des CDK requiert la liaison avec des sous-unités régulatrices 

connues sous le nom de cyclines. Ces dernières sont synthétisées et éliminées à des moments 

précis du cycle cellulaire, régulant ainsi de manière temporaire les CDKs et la progression au 

travers du cycle cellulaire. Ainsi, durant la phase G1, les CDK 4-6 sont associées aux cyclines D. 

Le complexe Cycline E/CDK2 est transitoire et permet le passage G1/S. Les Cyclines A/CDK2 

quant à elles, sont exprimées en phase S et permettent la transition S/G2 avant d’être 

remplacées par les CDK1 durant la phase G2. Finalement, la progression des cellules en mitose 

nécessite le dimère Cycline B/CDK1 (Malumbres and Barbacid, 2009).  

 
Figure 9 : La régulation du cycle cellulaire par les Cyclines et les CDK. Adapté de Suryadinata et al, 2010. 
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Etant donné l’importance des Cyclines et CDK dans la progression du cycle cellulaire, il existe 

un autre niveau de régulation des CDK. En effet, ces dernières peuvent être régulées par 

l’association à des sous-unités inhibitrices, les CKi (Cyclin dependent kinase inhibitory 

proteins) permettant ou non des évènements de phosphorylations sur des résidus des CDKs. 

Par exemple, des membres de la famille INK4 comme p16 peuvent bloquer l’association CDK4 

et 6 avec les cyclines (Besson et al., 2008). 

2.1.2 Les bases de la réplication de l’ADN 

La réplication de l’ADN génomique précède chaque division cellulaire. La réplication constitue 

pour les cellules une étape hautement contrôlée et complexe. Une réplication de l’ADN fidèle, 

sécurisée par un contrôle strict du cycle cellulaire, est un processus fondamental essentiel au 

maintien de la stabilité du génome. La réplication de l’ADN est le résultat du doublement du 

génome d’une cellule avant division cellulaire. Ce processus strictement régulé requiert 

l’assemblement de plus de 50 protéines et co-acteurs sur la fourche de réplication. Ce 

processus se déroule en plusieurs étapes comprenant : une initiation de réplication, régulée 

au cours du temps et à des endroits précis du génome. Ensuite, une étape d’élongation au 

cours de laquelle la fourche de réplication se déplace de manière bidirectionnelle et duplique 

la totalité du génome. Au niveau de chaque fourche de réplication, les deux brins du duplex 

d’ADN parental se séparent et l’ADN néo synthétisé est formé par la machinerie de réplication. 

Enfin, la réplication se termine lorsque que les fourches de réplication convergent (Riera et 

al., 2017). 

2.1.2.1 Initiation de la réplication 

L’initiation de la réplication du génome se déroule au niveau des origines de réplication. La 

mise en place et l’activation de tous les complexes de pré-réplication se déroulent au cours 

de la phase G1. Premièrement, au niveau des origines de réplication est recruté le complexe 

de reconnaissance des origines (ORC), suivi par le recrutement de CDC6, CDT1 puis du 

complexe d’hélicases MCM2-7. Ces dernières fournissent une activité hélicase afin de dérouler 

l‘ADN en amont de la fourche de réplication (Deegan and Diffley, 2016; Fragkos et al., 2015).  

L’activation des origines de réplication a lieu en phase G1-S et nécessite l’activation des 

hélicases MCM et la formation du complexe de pré-initiation. L’assemblage de ce dernier 

nécessite l’activité de CDKs et DDKs (Dbf4-dependent kinases) menant à l’association du 
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complexe GINS avec MCM et CDC45 (complexe CGM) et son activation (Parker et al., 2017). 

Ce complexe permet le recrutement de nombreuses protéines formant la machinerie 

moléculaire connue sous le nom de réplisome. Ce recrutement de protéines permet la 

formation de fourches de réplication bidirectionnelles et la synthèse d’ADN par les 

polymérases, dont l’activité est augmentée par PCNA (Moldovan et al., 2007). 

2.1.2.2 Elongation 

Au cours de la réplication de l’ADN, les deux brins naissants sont synthétisés différemment. La 

synthèse du brin précoce suit la même direction que la progression de la fourche et se fait de 

manière continue dans le sens 5’-3’. Le brin tardif est synthétisé de façon discontinue en 

formant de courts fragments d’Okazaki qui seront clivés par FEN1 puis ligaturés par la suite 

pour former un brin continu (figure 10) (Balakrishnan and Bambara, 2013). 

 
Figure 10 : La fourche de réplication. Les protéines de la réplication sont illustrées en a. Cependant, en 3 dimensions, la 
fourches de réplication est repliée en une structure présentée en b. En a :  2 ADN polymérases sont actives sur la fourche en 
même temps. L’une synthétise de manière continue en 5’3’ tandis que l’autre produit des fragments d’Okazaki sur le brin 
discontinu. Les hélicases permettent l’ouverture de la double hélice, aidées par des topoisomérases. Les portions simple brin 
sont recouvertes par RPA (sur le schéma : single-strand DNA binding protein), permettant sa stabilisation. Issus de Das-Bradoo 
et al, 2010 

L’activation des hélicases CGM conduit à l’ouverture de la double hélice d’ADN et la formation 

d’ADN simple brin. Celui-ci est recouvert par RPA permettant sa stabilisation et protection 

ainsi que la fixation de l’ADN polymérase nécessaire à l’initiation de la réplication (Heller et 

al., 2011). La polymérase permet d’étendre avec des dNTPs les amorces d’ARN générées par 

la primase. En effet l’amorçage de la synthèse de l’ADN à partir amorces d’ARN de 5-10 NTP 

par des primases est essentiel à la réplication de l’ADN. Ces amorces sont présentes aussi bien 

sur les brins continus que discontinus. Sur le brin continu, polδ permet de poursuivre 
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l’élongation. Sur le brin discontinu, la Polδ permet d’assembler des hybrides ARN-ADN de 100-

200 nucléotides appelé fragments d’Okazaki. (Pellegrini, 2012). Lorsque la synthèse du brin 

retardé est terminée, et les brins d’Okazaki sont éliminés, les amorces sont excisées via 

l’action combinée de la Polδ, PCNA et la RNAseH. Ceux-ci permettent l’action de la nucléase 

FEN1 et de la nucléase-hélicase DNA2 afin d’exciser les flaps d’ADN sb en 5’ (Burgers, 2009). 

PCNA, recrutée sur l’ADN par l’intervention du facteur de réplication (RFC) et de CTF18-RFC-

like complex, a d’autre rôle dans l’élongation et la réplication. En effet, la processivité des 

polymérases réplicatives requiert la présence de PCNA. Cette protéine est un trimère dont la 

structure en anneau lui permet d’entourer le brin d’ADN qu’il fixe. Cet anneau coulissant 

permet l’ancrage de Polε et Polδ à leur brin modèle et permet d’améliorer la vitesse (ou 

processivité) de réplication (Yeeles et al., 2017). 

Alors que la fourche de réplication progresse le long du génome, des stress topologiques 

s’accumulent et des surenroulements positifs sont formés en aval de la fourche. Si trop de 

surenroulements sont accumulés, la fourche de réplication ne pourra plus progresser et la 

réplication cessera. C’est pourquoi les topoisomérases de type I et II éliminent ces 

structures/surenroulements (Dewar and Walter, 2017). 

2.1.2.3 Terminaison de la réplication 

La terminaison de la réplication est un mécanisme peu connu et pourtant aussi fréquent que 

l’initiation. Ainsi, plusieurs processus sont considérés comme prenant part à la terminaison de 

la réplication. Elle nécessite la dissociation complète du réplisome (pour revue,(Dewar and 

Walter, 2017)).   

2.1.3 Points de contrôle du cycle cellulaire 

L’ADN contenu dans chacune de nos cellules est constamment soumis à des stress exogènes 

et endogènes susceptibles de créer des cassures. Afin de permettre la réparation des 

dommages, le cycle cellulaire est régulé au niveau de points de contrôle permettant des arrêts 

temporaires du cycle (Figure 11). Ces arrêts de cycle sont sous le contrôle des CDK dont 

l’inhibition stoppe le cycle cellulaire. Il existe majoritairement 4 points de contrôle, un pour 

chaque phase du cycle cellulaire avec des rôles particuliers. Le point de contrôle G1/S 

empêche les cellules de rentrer en phase S pour éviter de répliquer de l’ADN endommagé, ce 

qui peut être source de mutations ou de stress réplicatif. Le point de contrôle de la phase S 
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permet de retarder la réplication de l’ADN afin de réparer les dommages subis en phase S ou 

de redémarrer les fourches bloquées. En cas de réplication trop longue ou de dommages 

persistants, il existe le point de contrôle G2/M qui empêche la cellule endommagée de rentrer 

en mitose. Finalement, il existe un dernier point de contrôle, qui permet la sortie de la mitose, 

uniquement si les chromosomes sont correctement attachés au fuseau mitotique (Barnum 

and O’Connell, 2014; Shaltiel et al., 2015). 

 
Figure 11 : Les principaux acteurs moléculaires participants à la mise en place des points de contrôles suite à des dommages. 
En réponse à des dommages, les cellules vont activer 3 principaux points de contrôles : G1/S, intra phase S et G2/M. Les CDB 
activent la signalisation par ATM-CHK2 qui bloquent la progression en G1/S via P53/P21 et en inhibant CDC25. En cas de stress 
réplicatif, ATR/CHK1 permettent un blocage en phase S via l’inhibition de CDC25. De plus, ATR/CHK1 et ATM/CHK2 peuvent 
bloquer les cellules en G2/M. Adapté de Hergovich et al, 2016. 

En cas de dommages à l’ADN, les points de contrôle sont principalement gérés par les 

mécanismes de réponse aux dommages à l’ADN, notamment les kinases ATM et ATR. Après 

CDB durant la phase G1, ATM et CHK2 permettent l’activation du point de contrôle G1/S via 

l’activation de P53. Celle-ci permet la transcription de CDKi P21, menant à l’inhibition des 

complexes CDK-cyclines nécessaire à l’entrée en phase S (Figure 11). C’est un processus lent 

qui peut être mis en place plusieurs heures après dommages. Néanmoins le point de contrôle 
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empêchant l’entrée en phase S n’est pas total et dans certains cas, des cellules ignorent le 

point de contrôle et passent en phase S avec des dommages à l’ADN, ce qui peut entrainer un 

stress réplicatif (Gomez and Hergovich, 2016). 

Durant la phase S, la progression des fourches de réplication peut être régulée en cas de 

dommages soit en inhibant le démarrage de nouvelles origines de réplication, soit en arrêtant 

ou ralentissant la fourche de réplication. En effet, en cas de CDB, l’activation d’ATM et de CHK2 

induit la phosphorylation CDC25A, ce qui provoque sa dégradation. Le ralentissement ou 

l’arrêt des fourches de réplication entraine l’accumulation d’ADNsb. Celui-ci sera alors 

recouvert par la protéine RPA, permettant l’activation d’ATR. L’activation de CHK1 par ATR 

induit aussi la dégradation de CDC25A. La perte de CDC25A prévient la déphosphorylation et 

l’activation du complexe CDK2-cycline E (Figure 11). Cela empêche le chargement de CDC45 

sur les origines de réplication et donc leur initiation (Gomez and Hergovich, 2016; Willis and 

Rhind, 2009).  

Prévenir l’entrée en mitose permet d’éviter la propagation de dommages à la cellule fille. Ce 

point de contrôle nécessite l’activation de CHK1/2 via ATM/ATR menant là encore, à 

l’inhibition de CDC25. Dans cette situation, CDK1 reste inactif, inhibée par WEE1. L’entrée en 

mitose est donc impossible. Aussi, ATM et ATR permettent l’activation de P53. Cela induit la 

transcription de p21, inhibiteur de l’activité de CDK1 (Figure 11) (Gomez and Hergovich, 2016).  

2.2 Les différentes sources de stress réplicatif 

Toute cellule en prolifération doit maintenir la stabilité de son génome et garantir une 

correcte ségrégation des chromosomes ainsi qu’une duplication fidèle de son génome. Bien 

que la réplication soit un mécanisme extrêmement précis et régulé de manière stricte, la 

fourche de réplication doit fréquemment faire face à de nombreux obstacles. En effet de 

nombreux facteurs endogènes ou exogènes entravent la progression de la fourche de 

réplication (Figure 12). Des changements de vitesse de réplication ou blocages de la fourche 

de peuvent avoir lieu. Ainsi, le stress réplicatif est défini comme toute perturbation du 

processus de réplication. C’est l’une des sources endogènes de dommages les plus 

importantes de la cellule. Cela peut mener, si les cellules continuent de proliférer sans 

réparation, à des pertes d’informations génétiques, des aberrations chromosomiques et de 

l’instabilité génétique générale pouvant mener à la formation de cellules cancéreuses. 
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Figure 12 : Les principales sources de stress réplicatif. La progression de la fourche de réplication est constamment soumise 
à des épreuves. Le stress réplicatif est défini comme des ralentissements temporaires ou des arrêts des fourches de réplication, 
générés par divers obstacles. Parmi eux se trouvent des obstacles topologiques tel que des G-quadruplexe, des pénuries de 
ressources nécessaires à la réplication, l’activation d’oncogènes, des hybrides ARN : ADN, des ICL, etc. De plus, certains agents 
chimiques (en bleu clair) peuvent produire un stress réplicatif en inhibant des enzymes essentielles à la réparation/réplication 
ou en générant des lésions. Adapté de Willaume et al, 2021. 

2.2.1 Oncogènes 

Des études montrent que l’activation d’oncogènes mènent à des arrêts des fourches de 

réplication, contribuant ainsi à l’instabilité génétique et la tumorigènese (Halazonetis et al., 

2008). L’activation d’oncogènes peut induire des dérégulations massives du cycle cellulaire en 

terme de « timing » de réplication ou de transcription. Par exemple, il a été montré que 

l’activation des oncogènes MYC et cycline E peut mener à une réduction de la durée de la 

phase G1, induisant une activation précoce d’origines de réplication. Aussi, l’activation de 

RASV12 induit une activation accrue des origines de réplication, une déplétion du pool de 

nucléotides ainsi que des conflits transcription-réplication. La dérégulation de ces origines de 

réplication, normalement réprimées en G1, peut causer des collisions transcription-réplication 

et induire une déplétion du pool de nucléotides (Macheret and Halazonetis, 2018; Primo and 

Teixeira, 2020).  

2.2.2 Facteurs limitants 

La réplication est un processus complexe nécessitant de nombreux facteurs. Des diminutions 

de ces facteurs entrainent un ralentissement de la progression des fourches de réplication et 
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un stress réplicatif. Parmi ces facteurs se trouvent les composants de la machinerie de 

réplication, les histones, les chaperonnes d’histones qui enveloppent l’ADN néosynthétisé 

(Aguilera and García-Muse, 2013), et les pool de nucléotides (Anglana et al., 2003; Bester et 

al., 2011). L’excès d’activation des origines de réplication pouvant entrainer une déplétion de 

ces facteurs nécessaires à la réplication, certaines sont maintenues dormantes par les kinases 

contrôlant le cycle cellulaire. Parmi les composants pouvant être limitants en cas d’excès 

d’activation des origines se trouvent les dNTP eux-mêmes. Un défaut du pool de nucléotides 

est une source majeure de stress réplicatif, caractérisé par la formation de longues portions 

d’ADN simple brin. La déplétion du pool de nucléotide peut également être induite via des 

composés chimiques comme l’hydroxyurée (Beck et al., 2012; Bester et al., 2011). Par ailleurs, 

un excès d’activation des origines de réplication peut entrainer une carence de la protéine 

RPA. Celle-ci protégeant les portions d’ADN simple brin, les fourches, alors non protégées, 

seront sensibles à des dégradations par des nucléases. Des CDB ou de larges portions d’ADNsb 

pourront être formées, amplifiant alors le phénomène (Toledo et al., 2017, 2013).  

2.2.3 Lésions préexistantes 

Les lésions de l’ADN non réparées provenant de sources endogènes ou exogènes sont une 

source importante de stress réplicatif. De nombreux agents génotoxiques exogènes chimiques 

(Inhibiteurs de topoisomérase, agent alkylant de l’ADN…) ou radiations (radiation ionisantes, 

UV…) peuvent mener à la formation de lésions. Si celles-ci ne sont pas  réparées, elles pourront 

conduire à un stress réplicatif (Ciccia and Elledge, 2010). Aussi, les pontages inter-brin d’ADN 

ou protéine-ADN peuvent mener à un blocage de la fourche de réplication (Wallace, 2002). 

Ces ICL sont notamment réparés par les mécanismes de la voie FA (pour Fanconi Anemia) et 

peuvent durant le processus, mener à la formation de CDB. Par ailleurs, bien que la réplication 

de l’ADN soit un mécanisme extrêmement précis permettant l’élongation de la molécule par 

l’ajout de dNTP, il n’en n’est pas moins possible que les polymérases ajoutent des 

ribonucléotides (rNTP) à la place. Ces rNTP sont incorporés par erreur lorsque la réplication va 

très vite. S’ils ne sont pas éliminés, ils conduiront à des blocages de fourche de réplication au 

prochain cycle (Clausen et al., 2013). Ces rNTP sont dégradés par des enzymes telles que la 

RNaseH2 dont un défaut conduit à un stress réplicatif (Cerritelli and Crouch, 2016; Zeman and 

Cimprich, 2014). Finalement, des portions d’ADN simple brin peuvent être la cause ou la 

conséquence d’un stress réplicatif. En effet, ces portions d’ADN simple brin sont des 
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intermédiaires de certains mécanismes de réparation permettant le redémarrage des 

fourches. La rencontre de portions d’ADN simple brin avec la machinerie de réplication peut 

mener à la formation de CDB. De plus, si elles ne sont pas protégées, des endonucléases de 

différents mécanismes de réparation peuvent les convertir en CDB (Zeman and Cimprich, 

2014). 

2.2.4 Stress réplicatif radio-induit 

Les radiations ionisantes induisent une grande variété de dommages comme des 

modifications de bases dues aux ROS, ICL, cassures simple et double brins ainsi que des 

« cluster » de dommages qui sont particulièrement difficiles à réparer (Wallace, 2002). Il a été 

aussi montré que les radiations ionisantes, en présence d’O2, peuvent convertir le radical 

hydroxyle ou l’anion superoxyde et générer des ROS (Birben et al., 2012). Il a d’ailleurs été 

proposé que les ROS et les cassures simple brin générées par les radiations soient ensuite 

converties en phase S en cassures double brin. En effet, une dose de H2O2 produisant une 

même quantité de dommages simple brin qu’une irradiation 10Gy, n’induit que peu de 

cassures double brin en G1, mesurées par des foci Rad51 ou γH2AX, contrairement à des 

cellules en phase S (Harper et al., 2010). 

2.2.5 Stress Oxydant et BER 

Les ROS sont une source de dommage à l’ADN pouvant conduire à la formation de sites 

abasiques, de pontages inter brin (ICL) et de bases oxydées. Lors de la réplication, des portions 

d’ADN simple brin sont formées afin de servir de modèle lors de la synthèse d’ADN. Ces parties 

simple brin sont particulièrement sensibles à l’oxydation par les ROS. Les clusters de 

dommages oxydatifs empêchent la bonne progression des fourches de réplication et causent 

un stress réplicatif, cependant, la plupart des bases oxydées ne bloquent pas la réplication 

(Wallace, 2002). Des études ont montré qu’un traitement générant un stress oxydant au 

peroxyde d’hydrogène (H2O2) induit un stress réplicatif. En effet, il a été observé des 

ralentissements, et des blocages des fourches de réplication (Wilhelm et al., 2016a). Il a aussi 

été montré qu’un stress oxydant peut mener à la réversion des fourches de réplication, un 

mécanisme permettant la protection et le redémarrage des fourches (Zellweger et al., 2015a).  

Il existe un système de contrôle de la vitesse de réplication via la détection des ROS par PRDX2 

en cas de dérégulation de la balance en dNTPs. En effet, une perturbation de la ribonucléotide 
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réductase (RNR) responsable de la production des dNTP mène à une production de ROS. Par 

exemple, la déstabilisation de la RNR par un traitement HU modifie la balance redox menant 

à la génération de d’anions superoxydes et de radicaux hydroxyles. Ces derniers sont détectés 

par PRDX2 alors associée au réplisome et à l’accélérateur de fourche TIMELESS. En cas de 

niveaux de ROS trop élevés, PRDX2 sera dissociée, induisant le détachement de TIMELESS du 

réplisome, ralentissant ainsi la réplication (Somyajit et al., 2017). 

Le stress oxydant peut mener à la formation de bases oxydées comme les 8oxoG ou les TG. 

Ces modifications peuvent avoir lieu directement sur la molécule d’ADN, ou au niveau du pool 

de nucléotides. Ce dernier est nettoyé, par exemple la 8-oxo-2’-deoxyguanosine 

triphosphatase MTH1 permet d’éliminer les purines oxydées de la réserve de nucléotides afin 

d’éviter leur incorporation lors de la réplication (Russo et al., 2004).  

Si certaines bases oxydées sont des lésions bloquantes pour la réplication générant un stress 

réplicatif comme les TG, d’autres ne gênent pas la progression de la réplication comme 

les  8oxoG (Aller et al., 2007). Les dommages oxydatifs sont comme nous l’avons vu, 

principalement réparés par le BER. Si le « short-patch » est la voie du BER préférentielle de 

manière générale, le « long-patch » est prédominant pour la réparation au cours de la phase 

S (Krokan and Bjoras, 2013). Par ailleurs, les ADN glycosylases impliquées dans la réparation 

sont différentes selon le type de base oxydées, ainsi que selon l’état de la séquence à réparer 

(Odell et al., 2013; Rangaswamy et al., 2017a). 

En effet, les ADN glycosylases seront différentes si le dommage est sur une région en cours de 

réplication, activement transcrites ou inactive. Par exemple, il a été montré que NEIL2 est en 

association avec l’ARN polymérase II et est préférentiellement choisie lors de la réparations 

de régions transcrites (Banerjee et al., 2011). Parmi les ADN glycosylases, la famille des NEIL 

est active sur des séquences simple brin formées lors de la réplication et la transcription, 

tandis que NTH1 et OGG1 sont actives sur des séquences double brin (Dou et al., 2003). Il a 

été montré que MYH, UNG2, MPG, NTH1, NEIL1, 2 et 3 sont retrouvées au niveau de l’ADN 

naissant en IPOND et permettent la reconnaissance des bases oxydées et leur réparation de 

manière post réplicative (Bjørås et al., 2017a). Aussi, l’expression de NEIL1 (Hazra et al., 2002), 

de NEIL3 (Neurauter et al., 2012a) et de NTH1 (Luna et al., 2000), est augmentée en phase S. 
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Il a aussi été montré que certaines ADN glycosylases, notamment NEIL1 qui est activée durant 

la phase S, pouvaient agir de manière pré-réplicative. En effet, une étude propose que NEIL1 

agisse comme un « pare-buffle » de la réplication (« Cow catcher » en anglais) (Hegde et al., 

2013a). En effet, grâce à sa capacité à se fixer à l’ADNsb, NEIL1 se situe en amont du complexe 

de réplication et détecte les dommages sur la partie simple brin de l’ADN, alors plus vulnérable 

aux ROS. Suite à la détection d’un dommage, NEIL1 le signale et la réplication ne peut plus 

continuer. Néanmoins, NEIL1 ne peut pas cliver la base endommagée à cause de la présence 

de RPA sur l’ADNsb, sinon le clivage par NEIL1 provoquerait des CDB. Il a été proposé que le 

blocage induit par NEIL1 favorise la réversion des fourches de réplication, ramenant ainsi la 

lésion à l’état d’ADNdb, permettant ainsi à NEIL1 de réparer le dommage. Etant donné que 

NTH1 et OGG1 n’agissent pas sur des structures simple brin, il est proposé qu’elles ne 

participeraient pas à ce mécanisme, mais plutôt à une réparation post-réplicative (Hegde et 

al., 2013a).  

De plus, il a été montré que NEIL1 peut s’associer à WRN (Das et al., 2007). Il a été proposé 

une potentielle coordination entre NEIL1 et WRN pour favoriser la réversion. Il a aussi été 

montré dans cette étude que, en cas d’absence de NEIL1, NEIL2, bien que son expression ne 

soit pas augmentée au cours de la phase S, pouvait servir de remplacement NEIL1 dans le 

processus pré-réplicatif (Hegde et al., 2013a). L’expression de NEIL3 a aussi été montrée 

comme étant dépendante de la phase S (Neurauter et al., 2012a). Il a d’ailleurs été montré in 

vitro la capacité de NEIL3 à cliver des bases sur des séquences simple brin au niveau des 

fourches de réplication, tandis que NEIL1 agirait de manière préférentielle sur des séquences 

double brin (Albelazi et al., 2019a). 

Par ailleurs, il a été montré que la surexpression de la glycosylase NTH1 induisait une 

instabilité génétique causée par un stress réplicatif et cela, indépendamment de son activité 

catalytique. Cela pourrait suggérer que la seule présence d’ADN glycosylases au niveau des 

fourches de réplication, puisse mener à des blocages voire des réversions de fourches. De plus, 

la surexpression de NTH1 diminuerait l’efficacité de la RH, potentiellement en perturbant le 

recrutement de XPG et de RAD51 (Limpose et al., 2018a).  

Enfin, il a été montré que les ROS pouvaient induire la formation de R-Loops, une structure 

nucléique à trois branches contenant des hybrides ADN:ARN, dont la rencontre avec la 

réplication génère un stress réplicatif  (Tan et al., 2020; Teng et al., 2018). 
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2.2.6 Obstacles à la progression des fourches de réplication 

La progression des fourches de réplication peut être entravée par différents obstacles naturels 

comme des complexes protéiques fortement liés à l’ADN. De nombreuses séquences du 

génome humain sont des séquences répétées qui peuvent être difficiles à répliquer. Parmi 

elles se trouvent les micro- et mini-satellites, séquences palindromiques, répétitions de tri-

nucléotides (Zeman and Cimprich, 2014). Ces répétitions peuvent mener à la formation de 

structures de l’ADN différentes de la forme B canonique (épingle à cheveux, triplet d’ADN, G-

quadruplexes…). Ces structures peuvent entraver la progression de la fourche de réplication 

voire mener à des dissociations du réplisome (Madireddy and Gerhardt, 2017).  

2.2.7 Interférence entre transcription et réplication 

La réplication de l’ADN et la transcription (Figure 13) sont des mécanismes fondamentaux 

utilisant le même substrat et pouvant potentiellement interférer entre eux. Comme 

mentionné précédemment, les fourches de réplication issues d’origines activées par des 

oncogènes peuvent mener à des conflits transcription-réplication (T-R) (Macheret and 

Halazonetis, 2018).  

 
Figure 13 : La transcription. Une petite portion de la double hélice d’ADN est déroulée par l’ARN polymérase (RNAP) afin de 
permettre la transcription (aussi connue sous de noms de bulle de transcription.). Le déroulement de l’ADN par la RNAP génère 
des super-enroulement négatif (à l’inverse de la réplication), qui sont soulagé par des topoisomérase. Adapté de Garcia-Muse 
et Aguilera, 2016. 

Les conflits T-R peuvent avoir lieu dans deux orientations : co-directionnelles quand les 

synthèses d’ADN et d’ARN progressent dans le même sens ; frontales (head-on), quand les 

deux machineries convergent. Dans les deux cas, la fourche de réplication ne peut plus 

progresser, mais des données suggèrent que les collisions frontales sont plus graves que les 

co-directionnelles, pouvant mener à une augmentation des niveaux de R-Loops (Hamperl et 

al., 2017; Lang et al., 2017) (Figure 14). Cela est par exemple le cas au niveau des gènes 
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particulièrement longs ou fortement transcrits en phase S, menant à la formation/stabilisation 

des R-Loops. Ces structures à trois branches composées d’hybride ADN-ARN et d’un brin ADN, 

sont formées par la réhybridation des transcrits d’ARN naissants avec leur matrice d’ADN 

(García-Muse and Aguilera, 2016; Kemiha et al., 2021; Lin and Pasero, 2012). 

 
Figure 14 : Collisions frontales et co-directionnelles entre transcription et réplication. (a) La progression de l’ARN polymérase 
(RNAP) en direction opposée à la fourche de réplication mène à des collisions frontales. Celles-ci causent des blocages de 
fourches pouvant mener à la formation de cassures de l’ADN. (b) Si la progression de la transcription et celle de la réplication 
ont lieu dans le même sens, des collisions co-directionnelles peuvent avoir lieu lorsque la fourche de réplication avance plus 
vite que l’ARN polymérase.  Les collisions co-directionnelles peuvent être résolues en retirant la RNAP de l’ADN. MCM : 
minichromosome maintenance complex, Polδ : ADN polymérase δ, Polε : ADN polymérase ε. Adapté de Garcia-Muse et 
Aguilera, 2016. 

Etant donné que les processus de transcription et de réplication affectent significativement la 

topologie, la structure et l’organisation de l’ADN, la rencontre physique des deux machineries 

n’est pas forcément nécessaire pour induire des conflits T-R (Gómez-González and Aguilera, 

2019). En effet, durant la réplication, le déroulement de l’ADN parental génère une 

accumulation de stress topologique sous la forme de super-enroulements positifs de l’ADN 

devant la fourche de réplication et négatif dernière. Ce stress topologique empêche la 

progression de la fourche et est couramment éliminé par des ADN topoisomérases. De son 

côté, la transcription génère aussi des super-enroulements positifs et négatifs, eux aussi pris 

en charge par des topoisomérases (Figure 13). Néanmoins, la convergence des ARN et ADN 

polymérases sur le même brin matrice engendre aussi des super-enroulements positif 

(Gómez-González and Aguilera, 2019). Si ce stress topologique n’est pas résolu, notamment 

en cas de perte de la topoisomérase 1 (TOP1), cela impactera la progression de la réplication 

et de la transcription, générant des conflit T-R (Figure 15). Ainsi les cellules déplétées de TOP1 

montrent une accumulation de fourches bloquées, corrélée avec une augmentation de foyers 
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γH2AX en phase S. En cas de traitement à la cordycépine, un inhibiteur de transcription, ces 

phénotypes sont éliminés (Tuduri et al., 2009). De plus, la non-résolution des super-

enroulements peut mener à la formation de structures non B de l’ADN (Pannunzio and Lieber, 

2016). 

 
Figure 15 : Condition pouvant affecter la fréquence des collisions réplication-transcription : (a) La convergence frontale entre 
l’ARN polymérases et la fourche de réplication mène à l’accumulation de super-enroulement positif entre les 2 machinerie, 
conduisant à des blocages de fourches. (b) Le déroulement partiel du super-enroulement négatif de l’ADN généré derrière 
l’ARN polymérase peut permettre la formation de structure non-B de l’ADN comme les G-quadruplexe, constituant un obstacle 
pour la réplication. (c) Les hybrides ARN : ADN générés par la transcription bloquent aussi la fourche de réplication. Adapté de 
Garcia-Muse, 2016. 

C’est par exemple le cas des G-quadruplexes, qui sont des structures à quatre hélices formées 

au niveau des séquences riches en CG. Ils seraient potentiellement importants pour l’initiation 

de la réplication (Besnard et al., 2012), mais la rencontre de ces structures avec le réplisome 

peut conduire à des arrêts de fourche (Valton and Prioleau, 2016) (Figure 15). Ils peuvent être 

produits au niveau du brin retardé lors de la réplication des télomères (Audry et al., 2015). Ils 

sont aussi issus des super-enroulements négatifs produits durant la transcription (Gómez-

González and Aguilera, 2019). Une autre structure générée par les conflits T-R sont les 

hybrides ADN : ARN, aussi connus sous le nom de R-Loops. Les R-Loops sont 

préférentiellement produites au niveau de séquences riches en CG (Ginno et al., 2012) et ont 
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des rôles physiologiques comme la régulation de l’expression de gènes ou la commutation 

isotopique (Santos-Pereira and Aguilera, 2015). La présence d’hybrides ADN : ARN, tant qu’elle 

reste transitoire, contribue aussi aux mécanismes de réparation des CDB, en pouvant servir 

de séquences homologues (Brambati et al., 2020). Néanmoins, les R-Loops ont été associées 

avec l’instabilité au niveau des sites fragiles communs (CFS) (Helmrich et al., 2011) et 

interfèrent avec la réplication de l’ADN entrainant ainsi un stress réplicatif (Gan et al., 2011; 

Tuduri et al., 2009). Les R-Loops sont abondantes et leurs quantités et positions sont régulées 

par des mécanismes gérant leur formation ou stabilisation. Leur élimination peut se faire par 

dégradation de la partie ARN via les RNAse H1 et H2, ou par résolution grâce à des hélicases. 

Des dysfonctionnements de ces mécanismes entrainent une accumulation de R-Loops et un 

stress réplicatif (Figure 15) (Wood et al., 2020). 

2.3 Gestion du stress réplicatif 

2.3.1 Signalisation par la voie ATR 

L’accumulation d’ADN simple brin au niveau des fourches de réplication est source de stress 

réplicatif mais aussi l’une des conséquences les plus précoces. En effet, lors d’un stress 

réplicatif, les hélicases réplicatives continuent de dérouler l’ADN parental alors que les 

polymérases se sont arrêtées, menant ainsi à la formation de portions d’ADNsb. Il peut aussi 

y avoir formation de portions d’ADNsb après découplage entre le brin continu et discontinu, 

ou en cas de résection. La formation de portions d’ADNsb est la première étape pour activer 

les mécanismes de réponse au stress réplicatif médiés par la voie ATM et surtout ATR (Berti 

and Vindigni, 2016a).  

Au niveau des fourches, l’ADNsb généré est recouvert par la protéine RPA. Cette protéine 

protège l’ADNsb de sa dégradation par des nucléases préservant ainsi l’intégrité de la fourche 

de réplication. Néanmoins, la présence persistante d’ADNsb recouvert par RPA au niveau des 

fourches déclenche l’activation de la voie ATR. ATR entraine notamment la phosphorylation 

de RPA sur la sérine 33 (Liu et al., 2012) et de la kinase de contrôle du cycle cellulaire, CHK1 

sur la sérine 345 en réponse au stress réplicatif (Liu et al., 2000). Ces phosphorylations sont 

souvent utilisées comme marqueurs du stress réplicatif. RPA liée à l’ADNsb agit alors comme 

plateforme de signalisation et de recrutement pour les effecteurs de la voie ATR dont ATRIP 

(ATR interacting protein) qui assure le recrutement efficace d’ATR (Liu et al., 2012). 
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L’activation de CHK1 permet l’inhibition de la progression du cycle cellulaire par l’inactivation 

de la phosphatase CDC25, donnant ainsi plus de temps aux mécanismes de gestions des 

fourches bloquées (Boutros et al., 2006; Karlsson-Rosenthal and Millar, 2006). L’activation du 

checkpoint de réplication permet d’assurer la stabilisation des fourches ainsi que leur 

redémarrage. 

En cas de blocage prolongé des fourches de réplication, il peut y avoir formation de cassures 

double brin de l’ADN (Petermann et al., 2010) qui seront alors prises en charge par la voie 

ATM qui sera activée. Les cassures double brin et la dissociation de la machinerie de 

réplication peuvent mener à l’effondrement des fourches de réplication, c’est à dire que la 

fourche devient incapable de redémarrer la réplication. Cela entraine un risque accru de 

réplication incomplète, et d’instabilité génétique générale (Cortez, 2015).  

La voie ATR-CHK1 joue un rôle majeur dans la prévention de l’effondrement des fourches. En 

effet, ATR-CHK1 permet de gérer de manière globale l’activation des origines de réplication 

par la régulation du complexe cycline A/CDK1. En condition normale, cela permet d’éviter un 

excès d’activation des fourches de réplication qui pourrait entrainer une déplétion du pool de 

dNTP (Berti and Vindigni, 2016a; Nam and Cortez, 2011), de RPA (Toledo et al., 2013) ou 

d’autres facteurs limitant de la réplication qui, comme nous avons pu le voir, mène à un stress 

réplicatif. De la même manière, ATR permet le recrutement de FANCD2 et son association 

avec le complexe MCM, ce qui entraine un ralentissement de la réplication. Cela évite la 

formation de longues portions d’ADNsb et l’épuisement de RPA (Lossaint et al., 2013). 

2.3.2 Mécanismes de redémarrage des fourches de réplication. 

La reprise de la progression des fourches de réplication repose sur la capacité des cellules à 

réactiver, redémarrer ou réparer les fourches bloquées (figure 16). 
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Figure 16 : Mécanismes de redémarrage des fourches de réplication : Durant sa progression (a), une fourche de réplication 
peut rencontrer des obstacles (Lésions bloquantes, CSB, etc.) (b), ce qui génère un stress réplicatif.  Cela déclenche un 
ralentissement de la fourche et dans le pire des cas, son blocage voire découplage (c). La protection de la fourche d’une 
dégradation nucléotidique (d) peut permettre à la réplication de se poursuivre et fusionner avec une fourche convergente (e). 
Une persistance de blocage d’une fourche nécessite son remodelage afin de permettre son redémarrage (f). Une étape clef de 
ce processus est la réversion de la fourche en une structure à 4 branches appelée « chicken foot », protégeant ainsi la fourche 
d’une résection excessive (d). Ce mécanisme permet aussi de médier le redémarrage avec CDB ou non. Une résection contrôlée 
de l’ADN naissant sur une fourche reversée ou bloquée, ainsi que son retour en arrière, permet la formation d’extrémités 3’, 
son recouvrement par RAD51, médie la formation de la D-Loop et la recherche de séquence homologue afin de permettre un 
redémarrage sans CDB (g). Des CDB à extrémités uniques peuvent avoir lieu en cas de rencontre de CSB avec la machinerie de 
réplication, ou en cas de clivage de la fourche (f, g). Ces CDB sont alors prises en charge par le BIR (g). D’autres mécanismes 
permettent de déclencher la voie de tolérance des dommages (h).  Le TLS utilise des polymérases spécifiques permettant 
d’ignorer les lésions. Le changement de modèle permet l’hybridation de l’ADN naissant à une séquence nouvellement 
synthétisée. Enfin, le réamorçage consiste en la réinitiation de la réplication en aval de la lésion. Le redémarrage des fourches 
est représenté par des flèches rouges. Issu de Willaume et al, 2021. 

2.3.2.1 Protection des fourches de réplication bloquées 

Les blocages de la fourche de réplication et leurs processus de redémarrage génèrent des 

portions d’ADN simple brin ainsi que des structures pouvant être sujettes à des clivages et 

résections non contrôlés. Des dégradations nucléotidiques trop importantes peuvent mener 

à la formation de CDB ou à l’effondrement des fourches. Néanmoins certaines protéines de la 
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réparation protègent les fourches bloquées, le temps que celles-ci soient prises en charge et 

redémarrées (figure 16 d). 

La première étape de protection des portions d’ADNsb formé est, comme précisé 

précédemment, la fixation de RPA, qui permettra en plus le recrutement d’autres facteurs de 

la prise en charge du stress réplicatif. Certains facteurs de la RH jouent aussi un rôle important 

de protection des fourches bloquées. En effet, le chargement de RAD51 sur l’ADNsb et sa 

capacité à former un filament empêchent la dégradation de l’ADN naissant par MRE11. Par 

conséquent, des défauts de protéines nécessaires au recrutement de RAD51 ou à son bon 

fonctionnement induisent des dégradations de l’ADN naissant au niveau des fourches 

bloquées (Rickman and Smogorzewska, 2019).  

Ainsi la déficience de BRCA2 mène à des dégradations des fourches par MRE11 en cas de 

traitement HU comme par exemple en cas de mutation S3291A  de BRCA2 qui entrave la 

fixation de RAD51 (Schlacher et al., 2011). De plus, l’interaction de BRCA2 avec PALB2 serait 

nécessaire au recrutement de BRCA2 au niveau des fourches (Hartford et al., 2016). Il a aussi 

été proposé que la dégradation des fourches reversées en cas de déficience de BRCA2 soit 

initiée par MRE11/CtIP, puis poursuivie de manière plus extensive par EXO1 (Lemaçon et al., 

2017). De la même manière, BRCA1 et son partenaire BARD1 sont nécessaires à protéger les 

fourches de leur dégradation par MRE11 en cas de traitement HU (Billing et al., 2018), en 

améliorant la stabilité du filament de RAD51 (Daza-Martin et al., 2019).  

Ainsi la perte de RAD51 au niveau des fourches de réplication mène à des dégradations des 

fourches et des défauts de redémarrage (Petermann et al., 2010). Aussi, l’effet protecteur de 

RAD51 au niveau des fourches de réplication peut-être dû à sa participation dans les 

mécanismes de réversion de la fourche de réplication (Rickman and Smogorzewska, 2019). 

2.3.2.2 Mécanismes de réversion des fourches de réplication 

Le mécanisme de réversion de fourche (aussi appelé régression) permet de protéger les 

fourches de réplication bloquées et est potentiellement un intermédiaire pour le redémarrage 

des fourches. Ce mécanisme permet la conversion d’une fourche de réplication (à trois 

branches) en une structure à quatre branches. La conversion se fait par l’hybridation 

coordonnée des deux brins néosynthétisés et la réhybridation des deux brin parentaux, 
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résultant en une structure proche d’une jonction de Holliday surnommée « Chicken Foot » 

(Figure 16) (Neelsen and Lopes, 2015). 

Longtemps considéré comme pathologique, il s’est avéré que la réversion de fourche est un 

mécanisme fréquent et contrôlé en réponse à de nombreux stress génotoxiques. Plusieurs 

modèles suggèrent que la réversion de fourche est une étape critique dans la réparation ou le 

redémarrage des fourches de réplication bloquées. En effet, elles se forment rapidement une 

heure après des stress génotoxiques variés tels que des traitements : inhibant la 

polymérisation comme le HU et l’aphidicoline (inhibiteur de polymérase); des agents pouvant 

mener à des pontages ADN inter-brin comme la Mitomycine C et le Cisplatine; des traitement 

UV ou encore après stress oxydatif suite à un traitement H2O2 par exemple (Zellweger et al., 

2015a). De la même manière, des inhibiteurs de topoisomérases (étoposide, camptothécine) 

induisent des réversion de fourches (Ray Chaudhuri et al., 2012; Zellweger et al., 2015b). Par 

ailleurs, l’activation d’oncogènes (Neelsen et al., 2013) ou des obstacles pouvant bloquer les 

fourches comme des séquences répétées peuvent aussi induire des réversions de fourches 

(Follonier et al., 2013).  

La réversion nécessite plusieurs acteurs tels que des facteurs de la RH. RAD51 a été montrée 

comme jouant un rôle dans le mécanisme de réversion. Ainsi une déplétion de RAD51 induit 

une diminution du nombre de fourches reversées, sans qu’il y ait restauration en inhibant 

MRE11 (Zellweger et al., 2015a). Ce rôle est indépendant de la capacité de RAD51 à former un 

filament stable et serait plutôt dû à son rôle protecteur de l’ADNsb (Mijic et al., 2017a; 

Taglialatela et al., 2017). BRCA1 et BRCA2 jouent aussi un rôle protecteur des fourches 

reversées. En effet, la déplétion de BRCA1 et BRCA2 induit une diminution du nombre de 

fourches reversées. L’impact de la déficience en BRCA1 et BRCA2 sur le nombre de fourches 

reversées est restauré par l’inhibition de MRE11 ou d’EXO1 (Mijic et al., 2017a). Il a donc été 

proposé que la diminution du nombre de fourches reversées soit due à leur dégradation par 

EXO1 ou MRE11. En cas de persistance, les fourches réversées sont la cible d’attaque par 

MUS81 et SLX4, ce qui mène à la formation de CBD  (Lemaçon et al., 2017). Aussi, des résultats 

chez la levure montrent que les facteurs du NHEJ, tels que KU, jouent aussi un rôle dans la 

protection des fourches reversées (Teixeira-Silva et al., 2017). Chez les mammifères, RIF1 

protège les fourches reversées de la dégradation par DNA2 (Mukherjee et al., 2019). 
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Figure 17 : Protéines participant à la réversion et dégradation des fourches reversées. La réversion des fourches bloquées 
est médiée par RAD51 et d’autres protéines comme les translocases comme SMARCAL1, ZRANB3 etc. PARP1 sert à maintenir 
la fourche en un état régressée en empêchant RECQ1 de la restaurer. Après réversion, MRE11 est recrutée de manière 
dépendante, entre autres, de PARP1. Les nucléases tendent à dégrader la fourche si elle n’est pas protégée par des protéines 
comme RAD51. Si la fourche reversée n’est pas protégée, elle sera dégradée de manière importante, ce qui peut mener à une 
instabilité génétique. La fourche reversée peut aussi être clivée par SLX4-MUS81, ce qui permet de redémarrer la réplication 
par le BIR.  issus de (Liao et al., 2018) 

Des hélicases translocases sont aussi nécessaires pour remodeler la fourche de réplication et 

la réverser (Figure 17). Ainsi différentes protéines de la famille des remodeleurs de la 

chromatine SNF2, ont été identifiées comme catalyseur de la réversion de fourche. Parmi 

elles, on retrouve entre autre SMARCAL1, ZRANB3, FBH1 et HTLF (Rickman and 

Smogorzewska, 2019). Leur déplétion entraine une diminution du nombre de fourches 

reversées, entrainant une instabilité génétique et une sensibilité accrue à des agents 

génotoxiques (Taglialatela et al., 2017; Vujanovic et al., 2017). Ces translocases possèdent des 

rôles non-redondants et sont recrutées par différents acteurs. Il est possible qu’elles agissent 

dans des contextes différents ou coopèrent entre elles afin de promouvoir la réversion de 

fourche. Ainsi il a été montré ZRANB3 est recrutée via PCNA (Vujanovic et al., 2017) et que 
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HLTF contribue à la poly-ubiquitination de ce dernier et donc à la réversion (Bai et al., 2020). 

SMARCAL1 se lie aux structures branchées et catalyse la régression de la fourche. Afin d’éviter 

une action excessive de SMARCAL1, l’activité de cette dernière est négativement régulée par 

ATR (Betous et al., 2012; Couch et al., 2013a).  

Récemment, deux voies de réversion distinctes ont été proposées (Liu et al., 2020). Ainsi, 

53BP1 limite la dégradation des fourches reversées par FBH1. Autrement, BRCA2, FANCD2 et 

ABRO1, protègent celles reversées par SMARCAL1, ZRANB3 et HTLF (Liu et al., 2020).  

2.3.2.3 Tolérance des dommages. 

Certains mécanismes permettent le contournement des dommages à la fourche et leur 

réparation après la réplication. Il s’agit des mécanismes de tolérance des dommages ou DDT 

(pour DNA Damage Tolerance). Selon le type de dommage, 3 principaux mécanismes de DDT 

permettent le passage au travers de la lésion : la synthèse d’ADN translésionnelle (TLS pour 

translesion DNA synthesis), le « changement de matrice » (template swichting) ou le 

réamorçage de la synthèse de l’ADN (reprimming) (Figure 16) (Quinet et al., 2021).  

Le  changement de matrice  consiste au réalignement du brin d’ADN naissant à une autre 

position de l’ADN néosynthétisé afin de l’utiliser comme modèle (Marians, 2018). Le 

mécanisme du TLS fait appel à des polymérases spécialisées (POLη, REV1, POLκ, POLι, POLν, 

REV3L-REV7, et POLθ) capable de répliquer la séquence endommagée. Néanmoins ces 

polymérases ont une faible fidélité de réplication (Sale et al., 2013). 

De manière alternative, la machinerie de réplication peut contourner la lésion en réamorçant 

la synthèse d’ADN en aval du dommage. 

Ainsi, PrimPol (primase/polymérase) permet le réamorçage des fourches bloquées et le 

redémarrage de la synthèse d’ADN. Cela mène à la génération de portions d’ADNsb qui seront 

prises en charge après la réplication avec la participation de polymérases du TLS (Quinet et 

al., 2021). Récemment, il a été mis en évidence l’existence d’une balance entre le mécanisme 

de réversion des fourches et le réamorçage (Quinet et al., 2020). 
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2.3.2.4 Nucléases et hélicases médiant le redémarrage des fourches via la RH 

Les nucléases jouent un rôle essentiel dans la prise en charge des structures intermédiaires de 

la réplication et permettent le redémarrage des fourches (Figure 16 f). En effet, si des 

résections et clivages incontrôlés sont sources d’instabilité génétiques, ils n’en restent pas 

moins essentiels au bon redémarrage des fourches. 

C’est par exemple le cas de MRE11, une nucléase ayant un rôle clef dans les premières étapes 

de la réparation des CDB en créant un point d’entrée pour une résection plus intensive par la 

suite (Nicolette et al., 2010). Après stress réplicatif, MRE11 pourrait aussi jouer un rôle dans 

le redémarrage des fourches et éviter la formation de CDB (Costanzo et al., 2001). En effet, il 

a été suggéré que MRE11 permette l’agrandissement des portions d’ADNsb, favorisant ainsi 

la fixation de RAD51 et la réparation (Costanzo, 2011). Par ailleurs, le recrutement de RAD51 

permet d’éviter des résections incontrôlées par MRE11 qui mène à la formation de larges 

portions d’ADNsb, source d’instabilité (Hashimoto et al., 2010). En plus de MRE11, FAN1 et 

CtIP, sous le contrôle de FANCD2, sont aussi impliquées dans la prise en charge des fourches 

bloquées. En cas de traitement avec l’aphidicoline, FAN1 coopère avec l’hélicase BLM afin de 

favoriser le redémarrage des fourches. Néanmoins en absence de FANCD2, il y a un excès de 

clivage par FAN1 (Chaudhury et al., 2014). Aussi après traitement à l’aphidicoline, CtIP favorise 

le redémarrage des fourche d’une manière dépendante de FANCD2 (Yeo et al., 2014). 

Par ailleurs, FEN1, stimulée par WRN, a été proposée comme participant au redémarrage des 

fourches en favorisant l’élimination de structures secondaires bloquant la réplication, 

notamment au niveau des télomères (Dehé and Gaillard, 2017; Saharia et al., 2010; Zheng et 

al., 2005). Sa déplétion mène à un stress réplicatif et une fragilité télomérique (Saharia et al., 

2010). Finalement, FEN1 a été proposée comme collaborant avec MUS81 afin d’éliminer des 

structures secondaires lors du stress réplicatif. En effet, ces deux protéines co-localisent en 

cas de dommages et MUS81 améliore l’activité de FEN1 (Shin et al., 2012). 

En cas de persistance de blocage ou d’échec du redémarrage des fourches de réplication, 

celles-ci peuvent devenir un substrat préférentiel pour des endonucléases spécifiques de 

structures (SSE pour structure specific endonucleases). Ces SSE permettent le clivage de 

structures secondaires pouvant être produites durant la réplication ou la réparation. Elles 

reconnaissent des structures spécifiques comme les fourches de réplication bloquées ou 

reversées (Dehé and Gaillard, 2017). Parmi ces SSE, le complexe SLX4-MUS81-SLX1 catalyse le 
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clivage des fourches de réplication et la génération de CDB à extrémité simple. En effet, SLX4 

est associée à la formation de CDB au niveau de fourches bloquées de manière prolongée 

(Guervilly et al., 2015). Par exemple, la formation de foyers γH2AX après traitement 

aphidicoline dans des cellules déficientes pour ATR est dépendante de SLX4 (Ragland et al., 

2013). 

De nombreuses études montrent que MUS81 possède un rôle clef dans le redémarrage des 

fourches en les convertissant en CDB (Fu et al., 2015; Hanada et al., 2007a; Regairaz et al., 

2011; Shimura et al., 2008; S. C. West et al., 2015; Ying et al., 2013). En effet, MUS81 permet 

d’éviter l’arrêt des fourches de réplication et son absence ralenti la synthèse d’ADN. De plus, 

MUS81 améliore la survie cellulaire après traitement aphidicoline à faible dose et, en son 

absence, la viabilité cellulaire repose sur XPF (Fu et al., 2015). La prise en charge des fourches 

bloquées par SLX4 et ses partenaires permet aussi d’éviter des clivages pathologiques par 

GEN1, source d’instabilité génétique. En effet, SLX4 collabore avec MUS81 afin d’introduire 

des CDB transitoires et de redémarrer rapidement la réplication, tout en empêchant GEN1 de 

cliver les fourches de réplication (Malacaria et al., 2017). D’autre part, les clivages des fourches 

de réplication par SLX4-MUS81 peuvent avoir des effets négatifs sur la survie cellulaire 

(Guervilly et al., 2015). En effet, contrairement à un traitement aphidicoline à faible dose, un 

traitement HU prolongé, MUS81 permet la formation de CDB, en association avec l’hélicase 

FBH1, au détriment de la survie cellulaire (Fugger et al., 2013). 

En parallèle, des hélicases de la famille RECQ peuvent résoudre des structures secondaires 

comme les fourches de réplication bloquées. Elles peuvent coopérer avec des nucléases afin 

de promouvoir leur redémarrage. C’est par exemple le cas de WRN et FEN1 (Zheng et al., 

2005). Aussi, des observations montrent que BLM est localisée au niveau des fourches et 

contribuerait avec MUS81 à leur conversion en CDB de manière transitoire, afin de 

promouvoir leur réparation et redémarrage (Shimura et al., 2008). Après blocage prolongé, 

WRN et DNA2 sont importantes pour le redémarrage des fourches reversées. En effet, elles 

permettent la dégradation limitée du brin régressé, prévenant ainsi la résolution pathologique 

des intermédiaires de la réplication. L’hélicase RECQ1 permet dans ce contexte de limiter la 

dégradation de l’ADN naissant par DNA2 (Thangavel et al., 2015). La déplétion de RAD51 

empêche ce mécanisme, probablement car RAD51 joue un rôle important dans le processus 

de réversion (Zellweger et al., 2015a). 
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A l’inverse des translocases favorisant la régression, certaines hélicases de la famille RECQ 

permettent de restaurer les fourches reversées à l’état de fourche de réplication (Figure 18). 

Les protéines de la famille RECQ sont connues pour assister les fourches de réplication et 

participer à la gestion du stress réplicatif. Par exemple, il a été montré que RECQ1 favorise la 

restauration des fourches régressées in vitro et permet le redémarrage après inhibition de la 

TOPI (topo isomérase I). De plus, PARP1 joue un rôle important dans la régulation de RECQ1. 

Il a été montré que PARP1 n’est pas nécessaire à la formation de fourches reversées mais 

plutôt à l’accumulation de ces dernières en empêchant l’action de RECQ1. En absence de 

PARP1, le redémarrage de la réplication via RECQ1 mène à la formation de CDB (Berti et al., 

2013a). RECQ5 a aussi été montrée comme interférant avec la formation de fourches 

reversées. En effet, RECQ5 joue un rôle dans le MIDAS (mitotic DNA synthesis), et permet la 

déstabilisation du filament de RAD51, empêchant ainsi la régression et facilitant les clivages 

des fourches bloquées par MUS81 (Di Marco et al., 2017). (Di Marco et al., 2017). Dans une 

étude récente, le rôle de RECQ5, dans le cas de réversions induites par des collisions 

transcriptions-réplication, a été détaillé. Il a été montré que la présence de R-Loops induit des 

réversions de fourches. RECQ1 et RECQ5 permettent de retourner cette réversion afin de 

rétablir une structure à 3 branches « classique », qui sont alors redémarrées via un clivage par 

SLX4-MUS81. En effet, il a été proposé que RECQ1 retourne les fourches reversées déjà 

formées alors que, RECQ5 empêche la réversion en déstabilisant le filament de RAD51 

(Chappidi et al., 2020). D’autres hélicases sont quant à elles capables de participer à la fois aux 

mécanismes de réversion et de retournement. C’est le cas des hélicases BLM et WRN, 

membres de la famille RECQ, qui ont été montrées comme médiant la réversion des fourches 

in vitro, mais aussi leur retournement (Machwe et al., 2011b, 2011a). 
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Figure 18 : Remodelage de la fourche de réplication : Suite à un blocage de fourche et son découplage, RPA qui recouvre 
l’ADNsb est partiellement remplacée par RAD51, menant à la formation d’un filament de RAD51. Avec l’aide de translocases 
(SMARCAL1, ZRANB3, HTLF, etc.), ce filament de RAD51 facilite la réversion de la fourche de réplication. Suite à la réversion, 
le filament de RAD51 protège le brin régressé de la dégradation. La fixation de RAD51 est régulée par l’activité anti 
recombinasse de RECQ5 permettant le retournement de la fourche reversée en son état normal. L’accumulation d’ADNsb 
permet aussi l’activation d’ATR, limitant ainsi localement l’activité de SMARCAL1, tout en permettant globalement le 
ralentissement de la réplication. Adapté de Berti et al, 2020. 

Les fourches reversées peuvent aussi être un substrat pour le complexe SLX4. Il a été montré 

que le clivage des fourches reversées par MUS81, favorise le redémarrage des fourches et la 

survie des cellules déficientes pour BRCA2. Le brin régressé est un point d’entrée pour CtIP et 

MRE11, afin de permettre ensuite une dégradation plus importante par EXO1, générant ainsi 

un substrat pour MUS81 (Lemaçon et al., 2017). Finalement, des données suggèrent qu’en 

l’absence d’ATR, SMARCAL1 n’est plus inhibée et génère un excès de fourches reversées. 

Celles-ci sont alors clivées de manière dépendante de SLX4, affectant la survie cellulaire et la 

progression des fourches (Couch et al., 2013a). 

2.4 SLX4 et ses partenaires 

La protéine SLX4 sert de plateforme de recrutement pour de nombreuses protéines 

participant à la protection du génome. Ainsi, SLX4 possède un rôle majeur dans une variété 

de mécanismes de maintenance de génome dont : la recombinaison homologue ; la 

réparation des ICL ; la gestion du stress réplicatif ; ainsi que la maintenance des télomères 

(Guervilly and Gaillard, 2018a). 
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2.4.1 Description de la protéine SLX4 

La protéine SLX4 humaine, aussi connue sous le nom de FANCP ou BTBD12, est une protéine 

possédant plusieurs domaines et composées de 1834 acides aminés. Elle interagit avec de 

nombreuses protéines permettant la maintenance du génome comprenant entre autre: 

MSH2-MSH3, SXL4IP, TOPBP1 PLK1, TRF2, XPF-ERCC1, MUS81-EME1, SLX1 et RTEL1 (Figure 

19) (Kim, 2016).  

 
Figure 19 : Représentation schématique de SLX4 et ses partenaires. SLX4 est constituée de 2 domaines UBZ (ubiquitin-binding 
zinc finger), un domaine MLR (MEI9XPF interaction like region), un domaine BTB (Bric-a-brac, Tramtrack and Broad domain), 
un domaine SAP (SAF-A/B, Acinus and PIAS) et un domaine C-terminal (CCD). Le domaine MLR, SAP et CCD sont responsables 
de l’interaction avec XPF, MUS81 et SLX1 respectivement. Le domaine BTB participe, avec le domaine MLR, à la réparation des 
ICL. De plus, le domaine BTB permet aussi l’homodimérisation de SLX4, nécessaire à certaines fonctions de SLX4 comme sa 
localisation télomérique. Issu de Guervilly and Gaillard, 2018. 

Les SSE (structure specifique endonucleases) sont des éléments clef de la maintenance du 

génome permettant l’élimination des lésions de l’ADN ou le redémarrage des fourches de 

réplication bloquées. Ces enzymes permettent de cliver des structures de l’ADN 

« branchées », qui font obstacle à la réplication telles que des jonctions de Holliday ainsi que 

des fourches bloquées ou régressées. Néanmoins, des clivages désordonnés par les SSE sont 

potentiellement dangereux et sont donc contrôlés de manière stricte par SLX4 (Nowotny and 

Gaur, 2016). 

SLX4 coordonne notamment l’action des SSE XPF-ERCC1, MUS81-EME1/EME2 et SLX1 qui 

permettent le clivage d’intermédiaires de réparation possédant des structures spécifiques. Les 

trois enzymes sont des hétérodimères comprenant une unité catalytique (SLX1, MUS81, XPF) 

et une sous unité régulatrice obligatoire (SLX4, EME1/EME2 et ERCC1 respectivement) (Ciccia 

et al., 2008). L’activation du complexes SLX4-SLX1 et SLX4-MUS81 est favorisé en phase G2/M 

afin de résoudre les jonctions de Holliday et les intermédiaires de réplication tardifs. En effet, 

la formation de ce complexe est améliorée par l’activité de CDK1 et PLK1, qui est plus 

importante en G2/M juste avant l’anaphase (Duda et al., 2016; Wyatt et al., 2017). MUS81 
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possède 2 partenaires dans les cellules humaines sans lesquelles elle ne peut pas agir : EME1 

et EME2. SLX4-MUS81-EME1 peut résoudre les structures branchées, au préalable entaillées 

par SLX1-SLX4. Le complexe MUS81-EME2 quant à lui peut agir sur des structures intactes, 

sans l’action préalable de SLX1 (Falquet and Rass, 2019). 

SLX4 possède plusieurs domaines d’ubiquitination et de SUMO-interaction (UBZ et SIMs 

respectivement) impliqués dans la réparation des ICL, la résolution des jonctions de Holliday 

et des intermédiaires de réplication (Guervilly and Gaillard, 2018a). SUMO, une famille de 

« small ubiquitin like proteins » qui peuvent former des chaines poly-SUMO, est impliquée 

dans les mécanismes réparation de l’ADN. Par exemple, le domaine SIM de SLX4 permet de 

reconnaitre SUMO-2/3 via des chaines poly-SUMO et favorise la réparation des intermédiaires 

de réplication induit par la camptothécine, ainsi que sa localisation aux niveau des télomères 

(Ouyang et al., 2015). 

L’interaction SLX4-XPF et SLX1 permet la réparation des ICL et SLX4 a été identifiée comme 

acteur de la voie de Fanconi (voie FA) sous le nom de FANCP. Les nombreuses protéines de 

cette voie participent, entre autres, à l’élimination des ICL. L’anémie de Fanconi est une 

maladie génétique rare, autosomale récessive liée au chromosome X et caractérisée par des 

aberrations congénitales, des défaillances de la moelle osseuse et des prédispositions aux 

cancers. De plus, les cellules des patients FA montrent une sensibilité accrue aux agent 

produisant des ICL tels que la mitomycine C (MMC) et le cisplatine (Cybulski and Howlett, 

2011). 

2.4.2 Rôle de SLX4 dans les mécanismes de réparation des ICL. 

Les pontages inter brins sont des lésions liant de manière covalente les deux brins d’ADN. Ces 

ICL bloquent les processus de réplication de l’ADN comme la réplication et la transcription. 

Bien que les ICL puissent potentiellement être réparés à n’importe quelle phase du cycle, leur 

réparation se fait majoritairement couplée à la réplication. En effet, le blocage d’une fourche 

par un ICL ou la convergence de deux fourches vers un ICL semble être l’élément déclencheur 

de la réparation des ICL par SLX4 (Figure 20) (Zhang and Walter, 2014). 

Le domaine UBZ de SLX4 est important pour la réparation des ICL. Des mutations de ce 

domaine retrouvées chez les patients FA provoquent des aberrations chromosomiques ainsi 
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qu’une sensibilité accrue aux agents produisant des ICL. En effet, la déplétion du domaine UBZ 

chez les patients FA inhibe le recrutement de SLX4 au niveau des ICL (Lachaud et al., 2014). 

La majeure partie du rôle de SLX4 dans la réparation des ICL repose sur son interaction avec 

XPF-ERCC1 au niveau de son domaine MLR. Le domaine BTB de SLX4 favorise la réparation des 

ICL, probablement en permettant la fixation optimale de XPF-ERCC1 aux dommages (Guervilly 

and Gaillard, 2018a). La fonction de XPF-ERCC1 dans la réparation des ICL dépend de SLX4 

étant donné que sa déplétion dans des cellules de patients FA déficientes pour SLX4 n’aggrave 

en rien leur sensibilité à des agents produisant des ICL (Kim et al., 2013). En plus de permettre 

le recrutement de XPF-ERCC1, SLX4 favorise la capacité de XPF-ERCC1 à cliver de chaque côtés 

des ICL in vitro au niveau des fourches de réplication (Hodskinson et al., 2014; Klein Douwel 

et al., 2014).  

 
Figure 20 : SLX4 et la réparation des ICL : (A) Possibilité d’incision ou de décrochage par XPF-ERCC1. Gauche, XPF-ERCC1 à la 
capacité de cliver en 5’ puis en 3’ de l’ICL afin de l’éliminer ou seulement à l‘une des 2 positions. L’incision en 5’ seule de l’ICL 
par XPF peut servir de point d’entrée pour l’activité exonucléase 5’ 3’ translésionnelle de SMN1A qui peut digérer l’ICL. En 
revanche, un clivage en 3’ seul peut mener à la formation d’une CDB. (B) 2 fourches de réplication convergent vers un ICL. La 
reconnaissance par FANCM de la fourche bloquée par l’ICL permet le recrutement du complexe FA et de SLX4. Le clivage est 
coordonné par SLX4.   XPF, mais aussi SLX1 et FAN1 peuvent participer au clivage. (C) En cas de déficience de SLX4 ou XPF, il 
peut y avoir un clivage alternatif par MUS81 qui a pour conséquence la génération d’une CDB. Adapté de Guervilly et al, 2018. 

La contribution du complexe SLX4-MUS81 dans la réparation des ICL reste incertaine à ce jour. 

Néanmoins des études montrent que l’interaction SLX4-MUS81 serait nécessaire pour la 
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réparation de CDB induites par la MMC (Nair et al., 2014). Il est possible que SLX4-MUS81 

jouent un rôle dans la réparation des ICL à des étapes plus tardives lors de la prise en charge 

de potentiels intermédiaires de la RH (Guervilly and Gaillard, 2018a; Nair et al., 2014). SLX1 

quant à elle joue un rôle dans la résistance à des agents produisant des ICL (Castor et al., 2013). 

Etant donné que les ICL empêchent la réplication de l’ADN, il est possible que SLX4 et 

MUS81/SLX1 agissent principalement au niveau des fourches bloquées, d’autant plus que des 

agents produisant des ICL peuvent induire des réversions de fourches (Zellweger et al., 2015a). 

Ainsi SLX4-MUS81-SLX1 pourraient agir au niveau des fourches bloquées par des ICL ayant 

échappées à la réparation par SLX4-XPF (Guervilly and Gaillard, 2018a). 

2.4.3 Rôle de SLX4 au niveau des Télomères 

Les télomères sont des séquences répétées 5’TTAGGG3’ de cinq à quinze kilobases à la fin des 

chromosomes terminant par une séquence 3’ simple brin de quelques centaines de bases. A 

ce niveau, il y a formation d’une boucle télomérique (T-Loop) par repliement et invasion de 

l’extrémité 3’. Les séquences télomériques sont reconnues par les protéines du complexe 

Shelterin qui protègent les télomères de la dégradation et des mécanismes de réparation 

imprévue (de Lange, 2018). Ces télomères raccourcissent à chaque division cellulaire. Les 

protéines du complexe shelterin peuvent recruter la télomérase, capable d’étendre la partie 

3’ d’ADNsb. L’une des caractéristiques des cellules cancéreuses est leur capacité à proliférer 

indéfiniment. Pour cela les cellules cancéreuses contrecarrent le raccourcissement des 

télomères en réactivant la télomérase ou en faisant appel à un mécanisme alternatif 

d’allongement des télomères (ALT), basé sur un mécanisme de recombinaison (Maestroni et 

al., 2017).  

SLX4 interagit avec TRF2, l’un des membres du complexe Shelterin, requis pour la formation 

de la T-Loop. La localisation de SLX4 au niveau des télomères nécessite son interaction avec 

TRF2 et est favorisée dans les cellules possédants de long télomères (Wan et al., 2013). Dans 

les cellules ALT, l’élongation des télomères repose sur la RH et l’interaction SLX4-TRF2. Cette 

interaction permet de réguler négativement la taille des télomères via des clivages par SLX1 

(Wan et al., 2013). Le clivage des T-Loop par SLX4 et XPF ou SLX1, mais pas MUS81, génère des 

cercles T (Wilson et al., 2013). Ainsi, l’interaction SLX4-TRF2 pourrait permettre de maintenir 

un certain équilibre de la taille des télomères dans les cellules ALT (Wan et al., 2013). A 

l’opposé, afin de faciliter la réplication des télomères, l’hélicase RTEL1 peut être recrutée via 
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la phosphorylation de TRF2 afin de dissoudre la T-Loop (Sarek et al., 2015). L’action de RTEL1 

prévient alors le raccourcissement télomérique médié par SLX4 (Vannier et al., 2012). Des 

observation similaires ont été faite pour BLM (Sarkar et al., 2015). 

2.4.4 Rôle de SLX4 dans la recombinaison homologue 

La fonction de SLX4 lors de la RH repose sur sa capacité à diriger des clivages de structures 

complexes de l’ADN formées au cours de la réparation, notamment au niveau des jonctions 

de Holliday. Le traitement de ces jonctions avant l’anaphase permet d’assurer une ségrégation 

correcte des chromosomes. La résolution des jonctions de Holliday peut reposer sur deux 

systèmes : premièrement par dissolution via le complexe BLM-TOPOIIIα-RIM1-RIM2, ne 

formant pas de crossover. Deuxièmement, la résolution peut se faire via des incisions des brins 

échangés par des SSE spécialisées nommées les résolvases HJ, générant ainsi potentiellement 

des crossovers. Chez les mammifères, l’incision de ces jonctions repose sur SLX4 et ses SSE 

associées MUS81 et SLX1. SLX4 en association avec SLX1 permet de réaliser la première 

incision, la seconde étant réalisée sur le brin opposé par MUS81 (Guervilly and Gaillard, 

2018a). De manière intéressante, XPF jouerait un rôle non catalytique dans la résolution de 

ces jonctions et autres structures en stimulant MUS81 (Wyatt et al., 2017). 

SLX4 a aussi été montré comme interagissant avec MSH2, une protéine appartenant au 

mécanisme de la réparation des mésappariements. Le mécanisme de réparation des 

mésappariement (MMR) permet de réparer les mésappariements générés durant la 

réplication. MSH2 et MSH3 sont 2 composants de MUTSβ qui favorise l’efficacité de résolution 

des jonctions de Holliday par SLX4-MUS81-SLX1 in vitro (Young et al., 2020). 

2.4.5 Rôle de SLX4 dans le stress réplicatif 

Comme précisé précédemment, SLX4 et ses SSE jouent un rôle dans la gestion des structures 

formées au cours du stress réplicatif (Figure 21). De plus, SLX4 est retrouvée au niveau des 

fourches de réplication en IPOND (Dungrawala et al., 2015), néanmoins son mode de 

recrutement au niveau du réplisome reste inconnu. Il est possible que SLX4 reconnaisse 

directement les structures secondaires de l’ADN formées lors du stress réplicatif (Guervilly 

and Gaillard, 2018a). SLX4 participe à la survie cellulaire à la suite de traitements tels que la 

camptothécine (CPT) produisant un stress réplicatif ainsi que des CDB associées à la 

réplication. Ce rôle protecteur de SLX4 repose principalement sur son interaction avec MUS81 
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essentiellement mais aussi avec SLX1 (Kim et al., 2013). SLX4, associée à MUS81 et SLX1 

permettent le clivage des fourches bloquées, probablement de la même manière qu’elles 

procèderaient sur des jonctions de Holliday. Ces CDB collaboreraient au redémarrage des 

fourches de réplication (Hanada et al., 2007b; Lemaçon et al., 2017). 

 
Figure 21 : Possibilités de clivage des fourches par SLX4-MUS81-SLX1 : (A) les fourches de réplication bloquées (par exemple 
après traitement HU) peuvent être clivées par SLX4 et MUS81, générant ainsi un substrat pour le redémarrage via la RH. De 
manière alternative, les fourches bloquées peuvent être reversées via des translocases (SMARCAL1, FANCM, FBH1, ect.). Cette 
structure peut être clivée par MUS81, potentiellement avec SLX4 et SLX1. Le clivage par MUS81 peut aussi avoir lieu après 
résection du brin régressé de la fourche. Issus de Guervilly et al, 2018. 

Après stress réplicatif prolongé par des traitements HU ou APH, en association avec des 

inhibiteurs ATR, SLX4 favorise la formation de CDB. De manière intéressante, cette formation 

de CDB est dépendante de SLX4, mais pas des SSE partenaires de SLX4. En effet, la déplétion 

de SLX4 inhibe la formation de CDB après l’inhibition d’ATR, mais pas la déplétion individuelle 

de SLX1, MUS81 et XPF.  Cela est potentiellement dû à des redondances entre les SSE. Etant 

donné que ATR inhibe SMARCAL1, il a été proposé que dans le contexte d’un stress réplicatif 

et d’une inhibition d’ATR, la formation de CDB par SLX4 se produit au niveau des fourches 

reversées  alors plus nombreuses (Couch et al., 2013a). De plus, la déplétion de FANCM, un 

acteur de la réversion, dans des cellules déficientes pour RAD51C, diminue les niveaux de SLX4 

et MUS81 au niveau des fourches bloquées en IPOND après traitement HU (Somyajit et al., 

2015). Des translocases nécessaires à la réversion de fourches, tel que FBH1 et SMARCAL1, 
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semblent être nécessaires aux clivages médiés par SLX4 (Couch et al., 2013a; Fugger et al., 

2013). Ces résultats suggèrent donc que les fourches réversées seraient un substrat privilégié 

pour la formation des CDBs médiées par SLX4 et ses partenaires. D’ailleurs, WRNIP a été 

proposé comme protégeant les fourches reversées des clivages médiés par SLX4 et SLX1/XPF 

(Porebski et al., 2019). 

2.4.6 Rôle de SLX4 dans la gestion des conflits transcription réplication 

Récemment, il a été mis en évidence l’existence d’un nouveau partenaire « direct » de SLX4 : 

RTEL1 (Takedachi et al., 2020a). En effet, il existe une interaction directe entre le domaine BTB 

de SLX4 et le domaine HD1 de RTEL1. Des mutants d’interaction de SLX4 avec RTEL1 (SLX4 

L618P et D614G) ont été identifiés. Cette interaction ne serait d’ailleurs pas nécessaire à leur 

interaction avec un partenaire commun : TRF2. Cette étude montre que des siRNA SLX4 ou 

RTEL1 provoquent des perturbations de la réplication. Néanmoins, la complémentation avec 

SLX4 LP et DG ne restaure pas l’effet, montrant ainsi que l’interaction SLX4 et RTEL1 favorise 

la progression de la fourche de réplication en l’absence de stress. De manière intéressante, ce 

rôle de SLX4 lors de la réplication ne dépendrait pas de l’interaction avec ses partenaires SSE. 

En effet, un siSLX4 génère des perturbations de la réplication et la complémentation avec SLX4 

sauvage prévient les perturbations de la réplication. Cependant ce n’est pas le cas en cas de 

complémentation avec une forme de SLX4 mutante pour son interaction avec ses SSE 

partenaires. Il a aussi été montré que l’interaction SLX4-RTEL1 est nécessaire pour prévenir 

les conflits transcription-réplication qui, comme vu précédemment, sont sources de stress 

réplicatif. En effet, il n’y a plus de perturbations de la réplication après déplétion de SLX4 ou 

de RTEL1 en cas d’inhibition de la transcription avec de la Cordycépine. Il est possible que ces 

deux protéines collaborent afin d’éliminer des structures gênant le passage de la fourche de 

réplication ou la transcription. Néanmoins, le rôle exact de SLX4 avec RTEL1 lors de la 

réplication reste inconnu. 

En parallèle, une autre étude montrant un rôle de SLX4 et de RTEL1 lors de la réplication a été 

publiée (Wu et al., 2020). Ces résultats montrent que RTEL1 prévient l’accumulation de R-

Loops, facilitant ainsi la réplication. De manière intéressante, un siSLX4 diminue le 

recrutement de RTEL1 au niveau des R-Loops. Ainsi, les auteurs suggèrent que l’élimination 

des R-Loops médié par SLX4 et RTEL1 est nécessaire afin que par la suite,  les SSE puissent 

accéder aux fourches de réplications bloquées. 
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3 Réponse immunitaire à l’ADN cytosolique 

Les cellules des vertébrés possèdent des mécanismes de défenses et de détections des 

pathogènes tels que les bactéries, champignons et virus. Le système immunitaire inné permet 

une réponse défensive rapide face à des menaces pathogènes. Il permet la reconnaissance de 

signatures moléculaires essentielles et spécifiques aux pathogènes (PAMP pour pathogen-

associated-molecular-pattern) via des récepteurs spécialisés (PPR pour pattern recognition 

receptors). Aussi, des motifs moléculaires associés aux cellules endommagées de l’hôte 

(DAMP pour Damage associated molecular pattern), peuvent être reconnus par les PPR. Une 

cascade de signalisation sera alors mise en marche constituée de diverses kinases et facteurs 

de transcriptions permettant l’activation de l’expression de nombreux gènes. Parmi ces 

derniers, on retrouve des cytokines, chemokines, immuno-récepteurs, permettant la mise en 

place de la réponse innée et par la suite, la préparation de la réponse adaptative. Parmi les 

molécules pouvant être détectées par les PPRs se trouvent les acides nucléiques, permettant 

la production d’interféron (IFN) de type 1 et de cytokines et chemokines pro-inflammatoires. 

Néanmoins, l’ADN de la cellule hôte peut dans certains cas activer le système immunitaire (Hu 

and Shu, 2020a). 

3.1 Détection des acides nucléiques cytoplasmiques. 

Chez les eucaryotes, l’ADN se situe normalement dans le noyau des cellules ou dans la 

mitochondrie. Cependant, il peut y avoir présence d’ADN dans le cytoplasme des cellules, qui 

est alors appelé ADN cytosolique. Cet ADN cytosolique peut avoir des origines exogènes, 

comme lors d’une infection virale lorsque les virus injectent directement leur ADN ou ARN 

dans la cellule hôte. C’est aussi le cas lors d’une infection bactérienne. En effet l’ADN 

microbien est facilement exposé au cytoplasme des cellules lors d’une infection et est un 

PAMP typiquement reconnu par les cellules hôtes. Le premier PPR identifié comme étant 

impliqué dans la détection des ADN cytosoliques est TLR9, menant à la production de 

cytokines et interférons de type I via NF-κB et IRF7 respectivement. TLR9 est responsable de 

la détection d’ADN sous méthylé, enrichi dans les bactéries par rapport aux cellules de 

mammifères (Dempsey and Bowie, 2015).  
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Les mammifères possèdent plusieurs classes distinctes de PRRs chacune associées à des 

classes spécifiques de PAMPs menant à l’activation du système immunitaire inné, à la 

sécrétion de facteurs inflammatoires et au recrutement de cellules immunitaires. 

3.1.1 Mécanismes de détection des ADN cytosoliques 

Il existe plusieurs senseurs de l’ADN permettant l’activation de la voie NF-κβ et, via IRF3, la 

production d’interférons de type 1. Ces senseurs permettent l’activation de STING, un élément 

central de la réponse immunitaire aux acides nucléiques cytosoliques. Parmi les senseurs 

pouvant activer STING se trouvent notamment cGAS, IFI16, AIM2. 

3.1.1.1 La voie STING 

Il existe des senseurs variés permettant la détection des ADN cytosoliques. Parmi eux, cGAS 

joue un rôle central dans la détection des ADN cytosoliques. cGAS est notamment capable de 

se lier au squelette sucre-phosphate des ADNdb ainsi que des hybrides ARN : ADN, et cela 

indépendamment de leur séquence (Figure 22).  

 
Figure 22 : Détection des acides nucléiques issus de pathogènes : cGAS permet de reconnaitre des ADNdb d’origine exogène, 
ou endogène issus de rétro éléments ou micro-noyaux. Une fois cGAS activé, il catalyse la production de cGAMP qui à son tour, 
stimule STING. STING transloque du réticulum endoplasmique vers le Golgi et sert de plateforme d’activation pour TBK1 et 
IKK. TBK1 permet l’activation et la translocation de IRF3 au noyau et IKK permet l’activation de la voie NK-κB. Issu de Chen et 
al 2016 
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In vitro, une taille minimale de 15 nucléotides est requise pour l’activation de cGAS, 

néanmoins des grands fragments d’ADN cytosoliques activent plus efficacement cGAS 

(Dhanwani et al., 2018; Herzner et al., 2015). Suite à sa fixation à de l’ADNdb cytosolique, cGAS 

va se dimériser et catalyser la synthèse de 2’3’-cGAMP. cGAMP se fixe alors à une protéine 

clef des mécanismes de détection des acides nucléiques cytoplasmiques, STING (pour 

Stimulator of interferon genes), au niveau du réticulum endoplasmique. Par la suite, STING 

transloque au golgi et se dimérise. STING permet alors la phosphorylation de TBK1 menant à 

son activation. Celle-ci permet à son tour, la phosphorylation d’IRF3 menant à la production 

d’IFN (Dhanwani et al., 2018). STING permet également l’activation de IKK, qui phosphoryle 

les protéines IKB, inhibitrice de NF-κB. Les protéines IκB sont alors dégradées, ce qui libère NF-

κB permettant sa translocation dans le noyaux et activer la production de cytokines (Figure 

22) (Hornung et al., 2014). Les IFN permettent de limiter la propagation virale ou bactérienne 

et permettent d’activer des cellules immunitaires innée comme les cellules NK (pour Natural 

Killer), macrophages et cellules dendritiques. Via l’association avec leur récepteur JAK1 (pour 

Janus Kinase 1) et Tyrosine kinase 2, les IFN permettent la phosphorylation de STAT1, STAT2 

et STAT3 menant à leur dimérisation et l’activation des ISGs (pour interferon stimulated genes) 

(Figure 23). Les ISGs possèdent aussi un rôle antiviral (Ivashkiv and Donlin, 2014a). 

 
Figure 23 : La voie canonique de signalisation des interférons de type I : L’activation du récepteur à l’interféron α (IFNAR 
composé de IFNAR1 et IFNAR2) active la kinase Janus 1 (JAK1) et la tyrosine kinase 2 (TYK2). Ces dernières permettent la 
phosphorylation, dimérisation et activation de différentes protéines STAT. Les protéines STAT vont pouvoir transloquer au 
noyau et permettre l’activation de plusieurs séries de gènes. Issu de Ivashkiv et al, 2014. 
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De manière intéressante, il a été mis en évidence une voie d’activation de STING de manière 

indépendante de cGAS, passant par la détection de dommages à l’ADN dans le noyau (Dunphy 

et al., 2018) (Figure 24). En effet, il a été montré qu’un traitement à l’étoposide, produisant 

des CDB, induit une réponse immunitaire dépendante de STING mais pas de cGAS. Cette voie 

non canonique est médiée par le senseur de l’ADN IFI16 (pour InterFeron Inducible protein 

16) qui active surtout la voie NF-κB et plus modestement IRF3 et les IFN de type I. Cette voie 

nécessite la reconnaissance des dommages par ATM et PARP1 afin de permettre la formation 

d’un complexe d’activation de STING constitué de IFI16, P53 et TRAF6 (pour Tumor necrosis 

factor receptor associated factor 6). Ce complexe transloque alors dans le cytoplasme et 

permet l’activation de STING, sans forcément nécessiter d’ADN cytosoliques (Dunphy et al., 

2018; Unterholzner and Dunphy, 2019). IFI16 est aussi capable de détecter l’ADNsb 

cytosolique, notamment d’origine virale. Dans ce cas, IFI16 peut aussi participer à la voie cGAS-

STING. En effet, il a été montré une coopération entre IFI16 et cGAS pour l’activation de STING 

et la production d’IFN (Almine et al., 2017). 

 
Figure 24 : Activation non-canonique de la voie STING : La signalisation des dommages à l’ADN par ATM, PARP1 et IFI16  
mène à l’assemblage d’un complexe d’activation de STING non canonique au niveau du réticulum endoplasmique. Ce complexe 
contient IFI16, P53 TRAF6. L’ubiquitination de STING par TRAF6 induit une activation prédominante de NF-KB plutôt que 
TBK1/IRF3. Issu de Unterholzner, 2019. 
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Il existe d’autres senseurs d’ADN cytosoliques permettant l’activation d’une réponse 

immunitaire innée. AIM2 (pour Absent In Melanoma 2) détecte les fragments d’ADNdb 

cytosoliques de 80 nucléotides minimum, induisant la formation d’un complexe AIM2 

inflammasome menant à l’activation de la caspase 1. DDX41 (pour DEAD-BOX Helicase 41) 

permet aussi de détecter les ADN cytosoliques et induit, via STING, l’activation de la voie NF-

κB et des IFN (Gasser et al., 2017). 

3.1.2 Détection des ARN cytosoliques 

Etant donné qu’une infection virale peut aussi produire des PAMPs en lien avec l’ARN tels que 

des ARN double brins (ARNdb), il est normal que les cellules possèdent des mécanismes de 

détection de ces derniers. Il existe notamment 2 groupes capables de lier l’ARN, à savoir RIG-

I (pour Retinoic acid Inducible Gene I) et MDA5 (pour Melanoma Differenciation Associated 

gene 5). MDA5 permet notamment la détection de longs ARNdb et RIG-I plutôt celle d’ARN 

double brins et simple brin possédant une extrémité 5’ triphosphate. Suite à la reconnaissance 

d’ARN, ces 2 protéines s’associent avec la protéine adaptatrice MAVS (pour Mitochondrial 

AntiViral Signaling protein). MAVS permet alors l’activation de IRF3 via TBK1, menant à la 

production d’IFN de type 1. La voie MAVS active aussi la voie NF-κB et la production de 

cytokines inflammatoires. De plus, il existe un lien entre ADN cytosolique et activation de la 

voie MAVS (Zevini et al., 2017a). En effet il a été montré que des ADN cytosoliques riches en 

AT peuvent être transcrits par l’ARN polymérase III en ARNdb, alors détectés par RIG-I (Figure 

25) (Chiu et al., 2009a). 
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Figure 25 : Activation de la voie MAVS : Les virus libèrent leur ADN et ARN dans le cytoplasme de la cellule. RIG-I permet la 
reconnaissance des ARNsb et ARNdb et MDA5 des ARNdb. Les ADN riches en AT peuvent aussi être transcrits par l’ARN POLII 
en ARNdb. Par la suite, RIG-I et MDA5 permettent l’activation de MAVS au niveau de la membrane mitochondriale. Cela a 
pour conséquence la phosphorylation de TBK1 et IKK permettant l’activation de IRF3 et NF-κB respectivement. Ces derniers 
vont transloquer dans le noyau et activer la transcription de facteurs inflammatoires. Adapté de Zevini et al, 2017. 

3.1.3 Dégradation de l’ADN cytosolique. 

Afin d’éviter l’activation excessive du système, il existe des mécanismes de dégradation des 

ADN cytosoliques faisant intervenir des désoxyribonucléases (DNAse). Ainsi les ADN 

cytosoliques sont dégradés afin d’éviter leur accumulation pouvant avoir des conséquences 

négatives sur le fonctionnement cellulaire. Il existe 3 principales DNAses participant à la 

dégradation des ADN cytosoliques.  

TREX1 est une exonucléase possédant une activité 5’-3’ capable de dégrader les ADN 

cytosoliques simple et double brins, ainsi que les micro-noyaux après dommages à l’ADN (Hu 

and Shu, 2020a). Cependant, l’oxydation des ADN cytosoliques a été montré comme inhibant 

la dégradation de ces derniers via TREX1 (Gehrke et al., 2013). En cas de dommages trop 

important, comme une forte dose d’irradiation, le niveau d’expression de TREX1 augmente 

(Vanpouille-Box et al., 2017a). De manière intéressante, après rayon γ, TREX1 se relocalise au 
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niveau des fourches de réplication des cellules en phase S. Il a été proposé que TREX1 dégrade 

des ADNsb de 60 à 65 nucléotides générés lors de la prise en charge de fourches bloquées 

après IR (Yang et al., 2007). De plus, TREX1 est capable d’éliminer les rétrotransposons 

(Stetson et al., 2008). A l’inverse, une déficience de TREX1 induit une accumulation d’ADN 

cytosoliques dans la cellule (Erdal et al., 2017a; Stetson et al., 2008).  

SAMHD1, importante pour la régulation des niveaux cellulaires de nucléotides, a été montré 

comme empêchant l’accumulation d’ADNsb cytosoliques par son action au niveau des 

fourches de réplications bloquées. En cas de déficience de SAMHD1, une résection anormale 

des fourches de réplication bloquées, par RECQ1 et une endonucléase telle que MRE11 , induit 

une accumulation d’ADN cytosoliques (Coquel et al., 2018a). La DNAse II, située au niveau des 

lysosomes, permet quant à elle la dégradation des ADN endocytés ainsi que ceux provenant 

du noyau de la cellule (Hartmann, 2017). Par ailleurs, l’accumulation d’hybrides ARN : ADN 

peut aussi mener à la production d’interféron de type I. Une déficience de la RNAse H1, jouant 

un rôle dans la dégradation des hybrides, est associée à l’accumulation d’ADN cytosoliques. A 

l’inverse, la surexpression de la RNAse H1 diminue les niveaux d’ADN cytosoliques après stress 

réplicatif (Shen et al., 2015). 

Ces nucléases permettent d’éviter l’induction d’interféron de type 1 ainsi qu’une 

inflammation chronique causée par la détection d’ADN cytosoliques provenant du noyau des 

cellules. Des déficiences de ces protéines génèrent des maladies auto-immunes telle que le 

syndrome d’Aicardi-Goutières (AGS). Ce syndrome est causé par des mutations des gènes 

codants pour TREX1, RNAse H2 ou SAMHD1 et est caractérisé par une production chronique 

d’interférons de type I (Coquel et al., 2019). 

3.2 Sources et acteurs connus de la production d’ADN cytosoliques 

La reconnaissance de l’ADN viral est connue pour induire une production de facteurs 

inflammatoires. De manière similaire, des données récentes montrent que les dommages à 

l’ADN peuvent initier une activation du système inné (Erdal et al., 2017a; Gasser et al., 2017; 

Härtlova et al., 2015a; Ho et al., 2016a). 
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3.2.1.1 Dommages à l’ADN 

Plusieurs études ont montré un lien entre réponse aux dommages à l’ADN et activation des 

gènes d’IFN1 médiée par la détection d’ADN cytosoliques. Des dommages à l’ADN peuvent 

induire la production d’ADN cytosoliques et activer les mécanismes d’inflammation I (Figure 

26) (Brzostek-Racine et al., 2011; Nastasi et al., 2020). De plus, l’une des caractéristiques des 

cellules cancéreuses est l’instabilité génétique et l’accumulation d’ADN dans le cytosol qu’il 

soit double brin ou simple brin (Hong et al., 2019). 

Par exemple, un lien a été montré entre la persistance de dommage et la réponse immunitaire 

innée, dans des cellules de patients atteints de l’Ataxie Telangiectasie (AT). L’AT est une 

maladie causée par une mutation d’ATM, dont les symptômes sont entre autres, des 

prédispositions au cancer, une neurodégénérescence ainsi qu’une variété de syndromes 

inflammatoires et immuno-déficients. Cette étude montre une accumulation d’ADNsb dans le 

cytoplasme des cellules AT menant à la production d’IFN de type I, via cGAS et IFI16. De plus, 

un traitement à l’étoposide, produisant des dommages à l’ADN, induit aussi une accumulation 

d’ADNsb cytosoliques (Härtlova et al., 2015a). De nombreuses études ont ainsi montré que 

des agents génotoxiques menaient à l’induction d’IFN de type 1. En effet, le cisplatine, la 

mitomycine C et les rayons γ mènent à la production d’ADNsb cytosoliques et à l’activation 

des IFN de type I (Erdal et al., 2017a). Par ailleurs, les traitements à la camptothécine 

(Brzostek-Racine et al., 2011), l’Ara-C, l’aphidicoline, le HU (Ho et al., 2016a; Shen et al., 2015), 

induisent également l’activation des IFN.  

De manière intéressante, la voie STING, via la reconnaissance d’ADN et de micro-noyaux par 

cGAS, a été montrée comme participant à la sénescence, au SASP (pour senescence associated 

secretory phenotype) et au vieillissement en lui-même. Cette inflammation liée à l’âge 

pourrait être due à une efficacité diminuée des protéines de la réparation ainsi que du 

système immunitaire aboutissant à l’accumulation de cellules sénescentes (Fontanilla et al., 

2020; Rodier and Campisi, 2011; Willaume et al., 2021a). 
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Figure 26 : Activation canonique de la voie STING après stress réplicatif ou dommages à l’ADN : L’ADN cytosolique est libéré 
suite à un stress génotoxique pouvant être provoqué par des facteurs endogènes (ROS, stress réplicatif, retro éléments, etc.), 
exogènes (agents thérapeutiques, IR, etc.) ou en cas de persistance de dommages à l’ADN (déficience d’ATM ou BRCA1/2, 
ect.). L’ADN cytosolique pourrait être issu d’intermédiaires de la réparation ou généré lors de la prise en charge des fourches 
de réplication bloquées. En effet, MUS81 participe à la production d’ADNdb cytosolique. Aussi, la résection aberrante des 
fourches de réplication en l’absence de SAMHD1, mène à l’accumulation d’ADNsb cytosolique, mediée par une endonucléase 
telle que MRE11 et l’hélicase RECQ1. Après IR, EXO1 et BLM participent à la production d’ADN cytosolique. De plus, en cas de 
déficience de RAD51, il y a production d’ADN cytosolique médiée par MRE11 après IR. Afin d’éviter l’accumulation d’ADN 
cytosolique, des protéines de la réparation telles que RAD51 ou RPA sont liées à l’ADNsb et empêchent leur clivage et leur 
passage dans le cytoplasme. Une fois dans le cytoplasme, l’ADN cytosolique, il n’est pas dégradé par TREX1, peut être détecté 
par le senseur d’ADN cGAS. Ces ADN cytosoliques peuvent être aussi générés lors de la rupture de l’enveloppe nucléaire ou de 
micronoyaux. L’activation de cGAS mène à la production de GMP-AMP cyclique (cGAMP) capable d’activer STING au niveau 
du réticulum endoplasmique. Après activation, STING transloque au niveau du Golgi où il recrute les kinases IKK et TBK1. Ces 
protéines activent NF-κB et TBK1 respectivement, qui vont transloquer dans le noyau et activer la transcription de facteurs 
inflammatoires.  Adapté de Willaume et al, 2021. 
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3.2.1.2 Facteurs impliqués dans la production d’ADN cytosolique 

Le stress réplicatif, en plus de ses conséquences sur la stabilité du génome, déclenche une 

réponse immunitaire innée via la production d’ADN cytosoliques (Figure 26). Différentes 

études proposent ainsi que les dommages en phase S contribuent à la production d’ADN 

cytosoliques et à la production d’IFN qui en découle. Il a par exemple été montré une 

augmentation des niveaux d’IFN en phase S par rapport à la phase M dans des cellules de 

cancers du sein déficientes pour BRCA1 (Parkes et al., 2017a). Une déficience en BRCA2 a aussi 

été montré comme induisant l’activation du système immunitaire inné (Reisländer et al., 

2019). 

Il a été proposé que le blocage des fourches de réplication et leur prise en charge soit à 

l’origine de la production d’ADN cytosoliques (Coquel et al., 2018a; Ho et al., 2016a). En effet, 

il a été montré dans des cellules issues de cancers de la prostate (TRAMP-C2, murines) que 

l’accumulation d’ADN cytosoliques simple et double brins dépend de MUS81. De plus, MUS81 

participe à la production d’IFN via la voie STING et à la réjection immune de la tumeur in vivo 

(Ho et al., 2016a). Dans cette étude, il a aussi été proposé un rôle d’ATR et de PARP1 dans la 

production d’ADN cytosoliques.  

Les inhibiteurs de PARP ont été approuvés pour le traitement de patients atteints de cancer 

ovarien et de cancer du sein déficient en BRCA1 ou BRCA2, possédant une diminution de 

l’efficacité de la RH. Les inhibiteurs de PARP vont bloquer le site catalytique de PARP, 

empêchant sa dissociation de l’ADN ce qui génère un obstacle pour la fourche de réplication 

et entrainent la formation de CDB. De plus, en empêchant les PARP d’agir, les inhibiteurs PARP 

vont promouvoir la formation de CSB qui, lors de la réplication, seront converties en CDB. Ces 

CDB, dans les cellules déficientes BRCA1 ou BRCA2, entraineront la mort des cellules (Bryant 

et al., 2005; Farmer et al, 2005). Une étude montre (Ho et al., 2016a), qu’un inhibiteur de PARP 

(NU1025) diminue la production d’ADN cytosoliques double brin. D’autres études ont aussi 

étudié le rôle de PARP sur la production d’ADN cytosoliques (Erdal et al., 2017a; Kim et al., 

2020; Reisländer et al., 2019; Shen et al., 2019). A l’inverse, il a été montré qu’un traitement 

Talazoparib (inhibiteur de PARP1) dans des cellules HeLa, induit la production d’ADN 

cytosoliques double brin ainsi qu’une production d’interféron (Kim et al., 2020). Les mêmes 

observations ont été reportées pour plusieurs lignées cellulaires cancéreuses humaines ou 

murines  (Shen et al., 2019). Par ailleurs, il a été montré qu’un traitement sur des cellules 
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MCF7 à l’olaparib, inhibiteur de PARP1 et PARP2, augmente la production d’ADN cytosoliques 

simple brin avant et après irradiation (Erdal et al., 2017a; Reisländer et al., 2019). Cependant, 

ces études ont utilisé différents inhibiteurs de PARP que dans Ho et al, avec des modes 

d’actions et cibles légèrement différentes, ce qui pourrait expliquer les différences observées. 

Par ailleurs, le rôle d’ATR dans la production d’ADN cytosoliques a aussi été étudié. Dans des 

cellules de cancers colorectaux, l’inhibition d’ATR diminuerait la production d’ADN 

cytosoliques (Ho et al., 2016a). Cependant, une autre étude montre que l’inhibition d’ATR 

favorise la production d’IFN après irradiation (Feng et al., 2020a) ou  potentiellement dans des 

cellules de cancers du sein déficientes pour BRCA1 (Parkes et al., 2017a). Cependant, ces 

études ont toutes utilisées des inhibiteurs d’ATR différents. Le rôle exact d’ATR et de PARP 

reste donc à approfondir.  

D’autres acteurs de la prise en charge des fourches de réplication ont aussi été proposé 

comme responsables de la production d’ADN cytosoliques. Dans des cellules déficientes pour 

SAMHD1, il y a accumulation d’ADN cytosoliques simple brin et production d’IFN via la voie 

cGAS-STING. Cette production d’ADN cytosoliques est due à une dégradation incontrôlée par 

une endonucléase telle que MRE11, et est dépendante de l’hélicase RECQ1. L’implication 

d’autres facteurs a été testée dans cette étude après shSAMDH1 et traitement HU tels que 

WRN, BLM, DNA2 et CtIP. Néanmoins leur rôle sur la production d’ADN cytosoliques semble 

moins important que RECQ1 dans le cas d’une déficience en SAMHD1 (Coquel et al., 2018a). 

La perte de protéines de la réparation des mésappariements (MMR) a aussi été montrée 

comme participant à la production d’ADN cytosoliques. Les tumeurs déficientes pour le MMR 

présentent une bonne réponse à l’immunothérapie grâce à une activation de la voie STING. 

En effet, il a été montré qu’en cas de déficience pour MLH1, protéine du MMR régulant EXO1, 

il y a accumulation d’ADN cytosoliques. Cette production d’ADN cytosoliques est médiée par 

EXO1 qui, en cas de perte de MLH1, induit une résection non contrôlée (Guan et al., 2021). 

De manière intéressante, il a été proposé que RAD51 et RPA peuvent se lier/fixer à des 

fragments d’ADN simple brin, micro injectés dans la cellule et empêcher ainsi leur libération 

dans le cytosol. Leur déplétion augmente les niveaux de ces ADN cytosoliques ainsi que la 

production d’IFN (Wolf et al., 2016a). Le mécanisme de passage des ADN cytosoliques du 

noyau vers le cytoplasme des cellules reste inconnu à ce jour. Des données montrent qu’un 
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traitement leptomycine B, inhibiteur de l’exportine 1, sur des cellules sénescentes inhibe le 

passage des ADN cytosoliques (Lan et al., 2019). Cela peut suggérer que les ADN cytosoliques 

ne traversent pas passivement la membrane nucléaire et nécessite un système actif. 

Cependant il faut garder à l’esprit que la leptomycine inhibe le transport de nombreux ARN 

messagers. Il se peut donc que la diminution d’ADN cytosoliques observée après traitement 

leptomycine ne soit pas due à l’inhibition de l’exportine 1. 

La perte de RAD51 a aussi été proposée comme participant à la production d’ADN cytosoliques 

et le déclenchement de la voie STING dans le cas de cellules exprimant la progérine (sans IR). 

En effet, le syndrome de la progéria Hutchinson Gilford (HGPS) est provoqué par une mutation 

du gène de la lamine A, une protéine de l’enveloppe nucléaire. Cette mutation induit 

l’expression d’une forme farnésylée non maturée et tronquée de la protéine nommée 

progérine. Il a été montré que l’expression de la progérine induit, entre autres, un stress 

réplicatif et l’activation de la voie STING. La diminution de l’expression de RAD51 dans les 

cellules exprimant la progérine participerait à ce phénotype (Coll‐Bonfill et al., 2020; Willaume 

et al., 2021a). 

Il a aussi été proposé que l’ADN cytosolique passe dans le cytosol via des fuites des micro-

noyaux. Une instabilité génétique peut avoir pour conséquence la formation de ponts 

anaphasiques qui, lors de la mitose, peuvent former des micro-noyaux. La colocalisation de 

cGAS au niveau des micro-noyaux permet l’activation du système immunitaire inné et 

participe à la sénescence (Glück et al., 2017; Harding et al., 2017; Mackenzie et al., 2017). Par 

ailleurs, il a été montré qu’une surexpression de Lamine B2 ou Lamine B1, protéines de 

l’enveloppe nucléaire, contrecarre cette activation. Il est proposé que l’augmentation des 

niveaux de lamines rigidifieraient l’enveloppe des noyaux et des micro-noyaux des cellules et 

empêcherait les fuites d’ADN dans le cytosol (Glück et al., 2017; Lohard et al., 2020). 

3.2.1.3 Radiations ionisantes comme source d’ADN cytosoliques 

Après rayons γ, il a été montré une production d’ADNsb cytosoliques dans des cellules 

cancéreuses 2 à 3 heures après irradiation à 10 Gray (Gy : représente l’unité de dose 

absorbée). Les ADN cytosoliques produits après IR seraient d’une taille avoisinant les 20 

nucléotides. Ceux-ci seraient, partiellement au moins, produits par des facteurs de la 

réparation impliqués dans la résection tels que l’hélicase BLM ou la nucléase EXO1. 
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Néanmoins, dans cette étude, la production d’ADN cytosoliques radio-induite n’a pas été prise 

en compte. En effet, si après siRNA EXO1 ou BLM, la quantité générale d’ADN cytosoliques 

semble diminuée, aussi bien avant qu’après RI. Ce n’est pas précisé, mais l’induction donc 

« radio-induite » (ratio ADN cytosoliques radio-induits sur ADN cytosoliques endogènes) 

semble similaire à celle des cellules contrôles, non déplétées pour Exo1 et BLM. Il est donc 

possible de penser que EXO1 et BLM participent de manière générale à la production d’ADN 

cytosoliques, mais pas spécifiquement aux mécanismes de production d’ADN cytosoliques 

radio-induite. Un siDNA2 montre aussi une diminution de la production d’ADN cytosoliques 

après irradiation, mais moins importante qu’après siEXO1 ou siBLM. De plus, MRE11 et CtIP 

ne semblerait pas avoir de rôle majeur dans la production d’ADN cytosoliques radio-induite. 

De plus, le mécanisme sous-jacent de production d’ADN cytosoliques et son origine reste flou/ 

n’est pas élucidé (Erdal et al., 2017a). Par ailleurs, une autre étude montre un rôle opposé de 

BLM sur l’activation du système immunitaire inné. Dans cette étude, la déficience de BLM dans 

des cellules immortalisées de patients atteints du syndrome de Bloom, induit une 

augmentation de la production d’interférons. Ceux-ci sont produits via la voie STING, activée 

par une augmentation du nombre de micro-noyaux. Les auteurs de l’article ont proposé que 

dans le cas des cellules cancéreuses de l’étude de Erdal et al, BLM serait réaffectée à la 

production d’ADN cytosoliques, néanmoins ce mécanisme impliquant BLM reste à élucider 

(Gratia et al., 2019). 

Des données montrent aussi une production d’ADN cytosoliques double brin après exposition 

aux rayon X à 8 Gy, répété 3 fois. A 20 Gy, celle-ci est impactée par l’activation de l’expression 

de TREX1, dégradant les ADN cytosoliques, déclenchée par une forte dose d’irradiation, dont 

le seuil est d’environ 12 Gy. Ce seuil dépend des différentes lignées cellulaires irradiées 

(lignées murines TSA, MCA38 et 4T1). Ainsi, irradier de manière répétée, 3 fois 8 Gy, est plus 

efficace en terme de production IFN de type I, qu’une seule dose forte à 20 Gy (Vanpouille-

Box et al., 2017a). 

Des données montrent une conséquence d’un défaut de RAD51 dans la production d’ADN 

cytosoliques radio-induite par des ions fer à haut LET. En effet, il y a augmentation de la 

production de cytokines inflammatoires dans des cellules déplétées pour RAD51 via la voie 

cGAS-STING. Cela est associé à une augmentation de la production d’ADN cytosoliques double 

et simple brin plus importante dans ces cellules après IR, notamment dans celles en phases 
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S/G2. Cette production d’ADN cytosoliques est inhibée après traitement à la mirin (inhibiteur 

de MRE11). Il a donc été proposé qu’après irradiation dans des cellules déplétées pour RAD51, 

la production d’ADN cytosoliques soit due à la dégradation des fourches de réplication médiée 

par MRE11, d’habitude protégées par RAD51 (Bhattacharya et al., 2017a). Néanmoins, dans 

(Erdal et al., 2017a), un siMRE11 n’inhibe pas la production d’ADN cytosoliques après IR. Les 

résultats quant à MRE11 observé dans (Bhattacharya et al., 2017a) sont peut-être exclusif à la 

déficience en RAD51. Cependant le type de radiation, la dose et le type cellulaire utilisés dans 

ces études sont différents. Ces résultats suggèrent qu’après radiations ionisantes, une part 

des ADN cytosoliques soient produits au niveau des fourches de réplication bloquées.  

De plus, une autre étude montre que l’inhibition d’ATR est capable d’augmenter la production 

d’IFN de type I après radiations ionisantes. De manière intéressante, en cas de blocage G2/M 

après traitement au RO-3306 (inhibiteur CDK1), il y a un défaut de l’activation des voies 

d’inflammation. Cependant, cette étude met en avant une certaine disparité entre différentes 

cellules tumorales. Aussi, si certaines comme les 4T1 reposent sur la voie cGAS-STING pour 

l’induction d’une réponse inflammatoire, d’autre comme les HTC116 reposent plutôt sur 

l’activation de la voie MAVS. Cette activation de la voie des MAVS serait potentiellement due 

à la conversion d’ADN riche en AT en ARN simple ou double brin riche en AU, à l’aide de l’ARN 

polymérase III (Feng et al., 2020a). Cependant, aucune mesure directe d’ADN cytosoliques ou 

d’ARN cytosoliques n’a été réalisée dans cette étude. 

Récemment, il a été montré que l’élévation des ROS après IR et l’oxydation de l’ADN 

mitochondrial (ADNmt) libéré dans le cytosol participe à la production d’IFN via la voie STING 

(Fang et al., 2020). D’autant plus que, in vitro, l’oxydation des ADN cytosoliques confère une 

résistance à TREX1 et améliore la production d’IFN via STING (Gehrke et al., 2013). Les 

mitochondries sont des organites des eucaryotes ayant conservées leur ADN au fil de 

l’évolution. L’ADNmt code pour diverses protéines jouant des rôles dans le système de 

respiration mitochondriale. La voie STING permet aussi la détection d’ADN cytosoliques 

d’origine mitochondriale ainsi que la production d’IFN ( West et al., 2015).  

3.2.1.4  Activation de la voie STING par les rétrotransposon  

Lorsque de l’ADN viral se retrouve dans le cytoplasme des cellules, il déclenche l’activation de 

la voie cGAS-STING. Ces mécanismes de défense contre les pathogènes sont aussi utilisés en 
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cas de dérégulation des éléments transposables présents dans le génome des cellules. 

L’élément transposable LINE-1 (pour Long interspersed Nuclear Element) est le plus 

ubiquitaire et représente environ 17% du génome humain. Afin de maintenir ces éléments 

transposables réprimés, ces derniers sont hyperméthylés afin de maintenir leur promoteur 

inactif. Cependant, l’exposition à des stress exogènes comme l’irradiation est connue pour 

altérer le niveau de méthylation de LINE-1. Cela a pour conséquence une perte du contrôle 

épigénétique de LINE-1, et ainsi sa réactivation (Koturbash, 2017; Saleh et al., 2019).  

Il a été montré l’implication de SLX4 et de MUS81 dans la régulation des niveaux de LINE1. En 

effet, il y a augmentation des niveaux d’IFN dans des cellules de patients FA déficientes pour 

SLX4. Il a été montré la présence d’ADN cytosoliques simple brin dans les cellules de patient 

déficientes pour SLX4 (cellules RA3331). La complémentation des cellules de patient FA avec 

SLX4 sauvage inhibe la production d’IFN et diminue les niveaux d’ADN cytosolique. A l’inverse, 

ce n’est pas le cas avec une forme mutée de SLX4 n’interagissant pas avec MUS81. Cela semble 

être associé à une augmentation des niveaux de d’ADNsb cytosoliques et l’activation de la voie 

cGAS-STING. Il a donc été proposé que SLX4 et MUS81 régulent négativement le niveau de 

LINE-1 en clivant ce dernier, de manière similaire à TREX1 (Brégnard et al., 2016a). Comment 

exactement SLX4 et MUS81 parviennent à limiter l’accumulation de LINE-1 dans le cytoplasme 

reste à déterminer. Cependant, il a été montré dans les cellules de cancers de la prostate que 

MUS81, un des partenaires de SLX4, à l’inverse, participe à la production d’ADN cytosoliques 

nécessaire à la production d’IFN  (Ho et al., 2016a). Néanmoins, le type cellulaire utilisé 

(cellules de patients FA versus cellules de cancers de la prostate murines) est diffèrent entre 

ces 2 études, ainsi que la technique de marquage d’ADN cytosoliques. Le rôle précis de MUS81 

et de SLX4 reste encore à déterminer. 

3.3 Impact de la détection des acides nucléiques en thérapie 

3.3.1 Rôle anti-tumoral de la voie STING 

Le système immunitaire inné joue un rôle important dans les mécanismes de surveillance du 

cancer. La voie STING permet de moduler le micro-environnement immunitaire de la tumeur 

et de recruter de cellules immunitaires. Elle joue ainsi le rôle de « pont » entre réponse innée 

et adaptative (Yu and Liu, 2021).  
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Les cellules tumorales sont usuellement accompagnées de dommages à l’ADN et d’une 

production d’ADN cytosoliques. Par exemple, il a été retrouvé de l’ADN télomérique 

extrachromosomal (ECTR pour ExtraChromosomal Telomere Repeat) dans le cytosol de 

cellules cancéreuses ALT. Ces ADN cytosoliques déclenchent la production d’IFN et inhibent la 

croissance cellulaire de fibroblastes normaux. Néanmoins, certaines lignées cancéreuses ALT 

présentent une voie STING défectueuse leur permettant d’ignorer les effets anti tumoraux de 

cette voie. En effet, l’expression de cGAS et STING est souvent éteinte dans les lignées ALT. 

C’est aussi le cas pour ATRX, un suppresseur du mécanisme ALT, qui a été montré dans cette 

étude comme participant avec STING à la détection des ADN cytosoliques (Chen et al., 2017). 

L’ADN cytosolique présent dans les cellules tumorales où la voie STING est active, permet la 

production d’IFN. Cela permet l’activation de cellules T spécifiques aux tumeurs, leur 

infiltration dans la tumeur, ainsi que la maturation de cellules dendritiques. Les cellules 

dendritiques, macrophages et « natural killer » (NK) permettent l’élimination de cellules 

cancéreuses endommagées. Par la suite, les cellules dendritiques présentent des antigènes 

associés à la tumeur afin d’activer les cellules T CD8+ et éliminer les cellules cancéreuses (Yu 

and Liu, 2021). 

La réponse immunitaire aux ADN cytosoliques a été montré comme pouvant contribuer à la 

radiothérapie (RT). En effet, la RT a été montré comme pouvant amorcer/activer le système 

immunitaire. Cela peut expliquer que des patients atteints de cancers métastasiques voient 

leurs métastases réduire de manière indirecte, alors que le lieu de l’irradiation était éloigné 

de ces dernières (effet abscopal) (Demaria et al., 2015a). Il a été montré que la voie STING et 

la production d’IFN de type 1 étaient essentielles afin de produire un réponse immunitaire 

adaptative suite à l’irradiation et permettre l’élimination de la tumeur (Burnette et al., 2011a; 

Deng et al., 2014a). Dans cette réponse, TREX1 qui permet la dégradation des ADN 

cytosoliques semble jouer un rôle central. En effet, une étude montre qu’une irradiation à 

trop forte dose induit une augmentation de l’expression de TREX1. Dès lors, la production 

d’IFN se trouve réduite et l’effet abscopal de l’irradiation aboli (Vanpouille-Box et al., 2017a). 

Par ailleurs, il a été proposé que la voie STING participe à l’activité d’antimitotiques utilisé 

dans le traitement des cancers. En effet, le paclitaxel, un antimitotique perturbant les mitoses 

de cellules proliférantes, engendre la formation de micronoyaux. La rupture de l’enveloppe 

des micronoyaux ainsi formés active la voie STING. Cela permet d’amorcer l’apoptose dans les 
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cellules avoisinantes via l’induction paracrine de la protéine pro-apoptotique NOXA, 

favorisant l’effet antitumoral du paclitaxel in vivo (Lohard et al., 2020). 

L’activation de la voie STING a aussi été montrée comme pouvant favoriser l’immunothérapie 

anti-cancéreuse. En effet, certaines cellules cancéreuses possèdent la capacité d’échapper au 

système immunitaire en exprimant à leurs surfaces des protéines possédant des fonctions 

immuno-suppressives. L’une d’entre elle est PD-L1, qui se fixe au récepteur PD-1 des cellules 

T, empêchant leur cytotoxicité. Une autre est B7, qui interagit avec CTLA-4 sur les cellules T et 

les empêche de s’activer. Des thérapies immunitaires (ou immuno-thérapies) ont été mises au 

point, à base d’anticorps anti PD-1, PD-L1 ou CTLA4, améliorant ainsi la réponse immunitaire 

et inhibant la croissance tumorale (Reisländer et al., 2020). Néanmoins certains patients 

possèdent des tumeurs peu immunogènes (dites tumeurs « froides ») et répondants moins à 

ce genre de traitement. La radiothérapie et l’activation de la voie STING ont été proposées 

comme permettant d’améliorer l’immunothérapie en amorçant les cellules T.  

De plus, il a été suggéré que des exosomes dérivés de tumeurs (TEX pour Tumor-derived-

exosome), possédant de l’ADN, puissent amorcer le système immunitaire. Les exosomes sont 

des microvésicules membranaires (30-100 nm) secrétés par tous types cellulaires, contenant 

une variété de molécules dont de l’ADN. Les TEX possèdent plus d’ADN que les exosomes de 

cellules normales et possèdent des antigènes de la cellule tumorale dont ils sont originaires. 

Ils peuvent être transférés à des cellules dendritiques, macrophages, NK et ainsi activer la 

réponse immunitaire. Après irradiation, les cellules cancéreuses produisent des TEX portant 

de l’ADNdb, dont la quantité est régulée par TREX1. Ainsi il a été montré que des TEX 

provenant de cellules irradiées possèdent une capacité anti-tumorale accrue. Ainsi l’injection 

de TEX provenant de cellules de patients irradiés pourrait permettre la mise au point d’un 

système de vaccination anti-tumorale (Diamond et al., 2018).  

Finalement, en plus de moduler le micro-environnement tumoral, l’activation de la voie STING 

permet de moduler la sénescence. Par exemple la perte de cGAS facilite l’immortalisation de 

cellules primaires (Yang et al., 2017). La voie STING peut être à l’origine du SASP, qui permet 

de propager la sénescence de manière paracrine (Glück et al., 2017) et de recruter le système 

immunitaire qui participe à l’élimination les cellules sénescentes. Ceci pourrait participer aux 

effet anti-tumoraux de la radiothérapie ou de la chimiothérapie. 



 

 88 

De nombreuses données montrent donc que l’activation de la voie STING possède un effet 

anti-tumoral participant la surveillance des cellules cancéreuses, à l’amorçage du système 

immunitaire ainsi qu’à la sénescence. Dès lors, des agonistes et antagonistes 

pharmacologiques de STING ont été développés afin de moduler la réponse anti-tumorale. 

Des agonistes permettant l’activation de STING pourraient servir d’adjuvants afin d’améliorer 

l’efficacité de la radiothérapie, de la chimiothérapie et de l’immunothérapie (Amouzegar et 

al., 2021; Le Naour et al., 2020).  

3.3.2 Rôle pro-tumoral de la voie STING. 

A l’inverse de son rôle anti-tumoral, une inflammation chronique médiée par la voie STING 

pourrait former un terrain privilégié pour la cancérogenèse.  

Il a été montré que la voie STING pouvait induire la formation de métastases cérébrales de 

cancer du poumon ou du sein. Les cellules cancéreuses produisent du cGAMP qui est transmis 

aux astrocytes. Ces derniers produisent alors des IFN de type 1, ainsi que du TNFα, qui favorise 

la prolifération des cellules cancéreuses et la résistance à des agents thérapeutiques (Chen et 

al., 2016). Aussi, la voie STING est capable d’activer une série de gènes impliqués dans la 

transition épithélio-mésenchymateuse (EMT) et favoriser la formation de métastases 

(Bakhoum et al., 2018). 

Finalement, la voie STING peut être anti ou pro-tumorale selon le type et le contexte cellulaire. 

De plus, il est probable que les activations courtes ou chroniques de cette voie ont des 

conséquences différentes. En effet, une activation transitoire de STING possède une fonction 

anti-tumorale via la sécrétion d’IFN, l’induction d’une sénescence et la stimulation d’une 

surveillance immunitaire. En revanche, une stimulation chronique via la voie STING (et un 

microenvironnement inflammatoire) permettrait aux cellules cancéreuses de s’adapter et 

ainsi favoriser un développement tumoral, la résistance à la sénescence ou aux thérapies anti-

tumorales. 
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Objectifs de thèse 

De manière importante, des liens entre persistance de dommages à l’ADN et inflammation 

existent. En effet, des études récentes montrent que suite à un traitement génotoxique 

comme les rayonnements ionisants, ou suite à un stress réplicatif, ou encore de manière plus 

générale suite à des défauts de réponse aux dommages à l’ADN, il y a libération dans le cytosol 

de fragments d’ADN. Cet ADN cytosolique est retrouvé dans de nombreuses cellules 

cancéreuses et induit la production de cytokines inflammatoires par le biais de l’activation 

d’une voie du système immunitaire inné, la voie cGAS-STING. Un lien a été mis en évidence 

entre l’activation de la voie cGAS-STING et l’efficacité de la radiothérapie. En effet, la 

production d’interférons et de facteurs inflammatoires déclenche une réponse immunitaire 

innée permettant ainsi le recrutement de cellules immunitaires et la mort immune des cellules 

tumorales. De plus, la voie STING participerait aux effets abscopaux après irradiation et 

pourrait être à la base de nouvelles stratégies thérapeutiques de vaccinations anti-tumorales.  

Des données du laboratoire et de la littérature montrent une production d’ADN cytosoliques 

après irradiation. La nature, l’origine et les mécanismes de production de ces fragments d’ADN 

sont encore mal connus à ce jour. Mon projet a pour objectif de caractériser les mécanismes 

impliqués dans la production d’ADN cytosoliques après irradiation ainsi que d’étudier leurs 

conséquences sur l’inflammation. Etant donné que le stress réplicatif est connu pour médier 

la production d’ADN cytosoliques, j’ai tout d’abord étudié l’implication d’un stress réplicatif 

radio-induit sur la production d’ADN cytosoliques. Je me suis ensuite intéressé à des acteurs 

moléculaires participant à la gestion des fourches de réplication bloquées. Enfin, j’ai étudié 

l’impact du stress oxydant radio-induit dans la production d’ADN cytosoliques après IR. 

L’identification des acteurs responsables de la formation d’ADN cytosoliques présente des 

intérêts fondamentaux, pour caractériser les liens existants entre stabilité du génome, 

inflammation et immunité, mais aussi appliqués pour prédire ou potentialiser la réponse 

thérapeutique anti-cancéreuse. 
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II : Résultats 

SLX4 and oxidative stress play a major role in cytosolic DNA production upon genotoxic 
stress. 
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Abstract 

Ionizing radiation and DNA damage are known to activate the innate immune system through 

cytosolic DNA production and sensing.  This activation participates to the efficiency of 

immune-induced death of tumoral cells upon radiotherapy. Yet, precise mechanisms of 

cytosolic DNA production after ionizing radiations are still unknown. The current study reports 

that, after IR, cytosolic DNA production mainly occurs during S/G2 phase, suggesting the 

contribution of a radio-induced replicative stress. SLX4, a key player in the maintenance of 

genome stability, which acts as a scaffold for multiple DNA repair proteins, is required for 

cytosolic DNA production and activation of TBK1/STAT1 pathway. The importance of radio-

induced reactive oxygen species (ROS) and the role the glycosylase NTH1, in the production of 

cytosolic DNA after ionizing radiation is also highlighted. Additionally, the present data reveal 

a role of SLX4 in the generation of cytosolic DNA after oxidative stress. Finally, the involvement 

of SMARCAL1 and FANCM is shown, therefore likely implicating replication fork reversal in 

radio-induced cytosolic DNA production. Thus, we propose a new model for this cytosolic DNA 

production. ROS and subsequent DNA damages induce replicative stress, likely through the 

recognition of oxidative damage by NTH1 (and other glycosylase). This generates replication 

fork stalling and reversal by SMARCAL1 and FANCM. Finally, chromosomal DNA fragments is 

released in a SLX4 dependent manner.  

Mechanistic understanding of ionizing radiation induced cytosolic DNA and type I interferon 

and apprehending how to modulate this signaling should help to increase the efficiency of 

radiotherapy. 
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Introduction 

The genomic DNA of cells is challenged by endogenous and exogenous sources such as ionizing 

radiation (IR). Radiotherapy (RT) is used as a major treatment of cancer (Orth et al., 2014). IR 

leads to diverse type of DNA damage either by direct effect, or indirect through reactive 

oxygen species (ROS) generation (Sage and Shikazono, 2017). In case of deficient DNA damage 

response (DDR) or DNA repair, or in presence of overwhelming damages which challenge the 

genome integrity, the cell can undergo cell death or senescence (Ciccia and Elledge, 2010). 

Aside from producing lethal DNA damage that kill tumor cell, IR is known to activate the innate 

immune system through cytosolic DNA (cytoDNA) production leading to immune cell death 

(Deng et al., 2014b; Vanpouille-Box et al., 2017b). This could also account for radiotherapy 

efficiency and abscopal effect of IR and thus for metastases clearance (Vanpouille-Box et al., 

2017b). However, despite the importance of its understanding, the molecular mechanism (and 

actors) involved in this radio-induced production is not identified. 

The host immune system is essential for the defense against pathogens and cancers cells. The 

innate system is initiated by the recognition of molecular patterns, including cytosolic nucleic 

acid, either DNA and/or RNA. Their detection is carried by different DNA sensor, e.g. cGAS, 

which detect cytosolic DNA. Upon cytoDNA detection, cGAS catalyzes the production of cyclic 

GMP-AMP (cGAMP), triggering the STING pathway and the activation of a signaling cascade. 

Briefly, STING recruitment of TANK binding kinase-1 (TBK1) mediates phosphorylation of the 

transcription factor IRF3, which activates type 1 interferon (IFN) production. STING also allows 

the activation of the NF-ΚB pathway (Hu and Shu, 2020b). The secreted type I IFNs interacts 

with their receptors and leads to the activation of the JAK–STAT (signal transducers and 

activators of transcription) pathway. Upon phosphorylation, the different STATs translocate 

to the nucleus and initiate the transcription of IFN-stimulated genes (ISGs) (Ivashkiv and 

Donlin, 2014b). Type I IFNs induce cell-intrinsic defense mechanisms, promote the activation 

of immune cells, and stimulate adaptive immune responses (Ivashkiv and Donlin, 2014b). 

Aside from pathogens and exogenous sources, DNA damage persistence such as mediated by 

ATM deficiency, or replication stress leads to cytoDNA production and activation of immune 

responses (Coquel et al., 2018b; Härtlova et al., 2015b; Ho et al., 2016b). DNA replication 

progression is constantly challenged by numerous obstacles, such as DNA lesions, but also 
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collisions with active transcription mechanism, tightly bound protein–DNA complexes or 

unusual DNA structures. Replication stress is defined as the temporary slowing or stalling of 

replication forks (RFs) due to those encountered obstacles (Berti and Vindigni, 2016b). It can 

lead to the presence of self-derived DNA in the cytoplasmic compartment. Moreover, studies 

show that DNA damage in S phase contribute to cytoDNA production and to the subsequent 

IFN production (Parkes et al., 2017b). These cytoDNA were proposed to be produced, a least 

in part, during mechanisms allowing the DNA replication machinery to overcome DNA lesions 

or intrinsic RF obstacles. For example, SAMHD1 deficiency, such as mutation found in the 

inflammatory disease Aicardi-Goutières syndrome, leads to the RECQ1-dependent cleavage 

of stalled forks, inducing the release of DNA fragment into the cytosol and an inflammatory 

response (Coquel et al., 2018b).  

One of the proposed models for rescuing stalled or damaged forks is based on a mechanism 

in which the replication forks reverse. RF reversal is the conversion of a stalled RF into a four-

way junction by reannealing of parental strands and coordinated annealing of nascent strands. 

This mechanism is considered as a protection against nuclease degradation. The restart of the 

stalled or reversed RF is often conditioned to the action of DNA structure specific 

endonucleases (SSE) (Pasero and Vindigni, 2017). The SLX4 protein is a scaffold for a number 

of proteins with diverse functions in genome maintenance mechanisms ranging from 

homologous recombination repair (HR) and interstrand DNA cross-links (ICLs) repair to 

mechanisms that contribute to stalled or reversed RF processing. Many of SLX4 functions rely 

on the ability of SLX4 to interact with the SSEs: SLX1, MUS81-EME1, XPF-ERCC1 (altogether, 

called the SMX complex) (Guervilly and Gaillard, 2018b). Indeed, if SSE are key proteins of HR 

and stalled fork processing, uncontrolled DNA cleavage by SSEs is potentially dangerous for 

the integrity of the genome. Therefore, SSE are tightly controlled and their actions are 

coordinated by SLX4. Interestingly, the MUS81-EME1 complex, which cleaves branched DNA 

structures at stalled RF, has been implicated in cytoDNA production and STING activation in 

colorectal cancers cells (Ho et al., 2016b). 

Cytosolic nucleic acid-sensing pathways not only mediate the immune defenses against 

pathogen infection but can also potentiate efficient antitumor immune responses. Indeed, the 

cGAS/STING pathway has been linked with radiotherapy efficiency. IR-mediated tumor 

regression was shown to depend on production of cytoDNA and inflammatory cytokines by 
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the STING pathway to induce tumor immune rejection (Burnette et al., 2011; Demaria et al., 

2015; Deng et al., 2014; Vanpouille-Box et al., 2017). 

While IR has also been shown to produce cytoDNA, the nature and origin of these DNA 

fragments are still debated. Evidences suggest that they might partially be generated by end 

resection enzymes such as EXO1 and BLM (Erdal et al., 2017b). Other data suggest that 

cytoDNA generated after IR, could originate from stalled RFs. Indeed, it has been reported 

that loss of RAD51 increases cytoDNA production after high LET radiation in cells in S/G2 

phase, in a MRE11-dependant manner (Bhattacharya et al., 2017b). Additionally, inhibition of 

ataxia telangiectasia mutated rad3 related (ATR), which play an important role in replication 

stress response, potentiate interferon response after IR through cytoDNA sensing pathway 

(Feng et al., 2020b).  

IR also generate DNA damage directly or indirectly through oxidizing reactive species. ROS can 

cause replicative stress, revealed by a decrease in RF speed and increase in RF reversion 

(Klattenhoff et al., 2017b; Wilhelm et al., 2016b; Zellweger et al., 2015b). Modified bases, such 

as 8-oxoguanines, do not block the RF progression and are mutagenic if they are not repaired 

before replication. Nonetheless, other oxidized bases induce distortion in the regular 

structure of DNA and are obstacle for the RF, leading to replication stress (Aller et al., 2007). 

Thymine glycol (TG) is the main oxidized base produced after IR and is a blocking damage for 

the RF (Lomax et al., 2013). Interestingly, DNA glycosylases involved in base excision repair 

(BER) of TG, such as NTH1, NEIL 1, NEIL2 and NEIL3 are found on replication forks by IPOND 

(Bjørås et al., 2017b). Expression of NEIL1 (Hazra et al., 2002), NEIL3 (Neurauter et al., 2012b) 

and NTH1 (Luna et al., 2000), is increased during S phase, suggesting a key role of these DNA 

glycosylases during replication. 

It is crucial to understand the mechanism of IR- induced cytosolic DNA (and subsequent innate 

immunity), since it has been proposed to participate to radiotherapy efficacy.  

In this study, we report that cytoDNA production after IR occurs mainly in S/G2/M phase, likely 

due to a radio-induced replicative stress. The radio-induced cytoDNA production and the 

subsequent activation of the innate pathway (TBK1-STAT pathway) is strictly dependent on 

SLX4, a key protein of genome maintenance. In addition, the present data also reveal the 

importance of radio-induced reactive oxygen species (ROS) and the role the glycosylase NTH1 
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in the production of cytosolic DNA.  Finally, the involvement of FANCM and SMARCAL1 in this 

mechanism, highlight the fork reversal as an important structure in cytosolic DNA production.  

Identifying new actors of IR-induced cytosolic DNA production should allow a proposal of new 

predictive markers of anti-tumor treatment efficacy and new anti-tumor strategies to 

modulate innate immunity in order to increase the efficiency of radiotherapy.  

Results 

Ionizing radiation induced cytosolic ssDNA production 

First, we observed that the γ-irradiation of the mammalian cell, MCF7, induced the 

accumulation of ssDNA in the cytoplasm of the cells. As performed by McHugh group (Erdal 

et al., 2017b), MCF7 Cells were prelabeled with bromodeoxyuridine (BrdU) for 1.5 cell cycles 

(36h) and subsequently treated with 10Gy of IR. BrdU foci were visualized by 

immunofluorescence using an anti-BrdU antibody. In these experiments, no denaturation step 

was performed prior to immunostaining, therefore, BrdU foci observed correspond to labeled 

cytosolic ssDNA (Fig 1A). Through automated analysis (home-made macro developed for this 

study) via the software Cellprofiler, the nucleus of the cells was excluded from analysis and 

only cytoplasmic foci were counted (Fig 1B). To confirm that BrdU-labeled foci represent the 

accumulation of DNA fragments, cells were treated with DNAse1, which eliminated the 

staining (Fig. 1C). Additionally, co-staining of cells with COXIV, a marker of mitochondria, 

indicates that BrdU foci and mitochondria overlaps are negligible (Fig 1C). A 10Gy irradiation 

induced a significant increase of cytoDNA as soon as 1h after IR, with a peak at 2h, and a 

decrease to basal level over time (>8h) (Fig 1D, 1E). We confirmed as already reported (Erdal 

et al., 2017b) that the cell cycle distribution profile of the MCF7 cells was not affected by BrdU 

labeling (Fig 1F). These observations are consistent with other studies reporting that IR and 

DNA damage can induce the accumulation of ssDNA in the cytosol of the cells (Erdal et al., 

2017b; Ho et al., 2016b; Pasero and Vindigni, 2017; Vanpouille-Box et al., 2017b) . 

Ionizing radiation induced cytosolic ssDNA production mainly during S/G2/M phase 

Several studies indicate that cytoDNA could emerge from the restart of stalled RF by nuclease 

degradation (Coquel et al., 2018b; Ho et al., 2016b). Indeed, a replicative stress mediated by 
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a hydroxyurea (HU) treatment leads to a significant increase in cytoDNA production (Fig 2A, 

2B). Thus, we hypothesized that cytoDNA production after IR could in part originate from a 

radio-induced replicative stress. To determine whether or not it was necessary for the cell to 

progress thought S phase to generate cytoDNA, we blocked cells in G1 using mimosin, after 

BrdU incorporation (Fig 2B). G1 blockade of MCF7 cells leads to an inhibition of cytoDNA 

production after IR (Fig 2C, 2D). This suggests the necessity of the cell to pass through S phase 

to produce cytoDNA. To avoid potential chemical bias of mimosin treatment, we investigate 

the production of cytoDNA in asynchronous population, using geminin as a S/G2/M cycle 

phase marker. Therefore, geminin labelled cells are in S/G2/M phase and unlabeled cells are 

in G1. Our results were similar to those obtain after mimosin treatment. Indeed, cells in G1 

phase produced significantly less cytoDNA after IR compared to cells in S/G2/M phase (Fig 2E, 

2F). Our data suggest that a significant proportion of cytoplasmic self-DNA comes from cells 

in S/G2/M phase, suggesting an involvement of a radio-induced replicative stress. 

SLX4, a key player of cytosolic DNA production and innate pathway activation after IR 

To identify key actors of the cytosolic ssDNA fragments production, we investigated the role 

of SLX4, which is a key factor involved in genome maintenance, especially in stalled RF 

management. Thus, we analysed the role of SLX4 in cytoDNA production after IR using siRNA 

against SLX4 (siSLX4) or a non-targeting control siRNA (siCTRL). Depletion of SLX4 abolished 

cytoDNA production after IR (Fig 3A, 3B) without significantly altering cytoDNA basal levels 

(Fig S1A). Depletion levels were around 70% for SLX4 at the protein level (Fig 3C). The cell cycle 

distribution profile of the MCF7 cells was not affected by SLX4 depletion, suggesting that the 

inhibition of cytosolic radio-induced foci formation could not be explained by altered cell cycle 

progression (Fig 3D). To confirm those results, SLX4 Knockout (KO) cell lines were created 

using CRISPR-Cas9. SLX4 was successfully depleted compared to control cell lines (Puro) that 

received an empty vector (Fig 4A). Remaining staining in western blot is probably due to 

antibody background as seen in another study (Fregoso and Emerman, 2016). Radio-induced 

cytosolic DNA production was inhibited in SLX4 KO cells compared to control cell line (Fig 4B, 

4C). Additionally, cytoDNA production after HU treatment was also partially reduced in SLX4 

KO cells (Fig 4D). The cell cycle profile was not altered in SLX4 KO cells (Fig 4E). We also confirm 

the absence of IR-induced cytoDNA in SLX4 KO cells by an anti ssDNA antibody labelling 
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(without BrdU incorporation) (Fig S1B, S1C). Altogether, those results demonstrate that SLX4 

is a major player in cytoDNA production after IR.  

To further investigate the role of SLX4 in the innate immune response mediated by nucleic 

acid sensing, we studied the activation of the protein TBK1. TBK1 can be phosphorylated upon 

STING pathway activation. In control cells, TBK1 phosphorylation follows cytoDNA production 

kinetic. This was not observed in SLX4 KO cells (Fig 4F). Also phosphorylation of STAT1 (p-

STAT1) is a well-known and efficient activation marker of type I IFN signaling. Our results show 

a significant increase in phosphorylation of STAT1 48h after IR in control cells (Fig 4G). In 

contrast, STAT1 phosphorylation was inhibited in SLX4 KO cells, which is concordant with the 

inhibition of cytoDNA production.  

A recent study showed that upon IR, the MAVS-dependent RNA sensing pathway is activated 

(Feng et al., 2020b). Indeed, once in the cytoplasm of the cells, A-T rich DNA can be transcribed 

in dsRNA via the RNA pol III (Chiu et al., 2009b; Zevini et al., 2017b). We observed an increase 

in MDA5 protein levels, a dsRNA sensor, after IR in control cells, suggesting an activation of 

the MAVS pathway, which also leads to type I IFN production. MDA5 upregulation after IR was 

inhibited in SLX4 KO cells (Fig S1D). These results demonstrate that SLX4 plays a major role in 

cytoDNA production after IR and in innate pathway activation. 

SLX4 partners are involved in cytosolic DNA production 

SLX4 binds and regulates three important SSEs: SLX1, MUS81-EME1 and XPF-ERCC1 involved 

in stalled RF processing (Guervilly and Gaillard, 2018). To assess whether the role of SLX4 in 

cytoDNA production relies or not on its interaction with its associated SSEs, we used HeLa cells 

containing a Doxycycline (DOX) inducible wild type form of SLX4 (WT SLX4) or a mutant of SLX4 

(SMX SLX4) that is unable to interact with the three SSE partners (Takedachi et al., 2020, ). We 

confirmed our previous results using 5’3’ UTR SLX4 siRNA on HeLa cells and the cytoDNA 

production after WT SLX4 induction with DOX was restored (Fig 5A, 5B). In contrast, expression 

of SMX SLX4 did not restore cytoDNA production after IR (Fig 5C, 5D). This demonstrates that 

cytoDNA production after IR relies in part on one of SLX4 SSEs partners. To examine which one 

of the SLX4 partners was responsible for cytoDNA production, we use siRNA to deplete either 

SLX1, MUS81 or ERCC1. Depletion levels were around 75% at the protein level for each tested 

proteins (Fig 6 A). We also checked that the depletion of SLX1, MUS81 and ERCC1 did not 
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affect the cell cycle profile of the cells (Fig S2A). Single depletion of SLX1, MUS81 and ERCC1 

leads to intermediary inhibition of cytoDNA production (Fig 6B, 6C, 6D, 6E). The fact that no 

major partner was identified could be due to pathway redundancies between these proteins 

or a partial depletion by siRNAs. In addition, as IR leads to a variety of DNA damages, cytoDNA 

could emerge from diverse DNA structures managed by SLX4 and its partners and the 

depletion of only one actor would not prevent cleavage of all these structures. 

Radio-induced ROS are necessary for cytosolic DNA production 

ROS induce a multitude of oxidative modified bases in DNA and single strand breaks (Sies et 

al., 2017b) Considering that γ-rays are responsible for the generation of ROS by water 

radiolysis (Sage and Shikazono, 2017), we investigate the role of ROS in cytoDNA production.  

Prior to IR, we treated the cells with N-acetyl-cystein (NAC), an antioxidant molecule also 

known for its anti-inflammatory effect (Turkmen et al., 2019). NAC pretreatment inhibited 

cytoDNA production after IR (Fig 7A, 7B). Additionally, cells exposed to oxygen peroxide (H2O2) 

showed increased levels of cytoDNA (Fig 7C, 7D). Consequently, we conclude that radio-

induced ROS play a major role in cytoDNA production. Given the fact that ROS generate 

replicative stress, we explored the role of SLX4 in cytoDNA production after ROS. Our results 

demonstrate that SLX4 depletion also inhibited cytoDNA production mediated by H2O2 (Fig. 

7E, 7F). 

Among base lesions, TG is one of the most predominant base oxidative modifications after IR 

and is a blocking lesion for RF. To assess whether, BER was involved in cytoDNA production 

after IR, we examined the role of NTH1, one of the DNA glycosylases responsible for TG 

removal. NHT1 depletion by siRNA leads to a significant diminution of cytoDNA production 

after IR compared to siCTRL (Fig 8A, 8B, 8C). Cell cycle profiles were also not altered upon 

NTH1 depletion (Fig S2B). Interestingly, a study indicates that NTH1 overexpression leads to 

DNA damage and replicative stress, independently of its catalytic capacities to excise oxidized 

bases (Limpose et al., 2018). In our preliminary experiments, NTH1 overexpression, either WT 

or catalytic mutant, leads to increased cytoDNA production (Fig S3A, S3B). Consequently, the 

cytoDNA production after NTH1 deregulation that we observed could be due to replicative 

stress.  
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Replication fork reversal is involved in cytosolic DNA production 

Additionally, ROS, alongside with other DNA damaging agent, are known to induce replicative 

stress and fork reversal (Zellweger et al., 2015b). SSE, coordinated by SLX4, might also cleave 

reversed fork, which will generate a one-ended DSB (Willaume et al., 2021b). 

Consequently, radio-induce ROS could generate replicative stress and RF reversal which would 

be a structure recognized by SLX4 inducing cytoDNA production. Considering that DNA 

translocases such as SMARCAL1 or FANCM are involved in fork reversal, we depleted those 

proteins using siRNA and extinction levels were around 80% (Fig 9A). Our results show that 

the depletion of either SMARCAL1 or FANCM inhibited the cytoDNA production after IR (Fig 

9B, 9C, 9D). Additionally, RAD51 depletion, which is also required for fork reversal, partially 

decreased cytoDNA production after IR (Fig 9A, 9E). Here again, cell cycle profiles were not 

altered after siRNA against these different proteins (Fig S2C). Altogether, those results show 

that proteins involved in RF reversal are required for cytoDNA production after IR. 

Discussion 

Cytosolic DNA production and ensuing innate immune response activation are one 

consequence of genomic instability such as replicative stress. Relieve from replicative stress 

involves specialized proteins that manage and process stalled RF. Among those, the SLX4 

protein, implicated in various genome maintenance mechanisms, presents a specialized 

function as a recruitment platform for other key players including SSE responsible of stalled 

RFs processing. 

In this study, we show that the cytoDNA production after IR occurs mainly in S/G2/M phase, 

likely due to a radio-induced replicative stress. The radio-induced cytoDNA production and the 

subsequent activation of the innate pathway is dependent on SLX4, a key protein of genome 

maintenance. We demonstrated the importance of its SSE partners in cytoDNA. As IR also 

generate DNA damage directly or indirectly through ROS, which can cause replicative stress, 

we studied their impact on cytoDNA production. Thus, we identified a key role of radio-

induced OS for radio-induced cytosolic DNA. Depletion of SLX4 decreases the production of 

cytoDNA after H202, revealing a new role of SLX4 in management of OS. Our data highlight 

NTH1, a DNA glycosylase involved in BER and TG removal, as an actor of cytoDNA production 
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after IR and OS. Finally, we show the involvement in this mechanism of FANCM and 

SMARCAL1, highlighting the reversed fork as an important intermediate structure for cytosolic 

DNA production.  

The importance of SLX4 in the maintenance of genome stability is supported by the fact that 

bi-allelic mutations of SLX4 (also known as FANCP) can cause Fanconi anemia (FA), a rare 

genetic disorder. Studies have also proposed a link between SLX4 and innate immune 

response. Especially, cytoDNA sensing was analysed in Fanconi Anemia patient cells (Brégnard 

et al., 2016b). This study showed that a SLX4 defect in RA3331 cells (FA patient cell line 

deficient for SLX4) leads to an increase inflammatory response. Decrease in cytoDNA levels is 

observed after transfection with WT SLX4 but not with a mutant form of SLX4, lacking 

interaction with MUS81. They identified part of this cytoDNA to be LINE-1 retrotransposon 

sequences, known to activate DNA sensing pathways. The authors therefore propose that 

MUS81-SLX4 complex cleaves and promotes retrotransposon degradation, thus limiting 

innate pathway activation and inflammatory response (Brégnard et al., 2016b). This differs 

from our study, as we did not observe an increase in cytoDNA basal level in two different cell 

lines. Divergence in cytoDNA detection methods and cell types, as well as in cell cycle 

progression, such as a G1 blockage, could account for such differences. In addition, an another 

study shows that MUS81, a key partner of SLX4, mediates cytoDNA production in murine 

colorectal cancer cell line (Ho et al., 2016b).  

We also demonstrate that ROS are essential for cytoDNA production after IR. Moreover, SLX4 

is involved in cytoDNA production after H2O2 treatment, highlighting a new role of SLX4 in the 

management of DNA damage mediated by ROS. We show the participation of the NTH1 

glycosylase in cytoDNA production. Interestingly, DNA glycosylases, including NTH1 and NEIL1, 

are found at the replication fork in IPOND and are probably involved in replicative associated 

BER (Bjørås et al., 2017b). The DNA glycosylases of NEIL family are capable of binding to 

oxidized base on ssDNA at replication fork, and are involved in a pre-replicative repair 

mechanism especially NEIL1. Indeed, during DNA replication, the exposed ssDNA formed is 

more susceptible to ROS attacks than the duplex DNA. NEIL1 possesses the ability to recognize 

modified base in ssDNA templates in a non-productive way, thus preventing DSB formation. 

In this model, NEIL1, which is induced in S-phase, detect the oxidative DNA lesion in front of 

the RF and signal the lesion. It has been proposed that this is followed by fork stalling, 
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regression and repair in the re-annealed duplex (Hegde et al., 2013b). NEIL1 also functionally 

associates with WRN and potentially SMARCAL1, presumably to coordinate fork regression or 

resolution (Popuri et al., 2010; Rangaswamy et al., 2017b). Therefore, the role of NEIL1 in 

radio-induced cytoDNA production should be investigated. In addition, in the model proposed 

by Hegde et al, NEIL2 can also serve as a backup when NEIL1 is missing, although NEIL2 is not 

upregulated in S/G2 phase in contrast to NEIL1. More recently, NEIL3 was shown to be induced 

in S/G2 phase and is able to excise oxidized base from single stranded DNA unlike NEIL1, which 

needs double stranded DNA (Albelazi et al., 2019b). Because of redundancies between DNA 

glycosylases, investigating their role in cytoDNA production could lead to a better 

understanding of their role at replication fork. 

As we show that SMARCAL1 or FANCM depletion leads to cytoDNA inhibition, we hypothesize 

that ROS- and DNA glycosylases-mediated RF regression is an essential step for cytoDNA 

production after IR. Although NTH1 was excluded from Hedge’s model due to its inability to 

bind ssDNA in vitro, NTH1 depletion in our cells leads to a significant decrease in cytoDNA 

production after IR. As NTH1 is also found on nascent DNA (Bjørås et al., 2017b) and it 

expression is increased in S phase (Luna et al., 2000), its role in replication-associated BER 

remains to be further explored. Even if fork reversal to promote repair might be mediated by 

NEIL1, the repair of the modified base on the re-annealed duplex after fork reversal could be 

done by the glycosylase with the most affinity for the lesion. Considering that some base 

modification such as TG, induce distortion in the double helix (Lomax et al., 2013), their repair 

might be needed before proceeding with SLX4 mediated restart of the replication fork. Thus 

reversed RF (mediate either by SMARCAL1 and/or FANCM) will be an important intermediate 

structure to allow the repair of these lesions and to protect the RF. Recently, a study showed 

an increase in cytoDNA sensing pathway after IR upon ATR inhibition (Feng et al., 2020b). ATR 

is known to negatively regulate SMARCAL1 and upon ATR inhibition, SMARCAL1 was proposed 

to freely reverse RF which would be converted into DSB by SLX4 and CtIP (Couch et al., 2013b). 

Thus, RF reversal could be involved in the increase of cytoDNA production after IR observed 

after ATR inhibition. Additionally, several other proteins such as ZRANB3 or HTLF participate 

to RF reversal, and their role in cytoDNA production remain to be elucidated.  

Our results also show a decrease in cytoDNA production after IR following RAD51 inhibition. 

RAD51, aside from its role in strand invasion during HR, is known to participate to fork reversal 
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(Zellweger et al., 2015b). Although not essential for fork regression, a stable RAD51 filament 

is required for the reversed fork protection from degradation (Mijic et al., 2017a). 

Interestingly, RAD51 has been proposed to prevent DNA fragments from escaping the nucleus, 

thus preventing cytoDNA accumulation (Wolf et al., 2016b). It has been reported that RAD51 

deficiency leads to an increase in cytoDNA production after IR in several cancer cell lines 

(Bhattacharya et al., 2017b). This study shown that loss of RAD51 induces cytoDNA 

production, mediated by MRE11 degradation, 8h after IR. In our study, RAD51 depletion leads 

to a decreased cytoDNA production after IR, but we did not check 8h after IR in our cell line. 

Moreover, in their study, the 2 Gy irradiation doses were made by High linear energy transfer 

(LET) iron particles, different from the low LET γ-ray we used. The incidence of LET on cytoDNA 

production has not been studied yet. High LET radiation are known to generate more complex 

DNA damage that are challenging for the cell to repair, compared to low LET (Georgakilas et 

al., 2013b). This difference in term of induced DNA damage complexity could be the reason 

behind our different results. Nonetheless, as SLX4 generate DSB at the RF, reversed or not, 

the role of MRE11 in our model should be also investigated. 

Furthermore, RF reversal and SLX4 are needed for cytoDNA production after IR, but which 

precise structure is cleaved by SLX4 remains uncertain. CytoDNA could originate from a SLX4 

mediated cleavage of the reversed fork itself, but the reversed fork might also be an 

intermediary structure. Indeed, reversed fork can be remodeled by helicases such as RECQ1, 

thus restoring the fork to its original state, allowing replication restart (Berti et al., 2013b). The 

subsequent cleavage by SLX4 of the newly restored RF could be the source of cytoDNA. 

Altogether, the results of this study allow us to propose a model that presents the interplay 

between SLX4 and immune signaling in response to DNA damage, replication stress and ROS 

(Fig. 10). IR, aside from generating direct DNA lesions, also generate ROS that induce 

replicative stress. Oxidized bases and DNA glycosylases of the NEIL family induce RF stalling 

and reversal mediated by SMARCAL1, FANCM (and possibly with the implication of RAD51). 

NTH1 or another glycosylase, once on a re-annealed double stranded sequence, would then 

proceed to the repair of the oxidative lesion mediated by the BER pathway. Removal of the 

modified base would allow the processing of the stalled RF to resume. The reversal of the fork 

is a key step for cytoDNA production mediated by at least one of the SMX SSE, coordinated by 

SLX4. This reversed fork is either the structure directly cleaved by SLX4 and its SSEs, or an 
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intermediary of mechanism that will remodel the fork in a different structure also cleaved by 

SLX4. 

In summary, we Identified new actors of IR-induced cytosolic DNA production and thus 

potential modulators of innate immunity.  Thus, our results improve our understanding on the 

molecular mechanisms of innate immune activation upon anti-tumor treatments and would 

allow to propose new predictive markers and new anti-tumor treatment strategies.  
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Figures and legends 

Figure 1: IR increase the level of cytosolic ssDNA.  

(A) Experimental representation of cytosolic ssDNA labeling with BrdU. (B) Representation of 

automated cytoDNA foci counting via Cellprofiler software. Nuclei are segmented and a region 

of interest is extended allowing cytoplasm identification. (C) Cytosolic DNA staining (green) 

after DNAse 1 treatment (left) and co-staining with the mitochondrial protein COX IV (red) 

(right). (D) Representative confocal images of MCF7 cells with BrdU preincorporated for 36h 

(1.5 cell cycles) subjected to 10Gy IR. Cells were stained for DNA (DAPI; blue), BrdU (green), 

scale bar 10µM. (E) Quantification of BrdU foci per cytoplasm at the indicated time points 

following 10 Gy of IR, n=12. Paired T-test, **p<0.01, ***p<0.001. (F) Cell cycle analysis on 

MCF7 upon BrdU (10µM 36h) treatment or not, n=1 

 Figure 2: Cytosolic DNA production occurs mainly in S/G2/M phase cells.  

(A) Left, Representative confocal images of MCF7 treated with HU 1mM for 24h; Cells were 

stained for DNA (DAPI; blue), BrdU (green), scale bar 10µM. Right, quantification of BrdU foci 

per cytoplasm following HU treatment or not, n=12. (B) Cell cycle analysis on MCF7 upon HU 

(1mM 24h) or mimosin (500µM, 24h) treatment or not. (C) Representative confocal images of 

MCF7 cells after mimosin synchronization or not; subjected to 10Gy IR; Cells were stained for 

DNA (DAPI; blue), BrdU (green), scale bar 10µM. (D) Quantification of BrdU foci per cell 

cytoplasm at the indicated time points following 10Gy of IR with or without mimosin 

synchronization, n=5. Paired T-test, **p<0.01, ***p<0.001. (E) Representative confocal 

images of asynchronous MCF7 cells subjected to 10Gy IR; Cells were stained for DNA (DAPI; 

blue), BrdU (green) and Geminin (red), scale bar 10µM. (F) Quantification of cytoDNA 

induction at the indicated time points following 10 Gy of IR, in Geminin-stained cell (S/G2/M) 

or not (G1), n= 5. Welch’s T test, *p<0.05, **p<0.01 

Figure 3: Role of SLX4 in cytosolic DNA production.  

(A) Representative confocal images of MCF7 cells subjected to 10Gy IR; Cells were pretreated 

with siRNA against SLX4 or a non-targeting pool (siCTRL) for a total of 48 h before irradiation. 

Cells were stained for DNA (DAPI; blue), BrdU (green), scale bar 10µM. (B) Quantification of 

cytoDNA induction at the indicated time points following 10 Gy of IR treated of not with siSLX4, 
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n=8. (C) Western Blot images and quantification to verify knock-down of SLX4, n=6. (D) Cell 

cycle analysis on MCF7 after siSLX4 or not, n=1. Welch’s T test, *p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001 

Figure 4: SLX4 KO inhibits cytoDNA production and inflammatory pathway activation.  

(A) Western Blot images and quantification to verify knock-out of SLX4, n=4. (B) 

Representative confocal images of control (Puro) or SLX4 KO MCF7 cells subjected to 10Gy IR. 

Cells were stained for DNA (DAPI; blue), BrdU (green), scale bar 10µM. (C) Quantification of 

cytoDNA induction at the indicated time points following 10 Gy of IR, in control cell (puro) or 

SLX4 KO cells, n=5. (D) Quantification of cytoDNA induction at the indicated time points after 

HU treatment (1mM, 24h), in control cell (puro) or SLX4 KO cells, n=3. (E) Cell cycle analysis 

on MCF7 control or SLX4 KO N=1. (F,G) Western Blot quantification of pTBK1 and pSTAT1 level 

upon 10Gy at the indicated time point, n=2 and 4 respectively. Welch’s T test, *p<0.05, 

**p<0.01, ***p<0.001 

Figure 5: SLX4 binding SSEs are involved in cytoDNA production after IR 

(A) Representative confocal images of HeLa to 10Gy IR. Cells were treated with siSLX4 5’3’ UTR 

or siCTRL 48h our before IR. WT SLX4 is induced with 10nM of doxycycline (DOX) 48h before 

IR. Cells were stained for DNA (DAPI; blue), BrdU (green), SLX4 HA tagged (red) scale bar 10µM. 

(B) Quantification of cytoDNA induction at the indicated time points following 10 Gy of IR, in 

cells treated with 5’3’ UTR siSLX4 or CTRL, with DOX treatment or not, n=3. (C) Representative 

confocal images of HeLa to 10Gy IR. Cells were treated with siSLX4 5’3’ UTR or siCTRL 48h our 

before IR. WT SMX SLX4 is induced with 10nM of doxycycline (DOX) 48h before IR. Cells were 

stained for DNA (DAPI; blue), BrdU (green), SLX4 HA tagged (red) scale bar 10µM. (D) 

Quantification of cytoDNA induction at the indicated time points following 10 Gy of IR, in cells 

treated with 5’3’ UTR siSLX4 or CTRL, with DOX treatment or not, n=3 

Figure 6: Individual roles of SSE coordinated by SLX4 in the cytosolic DNA production.  

(A) Western Blot images and quantification to verify knock-down of MUS81, ERCC1 and SLX1, 

n=5, 3, 5, respectively. (B) Representative confocal images of MCF7 cells subjected to 10Gy IR. 

Cells were pretreated with siRNA against different SSE or a non-targeting pool (siCTRL) for a 

total of 48 h before irradiation. Cells were stained for DNA (DAPI; blue), BrdU (green), scale 

bar 10µM. (C, D, E) Quantification of cytoDNA induction at the indicated time points following 
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10Gy of IR treated of not with siRNA targeting MUS81, ERCC1 or SLX1, n= 5, 4, 6, respectively. 

Welch’s T test, *p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001 

Figure 7: Role of the radio-induced oxidative stress in cytoDNA production.  

(A) Representative confocal images of MCF7 cells subjected to 10Gy IR; Cells were pretreated 

with N-acetyl-cysteine (NAC, 100µM) for 2h before irradiation. Cells were stained for DNA 

(DAPI; blue), BrdU (green), scale bar 10µM. (B) Quantification of cytoDNA induction at the 

indicated time points following 10Gy of IR, pretreated or not with NAC, n= 5. (C) 

Representative confocal images of MCF7 cells subjected to 10Gy IR; Cells were pretreated with 

oxygen peroxide (H2O2, 1mM) for 2h before irradiation. Cells were stained for DNA (DAPI; 

blue), BrdU (green), scale bar 10µM. (D) Quantification of cytoDNA induction at the indicated 

time points following 10Gy of IR, pretreated or not with H2O2, n= 7. (E) Representative 

confocal images of MCF7 cells subjected to oxygen peroxide (H2O2, 1mM) for a total of 2h 

before. Cells were treated with siSLX4 or siCTRL 48h before H2O2 treatment Cells were stained 

for DNA (DAPI; blue), BrdU (green), scale bar 10µM (F) Quantification of cytoDNA induction 

treated or not with H2O2, with siSLX4 or siCTRL, n=3. Welch’s T test, *p<0.05, **p<0.01, 

***p<0.001 

Figure 8: SLX4 depletion inhibits cytoDNA production after oxidative stress 

(A) Representative confocal images of MCF7 cells subjected to 10Gy IR; Cells were pretreated 

with siRNA against NTH1 or a non-targeting pool (siCTRL) for a total of 48 h before irradiation. 

Cells were stained for DNA (DAPI; blue), BrdU (green), scale bar 10µM. (B) Quantification of 

cytoDNA induction at the indicated time points following 10Gy of IR treated of not with siRNA 

targeting NTH1, n=6. (C) Western Blot images and quantification to verify knock-down of 

NTH1, n=6. Welch’s T test, *p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001 
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Figure 9: Role of different actors of replication fork reversal in cytoDNA production 

(A) Western Blot images and quantification to verify knock-down of SMARCAL1, FANCM and 

RAD51, n=3, 1, 3, respectively. (B) Representative confocal images of MCF7 cells subjected to 

10Gy IR. Cells were pretreated with siRNA against different actors of fork reversal or a non-

targeting pool (siCTRL) for a total of 48 h before irradiation. Cells were stained for DNA (DAPI; 

blue), BrdU (green), scale bar 10µM. (C, D, E) Quantification of cytoDNA induction at the 

indicated time points following 10Gy of IR treated of not with siRNA targeting SMARCAL1, 

FANCM and RAD51, n=4. Welch’s T test, *p<0.05, **p<0.01,  

Figure 10: Model of cytosolic DNA production after IR 

See text for more information. 

Supplemental figures and legends 

Figure S1: SLX4 KO inhibits cytoDNA production and inflammatory pathway activation.  

(A) Quantification of cytoDNA induction following siRNA against SLX4 or a non-targeting pool 

(siCTRL) for a total of 48 h (B) Representative confocal images of control (Puro) or SLX4 KO 

MCF7 cells subjected to 10Gy IR. Cells were stained for DNA (DAPI; blue), ssDNA (green), scale 

bar 10µM. (C) Quantification of cytoDNA induction at the indicated time points following 10 

Gy of IR, in control cell (puro) or SLX4 KO cells, n=2. (D) Western Blot quantification of MDA5 

level upon 10Gy at the indicated time point, n=5. Welch’s T test, *p<0.05, **p<0.01, 

Figure S2: Cell cycle analysis after different siRNA.  

(A) Cell cycle analysis on MCF7 after siRNA against MUS81, ERCC1, SLX1 or CTRL, n=1. (B) Cell 

cycle analysis on MCF7 after siNTH1 or CTRL, n=1. (C) Cell cycle analysis on MCF7 after siRNA 

against SMARCAL1, FANCM, RAD51 or CTRL, n=1.  

Figure S3: Overexpression of NTH1 leads to cytoDNA induction.  

(A) Representative confocal images of MCF7 cells. Cells were pretreated with either GFP WT 

NTH1 plasmid, GFP mut NTH1, or an empty vector (EV) as control, 48h before imaging. Cells 

were stained for DNA (DAPI; blue), BrdU (red). The GFP signal is in green for WT NTH1 or mut 

NTH1. (B) Quantification of cytoDNA induction in MCF7 cells, transfected with an empty vector 

(EV), or a plasmid containing either GFP WT NTH1 or GFP mut NTH1, n=1.  
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Material and Methods 

Cell lines and culture procedures 

Cancer cell lines MCF7 were a gift from Dr. Germain Rousselet. MCF7 cells were grown in 

Dulbecco’s modified Eagle’s medium supplemented with 10% (v/v) fetal calf serum, and 

penicillin (200 IU/ml) at 37°C with 5% CO2. HeLa cells were a gift from Dr. Pierre Henry Gaillard 

and are characterized in (Takedachi et al., 2020). HeLa cells were grown in Dulbecco’s modified 

Eagle’s medium supplemented with 10% (v/v) Tetracycline free fetal calf serum and penicillin 

(200 IU/ml) at 37°C with 5% CO2. HeLa were cultured with 100 µg/ml hygromycin B and 

2 µg/ml blasticidine to maintain the genomic FRT site and drugs were removed for the 

experiment. For BrdU incorporation, cells were incubated with 10µM BrdU (10 280 879 001, 

sigma) for 1.5 cell cycle and returned to BrdU-free medium before irradiation. For HU and 

H2O2 (Sigma) treatment, cells were incubated with 1mM HU or H2O2 for 24h or 2h respectively. 

SLX4-WT or SLX4-SMX induction on HeLa cells was made with 10ng/mL doxycycline. 

Knock-out cells line 

The CRISPR Cas9 -induced knock-out (KO) cell lines were kindly made by Dr Sophie Barrilé-

Nion. For the CRISPR Cas9-induced knock-out (KO) cell lines, single guide (sg) RNA sequences 

targeting human SLX4 genes were designed using the CRISPR design tool 

(http://crispor.tefor.net). The following guide sequence was designed: 

TTCTTGCTGGTTACCCGTCT. The guide sequence described was cloned in the plentiCRISPRV2 

vector (Addgene plasmid #52961). Cells were selected using 1μg/ml puromycin and KOs were 

confirmed by immunoblot analysis. 

Irradiation and dosimetry 

Irradiations were performed on a GSRD 1 irradiator from GSM Company. It is a self-shielded 

irradiator with four sources of 137 Césium with a total activity around 180.28 TBq in March 

2014 and which emits gamma ray. Sample were irradiated at different one single doses:  10Gy 

with an output 1.6 Gy/min take the radioactive decrease into account. Samples were 

irradiated in box with 6 wells or 96 wells plates. Prior to irradiate, dosimetry was performed. 

A cylindrical ionizing chamber 31010 by PTW was used as the recommendation of the AAPM’S 

TG-61. This ionizing chamber has a cavity of 0.125 cm3 calibrated in 137 Cesium air kerma free 
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in air at the PTB reference facility number 210382401. The polarity and the ion recombination 

were measured for this 137-cesium source. Each measurement was corrected by the KTP 

factor to take the variation of temperature and atmospheric pressure into account. 

Transfection 

For the various experiments, 80 × 103 (MCF7) or 40 × 103 (HeLa) cells were plated 2 days before 

transfection. For siRNA, cells were transfected with 10 μM specific siRNA to different genes 

(ON-TARGET plus SMARTpool, Dharmacon) or with non-targeting control pool (Dharmacon) 

using INTERFERin (Polyplus Transfection) under conditions specified by the manufacturer. For 

NTH1 overexpression, MCF7 cells were transfected using the jetPEI transfection reagent under 

the conditions specified by the manufacturer (polyplus transfection). The GFP WT NTH1 and 

GFP mut NTH1 plasmid swere a kind gift from Dr. Anna Campalans. siSLX4 UTR targeting the 

5′UTR and 3′UTR of SLX4 consists of a mix of two siRNAs: 

SLX4 UTR87 (GCACCAGGUUCAUAUGUAUdTdT) 

SLX4 UTR7062 (GCACAAGGGCCCAGAACAAdTdT) 

In addition, siRNA for SLX4 (L-014895-00-0005) FANCM (L-021955-00-0005), SMARCAL1 (L-

013058-00-0005), SLX1A (M-1907000-00-0005), NTH1 (L-009345-00-0005), MUS81 (L-

016143-01-0005), ERCC1 (L-006311-00-0005), RAD51 (L-003530-00-0005)) and the non-

targeting pool (D-001810-10-50) were purchased from Dharmacon. 

Immunofluorescence 

Forty-eight hours after siRNA transfection, MCF7 or HeLa grown on glass coverslips were fixed 

in 2% (w/v) paraformaldehyde for 20 min and washed three times in PBS before a 

permeabilization step with 0.5% Triton X-100 in PBSwo for 15 min. After permeabilization, 

saturation was performed with PBSwo-BSA 2% containing 0.05% Tween 20 for 1 hour at room 

temperature. Cells were then immunolabeled in non-denaturing condition using the following 

antibodies diluted with PBSwo-1%BSA containing 0.05% Tween 20 for 90 min at room 

temperature: anti BrdU (347580, clone B44, BDbioscience); Anti ssDNA (MAB3868, Millipore); 

Anti Geminin (52508s, cellsignalling); anti HA tag C29F4 (3724, cell signaling), anti COXIV (Cell 

signaling, 4850s), anti-double stranded DNA (Abcam, AB27156). After 3 washes with PBSwo, 

cells were then probed with a secondary anti-mouse or anti-rabbit antibody coupled to Alexa 

Fluor 488 or 594, respectively (Life Technologies) followed by 3 washes with PBSwo. 



 

 111 

Counterstaining was performed with 4′,6- diamidino-2-phenylindole (DAPI; 1 mg/ml) in 

PBSwo. After 3 washes, slides were mounted with fluorescent mounting medium 

(Fluoromount-G, Southern Biotech).  

Synchronization and cell cycle analysis 

For mimosin synchronization, cells were treated with 500µM mimosin (Sigma) for 24h after 

BrdU incorporation. Cells were exposed to 10µM EdU for 1h before fixation with PFA 4%. Click-

it chemistery were done using Click-i EdU Alexa Fluo 488 Flow Cytometry Assay Kit (Invitrogen, 

C10420) following standard protocol. DNA was stained using FxCycle Far Red Stain (Invitrogen, 

F10348) following standard protocol specified by the manufacturer. Acquisition were made 

on the FACS CANTO II (BD bioscience). 

Western Blotting analysis 

Cells were lysed in a buffer containing Tris 1M pH7.5, NaCl 600mM, NP40 0.5%, EDTA 0.1mM 

and protease and phosphatase inhibitors. We resolved the denatured protein extracts (25 to 

50 mg) using 10% SDS–polyacrylamide gel electrophoresis (PAGE) or 3 to 8% NuPAGE tris-

acetate gels, transferred the proteins onto a nitrocellulose membrane, and probed the 

membrane with the following primary antibodies: FANCM (Novus, NBP2-50418); SMARCAL1 

(Cell signaling, 44717s); SLX4 (Bethyl, A302-270A); MUS81 (Novus, NB 100-2064); ERCC1 

(Novus, NB 100-117); SLX1 (proteintech, 21151-1-ap); RTEL1 (Novus, NBP2-22360); MDA5 

(Cell Signaling, 5321S); NTH1 (Abcam, 48508); Actin (thermos A2066); Vinculine (Abcam 

AB18058); PSTAT1, (Cell signaling, 9177s); STAT1 (Cell signaling, 9172s); PTBK1, (Cell signaling, 

5483s), TBK11 (Cell signaling, 3504s). Immunoreactivity was visualized with secondary 

fluorescent antibody alexa fluor plus anti Rabit 700/800 (A32734/A32735) and anti mouse 

(A32729/A32730). Fluorescent signals were acquired with Odyssey imager (LI-COR 

Biosciences) and quantified with Image Studio software (LI-COR Biosciences). 

Microscope equipment and digital microscopy image analyses 

Images were obtained on a confocal spinning Disc, with Yokogawa W1 head, using 60x Nikon 

oil immersion objective and a Prime95 camera. Raw data images acquired with linear and full 

display range. All digital images were processed in batch with the CellProfiler software V2.2. 

The segmentation of each structure of interest (i.e., nuclei, cytoplasm and foci) was based on 
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an adaptive labeling–dependent threshold. The consistency of the automatic segmentation 

was controlled visually on the original images supplemented with the outlines of identified 

objects. Measurement data for each object were collected by CellProfiler during the pipeline 

run and then further analyzed using the KNIME analytics platform for calculation of per 

cytoplasm or nuclei parameters. 

Statistical analysis 

For all immunofluorescence experiments, a minimum of 100 cells was scored per time point 

and median from at least three independent experiments. Data are expressed as median ± 

SEM. Statistical analyses [unpaired t test or Welch’s t test] were performed using GraphPad 

Prism 9.1 (GraphPad Software Inc.). P < 0.05 is represented by one asterisk, P < 0.01 is 

represented by two asterisks, and P < 0.001 is represented by three asterisks. 
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1 Résumé des résultats de l’article 

1.1 La production d’ADN cytosoliques à lieu majoritairement en phase S/G2/M 

Mes résultats montrent que la production d’ADN cytosoliques après IR se fait majoritairement 

pendant la phase S/G2/M de la cellule. En effet, un blocage en G1 par la mimosine (un 

chélateur des ions fer bloquant les cellules en G1/début de S) inhibe la production d’ADN 

cytosoliques après IR. De plus, un co-marquage avec la géminine (marquant les cellules en 

phase S/G2/M) montre une production d’ADN cytosoliques accrue dans les cellules marquées 

par la geminine. Nous avons donc supposé l’implication d’un stress réplicatif radio-induit et 

étudié le rôle d’acteurs participant à la gestion des fourches de réplications bloquées. 

1.2 SLX4, un nouvel acteur de la production d’ADN cytosoliques radio-induits. 

Comme SLX4 participe à la gestion du stress réplicatif et au clivage des fourches de réplication 

bloquées, j’ai étudié son rôle dans le mécanisme de production d’ADN cytosoliques radio-

induits. En effet, un clivage des fourches de réplication bloquées pourrait être à l’origine de la 

production d’ADN cytosoliques. Mes résultats montrent qu’un siSLX4 inhibe la production 

d’ADN cytosoliques radio-induite. Nous avons également utilisé des lignées KO pour SLX4 

obtenue par Crispr Cas9 (en collaboration avec Sophie Barrillé-Nion, CRCINA) et obtenu des 

résultats similaires. De plus, mes résultats montrent une inhibition de l’activation des voies 

immunitaires innées dans les cellules KO pour SLX4. Etant donné que SLX4 interagit et 

coordonne l’action des SSE SLX1, MUS81-EME1 et XPF-ERCC1 (SMX) lors des mécanismes de 

la réparation et de gestion des fourches bloquées, j’ai étudié le rôle de ces protéines. Pour 

cela, j’ai utilisé des lignées HeLa inductibles à la doxycycline permettant d’exprimer SLX4 WT 

ou une forme de SLX4 mutée pour l’interaction avec chacune de ses SSE (SLX4 SMX). J’ai ainsi 

pu déterminer un rôle important d’au moins une des SSE partenaires de SLX4. Cependant, par 

une approche de siRNA dirigés contre les différentes SSE individuelles, je n’ai pas pu 

déterminer si l’une d’entre elle avait un rôle prépondérant dans la production d’ADN 

cytosoliques. Cela est probablement dû à des redondances de fonctions entre les différentes 

SSE. 
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1.3 Les ROS et le mécanisme du BER sont impliqués dans la production d’ADN 
cytosoliques 

Lors de l’irradiation, la majorité des dommages sont dus aux ROS. De plus, les ROS sont connus 

pour générer un stress réplicatif. Celui-ci pourrait participer à des blocages des fourches de 

réplication, prises en charge par SLX4 et ses partenaires, menant à la production d’ADN 

cytosoliques. Mes résultats montrent qu’un prétraitement au NAC, un antioxydant, inhibe la 

production d’ADN cytosoliques radio-induite. A l’inverse, un traitement oxydant avec du H2O2, 

induit une production d’ADN cytosoliques. Etant donné que les ROS participent au mécanisme 

de production d’ADN cytosoliques, j’ai étudié l’impact de la déplétion des ADN glycosylases 

NTH1 et NEIL1, acteurs du BER participant à l’élimination des bases oxydées, sur la production 

d’ADN cytosoliques. Ainsi, un siNTH1 inhibe la production d’ADN cytosoliques radio-induits. A 

l’inverse, la surexpression de NTH1, connue pour induire des dommages à l’ADN médié par un 

stress réplicatif, induirait une production d’ADN cytosoliques. Les ROS et les protéines 

impliquées dans leur réparation participent donc à la production d’ADN cytosoliques après IR. 

1.4 La réversion de fourche, mécanisme essentiel de la production d’ADN cytosoliques 

Les ROS et autres agents produisant des dommages à l’ADN sont connus pour induire des 

blocages et des réversions des fourches de réplication. Les fourches reversées sont aussi des 

substrats pour SLX4 et ses partenaires, et pourraient être à l’origine de la production d’ADN 

cytosoliques. Mes résultats montrent qu’un siSLX4 inhibe la production d’ADN cytosoliques 

après traitement H2O2. J’ai étudié le rôle de SMARCAL1, FANCM et RAD51 protéines 

participant entre autres, au mécanisme de réversion des fourches de réplication. Des siRNA 

dirigés contre SMARCAL1 et FANCM inhibent la production d’ADN cytosoliques radio-induits. 

C’est aussi le cas après déplétion de RAD51. La réversion de fourche, qui est aussi un substrat 

(ou structure reconnue par SLX4) pour SLX4, serait donc une étape nécessaire à la production 

d’ADN cytosolique. 

1.5 Conclusions 

Dans leur ensemble, mes résultats montrent un rôle nouveau de SLX4 dans la production 

d’ADN cytosoliques radio-induite ainsi que dans l’activation des voies du système immunitaire 

qui en découle. De plus, mon travail montre un rôle des ROS et de protéines participant à la 
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réparation des bases oxydées dans la production d’ADN cytosoliques après IR. Le mécanisme 

de réversion de fourche, qui est une étape nécessaire à la production d’ADN cytosolique, nous 

permet de montrer un lien potentiel entre ROS, SLX4 et production d’ADN cytosolique. 

Finalement, mes résultats permettent de proposer un modèle de production d’ADN 

cytosoliques après IR. Les IR produisent des dommages directs et des ROS menant entre 

autres, à la production de bases oxydées. NEIL1 (ou les autres ADN glycosylases de la famille 

NEIL), en signalant le dommage oxydatif, bloquerait la progression de la fourche de réplication 

et favoriserait la réversion de celle-ci par FANCM et SMARCAL1. La fourche reversée serait 

ainsi une étape intermédiaire importante pour permettre la réparation pré-réplicative par 

NTH1 (ou autre glycosylase) de la base oxydée sur un duplex d'ADN à nouveau reformé. Un 

clivage par SLX4 avec au moins un de ces partenaires, permet de promouvoir le redémarrage 

de la fourche de réplication et la libération d'un fragment d'ADN.  
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2 Résultats supplémentaires et préliminaires 

2.1 Rôle de RTEL1 dans la production d’ADN cytosoliques après IR 

Etant donné que mes résultats montrent un rôle essentiel de SLX4 dans la production d’ADN 

cytosoliques, je me suis intéressé aux différents partenaires de SLX4. Récemment, il a été mis 

en évidence l’existence d’un nouveau partenaire « direct » de SLX4 : RTEL1 (Cf chapitre 2.4.6 ) 

(Takedachi et al., 2020a). Il a été montré que l’interaction SLX4-RTEL1 est nécessaire pour 

prévenir les conflits transcription-réplication qui, comme vu précédemment, sont sources de 

stress réplicatif. De plus, RTEL1 joue un rôle dans la gestion des hybrides RNA:DNA et ces 

derniers peuvent se retrouver dans le cytoplasme et activer la voie cGAS-STING (Koo et al., 

2015). Mes résultats montrent qu’un siRNA RTEL1 diminue significativement la production 

d’ADN cytosoliques après IR, comparé à un siCTRL (figure 27A, 26B). Les niveaux d’extinction 

étaient d’environ 75% et le profil du cycle cellulaire ne change pas après siRTEL1 (figure 27C, 

26D). Par la suite, j’ai utilisé des cellules HeLa contenant un système inductible à la doxycycline 

permettant d’exprimer une forme de SLX4 mutante pour son interaction avec RTEL1 (SLX4-

LP). Mes résultats préliminaires semblent montrer que la complémentation par cette forme 

de SLX4 ne restaure pas l’effet du siRNA SLX4 5’3’ UTR (figure 27E). RTEL1 jouerait donc un 

rôle significatif dans la production d’ADN cytosoliques après irradiation. Cependant, ces 

derniers résultats restent à être confirmés. 
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Figure 27: Rôle de RTEL1 dans la production d’ADN cytosoliques radio-induite. A. Image de cellules MCF7 irradiées à 10Gy 
ou non, avec siRNA RTEL1 (siRTEL1) ou contrôle (siCTRL), en microscopie confocale avec en vert, le marquage d’ADN 
cytosoliques en BrdU et en bleu, le contremarquage nucléaire en DAPI. B. Quantification de la cinétique d’induction d’ADN 
cytosoliques après irradiation avec siRTEL1 ou siCTRL (n=6). C. Analyse du niveau d’extinction de siRTEL1 par Western blot 
n=5. D. Analyse de cycle par FACS. E. Quantification de la cinétique d’induction d’ADN cytosoliques dans des cellules HeLa, 
avec induction à la doxycycline (+ DOX) d’une forme de SLX4 mutante pour son interaction avec RTEL1 (SLX4 LP) ou non (- 
DOX), avec siRNA SLX4 5’3’UTR ou non (n=1). Welch’s T test, *p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001 

2.2 Libération de Thymine Glycol dans le cytoplasme après irradiation. 

Etant donné que mes résultats montrent un rôle essentiel des ROS dans les mécanismes de 

production d’ADN cytosoliques, nous avons voulu déterminer si certaines bases modifiées se 
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retrouvaient sur les fragments d’ADN cytosoliques. J’ai donc réalisé des marquages en 

immunofluorescence avec un anticorps spécifique des TG. Les TG sont des bases oxydées 

bloquantes pour la réplication induisant un stress réplicatif. De plus, elles sont principalement 

éliminées par les ADN glycosylases NTH1 et NEIL1, qui participent à la production d’ADN 

cytosoliques (Lomax et al., 2013). Mes résultats préliminaires montrent une production de TG 

cytosoliques après IR (figure 28). La cinétique de production des TG cytosoliques est 

comparable à celle des ADN cytosoliques marqués au BrdU. Cela suggère qu’un mécanisme 

permet la libération dans le cytosol des TG produits après IR. 

 
Figure 28 : Production de thymine glycol (TG) cytosoliques après IR. A. Image de cellules MCF7 irradiées à 10Gy ou non, en 
microscopie confocale avec en vert, le marquage de TG et en bleu, le contremarquage nucléaire en DAPI. B. Quantification de 
la cinétique d’induction de TG cytosoliques après irradiation (n=1). 

2.3 Participation à un projet de crible à haut débit de la production d’ADN cytosoliques 
après IR 

J’ai participé au cours de ma thèse, en partenariat avec la plateforme PARI de Guillaume Pinna, 

à la mise en place d’un crible haut débit (figure 29). Ce crible sera réalisé avec une librairie de 

petites molécules « FDA approved » de Preswick (1280 molécules) et permettra de découvrir 

des modulateurs positifs ou négatifs de la production d’ADN cytosoliques après IR et de 
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l’activation de la voie cGAS-STING. Ces molécules pourraient présenter des intérêts 

thérapeutiques en association avec la radiothérapie.  

 
Figure 29: Projet de crible à haut débit de la production d’ADN cytosoliques après IR. Apres incorporation de BrdU pour 
marquer l’ADN cytosoliques, les cellules seront prétraitées avant irradiation avec différentes banques de molécules. L’ADN 
cytosolique sera quantifié avant et après IR afin d’identifier des modulateurs positif ou négatifs de la production d’ADN 
cytosoliques. Lors d’un crible secondaire, les « hits » seront vérifié puis les meilleurs seront caractérisés et validés in vitro et in 
vivo. 

J’ai initié la mise en place du crible et commencé à miniaturiser le marquage d’ADN 

cytosoliques en plaque 96 puits. Par la suite avec Paul WANSCHOOR, un étudiant en thèse du 

laboratoire, nous avons finalisé la miniaturisation en plaque 96 et l’automatisation de 

l’analyse d’image grâce au logiciel Cellprofiler. Paul a par la suite amélioré la prise de photo et 

l’a automatisée grâce au software JOBS de NIKON. La miniaturisation du crible en plaque 384 

puits est en cours de réalisation par Paul et Pauline CHAUMERLIAT, une étudiante en thèse du 

laboratoire. En parallèle, Paul et Pauline réalisent des gammes dose d’irradiations pour 

améliorer la sensibilité du crible. Des gammes dose de DMSO sont aussi réalisées pour 

déterminer la concentration maximale pouvant être utilisée pour reprendre les drogues des 
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banques de molécules sans impacter la production d’ADN cytosoliques. La mise au point du 

crible touche à sa fin et devrait être lancé dans les semaines qui suivent.  

2.4 Participation à l‘étude de l’impact de la surexpression de la Lamine B1 sur la 
stabilité du génome. 

Au cours de ma thèse, j’ai participé aux expérimentations pour la soumission et les révisions 

de l’article suivant : « Lamin B1 sequesters 53BP1 to control its recruitment to DNA damage », 

publié dans Science Advances (Etourneaud et al, 2021), en annexe de ma thèse.  

53BP1 est une protéine clef de la réparation qui favorise le C-NHEJ au détriment de la RH. Le 

C-NHEJ est l’une des voies de réparation des CDB. Un défaut de C-NHEJ entraine des 

réarrangements génétiques ainsi qu’une sensibilité accrue à des agents génotoxiques. 

Cependant, s‘il n’est pas régulé, le C-NHEJ peut générer des translocations et de l’instabilité 

génétique. 

Cette étude montre que la lamine B1, une protéine de l’enveloppe nucléaire, interagit 

directement avec 53BP1. Après dommages à l’ADN, 53BP1 se dissocie de la lamine B1 et est 

recrutée au niveau des CDB. En cas de surexpression de la lamine B1, 53BP1 est séquestrée 

par la lamine B1, induisant un défaut de recrutement de 53BP1 aux dommages. Ceci est 

associé à une persistance de cassures-double-brin, un défaut de réparation par le NHEJ  et une 

sensibilité accrue à des stress génotoxiques. L’interaction 53BP1-Lamine B1 se fait sur le 

domaine IRIF de 53BP1, incluant les domaines TUDOR et UDR, nécessaires à 53BP1 pour 

interagir avec la chromatine endommagée et contrôler de son recrutement. Le recrutement 

de 53BP1 aux dommages, en plus d’être régulé de manière stricte, est contrôlé à distance par 

son interaction avec la Lamine B1. 

Au final, l’ensemble de ces résultats suggèrent que dans les cellules normales en absence de 

dommages, la Lamine B1 interagit avec 53BP1 et joue le rôle de « réservoir » de 53BP1. Cette 

réserve de 53BP1 est située à distance mais est rapidement disponible en cas de stress 

génotoxique. Après dommages à l’ADN, 53BP1 se dissocie de la Lamine B1 permettant ainsi 

son recrutement rapide à la chromatine endommagée. En cas de surexpression, la Lamine B1 

séquestre 53BP1, empêchant son recrutement, et contribuant ainsi à une instabilité 

génétique. De plus, la Lamine B1 est retrouvée surexprimée dans certains types de cancer et 

pourrait donc impacter la tumorigenèse. 
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III : Discussion 

Dans leur ensemble, mes résultats montrent que la production d’ADN cytosoliques a lieu 

majoritairement en phase S/G2/M du cycle cellulaire, potentiellement suite à un stress 

réplicatif radio-induit. J’ai pu montrer le rôle essentiel de SLX4 dans la production d’ADN 

cytosoliques radio-induite. En effet, la déplétion de SLX4 inhibe la production d’ADN 

cytosoliques après IR, ainsi que l’activation des voies de l’immunité innée. J’ai pu montrer 

l’implication des SSE partenaires de SLX4 dans la production d’ADN cytosoliques. Mes résultats 

supplémentaires suggèrent aussi l’implication de RTEL1, le nouveau partenaire de SLX4. Mes 

données montrent aussi que les ROS radio-induits ont un rôle important dans le mécanisme 

de production d’ADN cytosoliques après IR et j’ai pu mettre en avant une implication de 

protéines du BER dans ce mécanisme. Finalement, le mécanisme de réversion de fourche, qui 

semble être une étape nécessaire à la production d’ADN cytosoliques, nous permet de 

montrer un lien potentiel entre ROS, SLX4 et production d’ADN cytosoliques.  

 
Figure 30 : modèle de production d’ADN cytosolique après IR. Voir texte. Figure originale 

Ainsi, nous proposons un nouveau modèle de production d’ADN cytosolique après IR (Figure 

30). Dans celui-ci, les IR, en plus des dommages directs, produisent des ROS. Ces derniers sont 

essentiels à la production d’ADN cytosoliques. La glycosylase NEIL1 (ou autre protéine de la 

famille NEIL) participe à la reconnaissance des base oxydées et médie le blocage, voire la 

réversion des fourches de réplication. Les fourches sont reversées grâce aux différents 
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acteurs, SMARCAL1 et FANCM, et permettent la formation d’une structure prise en charge par 

SLX4 et ses partenaires, menant à la production d’ADN cytosoliques. 

1 SLX4 est nécessaire à la production d’ADN cytosoliques après irradiation 

Mes données montrent que SLX4 joue un rôle important dans le mécanisme de production 

d’ADN cytosoliques radio-induite. SLX4 a déjà par le passé été mise en lien avec la production 

d’AN cytosoliques. En effet, à l’inverse de nous, il a été montré qu’une déficience de SLX4 

(dans des cellules de patients FA RA3331) était responsable d’une accumulation d’ADNsb 

cytosoliques et d‘une production de facteurs inflammatoires (Brégnard et al., 2016a). Il a été 

montré dans cette étude que la complémentation avec SLX4 WT inhibait la production d’ADN 

cytosoliques. A l’inverse, la complémentation avec une forme de SLX4 mutante pour son 

interaction avec MUS81 n’inhibait pas la production d’ADN cytosoliques. Par la suite, il a été 

montré que le rétrotransposon LINE1, était à l’origine de l’ADN cytosolique observé dans les 

cellules de patients FA. Les auteurs ont donc proposé que MUS81, coordonnée par SLX4, clive 

les rétrotransposons et permet leur dégradation (Brégnard et al., 2016a). Une autre étude 

montre à l’inverse que MUS81 est nécessaire à la production d’ADNdb cytosoliques dans des 

cellules de cancers colorectaux (Ho et al., 2016). Nos résultats montrent que la production 

d’ADN cytosoliques radio-induite est dépendante de SLX4 et que le niveau basal d’ADN 

cytosoliques ne change pas. Néanmoins la technique de détection des ADN cytosoliques et le 

type cellulaire varient entre nos études. Ils n’ont pas comparé les niveaux d’ADN cytosoliques 

des cellules de patients FA à celles de patients sains afin d’étudier l’impact de la déficience en 

SLX4 sur la production d’ADN cytosoliques. De plus, aucune analyse de cycle cellulaire n’a été 

réalisée dans Brégnard et al après surexpression de SLX4 WT ou muté pour l’interaction avec 

MUS81. Dans leur étude, un potentiel blocage en G1 après surexpression de SLX4 pourrait 

diminuer les niveaux d’ADN cytosoliques. 

Mes résultats ne permettent pas encore de déterminer lequel ou lesquels des partenaires de 

SLX4 est responsable de la production d’ADN cytosoliques. Il est possible que la coordination 

par SLX4 des différentes SSE soit nécessaire à la production d’ADN cytosoliques. Par ailleurs, 

il existe des redondances de fonction entre les différentes SSE. Par exemple, une étude montre 

que la formation de CDB médiée par SLX4 au niveau des fourches reversées par SMARCAL1, 

n’est pas dépendante du rôle individuel de ses partenaires. Des siRNA individuels contre 
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MUS81, SLX1, et XPF ne reproduisent pas le résultat obtenu après siSLX4 (Couch et al., 2013a). 

Néanmoins, il serait intéressant de préciser mes résultats quant au rôle des différents 

partenaires. Pour cela plusieurs approches sont en train d’être mise en place au laboratoire. 

Nous avons obtenu de l’équipe de Pierre-Henri Gaillard (CRCM de Marseille), en plus des 

lignées HeLa permettant d’exprimer SLX4 WT/SMX ou mutée de l’interaction avec RTEL1, des 

lignées permettant l’expression inductible de mutants d’interaction de SLX4 pour chacune de 

ses SSE individuellement. Le laboratoire est en train de caractériser ces lignées par Co-IPs 

(Emilie Rass). De plus, en collaboration avec la plateforme de protéomique du Cigex (CEA de 

Fontenay-aux-Roses), la mise en place de lignées de KO individuels pour 

SLX1/MUS81/ERCC1/RTEL1 par CRISPR-Cas9 est en cours de réalisation. En association avec 

des siRNA pour dépléter au besoin 2 des partenaires de SLX4 à la fois, ces outils nous 

permettront de préciser le rôle des différents partenaires de SLX4 dans la production d’ADN 

cytosoliques radio-induite. 

2 La production d’ADN cytosoliques est réalisée au niveau des fourches bloquées 

L’une des questions restant en suspens est l’origine exacte de l’ADN cytosolique. Mes résultats 

montrent que la production d’ADN cytosoliques a lieu préférentiellement en phase S/G2 du 

cycle cellulaire. Nous avons donc supposé l’implication d’un stress réplicatif radio-induit et les 

acteurs que nous avons étudiés participent à la gestion des fourches de réplication clivées. 

Néanmoins, si SLX4 et ses partenaires jouent un rôle important au niveau des fourches, ils 

participent à d’autres mécanismes tels que la RH ou la réparation d’ICL, qui pourraient être 

source d’ADN cytosoliques. De la même manière, FANCM, en plus de participer au mécanisme 

de réversion, participe à l’arrivée du complexe FANC (et donc de SLX4 à posteriori), lors de la 

réparation des ICL. En effet, FANCM initie la voie FA en permettant de reconnaitre la lésion et 

recruter le complexe FA « core ». Par la suite, la mono-ubiquitination de FANCI et FANCD2 par 

le FA « core » constitue une étape essentielle à la réparation des ICL, dont le recrutement de 

SLX4 (Kim and D’Andrea, 2012). SMARCAL1 possède aussi des rôles en dehors du mécanisme 

de réversion de fourches (Lugli et al., 2017). Au niveau des télomères, SMARCAL1 est 

fortement enrichie dans les cellules ALT et favorise probablement la maintenance des 

télomères. La perte de SMARCAL1 induit des dommages au niveau des télomères (Poole et 

al., 2015). De plus, les translocases ont souvent été montrées comme pouvant in vitro se lier 
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aux jonctions de Holliday et favoriser la migration de brins. C’est par exemple le cas de 

SMARCAL1 (Betous et al., 2012) et de FANCM (Kerstin Gari et al., 2008). 

Les ADN cytosoliques radio-induit pourraient donc être générés par la réparation de CDB par 

de la RH ou lors de la réparation des ICL, même si ces derniers sont majoritairement réparés 

au niveau des fourches bloquées. Par exemple, il serait possible de complémenter un KO pour 

FANCM avec une forme de FANCM mutée pour son activité translocase (FANCM K117R, (K. 

Gari et al., 2008)), toujours capable de recruter le FA « core » et FANCD2, et déterminer si 

cette fonction est nécessaire pour la production d’ADN cytosoliques. Ainsi il serait 

potentiellement possible de dissocier le rôle de FANCM entre le recrutement du FA « core » 

et entre sa capacité à reverser les fourches. La même approche est possible avec un mutant 

de SMARCAL1 R764Q qui peut se fixer à l’ADN mais est incapable de médier la réversion 

(Betous et al., 2012). 

Le protocole technique de marquage des ADN cytosoliques au BrdU que j’utilise a été réalisé 

après incorporation durant 1.5 cycle cellulaire afin de marquer la majorité de l’ADN des 

cellules. Le BrdU étant retiré du milieu de culture un cycle avant IR, il est donc peu probable 

que l’ADN cytosoliques observé provienne du brin naissant mais plutôt du brin parental ou 

d’une structure double brins contenant les 2 types de brins. Néanmoins, il serait tout de même 

intéressant de déterminer si le brin naissant seul peut-être source d’ADN cytosoliques. Pour 

cela, il est possible d’associer notre marquage BrdU à une incorporation plus courte d’un autre 

analogue de l’ADN tel que l’EdU (pulse avant irradiation). Ainsi nous pourrons déterminer si 

après IR/H2O2, la production d’ADN cytosoliques peut se faire au niveau du brin naissant. 

Finalement, les IR produisent un large éventail de type de dommages, il est donc plus difficile 

de déterminer quelle classe de dommages et donc quel mécanisme de réparation est à 

l’origine de la production d’ADN cytosoliques. Il serait intéressant de tester le rôle de SLX4 

dans la production d’ADN cytosoliques avec des drogues produisant des types de dommages 

plus sélectifs, par exemple, des dommages produisant des ICL comme la Mitomycine C. Etant 

donné que SLX4 participe à la réparation des ICL et que celle-ci se fait majoritairement au 

niveau des fourches, il est possible que les ICL radio-induits puissent être à l’origine de la 

production d’ADN cytosoliques. 
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3 La réversion des fourches de réplication : l’origine de la production d’ADN cytosoliques ou 
juste une étape ? 

Une autre manière de déterminer si la production d’ADN cytosoliques après IR a lieu au niveau 

des fourches de réplication est de compléter mes données obtenues après siRNA FANCM, 

SMARCAL1 ou RAD51. En effet, mes données suggèrent que le mécanisme de réversion des 

fourches de réplication est une étape nécessaire à la production d’ADN cytosoliques après 

irradiation. Nous sommes aussi en train de réaliser des KO pour FANCM et des KO pour 

SMARCAL1 par CRISPR-Cas9 afin de confirmer le rôle de ces acteurs. Néanmoins, si les ROS et 

autres types de dommages à l’ADN sont connus pour induire des réversions de fourches, 

l’impact des radiations sur la réversion reste inconnu. Il serait intéressant de vérifier par 

microscopie électronique la présence de fourches reversées ainsi que leur cinétique de 

formation après IR. Dans la littérature, il a été montré que l’inhibition d’ATR est capable 

d’augmenter la production d’IFN de type I après radiations ionisantes (Feng et al., 2020). Par 

ailleurs, une inhibition d’ATR entraine un excès de réversion par SMARCAL1 provoquant une 

formation de CDB médiée par clivage dépendant de SLX4 (Couch et al., 2013a). Ces études 

suggèrent que la réversion de fourche pourrait être une étape nécessaire à l’activation des 

voies STING et MAVS après IR, probablement dû à la production d’ADN (ou ARNdb) 

cytosoliques. Il serait intéressant de dépléter SLX4 ou SMARCAL1 après inhibition d’ATR afin 

de déterminer si l’activation des voies de l’inflammation est dépendante de la réversion et de 

SLX4 dans cette étude (Feng et al., 2020a).  

Mes résultats montrent aussi une implication potentielle de RAD51 dans la production d’ADN 

cytosoliques. RAD51, en plus de son rôle dans la RH, est nécessaire à la réversion des fourches 

de réplication notamment par son action de protection du brin naissant d’ADN (Zellweger et 

al., 2015a). Dans mes expériences, un siRAD51 inhibe la production d’ADN cytosoliques radio-

induite, ce qui conforte les résultats obtenus après siRNA FANCM ou SMARCAL1 et notre 

hypothèse sur la nécessité de réversion de fourche. De manière intéressante, il a été proposé 

que RAD51 et RPA peuvent se lier à des fragments d’ADN simple brin, micro injecté dans la 

cellule et empêcher ainsi leur libération dans le cytosol (Wolf et al., 2016a). Par ailleurs, une 

étude montre qu’une déficience de RAD51 induit une augmentation de la production d’ADN 

cytosoliques dépendante de MRE11, dans les cellules en phase S/G2, après IR par des ions fer 

à haut LET. Il est possible que cela soit dû à la perte de protection des fourches de réplication 
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bloquées en cas de défaut de RAD51 (Bhattacharya et al., 2017a). Les dommages générés par 

les IR à au LET sont plus complexes que ceux à faible LET (Georgakilas et al., 2013a) comme 

ceux que j’ai utilisé (rayon γ). Les mécanismes de réparation utilisés par la cellule pour réparer 

les dommages complexes pourraient être diffèrent que ceux utilisé après faible LET et pourrait 

expliquer notre différence de résultat. Comme RAD51 participe à la RH, en plus de participer 

à la réversion, il est possible que la diminution d’ADN cytosoliques radio-induite observées 

après siRAD51 soit due à une inhibition de la RH. L’implication de RAD51 au niveau de la 

réversion repose sur son rôle protecteur et non sur sa capacité à former une jonction de 

Holliday. Il serait donc intéressant d’étudier le rôle de formes mutées de RAD51 ne pouvant 

former un filament stable, mais toujours capable de se fixer et de protéger l’ADN. Nous 

pourrions alors dissocier le rôle de RAD51 entre la RH et la réversion, sur la production d’ADN 

cytosoliques. 

Etant donné que FANCM, SMARCAL1 et RAD51 ont des rôles dans des mécanismes autre que 

la régression, il est nécessaire d’étudier l’implication d’autres facteurs de la réversion. ZRANB3 

et HLTF par exemple, participent au mécanisme de réversion et n’ont à ce jour, que des 

activités connues au niveau des fourches de réplication bloquées. A l’inverse, il est possible 

d’inhiber le mécanisme de réversion. Par exemple la surexpression de PRIMPOL a été montrée 

comme inhibant la réversion de fourche (Quinet et al., 2020). Etudier l’impact de ces facteurs 

nous permettrait d’affirmer que la réversion est un mécanisme nécessaire à la production 

d’ADN cytosoliques. 

La réversion pourrait donc être un mécanisme essentiel à la production d’ADN cytosoliques 

radio-induite. De plus, SLX4 et ses partenaires sont capables de cliver les fourches reversées. 

Il serait possible d’étudier le recrutement de SLX4 au niveau des fourches par SIRF. Cette 

technique permet de visualiser en microscopie si des protéines sont recrutées à proximité des 

fourches en cours de réplication (Roy et al., 2018). Ainsi nous pourrons vérifier le recrutement 

de SLX4 au niveau des fourches de réplication après IR, et sa dépendance vis-à-vis de protéines 

impliquées dans la régression des fourches (SMARCAL1, FANCM…). Cela nous permettra de 

mettre en lien, SLX4, réversion de la fourche et ADN cytosolique. 

Pour l’instant, mes résultats ne permettent pas de préciser si le clivage de la fourche reversée 

elle-même est à l’origine de la production d’ADN cytosoliques, ou si elle est juste un 

intermédiaire. Il a été proposé que le retournement de la fourche reversée par RECQ1, 
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associée à RECQ5, facilite les clivages SLX4-MUS81 dépendants, et le redémarrage de la 

réplication (Chappidi et al., 2020). Ainsi la réversion de la fourche ne serait qu’une étape 

intermédiaire afin  de ramener la lésion sur une partie d’ADNdb et l’éliminer par l’action de 

NEIL1 (Hegde et al., 2013a) ou d’un glycosylase telle que NTH1 avant sa restauration. La 

fourche serait alors clivée par SLX4 et ses partenaires, menant à la production d’ADN 

cytosoliques. Afin de déterminer si la fourche reversée est la structure clivée par SLX4 à 

l’origine de l’ADN cytosolique, il est possible de la déprotéger en déplétant WRNIP. En effet, il 

a été montré que WRNIP empêche les clivages par SLX4 des fourches reversées (Porebski et 

al., 2019). En inhibant le retournement de la fourche reversée par une co-déplétion de RECQ1, 

nous pourrons préciser le substrat de SLX4 nécessaire à la production d’ADN cytosoliques. 

4 Nécessité d’une étape de résection pour la production d’ADN cytosoliques ? 

Finalement, un clivage par SLX4 et ses partenaires mène à la formation d’une CDB pouvant 

être prise en charge par la RH, qui nécessite une étape de résection. En effet, MRE11 amorce 

la résection par un clivage avec son activité endonucléase à quelque dizaines de nucléotides 

de l’extrémité de la CDB, suivie d’une résection 3’5’ via son activité exonucléase (Cejka, 2015). 

Celle-ci est alors poursuivie de manière plus importante par EXO1 et BLM/DNA2 (Nimonkar et 

al., 2011). De plus, MRE11 peut agir au niveau des fourches bloquées et permet 

l’agrandissement des portions d’ADNsb, favorisant ainsi la fixation de RAD51 et la réparation 

(Costanzo, 2011). Par ailleurs, MRE11 a été montrée comme pouvant dégrader les fourches 

reversées en cas de déprotection de ces dernières comme lors d’une déficience de BRCA1/2 

(Lemaçon et al., 2017; Mijic et al., 2017b). En cas de déficience de SAMHD1, MRE11 ou 

d’autres endonucléases, sont impliquées dans la production d’ADN cytosoliques (Coquel et 

al., 2019). Après irradiation, MRE11 a été montrée comme impliquée dans la production 

d’ADN cytosoliques en cas de déficience en RAD51 (Bhattacharya et al., 2017a). Une autre 

étude montre qu’un siMRE11 (cette fois sans déficience de RAD51) n’impacte pas la 

production d’ADN cytosoliques après IR, elle serait plutôt dépendante d’EXO1 et de BLM (Erdal 

et al., 2017a). Cependant dans cette étude, la quantité générale (en condition non traitées 

aussi) d’ADN cytosoliques diminue en cas de siEXO1 et/ou BLM. Après IR, il y a toujours une 

production d’ADN cytosoliques radio-induite. 
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Le rôle de la résection après IR dans le mécanisme de production d’ADN cytosoliques reste 

donc à préciser. Il est possible que dans mon étude, une partie de l’ADN cytosolique radio-

induit ait pour origine une étape de résection suite à la formation d’une CDB médiée par SLX4. 

Il serait donc intéressant de vérifier l’impact d’une inhibition de MRE11 dans le mécanisme de 

production d’ADN cytosoliques après IR. Nous pouvons notamment utiliser des inhibiteurs 

spécifiques des fonctions endonucléases ou exo nucléases de MRE11 afin de déterminer leur 

importance dans la production d’ADN cytosoliques. Outre la visualisation de la production 

d’ADN cytosoliques, il serait important de vérifier la présence d’une résection par fibre ou 

peignage d’ADN. Ces techniques sont basées sur l’incorporation séquentielle de 2 analogues 

de la thymidine : l’IdU et le CldU. La visualisation en microscopie des 2 brins marqués permet 

d’étudier plusieurs paramètres de la fourche de réplication comme sa progression, sa 

symétrie, ainsi que la dégradation nucléotidique (Bianco et al., 2012; Quinet et al., 2017). J’ai 

d’ailleurs participé à la mise en place de la technique de fibre d’ADN au laboratoire lors de 

mon stage de Master 2. Ces techniques nous permettraient tout d’abord de caractériser le 

stress réplicatif après IR dans nos conditions. Il n’existe que peu de données dans la littérature 

mis à part une étude après 1Gy d’IR à haut LET (Bhattacharya et al., 2017a). Par la suite nous 

pourrons observer si une étape de résection a lieu après IR. Nous vérifierons la dépendance 

pour cette résection, de MRE11, de SLX4, d’acteurs de la réversion de fourche ainsi que des 

ADN glycosylases étudiées. 

5 Nouveau rôle des ROS dans la production d’ADN cytosoliques 

Mes résultats montrent un rôle nouveau des ROS dans le mécanisme de production d’ADN 

cytosoliques après IR. A l’inverse d’un traitement H2O2 seul, un prétraitement antioxydant 

avant IR avec du NAC inhibe la production d’ADN cytosoliques. De plus NTH1 participe à la 

production d’ADN cytosoliques radio-induits. Les ROS ont été montrés comme pouvant 

induire des réversions de fourche (Zellweger et al., 2015a). De plus, il a été proposé que NEIL1 

participe à la réversion des fourches de réplication (Cf chapitre 2.2.5 Stress oxydant et BER) 

(Hegde et al., 2013a). Nous avons donc émis l’hypothèse que les ROS radio-induits génèrent 

un stress réplicatif. En effet, certaines lésions oxydatives sont bloquantes pour la réplication 

générant un stress réplicatif comme les TG (Aller et al., 2007). Il a été montré qu’un traitement 

H2O2 pouvait réduire la vitesse de la réplication (Wilhelm et al., 2016a) et augmenter le 
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nombre de fourches reversées (Zellweger et al., 2015b), de fourche bloquées ainsi que leur 

résection (Klattenhoff et al., 2017a). La réversion des fourches après ROS radio-induits serait 

médiée par SMARCAL1 et FANCM. Cette réversion serait déclenchée par une glycosylase, ici 

NEIL1 comme proposé dans le modèle de réparation pré-réplicative par Hegde et al (Figure 

31).  

 
Figure 31 : Modèle de NEIL1 agissant comme un « cow catcher ». Voir texte. Issus de (Hegde et al., 2013a) 

Une fois la fourche reversée, celle-ci pourrait être clivée par SLX4, menant à la production 

d’ADN cytosoliques. D’ailleurs, mes résultats montrent qu’un siSLX4 inhibe la production 

d’ADN cytosoliques provoquée par un traitement H2O2. Mes données montrent un rôle 

significatif de NTH1, néanmoins celle-ci n’est pas incluse dans le modèle de Hegde et al. En 

effet, il a été montré in vitro que NTH1 ne peut pas se fixer à de l’ADN simple brin, 

contrairement à NEIL1. Par ailleurs, l’expression de NEIL1 (Hazra et al., 2002) et de NEIL3 

(Neurauter et al., 2012a) est augmentée en phase S. C’est pourquoi les auteurs de cette étude 

n’ont pas étudié le rôle de NTH1 dans la réplication. Cependant, NTH1 ainsi que d’autres ADN 

glycosylases, ont été retrouvées en IPOND au niveau des fourches de réplication (Bjørås et al., 

2017a). L’expression de NTH1 se retrouve aussi augmentée en phase S (Luna et al., 2000). 

D’ailleurs, la surexpression de NTH1 a été montrée comme générant des dommages à l’ADN 
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et un stress réplicatif, et cela indépendamment de son activité catalytique. La surexpression 

de NTH1 mène aussi à une augmentation de micro-noyaux (Limpose et al., 2018a). Mes 

résultats préliminaires montrent que la surexpression de NTH1 induit une production d’ADN 

cytosoliques plus importante, probablement médiée par un stress réplicatif. NTH1 semble 

donc avoir un rôle au niveau des fourches de réplication, mais celui-ci reste indéterminé. 

Plusieurs expériences sont à réaliser afin de compléter nos données sur un potentiel lien entre 

ROS, ADN glycosylases, réversion de fourches et production d’ADN cytosoliques par SLX4. 

Tout d’abord, il nous faudra confirmer le rôle de la surexpression de NTH1, et compléter les 

résultats obtenus avec NEIL1. Par ailleurs, il est important de connaitre si la production d’ADN 

cytosoliques après surexpression de NTH1 est dépendante dans un premier temps de SLX4, 

puis dans un second temps, de protéines participant à la réversion de fourches telles que 

SMARCAL1 et FANCM. Nous avons à notre disposition, des plasmides nous permettant 

d’exprimer des mutants catalytiques de NTH1 et de NEIL1, toujours capables de se fixer à 

l’ADN mais pas d’exciser la base oxydée. Cela nous permettra de déterminer si l’incision de la 

base endommagée par la glycosylase participe à la production d’ADN cytosoliques ou si le rôle 

des ADN glycosylases passe seulement par la réversion de fourches. Si les ADN glycosylases 

participent à la réversion des fourches en signalant des dommages oxydatifs, il serait 

intéressant d’étudier si le recrutement de SLX4 aux fourches est dépendant de NTH1/NEIL1 

par SIRF. Par la suite, le rôle de NTH1 au niveau de la réplication n’ayant pas été étudié, il sera 

important de nous y intéresser si nous voulons préciser l’importance de NTH1 dans notre 

modèle de production d’ADN cytosoliques. Il nous faut donc étudier l’impact de la déplétion 

ou de la surexpression de NTH1, et/ou NEIL1, sur la réplication par fibre d’ADN. Finalement, 

le rôle d’autres ADN glycosylases, notamment NEIL3 dont l’expression est accrue en phase S, 

pourra aussi être précisé. 

6 Rôle potentiel des conflits transcription-réplication 

Mes résultats montrent que la déplétion de RTEL1 diminue significativement la production 

d’ADN cytosoliques radio-induite. RTEL1 a été montrée comme étant un nouveau partenaire 

« direct » de SLX4. Cette interaction est nécessaire pour prévenir les conflits transcription- 

réplication (conflits T-R). De plus, le rôle de SLX4 dans la gestion des conflit T-R serait 

indépendant de ses SSE partenaires (SMX) (Takedachi et al., 2020). D’autres résultats 
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montrent que RTEL1 prévient l’accumulation de R-Loops, facilitant ainsi la réplication. Une 

perte de SLX4 diminue le recrutement de RTEL1 au niveau des R-Loops. Il a été proposé que 

l’élimination des R-Loops est nécessaire afin que SLX4 et ses SSE puissent accéder aux fourches 

de réplications bloquées (Wu et al., 2020, p. 1). Etant donné que mes résultats montrent un 

rôle de RTEL1, il est possible que la génération de conflits T-R et la présence de R-Loops 

participent au stress réplicatif et à la production d’ADN cytosoliques. De plus, il a été montré 

que les ROS pouvaient induire la formation de R-Loops (Tan et al., 2020; Teng et al., 2018). 

C’est d’autant plus important que les R-Loops ont été montrées comme pouvant induire des 

réversions de fourches (Chappidi et al., 2020). Les R-Loops peuvent médier la production 

d’ADN cytosoliques (Shen et al., 2015), voire, se retrouver dans le cytoplasme des cellules (Koo 

et al., 2015). Les hybrides ARN : ADN cytoplasmiques sont aussi reconnus par cGAS et peuvent 

déclencher la voie STING (Mankan et al., 2014). 

Il nous faudra donc déterminer dans un premier temps, si les conflits T-R participent à la 

production d’ADN cytosoliques. Pour les conflits T-R, il est possible de vérifier leur présence 

par des PLA PCNA et RNApol II après IR. Afin de déterminer s’ils participent à la production 

d’ADN cytosoliques, nous pourrons inhiber la transcription avant IR avec de la cordycépine. 

Dans un second temps, nous pourrons étudier l’importance des R-Loops dans les mécanismes 

de production d’ADN cytosoliques après IR. Si les R-Loops participent à la production d’ADN 

cytosoliques, la surexpression de la RNAse H1 ou H2 qui les dégradent, devrait diminuer la 

production d’ADN cytosoliques comme dans l’étude de l’équipe de Stephan Gasser (Shen et 

al., 2015). Ces résultats nous permettraient de proposer un autre modèle de production 

d’ADN cytosoliques : après IR, les dommages directs ou les ROS génèrent des conflits T-R. Ces 

derniers produisent ou stabilisent des R-Loops, menant à des réversions de fourches. RTEL1, 

coordonnée par SLX4, pourrait permettre de résoudre les R-Loops, avant clivage de la fourche 

par les SSE, menant à la production d’ADN cytosoliques. 

7 Impact sur l’inflammation et le cancer 

Mes résultats montrent que l’activation de la voie MAV et STAT1 est inhibée en cas de 

déplétion de SLX4. Le rôle des différents acteurs, identifiés pour la production d’ADN 

cytosoliques, dans le déclenchement d’une réponse immunitaire innée pourra être examiné. 

Outre l’impact de leur déplétion/surexpression sur la production de facteurs inflammatoires, 
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des tests de recrutement de cellules immunitaires sont en train d’être mis en place au 

laboratoire par Paul Wanschoor. Ces expériences nous permettront de déterminer si la perte 

de SLX4, d’ADN glycosylases ou d’acteurs de la réversion impactent le recrutement de cellules 

immunitaires. De plus, nous pourrons déterminer quelle voie du système innée est impliquée 

dans la réponse immune innée en utilisant des antagonistes de cGAS ou de MDA5/RIG1. 

En plus des lignée humaines KO pour les diffèrent acteurs que nous sommes en train de 

réaliser par CRISPR-Cas9, nous allons aussi créer des lignée KO pour SLX4 et NTH1 en cellules 

murines. Nous pourrions utiliser des cellules de cancers mammaires murines telles que les 

4T1, et les implanter dans les coussins adipeux mammaires de souris afin de conserver le 

microenvironnement local. Il sera alors possible de reproduire des IR médicales grâce au 

SARRP, un irradiateur à rayon X pour le petit animal, proche de ce qui est utilisé en 

radiothérapie. Nous pourrons alors étudier l’impact d’une déficience en SLX4/NTH1 ou 

d’autres acteurs dans la réponse à la radiothérapie. Cela pourrait permettre à long terme de 

prédire l’efficacité de la radiothérapie.  

La réalisation du crible à haut débit nous permettra d’identifier de nouvelles molécules 

permettant de moduler la production d’ADN cytosolique. Ces molécules pourront être 

utilisées en association avec la radiothérapie et d’améliorer son efficacité ou de moduler ses 

effets secondaires.  

De manière intéressante, l’hypoxie est une caractéristique commune des tumeurs et est 

associée à une résistance à la radiothérapie. Il a été suggéré que cette résistance soit due à 

une plus grande difficulté de générer des ROS dans les tumeurs hypoxiques (Horsman MR, 

2009). En effet, les radicaux produits après IR réagissent avec l’oxygène afin de générer des 

dommages. Néanmoins, dans des conditions hypoxiques, cette réaction est impossible. 

Typiquement, afin de reproduire les dommages générés en normoxie, il faut irradier à une 

dose 2.5 à 3 fois plus haute (Horsman MR, 2009). Par ailleurs, les cellules cancéreuses 

hypoxiques possèdent une capacité de détoxification des ROS accrue (Koritzinsky and 

Wouters, 2013; Semenza, 2017). De plus, l’hypoxie participe significativement à la réponse 

inflammatoire à la radiothérapie et est associé à une rôle immunosuppresseur (Sørensen and 

Horsman, 2020; Wang et al., 2019). D’après mes résultats, il est possible de penser que les 

tumeurs hypoxiques subissent moins les effets des ROS après IR, diminuant ainsi la quantité 

d’ADN cytosoliques produits, ainsi que la réponse immunitaire innée associée. Il serait 
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intéressant de déterminer si le niveau de O2 impacte la production d’ADN cytosoliques après 

IR. 

8 Les différents modèles de production d’ADN cytosoliques après radiations 

Finalement, mes résultats permettent de proposer plusieurs modèles de production d’ADN 

cytosoliques après IR (figure 32). Les IR produisent des dommages directs et des ROS menant 

entre autre, à la production de bases oxydées telles que les thymines glycol. NEIL1, en amont 

du réplisome sur la partie d’ADNsb, signale le dommage oxydatif et favorise la réversion de 

fourche par FANCM et/ou SMARCAL1. Il est possible que NTH1 participe aussi à ce processus, 

cependant d’après les données de la littérature, NTH1 se fixe uniquement à l’ADNdb. Selon la 

nature du dommage, NTH1 ou une autre glycosylase pourrait être nécessaire par la suite pour 

exciser la base oxydée. Une fois la réversion effectuée, le dommage oxydatif est éliminé par 

une glycosylase laissant place à une brèche d’ADNsb. Cette étape pourrait être poursuivie par 

la voie du long patch de la réparation du BER, étape qui pourrait être à l’origine d’une 

production d’ADN cytosoliques. A la suite de cela, la fourche reversée est clivée par SLX4 et 

ses partenaires. Si la brèche d’ADN simple brin est toujours présente, SLX1 ou MUS81 

pourraient alors cliver. Sinon l’action de MUS81 et potentiellement SLX1 coordonnées par 

SLX4 permettrait la formation d’une CDB. Il a été aussi proposé que SLX1 et XPF, coordonnées 

par SLX4, puissent cliver les fourches reversées en cas de défaut de WRNIP (Porebski et al., 

2019). Alternativement, la fourche de réplication peut être restaurée par RECQ1 et être alors 

prise en charge par SLX4 et MUS81/SLX1. Le clivage de la fourche peut être à l’origine de la 

production d’ADN cytosoliques. Cependant, il est possible que l’ADN cytosolique soit produit 

lors d’une étape de résection pendant le redémarrage de la fourche. Parallèlement, les ROS 

mènent à la formation de R-Loops, pouvant mener à des réversions de fourches. SLX4 et RTEL1 

participent à l’élimination de la R-Loops, permettant de rendre la fourche accessible à SLX4 et 

ses partenaires, ou à RECQ1 pour le retournement.  

Quant à la nature de l’ADN cytosolique, cette question reste en suspens. Au cours de ma thèse, 

j’ai réalisé des marquages en immunofluorescence avec un anticorps spécifique des TG. Mes 

résultats préliminaires montraient une production de TG cytosoliques après IR. La cinétique 

de production des TG cytosoliques était comparable à celle des ADN cytosoliques marqués au 

BrdU. Cela suggèrerait qu’un mécanisme clive en amont et en aval du TG, permettant sa 
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libération dans le cytosol. Aussi, ces TG cytosoliques pourraient être originaires de « clusters » 

de dommages formés après IR où des tentatives de réparations ont eu lieu. Néanmoins dans 

ces expériences, il n’était pas possible de déterminer si le fragment d’ADN cytosolique avait 

été clivé car il contenait un TG, ou si celui-ci rencontrait des ROS sur le chemin du cytosol. Les 

ADN cytosoliques pourraient aussi être originaire des télomères. En effet, les télomères sont 

sensibles aux ROS et au stress réplicatif. De plus, ils peuvent être retrouvés dans le cytoplasme 

dans les cellules ALT. Il serait possible de de réaliser un marquage télomérique et de quantifier 

le signal cytoplasmique. Par ailleurs, les sites fragiles sont à l’origine de stress réplicatifs et à 

l’origine de formation de R-Loops. Extraire l’ADN cytosolique et le séquencer nous permettrait 

d’identifier la présence de site fragiles ou de télomère afin de mieux comprendre l’origine des 

ADN cytosoliques. 

 
Figure 32 : Modèle de production d’ADN cytosoliques après IR. Figure originale  
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Conclusion 

Le stress réplicatif, potentiellement médié par les ROS généré durant l’irradiation, et les 

structures intermédiaires formées par les fourches de réplication sont essentielles à la 

production d’ADN cytosoliques. Dans leur ensemble, mes résultats montrent que, en plus de 

son rôle dans de nombreux mécanismes de réparation, SLX4 participe à la production d’ADN 

cytosoliques après un stress génotoxique ainsi qu’à l’activation du système immunitaire inné 

qui en découle. J’ai pu montrer l’implication de protéines impliquées dans la réparation des 

bases oxydées dans le mécanisme de production d’ADN cytosoliques. Mon travail a permis de 

proposer un lien entre ROS, stress réplicatif, ADN glycosylases et SLX4 via une structure 

commune : la fourche reversée. Cela nous a permis de proposer un modèle de production 

d’ADN cytosoliques après IR. 

La voie STING et la production d’ADN cytosoliques ont été montrées comme participant à 

l’efficacité des traitements anti tumoraux comme la RT ou l’immunothérapie. Des cellules 

cancéreuses déficientes pour SLX4 répondront probablement moins bien à la radiothérapie. 

A l’inverse, NTH1 qui est retrouvé surexprimé dans certains types de cancers, pourrait 

favoriser ce type de thérapies anti cancéreuses. Comprendre les mécanismes de production 

d’ADN cytosoliques pourraient à long terme nous permettre de prédire ou moduler l’efficacité 

des différents traitements anti tumoraux. 
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Matériels et méthodes supplémentaires 

Culture cellulaire 

Les cellules HeLa contenant un système inductible à la doxycycline permettant d’exprimer une 

forme de SLX4 mutante pour son interaction avec RTEL1 (SLX4-LP) (Takedachi et al., 2020,) 

sont un don généreux du Dr Pierre-Henri Gaillard. Elles sont cultivées dans du Dulbecco 

modified eagle medium supplémenté avec 10% de sérum de veau fetal sans tétracycline, de 

la pénicilline (200IU/ml) à 37°C avec 5% de CO2. Afin de maintenir les sites FRT, le milieu des 

cellules HeLa est supplémenté en Blasticidine (2µg/mL) et Hygromycine B (100µg/mL). Pour 

l’incorporation de BrdU, les cellules sont incubées avec 10µM de BrdU pendant 36h, avant de 

retourner dans un milieu sans BrdU avant irradiation. L’induction à la DOX est réalisée 48h 

avant irradiation à Transfection 

80 × 103 (MCF7) ou 40 × 103 (HeLa) cellules furent ensemencées 48h avant IR. Les cellules 

furent transfectées avec 10µM de siRNA spécifiques ou issus d’un pool de siRNA sans cibles 

(Dharmacon). La transfection a été réalisée en suivant les instructions du constructeur avec 

de l’INTERFERin (Polypus transfection). Les siRNA 5’3’ UTR sont un mix de 2 séquences de 

siRNAs : 

SLX4 UTR87 (GCACCAGGUUCAUAUGUAUdTdT) 

SLX4 UTR7062 (GCACAAGGGCCCAGAACAAdTdT) 

De plus, les siRNA RTEL1 (L-013379-00-0005), ou le pool de siCTRL (D-001810-10-50) furent 

acheté chez Dharmacon. 

Immunofluorescence 

Les expériences d’immunofluorescences ont été réalisées comme décris dans l’article de ma 

thèse. Un anticorps spécifique anti-TG (JAI-MTG-100P, Adipogen) a été utilisé pour les 

immunofluorescence des TG. 
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Annexes 

A link between Replicative stress, Lamin proteins, and inflammation 
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Le vieillissement Une histoire de dommages de l’ADN d’enveloppe nucléaire altérée et 
d’inflammation ? 
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Lamin B1 sequesters 53BP1 to control its recruitment to DNA damage 

 

53BP1 est une protéine clef de la réparation qui favorise le C-NHEJ au détriment de la RH. Le 

C-NHEJ est l’une des voies de réparation des CDB et son défaut entraine des réarrangements 

génétiques ainsi qu’une sensibilité accrue à des agents génotoxiques. Néanmoins son action 

doit aussi se voir limitée à certaines phases du cycle. Par exemple si 53BP1 est recrutée durant 

la mitose, la réparation par le NHEJ de DSB peut mener à des fusions chromosomiques. C’est 

pourquoi, le recrutement de 53BP1 qui joue un rôle important dans le choix du mécanisme de 

réparation, doit être finement contrôlé.  

Cette étude montre que la surexpression de la lamine B1, une protéine de l’enveloppe 

nucléaire, induit un défaut de recrutement de 53BP1. Contrairement à ce qui a été montré en 

cas de déficience pour la lamine A ou l’expression de la pré-lamine A, ni les niveaux de 53BP1 

ni sa localisation n’étaient altérés. La surexpression de la lamine B1 entraine une sensibilité 

accrue à des stress génotoxiques, une accumulation de CDB et un défaut de réparation par le 

NHEJ. Cette étude montre une interaction directe entre 53BP1 et la lamine B1. L’interaction 

53BP1-Lamine B1 se fait sur le domaine IRIF de 53BP1, incluant les domaines TUDOR et UDR, 

nécessaires à 53BP1 pour interagir avec la chromatine endommagée et contrôler de son 

recrutement. Après dommages à l’ADN, 53BP1 se dissocie de la lamine B1 et est recrutée au 

niveau des CDB. En cas de surexpression de la lamine B1, 53BP1 est séquestrée par la lamine 

B1. Le recrutement de 53BP1 aux dommages, en plus d’être régulé de manière stricte, est 

contrôlé à distance par son interaction avec la Lamine B1. 

Au final, l’ensemble de ces résultats suggère que dans les cellules normales en absence de 

dommages, la Lamine B1 interagit avec 53BP1 et joue le rôle de « réservoir » de 53BP1.  Cette 

réserve de 53BP1 est située à distance mais est rapidement disponible en cas de stress 

génotoxique. Apres dommages à l’ADN, 53BP1 se dissocie de la Lamine B1 permettant ainsi 

son recrutement rapide à la chromatine endommagée. En cas de surexpression (comme 

retrouvée dans différentes tumeurs), la Lamine B1 séquestre 53BP1, empêchant son 

recrutement, contribuant ainsi à une instabilité génétique. 
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