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RESUME

L'instabilité génomique est l'une des propriétés les plus anciennement reconnues aux cellules

cancéreuses qui présentent fréquemment des anomalies de structure et de nombre de chromosomes.

Depuis plusieurs années, mon laboratoire cherche à reconstituer les mécanismes moléculaires mis en

œuvre lors de la formation des réarrangements chromosomiques associés à la progression tumorale,

notamment lors de l’amplification génique, et plus particulièrement au rôle des sites fragiles communs

sensibles à l'aphidicoline (SFA) dans ces mécanismes. Les sites fragiles sont des locus

chromosomiques où des cassures se produisent quand les cellules sont cultivées dans des conditions de

stress.

Nous avons montré, dans des cellules amplifiées in vitro pour divers gènes, que des cassures au

niveau des sites fragiles communs peuvent engendrer des remaniements secondaires des structures

portant les copies surnuméraires (inversions, translocations, interconversions entre copies intra- et

extrachromosomiques). Nous avons également contribué à montrer que les mécanismes

d'amplification peuvent être initiés in vivo par des évènements survenant au niveau des SFAs. En effet,

la duplication du gène PIP1 dans la lignée de cancer du sein T47D a été initiée au niveau du site

fragile FRA7I, probablement par une cassure ayant déclenché le processus de cassure-fusion-pont.

Nous nous sommes par ailleurs intéressés au gène grid2, fréquemment inactivé par des

réarrangements chez la souris, donnant des animaux ataxiques (mutant hotfoot). Nous avons identifié

et cloné Fra6C1, un SFA couvrant ce gène chez la souris, ainsi son orthologue du génome humain,

FRA4F, situé au niveau de GRID2 humain en 4q22 dans une région de synténie avec le génome murin

s’étendant sur environ 7Mb. Cette étude révèle un lien entre maladie génétique à transmission

mendélienne et SFA. De plus, le bras long du chromosome 4 est fréquemment délété dans les cancers

du foie, notamment la région de FRA4F, suggérant que ce site pourrait aussi jouer un rôle dans le

développement de la cancérogénèse hépatique.

Des stress variés induisent des cassures dans les chromosomes et contribuent aux remodelages

génomiques observé dans les cancers. Ainsi, la destruction du fuseau mitotique par les poisons des

microtubules induit un arrêt irréversible des cellules normales de mammifères au cours de la phase G1

suivant la mitose perturbée. Nous avons montré qu’un retard prolongé au franchissement de la mitose

induit des cassures chromosomiques. Ce phénomène, qui dépend de BubR1 mais pas de Mad2 (deux

protéines impliquées dans le contrôle de la mitose), couple le point de contrôle peu efficace qui

surveille le fuseau au point de contrôle plus stringent des dommages de l'ADN. Les cellules déficientes

pour ce dernier continuent leur cycle et peuvent acquérir, en un cycle, à la fois des anomalies de

nombre et de structure des chromosomes, ressemblant aux réarrangements complexes observés dans

de nombreuses tumeurs solides.
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 Le maintien de l’information génétique au cours des divisions cellulaires successives

est assuré par la succession des phases S et M, étapes clés qui conduisent respectivement à
dupliquer les chromosomes et à les répartir de façon égale entre les cellules filles. Ces

processus étant intrinsèquement générateurs d'erreurs, ils doivent être étroitement contrôlés

par différents mécanismes de surveillance, appelés points de contrôle. Ces points de contrôles
sont répartis tout au long du cycle et surveillent 1) en G1, au niveau du "point de restriction",

que toutes les conditions soient réunies (présence de facteurs de croissance ou de signaux de

prolifération) pour que la cellule puisse s'engager dans un nouveau cycle (entrer en S,
répliquer son ADN puis se diviser), ou dans le cas contraire, sortir du cycle pour un état

quiescent (phase G0). Une fois le point de restriction franchi, la cellule est engagée
irréversiblement dans le cycle (Sherr, 2004); 2) à la sortie de G1 (point de contrôle G1/S),

l'état des chromosomes avant d'entrer en phase S; 3) en S, le bon déroulement de la réplication

(Takeda and Dutta, 2005); 4) à l'entrée en mitose (point de contrôle G2/M) que l'ADN a été
correctement et complètement répliqué; 5) en mitose, que le fuseau est correctement formé,

puis que les chromosomes sont bien accrochés au fuseau mitotique (contrôle de la transition
métaphase-anaphase) et enfin que les chromosomes sont complètement séparés avant le

déclenchement de la sortie de mitose (voie MEN) (Wassmann and Benezra, 2001); 6) Un

dernier paramètre important pour les cellules soumises à l'action des stress génotoxiques est le
contrôle de l'intégrité de leur génome grâce aux points de contrôle des dommages de l'ADN.

Quand des cassures sont détectées, si les dommages ne sont pas réparables, les cellules
s'engageront dans une voie de mort cellulaire (apoptose ou sénescence). Dans le cas contraire,

ATM/ATR et Chk1/Chk2 déclenchent des signalisations  qui retardent la progression du cycle

en G1, S ou G2, en ciblant les complexes cyclines/CDK spécifiques de chaque phase et
permettent ainsi aux cellules de réparer leurs lésions (Lukas et al., 2004).

La transformation physiologique d'une cellule normale en une cellule cancéreuse
s'effectue souvent en plusieurs étapes qui conduisent progressivement à la perte de la capacité

d'exercer ces contrôles et à l'acquisition de nouvelles capacités comme l'autosuffisance aux

signaux de prolifération, l'insensibilité aux signaux d'arrêt de croissance, l'échappement au
programme de mort cellulaire, la perte de la limitation du potentiel de prolifération

(échappement à la crise) et, dans les stades avancés, l'invasion des tissus, à la formation de

métastase (Hanahan and Weinberg, 2000). Cette évolution résulte de l'accumulation de
mutations ou de modifications épigénétiques conduisant à la dérégulation de l'expression de

certains gènes (activation des oncogènes, inhibition des gènes suppresseurs de tumeurs)
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facilitée par la perte des points de contrôle du cycle. Cette instabilité génétique assure la
constitution d’un important réservoir de cellules mutantes à partir duquel sont sélectionnées

celles qui ont acquis un avantage de croissance, assurant ainsi la progression tumorale.
Au niveau chromosomique, la plupart des tumeurs présentent des anomalies

caryotypiques, variables d'un groupe de tumeurs à l'autre. En effet, dans les leucémies et les

tumeurs des tissus mous, des translocations récurrentes, bien caractérisées, constituent
souvent le seul réarrangement détectable et conduisent, au niveau moléculaire, à l'activation

d'oncogènes (gène de fusion ou dérégulation de la transcription) (Dutrillaux, 2000;

Gisselsson, 2003). Au contraire, les caryotypes des tumeurs solides (foie, sein, poumon …)
sont souvent complexes (Mitelman, 2002) et présentent soit des anomalies de structure

(délétions, translocations, inversions, amplifications intra ou extrachromosomique), soit des
anomalies de nombre de chromosomes (aneuploïdies), soit les deux. Si des réarrangements

variés surviennent dans les différentes tumeurs, ils ne surviennent pas de façon aléatoire. Les

mécanismes mis en œuvre lors de la formation des réarrangements chromosomiques à
l'origine de ces anomalies ne sont pas encore vraiment élucidés mais sont en cours d'études,

notamment au laboratoire. La formation de réarrangements structuraux pourrait s'expliquer
par la présence de cassures doubles brins persistant dans le génome, qu'elles aient pour

origine des stress intracellulaires ou environnementaux. Les cellules sont particulièrement

sensibles aux stress qui entraînent un ralentissement, voire un arrêt, des fourches de
réplication. C'est notamment le cas des stress qui induisent les sites fragiles communs,

conduisant à la formation de cassures ciblées dans le génome. Il est actuellement largement
établi que ces cassures sont souvent à l'origine de la formation de certaines structures

amplifiées intrachromosomiques ou d'autres remaniements observées fréquemment dans les

cellules tumorales. La persistance dans les cellules de cassures doubles brins non ou mal
réparées au moment de la réplication ou de la mitose, liée à des défauts dans les points de

contrôle des dommages de l'ADN (voies ATM, ATR, voies de réparation des cassures par
exemple), va favoriser la formation de délétions, translocations, chromosomes dicentriques,

ponts chromatidiens … entretenant et développant certaines formes d'instabilité. L'étude des

sites fragiles communs, activés en réponse aux stress induits en phase S, a constitué la
première partie de mon travail de thèse.

En ce qui concerne les anomalies de nombre des chromosomes, il est généralement

admis qu'elles résultent d'échecs de la mitose dus à des problèmes de formation du fuseau
mitotique, de séparation des centrosomes, du point de contrôle de mitose, de ségrégation des

chromosomes, de cohésion des chromosomes ou de cytocinès. Cette vision dichotomique de
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l'évolution chromosomique par cassures en phase S et ségrégation aberrante en mitose a été en
partie remise en cause par l'observation de remaniements chromosomiques dans les cellules

après une culture prolongée en présence de poison du fuseau suggérant que ces drogues
considérées non-clastogènes sont quand capables d'induire, en plus des anomalies de nombre,

des réarrangements de la structure des chromosomes. Dans la seconde partie de mon travail de

thèse, j'ai étudié, sur les cellules de mammifères, les conséquences des traitements prolongés
par différentes drogues qui perturbent la mitose (les inhibiteurs du fuseau mitotique). J'ai ainsi

pu montrer que les perturbations mitotiques déclenchent une signalisation de stress induisant

des cassures, ce qui conduit simultanément à des anomalies de nombre et de structure et
reproduit en une seule étape certains rearrangements complexes observés dans les tumeurs.
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I) Les sites fragiles : cassures associées à la perturbation de la phase S

1) La découverte des sites fragiles

Dekaban a le premier, en 1965, décrit l'existence d'une "région de fragilité récurrente"

après l'observation dans des cultures de lymphocytes d'une de ses patientes d'une cassure
récurrente sur le chromosome 9q (Dekaban, 1965). Par la suite, d'autres exemples de cassures

observées de façon répétée sur les différents chromosomes sont venus confirmer cette notion

de "fragilité récurrente" (Lejeune et al., 1968; Lubs, 1969; Reeves and Lawler, 1970). Le
caractère transmissible de certains de ces sites a été découvert par Lejeune et collaborateurs

après l'observation chez une mère et sa fille d'un site en 2q21 (Lejeune et al., 1968). L'intérêt
porté à ces sites s'est accru après la découverte de l'association entre un site fragile localisé

vers l'extrémité du bras long du chromosome X et la forme familiale la plus commune de

retard mental connu sous le nom de "syndrome de l'X fragile" (Lubs, 1969). Dans les premiers
temps, néanmoins, la caractérisation de ces sites était rendue difficile par la grande variabilité

des fréquences de cassure observées d'une étude à l'autre, qui brouillait les résultats.

Dans les années 1970, Sutherland a observé qu'en fonction de la composition du
milieu de culture, des cassures pouvaient ou non apparaître fréquemment au niveau de

certains sites, notamment dans les milieux pauvres en acide folique et thymidine. Ces
observations ont amené l'idée que les sites fragiles sont inductibles (Sutherland, 1977a, 1979a;

Sutherland, 1991). La découverte en 1984 d'un inducteur d'un nouveau type de site,

l'aphidicoline (AP), a conduit à la définition actuelle des sites fragiles à savoir "des locus
chromosomiques où des cassures et des constrictions se produisent de façon récurrente quand

les cellules sont soumises à des conditions spécifiques de culture" en particulier celles qui
perturbent la réplication (Glover et al., 1984).

Au cours des études cytogénétiques sur le syndrome de l'X fragile, des cassures

chromosomiques récurrentes, survenant notamment en 3p14.2, 16q23 et Xp22.3, ont été
observées chez les individus malades comme chez les témoins. Ces observations ont conduit à

la distinction de 2 classes de sites caractérisées par leur fréquence dans les populations
(Glover et al., 1984): les sites dits rares (SFR), présents chez un petit nombre d'individus

d'une population, et les sites dits communs (SFC), présents chez tous les individus d'une

population.
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2) Les sites fragiles rares

Le plus fréquent des SFRs, FRA16B, est observé chez environ 5% des individus de la
population européenne (Schmid et al., 1986). A l'opposé certains SFRs n'ont été décrits qu'une

fois (Baker and Sutherland, 1991). Les analyses cytogénétiques ont permis de caractériser 29

SFRs, répartis en 3 catégories en fonction des conditions de culture qui les induisent (Tableau
1) : les sites sensibles au folate (a), les sites induits par la distamycine-A (b), les sites induits

par la bromodésoxyuridine (BrdU), un analogue de la thymidine (c).

Tableau 1: Classification des SFRs en fonction de leurs inducteurs
Groupe Inducteurs Nombre (cloné) Motif répété

a- sensible au
folate

Faibles concentrations d'acide
folique et de thymidine;
méthotrexate; FudR; FcdR; haute
concentration de thymidine.

22 (6) (CCG)n

b- sensible à la
distamycine A

1- Distamycine A, BrdU,
oligopeptides antibiotiques qui
ciblent le petit sillon de l'ADN

2- Tous les inducteurs (1) sauf le
BrdU (observé seulement dans
la population japonaise).

2 (1)

3 (0)

minisatellite
33 pb riche AT

??

c- sensible BrdU  BrdU, BrdC 2 (1) minisatellite
~ 42pb riche AT

a) Les sites sensibles au folate

Ces sites, au nombre de 22, sont induits par une carence en folate (un co-facteur dans

la conversion de l'uridine monophosphate en thymidine monophosphate). Ils sont également

induits par divers traitements qui aboutissent à la perturbation des pools nucléotidiques
pendant la synthèse de l'ADN (déficit de dCTP ou dTTP) (Figure 1, Tableau 1) : les faibles

concentrations d'acide folique et de thymidine dans le milieu de culture, l’inhibition du
métabolisme du folate par le méthotrexate (MTX), l’inhibition de la synthèse de la

désoxycytidine diphosphate par des concentrations élevées de thymidine (inhibant la

ribonucléotide réductase), l’inhibition de la thymidilate synthase par la fluorodésoxyuridine
(FUdR) ou la fluorodeoxycytidine (FCdR) (revue dans (Sutherland, 1991; Sutherland and

Richards, 1999)).
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Six d’entre eux ont été caractérisés au niveau moléculaire: 3 sites sur le chromosome
X: FRAXA (Xq27.3) (Fu et al., 1991; Kremer et al., 1991; Verkerk et al., 1991), FRAXE

(Xq28) (Knight et al., 1993), FRAXF (Xq28) (Hirst et al., 1993; Parrish et al., 1994) et 3 sites
autosomiques : FRA16A (16q13.11) (Nancarrow et al., 1994), FRA11B (11q23.3) (Jones et

al., 1995) et FRA10A, le plus prévalent des sites autosomiques de ce groupe (1/500 individus)

(Sarafidou et al., 2004) (Tableau 2).
FRAXA, le premier étudié, est associé au syndrome de l'X fragile (Harvey et al.,

1977). Des études visant à mieux comprendre l'origine de cette maladie ont conduit au
clonage du gène FMR1 (Fragile Mental Retardation 1) (Verkerk et al., 1991), qui code une

protéine de liaison à l'ARN (pour revue (Cummings and Zoghbi, 2000)). L'analyse

moléculaire de FRAXA a permis la mise en évidence d'un nombre variable de répétitions de
triplet CCG dans la partie 5' non-traduite du premier exon du gène FMR1 (Hirst et al., 1994).

Le nombre de répétitions du trinucléotide CCG varie de 6 à 55 chez les sujets sains et est
supérieur à 230 chez les patients. Il existe un état intermédiaire chez les porteurs sains

(prémutation) où le nombre de répétitions est instable (55< n< 230), mais ni la maladie ni le

SFR ne sont détectés. On parle de mutation dynamique pour ce mécanisme de mutation par
amplification de triplet (Sutherland et al., 1998). Dans les allèles mutants, les répétitions CCG

sont fortement méthylées ainsi que les îlots CpG, entraînant l'extinction du gène FMR1. La

transmission des allèles mutés et prémutés est différente selon le parent qui les transmet.

Figure 1: Schéma simplifié du métabolisme des nucléotides et les implications dans l'induction des
SFRs sensibles au folate. D'après (Sutherland, 1988).
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Tableau 2: Taille des répétitions CCG dans les SFRs sensibles au folate clonés
Nombre de copieSite fragile

(localisation) normal prémutation mutation
gène Référence

FRA10A
(10q23.3)

8-14 (9 le
fréquent)

? (non obs dans
81 témoins)

~ > 200 FRA10AC1 (Sarafidou et
al., 2004)

FRA11B
(11q23.3)

8-14 (11
fréquent)

80-100 > 400 CBL2 (Jones et al.,
1995)

FRA16A
(16p13.11)

16-50 50-200? 1000-2000?  inconnu (Nancarrow et
al., 1994)

FRAXA
(Xq27.3)

6-55 55-230  > 230 FMR1 (Verkerk et
al., 1991)

FRAXE
(Xq28)

6-35 50-200 ? > 200 FMR2, FMR3 (Gecz, 2000b;
Knight et al.,
1993)

FRAXF
(Xq28)

6-38 ? 300-500 FAM11A (Parrish et al.,
1994; Shaw et
al., 2002)

Quand la mère transmet un allèle muté ou prémuté, le nombre de répétitions va en
augmentant. Au contraire, les pères ne transmettent que des allèles prémutés, suggérant que

les cellules germinales paternelles avec des prémutations ont un avantage sélectif par rapport

à celles qui portent un allèle muté (pour revue (Sutherland et al., 1998; Sutherland and
Richards, 1999)).

La présence d'un nombre variable de répétitions CCG a été également retrouvée lors
de l'analyse moléculaire des autres sites sensibles au folate, qu'ils soient localisés sur l'X ou

sur un autosome (Tableau 2) (Sarafidou et al., 2004; Sutherland and Richards, 1995b).

Comme dans le cas de FRAXA/FMR1, un nombre de répétitions CCG important (mutation)
est associé à une hyperméthylation de l'ADN qui n'est pas présente dans les allèles normaux.

La méthylation observée est donc une conséquence de l'expansion des trinucléotides plutôt
que d'un effet d'empreinte parentale ou de l’inactivation du chromosome X, comme suggéré

initialement (Laird, 1987a). Sauf dans le cas de FRA16A, les SFRs ont été localisés dans la

partie 5' non traduite d'un gène (Tableau 2) et la méthylation des CCG aboutit à leur
inactivation (Sutherland and Richards, 1999). Un traitement des cellules par un agent

déméthylant (5-azadésoxycytidine) peut les réactiver (Chiurazzi et al., 1998; Shaw et al.,

2002).
Comme indiqué ci-dessus, l'inactivation de FMR1 par méthylation sur les allèles

étendus de FRAXA (Devys et al., 1993; Pieretti et al., 1991), mais aussi par délétion (Gedeon
et al., 1992) ou par mutation ponctuelle (De Boulle et al., 1993) est la cause du
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développement du syndrome de l'X fragile (Cummings and Zoghbi, 2000). D’autres SFRs ont
aussi été associés à des maladies héréditaires. FRAXE est associé à certains cas de retard

mental léger non spécifique (incidence entre 1/50000 à 1/100000 garçons) (Knight et al.,
1993; Mulley et al., 1995), liés à une diminution de l'expression du gène FMR2 (Gecz, 2000a)

dont la fonction est encore inconnue. Il a été suggéré que FRAXF, souvent confondu avec

FRAXE en cytogénétique, pourrait être impliqué dans certains cas de retard mental (Hirst et
al., 1993; Parrish et al., 1994), mais ceci reste à démontrer. Enfin, FRA11B, en 5' du proto-

oncogène CBL2, est associé à des cassures chromosomiques du 11q chez un petit nombre de

patients présentant le syndrome de Jacobsen (Jones et al., 2000).

b) Les sites sensibles à la distamycine-A

Ces sites, au nombre de 5, sont tous induits par des ligands des bases AT du petit

sillon de l'ADN comme la distamycine-A, le netropsin, le bérénil, le DAPI, le Hoechst (pour
revue (Sutherland, 1991; Sutherland and Richards, 1999)). Les sites du sous-groupe b-1,

FRA16B (16q22) et FRA17A (17p12) sont également inductibles par le BrdU, à la différence

des sites du sous-groupe b-2 (Tableau 1). Ces derniers, FRA8E (8q24.1) (Takahashi et al.,
1988a), FRA11I (11p15.1) (Takahashi et al., 1988b) et FRA16E (16p12.1) (Hori et al., 1988)

n’ont été jusqu'à présent observés que dans la population japonaise. 
FRA16B, présent chez un individu sur 20 dans la population européenne, est le plus

fréquent des SFRs et son activation a quelques fois été observée dans 90% des métaphases

après traitement au bérénil (Schmid et al., 1986). Il a été le premier SFR non sensible au
folate décrit, et actuellement le seul site sensible à la distamycine-A cloné (Yu et al., 1997).

Sa fragilité provient de l'expansion de répétitions d'une séquence de 33pb (ATATATTATAT-

ATTATATCTAATAATATAT(C/A)TA)n, où n peut atteindre plusieurs milliers dans les
allèles FRA16B (représentant 15 à 70 kb de séquence) contre 7 à 12 dans la population

générale (Yu et al., 1997). Ces grandes expansions ne sont détectables que par électrophorèse
en champ pulsé, ce qui rend impossible la détection de faibles augmentations de taille et donc

l'étude de variations somatiques ou familiale du nombre de répétitions. La composition de ce

site est cohérente avec son mode d'induction par des drogues qui se lient au petit sillon de
l'ADN de séquences composées presque exclusivement de AT. Aucun gène n'a été détecté au

niveau de ce site.
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c) Les sites fragiles sensibles au BrdU

Ces sites FRA10B (10q25.2) et FRA12C (12q24.2) sont spécifiquement induits par

des traitements prolongés par le BrdU ou la bromodésoxycytidine (BrdC) (Scheres and
Hustinx, 1980; Sutherland et al., 1980). Le BrdU est incorporé dans l'ADN en substitution de

la thymidine et pourrait affecter la voie de synthèse des pyrimidines. FRA10B, le deuxième

SFR le plus fréquent, est observé chez 1 personne sur 40 (2,5%) dans la population
australienne (Sutherland, 1982).

L'analyse moléculaire de FRA10B a révélé, dans les allèles fragiles, la présence
d’expansions d'une séquence complexe d'environ 42 pb s’étendant sur 5 à 100 kb. Cette

séquence présente une région centrale très riche en AT (91%) contenant des motifs

minisatellites variables en taille et composition d'une famille à l'autre, entourée de régions non
répétitives (58% d'AT). Les séquences "étendues" montrent à la fois de l'instabilité somatique

et génétiquement transmissibles (Hewett et al., 1998).

d) Les mécanismes de l'instabilité des SFRs

Jusqu'à présent, les SFRs clonés et analysés au niveau moléculaire apparaissent
composés soit de répétitions de trinucléotides (TNR), soit de minisatellites (riches en AT)

(Tableau 2). Dans la dernière décennie, les expansions de TNR (CCG, CAG, GAA) dans le
génome, ont été impliquées dans le développement de maladies héréditaires neurologiques

humaines (Tableau 3) (pour revue (Cummings and Zoghbi, 2000; Handt et al., 2000)). Dans

ces maladies à anticipation, l'augmentation du nombre de répétitions au cours des générations
est associée à une aggravation de la maladie (apparition plus précoce des symptômes)

(Sutherland and Richards, 1995a).
De nombreuses études ont été menées ces dernières années dans différents systèmes

modèles (bactérie, levure, souris, cellules de mammifères) et in vitro pour déterminer quels

paramètres influencent l'expansion ou la contraction des TNR (Cleary and Pearson, 2003;
Cummings and Zoghbi, 2000; Hirst and White, 1998; Sutherland et al., 1998; Wells, 1996).

Cette instabilité dépend, entre autres, de la longueur de la séquence répétée (seuils
prémutation-mutation, Tableau 2), du nombre de répétitions ininterrompues (Kunst and

Warren, 1994; Montermini et al., 1997) (l'interruption des (CCG)n par AGG stabilise la

séquence (Eichler et al., 1994; Fu et al., 1991; Oberle et al., 1991)), de la capacité à former
des structures secondaires comme des épingles à cheveux (polyCCG, polyCAG), des

tétraplexes (polyCCG) ou des triples hélices (polyGAA) (Chen et al., 1995; Cleary and
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Pearson, 2003; Fojtik and Vorlickova, 2001; Gacy et al., 1998; Heidenfelder et al., 2003;
Mitas et al., 1995; Nadel et al., 1995). Les séquences riches en AT présentes au niveau de

FRA10B et FRA16B peuvent également former des structures secondaires en épingles à
cheveux (Handt et al., 2000). Des études ont également permis d'exclure certains facteurs

comme la méthylation de l'ADN (Nancarrow et al., 1994) ou un niveau élevé d'instabilité

génétique globale de la cellule (comme cela peut être observé dans certains cancers avec
instabilité des microsatellites) (Goellner et al., 1997).

Tableau 3: Maladies causées par des mutations par expansion de triplet
Maladie – Syndrome Gène Type de

répétition
Localisation
des répétitions

OMIM

Syndrome de l'X fragile FMR1 (CCG)n 5'-UTR +309550

Retard mental léger associé à FRAXE FMR2, FMR3 (?) (CCG)n 5'-UTR +309548

Ataxie de Freidreich frataxine (GAA)n Intron 1 # 229300

Dystrophie myotonique DMPK (CAG)n 3'-UTR #160900

Atrophie musculaire spinobulbaire
(maladie de Kennedy)

AR (recepteur aux
androgènes)

(CAG)n CDSa #313200

Maladie de Huntington HD (huntington) (CAG)n CDS +143100

Atrophie dentatorubrale
pallidoluysienne (syndrome de Haw
river)

DRPLA
(atrophine-1)

(CAG)n CDS #125370

Ataxie spinocerebelleuse de type 1 SCA1 (ataxin-1) (CAG)n CDS #164400

Ataxie spinocerebelleuse de type 2 SCA2 (ataxin-2) (CAG)n CDS #183090

Ataxie spinocerebelleuse de type 3
(maladie de Machado-Joseph)

SCA3 (ataxin-3) (CAG)n CDS #109150

Ataxie spinocerebelleuse de type6 SCA6 (CAG)n CDS #183086

Ataxie spinocerebelleuse de type7 SCA7 (ataxin-7) (CAG)n CDS #164500

Ataxie spinocerebelleuse de type 12 SCA12 (ataxin-12) (CAG)n 5'-UTR #604326
a CDS : mutation dans la séquence codante

Les mécanismes moléculaires impliqués dans le changement du nombre de répétitions
ne sont pas encore élucidés. Plusieurs modèles non exclusifs ont été proposés (pour revue

(Cleary and Pearson, 2003)), reposant sur la mise en œuvre d’évènements de conversion

génique (Igarashi et al., 1996; Jeffreys et al., 1994), sur des anomalies de réparation de l'ADN
(Kovtun and McMurray, 2001; Oussatcheva et al., 2001; Parniewski et al., 2000) ou de

réplication (Richards and Sutherland, 1994; Viguera et al., 2001; Wells, 1996). Le modèle
réplication-glissement est le plus étudié actuellement, il permet d'expliquer à la fois les

changements d'un faible ou d'un grand nombre de répétitions (Figure 2). Il propose qu’un

défaut d'alignement des TNRs ( lorsque la taille des répétitions ininterrompues est inférieure à
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la taille d’un fragment d'okazaki ou un glissement entre un fragment d'okazaki et la matrice
(lorsque la taille des répétitions ininterrompues est supérieure à celle des fragments d'okazaki)

survenant pendant la réplication du brin  discontinu induiraient la formation de structures

secondaires capables de bloquer l’élongation (Balakumaran et al., 2000; Freudenreich et al.,
1997; Kunst and Warren, 1994; Viguera et al., 2001). La protéine FEN1 (flap endonucléase

1), qui normalement élimine la partie 5' libre des fragments d'okazaki déplacés par la
polymérase pendant la synthèse d'ADN avant l'intervention de la ligase, est inactive sur les

doubles brins, donc sur les structures secondaires formées au niveau des SFRs (Henricksen et

al., 2000). En accord avec un rôle de FEN1 (Liu and Bambara, 2003), il a été montré que
l'absence de Rad27 (scFEN1) augmente l'expansion des répétitions di- et tri-nucléotides

(Schweitzer and Livingston, 1998; White et al., 1999). Chez les mammifères, la réparation

Figure 2: Modèle de formation des changements de nombre de répétitions. (a) nombre de copie n <
80. Le glissement du brin au cours de l'élongation peut conduire à l'addition (ou à la délétion) d'un
faible nombre de copies (y). (b) pour n>80, aucune des extrémités du fragment d'okazaki
nouvellement synthétisé n'est liguée. Il est donc libre de se décrocher et de glisser (flèche rouge)
aboutissant à la synthèse d'un certain nombre (z) de copies supplémentaires. La capacité de
l'extrémité 5' libre à former une structure secondaire inhibera l'activité de FEN1 (flèche verte)
augmentant l'instabilité de la séquence. La réparation de la structure entraînera l'addition de copies
supplémentaires. D'après (Sutherland et al., 1998).
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préférentielle de ces structures par " end joining " induirait l'acquisition de copies
supplémentaires.

Il faut noter cependant que les répétitions de trinucléotides ne conduisent pas toutes à
former des SFRs. Le mécanisme qui conduit à la fragilité d’une sous-classe particulière de ces

séquences est peu compris. Il a été proposé que les cassures pourraient dépendre de la

capacité de ces séquences à perturber la structure chromatinienne. Des études in vitro ont
montré que les nucléosomes pouvaient être exclus, ou leur incorporation limitée, au niveau

des répétitions du trinucléotide CCG et de la séquence minisatellite de FRA16B (en présence

de distamycine-A). Ce phénomène, qui pourrait être accentué par la méthylation des CCG,
perturberait l'organisation et la compaction de la chromatine au niveau des SFRs (Hsu and

Wang, 2002; Wang et al., 1996; Wang and Griffith, 1996), conduisant à l’apparition de
régions faiblement colorées (gaps) ou de cassures sur les chromosomes en métaphase (Hsu

and Wang, 2002).

3) Les sites fragiles communs

Contrairement aux SFRs, les sites fragiles communs (SFC) sont présents sur les
chromosomes de tous les individus d'une espèce et seraient des éléments structuraux normaux

des chromosomes. Bien que présents chez tous les individus, leur fréquence d'activation varie
entre différentes populations, d'une personne à l'autre au sein d’une même population et d'un

tissu à l'autre pour un même sujet (Austin et al., 1992; Caporossi et al., 1995; Craig-Holmes et

al., 1987; Furuya et al., 1989; Hecht et al., 1987; Morgan et al., 1988; Murano et al., 1989;
Tedeschi et al., 1992). Décrits initialement chez l’homme, des SFCs ont été trouvés dans

toutes les espèces de mammifères dans lesquelles ils ont été cherchés : les rongeurs (Djalali et

al., 1987; Elder and Robinson, 1989; Greenbaum et al., 1994; Robinson and Elder, 1987), le
chien (Stone et al., 1991a; Stone et al., 1991b), le chat (Ronne, 1995; Stone et al., 1993b), le

cochon (Riggs et al., 1993; Yang and Long, 1993), le buffle (Pires et al., 1998), le cheval
(Ronne, 1992), les primates non humains (Ruiz-Herrera et al., 2004; Ruiz-Herrera et al., 2002;

Schmid et al., 1985; Smeets and van de Klundert, 1990).

Dans l'espèce humaine, plus de 86 SFCs ont été répertoriés, mais leur nombre exact est
une question d'interprétation. En effet, plus le stress auquel les cellules sont soumises est

violent, plus le nombre de cassures et de sites détectables est élevé. Les SFCs sont, comme les
SFRs, classés en fonction des agents qui les induisent : les sites sensibles à l'AP (SFA), un

inhibiteur spécifique des ADN polymérases α , δ , ε (Ikegami et al., 1978), de loin les plus

nombreux (76) (Arlt et al., 2003; Sutherland et al., 1998), les sites sensibles à la 5-azacytidine,
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un inhibiteur de l'ADN méthyl-transférase (au nombre de 4) et ceux induits par un traitement
court au BrdU (au nombre de 7) (Hecht et al., 1988; Sutherland et al., 1985). Des facteurs du

régime alimentaire, par exemple la caféine et l'éthanol (Kuwano and Kajii, 1987; Yunis et al.,
1987), des facteurs environnementaux, comme la fumée de cigarette ou l'amiante (Ban et al.,

1995; Chen et al., 1989; Kao-Shan et al., 1987; Nelson et al., 1998) peuvent faciliter

l’activation des SFAs ou induire d’autres types de SFCs. Enfin, il a été montré dans mon
laboratoire que des facteurs physiologiques comme l'hypoxie, un paramètre important du

microenvironnement de certaines tumeurs, est également un inducteur potentiel de SFCs (dont

certains semblent induits spécifiquement par ce stress) (Coquelle et al., 1998). Seuls les SFAs
ayant été étudiés au niveau moléculaire, la suite de cette revue leur sera spécifiquement

consacrée.

a) Les caractéristiques des SFAs

Du point de vue des fréquences d’activation, une vingtaine de SFAs rendent compte de
presque 80% des cassures totales détectées (Glover et al., 1984). Dans les lymphocytes, c'est

FRA3B, localisé en 3p14.2, qui est le plus fréquent, puis viennent dans l'ordre FRA16D
(16q23), FRA6E (6q26), FRA7H (7q32.3) et FRAXB (Xp22.3) (Figure 3 et pour revue

(Richards, 2001)).

Les SFAs possèdent des caractéristiques d'ADN instable et hautement recombinogène.
En effet, ce sont des sites préférentiels d'échanges entre chromatides sœurs (Glover and Stein,

1987; Hirsch, 1991), de réarrangements chromosomiques (Glover and Stein, 1988; Wang et
al., 1997), d'intégrations de plasmides (Matzner et al., 2003; Rassool et al., 1991) et d'ADN

viral (Ferber et al., 2003; Luo et al., 2004a; Mishmar et al., 1998; Popescu et al., 1990; Ragin

et al., 2004; Smith et al., 1992b; Thorland et al., 2003; Wilke et al., 1996). Certaines de ces
propriétés des SFAs ont été utilisées pour les cloner (voir § suivant).

Leur localisation par rapport à celle de points de cassures impliqués dans la formation
de délétions et de translocations dans les cancers a conduit, dans les années 1980, à émettre

l'hypothèse qu’ils contribuent activement à la progression tumorale (Yunis and Soreng, 1984)

(voir §I-5, p27-34). C'est pour mieux caractériser ces sites que leur clonage a été entrepris.

b) Le clonage des SFAs

b-1 Exemple de FRA3B
FRA3B, le plus exprimé des SFAs humains, est localisé en 3p14.2 où se situe

également un point de translocation t(3;8) retrouvé dans une famille avec des cancers rénaux
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héréditaires (hRCC) (Cohen et al., 1979). FRA3B a été cloné le premier, de façon

concomitante, par différentes équipes (Tableau 4) (Boldog et al., 1994; Paradee et al., 1996;

Rassool et al., 1996; Wilke et al., 1994; Wilke et al., 1996). Certaines équipes l’ont cloné par
une approche positionnelle, combinée avec de l'hybridation in situ fluorescente (FISH) en

utilisant comme sondes des YACs du chromosome 3 (Boldog et al., 1994; Wilke et al., 1994).

Figure 3: Carte des SFAs humains. Les flèches indiquent la fréquence des sites: rouge, les plus
fréquents, bleues les moins fréquents. Les * indiquent les sites clonés à ce jour, les ♦  les sites
localisés au niveau moléculaire (par au moins 1 BAC). Adapté de (Richards, 2001).
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Une autre équipe a tiré parti de la propriété des SFAs de constituer des sites préférentiels
d'intégration de plasmides (Rassool et al., 1991). L'ADN de cellules ayant intégré un plasmide

au niveau de FRA3B a été digéré, re-circularisé, et la population de molécules ainsi obtenue a
été utilisée pour transfecter des bactéries. Le plasmide ainsi recloné porte les séquences

génomiques flanquant le site d'intégration, qui ont pu être déterminées par séquencage

(technique de récupération de plasmide) (Rassool et al., 1996; Rassool et al., 1991). Le gène
FHIT (fragile histidine triad) qui s'étend sur plus d’une mégabase au niveau de FRA3B, pour

un transcrit d'environ 1 kb, a été cloné à partir de cancers gastriques et de cancers du poumon

et sa caractérisation a contribué au clonage de la région (Ohta et al., 1996; Sozzi et al., 1996).
L'analyse de la séquence de la région dans des carcinomes du col de l'utérus a également

révélé que FRA3B contient au moins 2 sites d'intégration du virus HPV16 (Becker et al.,
2002; Wilke et al., 1996). L'étude de 2002 identifiant le deuxième site d'intégration virale

(loin de la région la plus active du site fragile) a permis de caractériser complètement FRA3B,

qui s'étend sur 4 Mb et contient 4 gènes en plus de FHIT (Tableau 4) (Becker et al., 2002).
L'homologue murin de FHIT a également été cloné et est contenu dans un SFA, Fra14A21

(Glover et al., 1998b), la région étant très conservée dans les deux génomes (Matsuyama et
al., 2003; Shiraishi et al., 2001).

b-2 Les autres sites clonés
Par la suite, FRA7H a été cloné par récupération de plasmide (Mishmar et al., 1998),

FRA7G (Huang et al., 1998a; Huang et al., 1998b), FRA16D (Krummel et al., 2000;
Mangelsdorf et al., 2000; Ried et al., 2000) et FRAXB (Arlt et al., 2002) par clonage

positionnel, FRA6C, FRA17B et récemment FRA8C et FRA13C (clonage partiel) par la

technique de caractérisation des sites préférentiels d'intégration virale (HPV16 et HPV18)
dans des lignées de cancers du col de l'utérus (Ferber et al., 2003; Thorland et al., 2003;

Thorland et al., 2000). Depuis la fin du séquençage du génome humain, la disponibilité de
BACs ordonnés couvrant tous les chromosomes a grandement facilité la mise en œuvre de la

technique du clonage positionnel et a permis de cloner 7 nouveaux sites depuis 2002

(FRA2G, FRA4F, FRA6E, FRA6F, FRA7E, FRA7I et FRA9E) (Tableau 4 et Figure 3).

                                                  
1  Chez la souris, la nomenclature des sites fragiles indique leur localisation, par exemple ici au niveau
du chromosome 14 dans la bande A2 (Fra14A2). Chez l'homme, la nomenclature indique seulement le
numéro du chromosome et une lettre (ajoutée par ordre alphabétique en fonction du moment de
caractérisation du site) (Berger et al., 1985).
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Comme Fra14A2, un autre site murin Fra8E1 (contenant le gène Wox1) a été cloné
grâce à l'homologie de séquence avec son orthologue humain FRA16D/WWOX (Krummel et

al., 2002).

Tableau 4: Sites Fragiles sensibles à l'AP clonés chez l'homme et la souris.
Site Fragile Localisation Taille Gènes Références

FRA2G 2q31  ~ 1 Mb  > 7 (Limongi et al., 2003)

FRA3B 3p14.2 ~4 Mb FHIT, PTPRG,
HT021, CADPS,
SCA7

(Becker et al., 2002; Boldog et al., 1997;
Boldog et al., 1994; Inoue et al., 1997;
Rassool et al., 1996; Wilke et al., 1994;
Zimonjic et al., 1997)

FRA4F 4q22 ~ 7 Mb  GRID2
+ 10 gènes

(Rozier et al., 2004)

FRA6E 6q26 3,6 Mb Parkin (PARK2)
 + 7 gènes

(Cesari et al., 2003; Denison et al.,
2003a)

FRA6F 6q21 ~ 1,2 Mb > 19 (Morelli et al., 2002)

FRA7E 7p21.11 ~ 4,5 Mb NA (Zlotorynski et al., 2003)

FRA7G 7q31.2 ~4,7 Mb CAV1, CAV2,
Testin

(Hellman et al., 2002; Huang et al.,
1998a; Huang et al., 1998b; Zenklusen
et al., 2000)

FRA7H 7q32.2 161 kb* ?? (Mishmar et al., 1998)

FRA7I 7q35 ~2 Mb TPK1, CNTNAP2 (Ciullo et al., 2002)

FRA9E 9q32 ~ 9,8 Mb PAPPA (Callahan et al., 2003)

FRA16D 16q23.2 > 1 Mb WWOX (FOR) (Krummel et al., 2000; Mangelsdorf et
al., 2000; Ried et al., 2000)

FRAXB Xp22.3 ~ 500 kb GS1, STS (Arlt et al., 2002)

Fra14A2 14A2  ~1 Mb fhit (Matsuyama et al., 2003; Shiraishi et al.,
2001)

Fra6C1 6C1 ~ 9 Mb grid2 + 10 gènes (Rozier et al., 2004)

Fra8E1 8E1 ~1 Mb Wox1 (Krummel et al., 2002)
les sites humains sont sur fond blanc; les sites murins sur fond jaune pâle; ND non déterminé

c) Les caractéristiques moléculaires des SFAs

Le clonage de 15 SFAs (Tableau 4) a permis de montrer que ces régions fragiles, à la
différence des SFRs, s'étendent sur plusieurs centaines, voire plusieurs milliers, de kilobases

(10 mégabases pour FRA9E) (Callahan et al., 2003), et que les cassures surviennent au niveau
de quelques sous-régions préférentielles (point chaud) dispersées dans ces larges zones. Leur

séquence est globalement riche en AT, mais ne contient pas de motifs particuliers qui
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pourraient expliquer la fragilité (Arlt et al., 2003; Richards, 2001; Sutherland et al., 1998). Il
est probable que d'autres facteurs que la séquence per se soient importants dans la fragilité car

la délétion de différentes séquences à l'intérieur de FRA3B n'altère pas le taux global de
cassure au site (Corbin et al., 2002). L'analyse de la variation de torsion de l'angle de l'hélice

d'ADN (paramètre appelé flexibilité) au locus de FRA7H a révélé des régions de quelques

centaines de nucléotides présentant une forte déviation pour ce paramètre (pics de flexibilité)
(Mishmar et al., 1998). Depuis, un enrichissement en pics de flexibilité a été trouvé au niveau

de FRA3B, FRA16D, FRAXB, FRA6F, FRA7I et FRA4F (Ciullo et al., 2002; Mimori et al.,

1999; Mishmar et al., 1998; Morelli et al., 2002; Ried et al., 2000; Rozier et al., 2004). Ces
pics, bien que présents tout au long du génome, semblent plus fréquents et plus groupés dans

les zones fragiles (Zlotorynski et al., 2003). Il faut en outre noter qu'un des paramètres du
calcul de flexibilité dépend de la richesse en AT de la séquence (Sarai et al., 1989). La

signification biologique de ces observations reste à démontrer.

4) Mécanismes d'instabilité des SFAs

La nature des traitements qui induisent les sites fragiles, c'est-à-dire des drogues qui
perturbent la progression des fourches de réplication, a suggéré que l'instabilité de ces locus

est associée avec des perturbations de la synthèse de l'ADN (Glover, 1998a; Glover et al.,
1984). En 1987, Laird et collaborateurs ont émis l'hypothèse que les sites fragiles (les rares

comme les communs) correspondent à des régions chromosomiques répliquées tardivement

en phase S et que leur fragilité peut être augmentée par les traitements qui raccourcissent le
temps séparant la fin de la réplication des chromosomes de leur compaction (Laird et al.,

1987b). Quelques études ont été menées pour tester cette hypothèse et étudier le "timing " de

réplication des SFCs. Lebeau et al. ont montré par FISH interphasique que le locus FRA3B
répliquait tardivement en phase S et que l'AP retardait cette réplication suggérant que

certaines cellules rentreraient en phase G2 sans avoir complété la réplication des séquences
FRA3B (Le Beau et al., 1998a). Wang et al. ont montré, dans une lignée cellulaire permettant

de différencier les 2 chromosomes 3, que les 2 allèles de FRA3B répliquent de façon

asynchrone, les cassures étant plus fréquemment observées sur l'allèle qui réplique le plus
tardivement (Wang et al., 1999). L'étude de FRA7H a montré que la réplication de ce site a

lieu pendant le premier tiers de la phase S, mais une analyse plus approfondie a suggéré la
présence de sous-régions présentant des temps de réplication différents (phénomènes

amplifiés par l'ajout d'AP), certaines répliquant tardivement (Hellman et al., 2000). De même,

au niveau de FRA7G, une perturbation intrinsèque de la réplication de la région (alternance de
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régions de réplication précoce et tardive) a été observée ainsi qu'une organisation complexe
de la chromatine (Hellman et al., 2002). Enfin, il semble que FRA16D réplique de façon

synchrone en fin de S et jusqu'en G2 (Palakodeti et al., 2004). Ces études suggérent que les
SFAs contiennent des régions de réplication tardive ou des sites de pause pour les fourches,

sensibles aux retards de réplication engendrés par l'inhibition partielle des polymérases.

Il a été également proposé que les mécanismes de réparation de l'ADN soient
impliqués dans la fragilité. En effet, la caféine, un inhibiteur des kinases ATM et ATR

(Dimitrova and Gilbert, 2000; Schlegel and Pardee, 1986), ainsi que la 2-aminopurine (dont le

mécanisme d'action est semblable à celui de la caféine), augmentent sensiblement l'expression
des SFAs (Casper et al., 2002; Glover et al., 1984; Yunis and Soreng, 1984). ATM et ATR

fonctionnent en parallèle dans le point de contrôle de S, le premier répondant à la présence de
cassures double brin (DSB), le deuxième à la présence de fourches de réplication arrêtées

(Sancar et al., 2004). ATR joue en effet un rôle important dans la stabilisation des fourches

arrêtées et donc dans la prévention de la formation de cassures qui peuvent survenir après une
pause de la fourche de réplication (Brown and Baltimore, 2003). De plus, ATR est nécessaire

à la réponse aux traitements par l'AP, l'hydroxyurée (Nghiem et al., 2001) et à l'hypoxie
(Hammond et al., 2002). Il a été démontré clairement par différents moyens (délétion

conditionnelle (les KO ATR ne sont pas viables), ARN interférence, mutant dominant

négatif)) que l'inactivation d'ATR mais pas celle d'ATM conduit à des cassures aux SFAs en
présence ou non d'AP (Arlt et al., 2003; Casper et al., 2002). Les patients souffrant du

syndrome de seckel [OMIM # 210600], ont une mutation dans le gène ATR qui conduit à un
épissage alternatif et une faible expression de la protéine. Les cellules de ces patients

présentent une grande instabilité chromosomique (particulièrement aux SFAs) après

traitement à l'AP (Casper et al., 2004) confirmant le rôle d'ATR dans la fragilité. Le rôle
d’autres protéines impliquées dans la réponse aux cassures de l'ADN, comme BLM (hélicase

du syndrome de Bloom) et certains intervenants de la voie de réparation NHEJ a également
été évalué, mais aucune corrélation n’a pu être établie avec les fréquences de cassures aux

SFAs (Arlt et al., 2003).

En réponse au blocage de la réplication, BRCA1 est phosphorylée par ATR (Tibbetts
et al., 2000). Son inactivation par mutation, par interférence ARN ou par invalidation du gène

chez la souris augmente le niveau de gaps et de cassures détectés aux SFAs. La réintroduction

de la protéine BRCA1 dans les cellules mutées complémente cet effet (Arlt et al., 2004;
Turner et al., 2002). La voie de signalisation FA (Fanconi anemia, 11 gènes différents) est

activée par traitement par les stress réplicatifs et ATR est nécessaire à son activation. Howlett
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et collègues viennent de démontrer l’existence d’une forte instabilité chromosomique,
particulièrement au niveau des SFAs, dans des cellules de patients FA ou dans des cellules

inactivées pour FANCD2 (par ARN interférence ou oligonucléotide antisens) (Howlett et al.,
2005).

Enfin, SMC1 (structural maintenance chromosome 1), appartenant au complexe des

cohésines, est impliquée dans la réponse aux dommages de l'ADN (via ATM) (Kim et al.,
2002; Yazdi et al., 2002), dans la réparation des DSB post-réplicatives (levure) (Sjogren and

Nasmyth, 2001) et dans la prévention de l'effondrement (collapse) des fourches de réplication

arrêtées par un mécanisme dépendant d'ATR (phosphorylation de SMC1) (Musio et al.,
2005). L'inhibition de SMC1 par ARN interférence (et dans une moindre mesure de SMC3)

est suffisante pour induire des cassures aux SFAs et cet effet est renforcé par le traitement des
cellules à l’AP (Musio et al., 2005).

5) Rôle des SFCs dans la progression tumorale

L’instabilité génomique est une des propriétés des cellules cancéreuses. Une grande

variété de réarrangements chromosomiques a pu être observée dans ces cellules (Mitelman,
1994), leur permettant d'acquérir de nouvelles fonctions et d’échapper à la régulation de la

prolifération cellulaire. Dès les années 1980, Yunis et al. ont proposé un rôle des SFCs dans la
progression tumorale (Yunis and Soreng, 1984). Jusque récemment, cette association était

basée principalement sur la corrélation statistique de la distribution cytogénétique des

réarrangements dans les tumeurs et la localisation des sites fragiles (résolution à la bande
près) (Hecht and Glover, 1984; Yunis and Soreng, 1984), ainsi que sur le fait que de

nombreuses substances carcinogènes sont capables d'induire des cassures au niveau des SFCs

(Yunis et al., 1987). Plus récemment, il a été montré dans notre laboratoire que l'hypoxie, un
stress observé fréquemment in vivo au cours du développement tumoral (Bindra and Glazer,

2005; Hammond and Giaccia, 2004) est capable d'induire les SFCs (Coquelle et al., 1998). Le
clonage des SFAs a permis par la suite de montrer au niveau moléculaire que certains sites

sont impliqués dans une partie des réarrangements (délétion, translocation) ou des

amplifications fréquemment observés dans les tumeurs.

a) Délétions et translocations associées aux SFAs

Le clonage de FRA3B en 3p14.2 a permis de démontrer pour la première fois, le rôle

d'un SFC dans une translocation, ici la translocation récurrente réciproque t(3;8)(p14.2;q24)

décrite, presque 20 ans auparavant, dans une forme familiale de cancer rénal (hRCC
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hereditary renal cell carcinoma) (Cohen et al., 1979; Ohta et al., 1996; Paradee et al., 1996).
Cette translocation aboutit à la délétion de l'exon 5 du gène FHIT contenu dans FRA3B (Ohta

et al., 1996). Trois autres translocations impliquant FRA3B ont été observées dans une lignée
de cancer du sein, dans un adénome des glandes salivaires et dans des cancers de l'œsophage

(Fang et al., 2001; Geurts et al., 1997; Popovici et al., 2002). De nombreuses études ont

rapporté que FHIT est fréquemment réarrangé, partiellement délété ou anormalement transcrit
dans des types de cancers variés incluant, poumon, rein, pancréas, ovaire, sein, œsophage, col

de l'utérus, estomac, prostate (pour revue (Huebner et al., 1998a; Ishii et al., 2003a; Pekarsky

et al., 2002)). L'instabilité de FRA3B est aussi illustrée par la présence de délétions multiples
et variables à ce locus dans les lignées tumorales (Corbin et al., 2002). L'hypothèse a été

émise que FHIT soit un gène suppresseur de tumeur (TSG) et la cible de ces réarrangements.
Après quelques controverses (Boldog et al., 1997; Le Beau et al., 1998b; Michael and

Rajewsky, 2001), les résultats d'expériences récentes semblent confirmer cette hypothèse

(Huebner and Croce, 2001). En effet, la réexpression du gène FHIT dans des cellules
cancéreuses FHIT -/- inhibe le développement de tumeurs in vivo sur souris nude et la

croissance des cellules in vitro possiblement grâce à un effet pro-apoptotique de fhit (Dumon
et al., 2001; Ishii et al., 2001; Siprashvili et al., 1997). De plus, l'homologue murin du gène

FHIT, situé au niveau de Fra14A2, code une protéine très semblable à la protéine humaine

(90% d'identité) (Glover et al., 1998b; Pekarsky et al., 1998). Des transcrits aberrants du gène
ont également été trouvés dans les cellules tumorales de souris mais pas dans les cellules

normales (Pekarsky et al., 1998) et les souris fhit-/- ont une susceptibilité accrue au
développement de tumeurs spontanées et induites ((Fong et al., 2000; Zanesi et al., 2001a),

pour revue (Huebner and Croce, 2001)).

De la même façon, de grandes délétions (typiquement monoalléliques, mais parfois
aussi bialléliques) ont été fréquemment observées au niveau du site FRA16D dans le gène

WWOX (WW domain containing Oxidoreductase aussi appelé FOR, Fragile site FRA16D
oxidoreductase) dans une variété de tumeurs (estomac, colon, poumon, ovaire, prostate, sein,

foie, œsophage) (Bednarek et al., 2000; Krummel et al., 2000; Kuroki et al., 2002;

Mangelsdorf et al., 2000; Paige et al., 2001; Ried et al., 2000; Yakicier et al., 2001). WWOX

s'étend sur plus d'une mégabase, pour un transcrit d'environ 2 kb et des transcrits alternatifs du

gène (au moins 4) ont été observés (pour revue (Ludes-Meyers et al., 2003)). Une faible

expression du gène ou des transcrits tronqués ont été décrits dans des lignées cellulaires et
dans des cancers gastriques, du sein, du poumon, de l'œsophage, du pancréas, du foie et

hématopoïétiques (Aqeilan et al., 2004; Bednarek et al., 2001; Ishii et al., 2003b; Kuroki et
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al., 2002; Kuroki et al., 2004; Park et al., 2004). De plus, la réexpression de WWOX dans des
lignées cellulaires de cancers du sein inhibe leur tumorigénicité in vivo et leur capacité à

croître en absence d’ancrage à un support solide (Bednarek et al., 2001), et dans des lignées
de cancer du pancréas inhibe la formation de colonie (Kuroki et al., 2004). Ceci suggère que

WWOX fonctionne également comme un TSG, peut-être aussi via un rôle dans l'apoptose

(Chang et al., 2001). Enfin, 4 points de cassures de translocations t(14;16)(q32.3;q23)
récurrentes dans les myélomes multiples ont été clonés dans FRA16D (dans les introns du

gène WWOX) (Chesi et al., 1998; Krummel et al., 2000). Ces translocations rapprochent

l'enhancer des IgH (14q32.3) de l'oncogène c-MAF (juste télomérique à FRA16D) conduisant
à la dérégulation de son expression (Chesi et al., 1998).

Maintenant, la plupart des SFAs clonés ont été associés à des réarrangements
chromosomiques spécifiques dans des cancers variés, des régions de fréquentes perte

d'hétérozygotie (LOH) ou perte d'expression (LOE): FRA6F (leucémies, cancers gastriques,

de l'ovaire, de la prostate) (Morelli et al., 2002), FRA9E (cancer de l'ovaire) (Callahan et al.,
2003), FRA6E (cancer du sein, de l'ovaire, du foie, du poumon) (Cesari et al., 2003; Denison

et al., 2003b; Picchio et al., 2004; Wang et al., 2004a), FRA7G (cancers du sein, de la
prostate, de l'ovaire (Huang et al., 1998b; Huang et al., 1999; Sagara et al., 2004). La présence

de TSG a été proposée pour certains de ces sites: PARKIN dans FRA6E (Cesari et al., 2003),

TESTIN, Cav-1, Cav-2 dans FRA7G (Capozza et al., 2003; Engelman et al., 1998; Tatarelli et
al., 2000).

Le développement du cancer du col de l'utérus est fortement associé à l'infection par
les papillomavirus humain (HPV), une famille de virus divisée en 2 catégories selon qu'ils

sont "à faible risque" (associé à des lésions bénignes), ou "à fort risque" (associé à des

carcinomes agressifs) comme HPV16 et HPV18. Leur intégration dans le génome des cellules
entraîne le remaniement du génome viral et l'activation des oncoprotéines virales E6 et E7

(des antagonistes de p53 et pRB), favorisant la malignité. L'analyse des locus d'intégration
d'HPV16 et d'HPV18 dans les carcinomes du col de l'utérus a démontré que leur intégration

ne se faisait pas au hasard et que dans plus de la moitié des cas, ces virus sont intégrés au

niveau de SFAs, par exemple FRA3B, FRA6C, FRA13C, FRA17B pour HPV16 (Thorland et
al., 2003; Thorland et al., 2000; Wilke et al., 1996) et FRA1K, FRA8C, FRA14C pour

HPV18 (Ferber et al., 2004; Ferber et al., 2003), leur intégration entraînant en outre

l'interruption de nombreux gènes cellulaires impliqués dans le développement tumoral (Ferber
et al., 2003; Thorland et al., 2003).
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b) Amplification génique et SFCs

b-1 Rappels sur les mécanismes d'amplifications
L'amplification génique, qui correspond a une augmentation du nombre de copies de

certains gènes entraînant leur surexpression, est fréquemment observée dans les cellules

cancéreuses (pour revue (Schwab, 1999)). Les régions amplifiées (amplicons) contiennent en
général un ou plusieurs oncogène(s) et des séquences d'ADN flanquantes. Ces amplicons sont

localisés au niveau de 2 types de structures : les expansions intrachromosomiques (HSR

homogeneously stained region) (Biedler and Spengler, 1976; Cowell, 1982) et les molécules
extrachomosomiques circulaires (fragments acentriques, répliquant de façon autonome)

appelées, en fonction de leur taille, double-minutes (dmins) (Cowell, 1982; Cox et al., 1965;
Spriggs et al., 1962) ou épisomes (Carroll et al., 1987; Maurer et al., 1987). Dans les cellules

cancéreuses, les amplicons présentent souvent une organisation complexe, liée à la survenue

de réarrangements secondaires qui rendent difficile l'étude et la compréhension des
mécanismes précoces d'amplification (Knudson, 2000). Pour contourner cette difficulté, des

systèmes modèles in vitro ont été développés dans plusieurs laboratoires, dont le nôtre. Ils

sont basés sur la sélection de mutants résistants à une drogue par amplification du gène codant
la protéine cible de l’agent sélectif. Les agents les plus utilisés pour étudier ces mécanismes

initiaux ont été le méthotrexate (MTX), la coformycine, et le PALA (N-phosphonacéthyl L-
aspartate), sélectionnant respectivement l’amplification des gènes dihydrofolate réductase

(dhfr) (Ma et al., 1993; Trask and Hamlin, 1989; Windle et al., 1991), adénylate désaminase 2

(ampd2) (Toledo et al., 1993; Toledo et al., 1992b; Toledo et al., 1992a) et CAD (carbamyl
aspartate synthétase, aspartate transcarbamylase, dihydroorotase) (Smith et al., 1990; Smith et

al., 1992a). Un autre système est basé sur l'amplification du gène mdr1 (multidrug
resistance1), sélectionnable par des drogues variées comme l'actinomycine D (AMD),

l'adriamycine (ADR), la vinblastine (VB) ou la colchicine (Coquelle et al., 1997; Coquelle et

al., 1998; Roninson, 1992). Ces systèmes ont été développés dans des cellules de hamster
chinois ou syrien permissives pour l'amplification, ce qui n'est pas le cas des cellules

"normales".

b-2 Apport des systèmes modèles

 Ces systèmes modèles ont permis d’élucider certains mécanismes d'amplification
génique et de montrer que la formation des expansions intra et extrachromosomiques résulte

de mécanismes différents.
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Dans les années 1950, Barbara McClintock en étudiant les délétions chez le maïs a
décrit pour la première fois le mécanisme des cycles de cassures-fusion-pont (CFP)

chromatidiens (Figure 4) (McClintock, 1951). Dans ce modèle, une cassure chromatidienne
survient en G1, en position télomérique par rapport au gène sous sélection, conduisant le plus

fréquemment à la perte du fragment télomérique. Après la réplication, les deux extrémités

cassées des chromatides sœurs sont hautement recombinogènes et ont une probabilité élevée
de fusionner. Au moment de la séparation des chromosomes en mitose, le pont entre les

chromatides sœurs est résolu par une autre cassure. La localisation de cette dernière peut
entraîner une ségrégation inégale des copies dans les cellules filles. En présence d'une

pression de sélection, les cellules ayant acquis des copies supplémentaires du gène sous

sélection auront un avantage sélectif et envahiront la population. La cassure engendrée lors de
la résolution du pont entretient le cycle de CFP (Figure 4). Ce modèle a pu être vérifié grâce à

l'analyse en FISH double-couleur des mutants amplifiés aux stades précoces du phénomène.
En effet, les intermédiaires prédits par le modèle des cycles CFP (chromatides soeurs

fusionnées, chromosomes dicentriques) ont été observés (Coquelle et al., 1997; Ma et al.,

1993; Toledo et al., 1993; Toledo et al., 1992b). De plus, les unités amplifiées ne sont

Figure 4: Mécanismes des cycles de cassures-

fusion-pont (CFP) chromatidiens dans la

formation d'amplification intrachromosomique.

1) 1 cassure chromatidienne survient en G1, en

position télomérique par rapport au gène sous

sélection. Le fragment télomérique est perdu.

2) Après la réplication, les 2 extrémités cassées

des chromatides sœurs sont hautement

recombinogènes et ont une probabilité élevée

de fusionner. 3) Au moment de la séparation

des chromosomes en mitose, le pont

anaphasique est résolu par une autre cassure.

4) La ségrégation des copies est aléatoire et

inégale. En présence de sélection, seule la

cellule ayant récupéré les copies amplifiées

survit. 5) Le cycle de CFP est entretenu par la

cassure engendrée lors de la résolution du

pont. D'après (Pipiras et al., 1998)
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localisées que sur un des 2 chromosomes portant le gène dans les cellules normales
(l'homologue étant normal) (Smith et al., 1990; Toledo et al., 1992a; Trask and Hamlin, 1989)

et sont organisées en orientation inverse avec des plans de symétrie successifs (Ma et al.,
1993; Toledo et al., 1992b) (Figure 4). La partie distale du chromosome portant

l'amplification est toujours remaniée. Dans les amplicons précoces, la taille des unités

amplifiées est identique.
Plusieurs mécanismes pourraient initier les cycles de CFP : une fusion des chromatides

sœurs survenant au niveau de télomères raccourcis (Smith et al., 1990; Smith et al., 1992a),

un échange inégal entre les chromatides sœurs (Ma et al., 1993; Smith et al., 1990) ou une
cassure chromatidienne conduisant à la fusion des chromatides sœurs (Coquelle et al., 1997;

Ma et al., 1993; Toledo et al., 1993; Toledo et al., 1992b). Dans le laboratoire, il a été
démontré que les cycles de CFP peuvent être initiés par des cassures au niveau des SFCs et

que leur position relative par rapport au gène sous sélection détermine la taille et la séquence

des amplicons précoces (Coquelle et al., 1997). De plus, un traitement à l'hypoxie (capable
également d'induire des cassures aux SFCs) (Coquelle et al., 1998) ou une cassure unique

double brin (générée par l'enzyme I-Sce1, voir les résultats de l'article 1 pour la description du
système) (Pipiras et al., 1998) peut initier les amplifications intrachromosomiques. Ceci

n’exclut pas que d’autres mécanismes puissent aussi déclencher le processus

intrachromosomique.
Le(s) mécanisme(s) à l'origine de l'amplification extrachromosomique est (sont) plus

controversé(s). Dans les systèmes modèles utilisés (cellules de hamster), l'amplification
intrachromosomique semble favorisée. Néanmoins, des clones contenant des dmins ont pu

être obtenus. Dans la majorité de ces clones, la partie télomérique du chromosome portant le

gène sous sélection n'est pas remaniée. Par contre, une délétion interstitielle correspondant à
la séquence amplifiée est souvent présente sur l’un des homologues. Les dmins pourraient se

former par excision d'une molécule d'ADN circulaire (looping-out LO, Figure 5) en phases
G1 ou G2 (Coquelle et al., 1997; Coquelle et al., 1998; Toledo et al., 1993). Les dmins étant

acentriques, ils ségrègent de façon aléatoire au cours de la mitose, permettant la survie en

milieu sélectif des cellules ayant reçu des copies multiples de ces molécules. D'autres
mécanismes plus complexes, impliquant d’abord la formation d'une HSR puis sa dégradation,

pourraient également conduire à la formation des dmins ((Singer et al., 2000), article 1). Dans

les cellules tumorales, l'amplification extrachromosomique est fréquente mais l'évolution des
dmins est variable.



34

Selon les tumeurs et les lignées, on peut observer des dmins de petite taille et

homogènes (Hahn et al., 1992; Pauletti et al., 1990) ou de gros dmins hétérogènes, très
remaniés (fusionnés entre eux, et parfois réintégrés dans les chromosomes) (Schoenlein et al.,

1992; VanDevanter and Yirdaw, 1993; Von Hoff et al., 1990; Wahl, 1989). Il semble que des
facteurs amplifiés en cis avec le marqueur sous sélection soient importants pour cette

évolution des dmins. Par exemple, il a été montré dans le laboratoire que si un SFC est

présent dans les dmins et si l’agent sélectif utilisé active ce SFC, les dmins auront tendance à
fusionner et deviendront rapidement très hétérogènes. En revanche, si la drogue utilisée

n'active pas ce SFC, les dmins restent stables et de petites tailles (Coquelle et al., 1998). La
réintrégration des dmins fusionnés dans les chromosomes peut conduire à la formation d'HSR

hétérogène ne provenant pas du mécanisme de CFP (Coquelle et al., 1998). Dans les systèmes

modèles, les SFCs semblent donc impliqués dans les mécanismes d'amplification
intrachromosomiques et dans l'évolution des dmins.

Figure 5: Les mécanismes de formation des dmin. D'après (Coquelle et al., 2002).
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 b-3 Analyse des amplifications dans les cellules tumorales
Comme dans les systèmes modèles, les évènements d’amplification semblent, dans

certains cas au moins, résulter du mécanisme de CFP. Par exemple, l’accumulation de larges
répétitions inversées a été observée dans les cellules tumorales (Ciullo et al., 2002; Gisselsson

et al., 2000; Hellman et al., 2002; Lo et al., 2002; Pedeutour et al., 1994; Saunders et al.,

2000; Shuster et al., 2000). In vivo, le déclenchement des cycles de CFP pourrait résulter de la
perte, de l'érosion des télomères (Lo et al., 2002) ou de cassures non aléatoires (par exemple

aux SFCs). Le locus 11q13 (contenant le gène de la cycline D1) est amplifié dans les cancers

de la tête et du cou (HNSCC : head and neck squamous cell carcinoma), dans des cancers de
l'appareil "aerodigestif" (entre autre OSCC : oral squamous cell carcinoma) et dans les

cancers du sein (Shuster et al., 2000; Szepetowski et al., 1993). La région amplifiée est
organisée en répétition inversée dans les cancers oraux et 2 sites fragiles FRA11A

(centromérique) et FRA11F (télomérique) sont localisés dans cette région et pourraient être à

l'origine de cette amplification (Perucca-Lostanlen et al., 1997; Shuster et al., 2000). De plus,
Hellman et al. ont montré dans des lignées cellulaires de cancers gastriques que

l'amplifiaction intrachromosomique de l'oncogène MET (7q31) survenait par des cycles de
CFP et que la borne centromérique de l'amplicon était située au niveau de FRA7G (Hellman

et al., 2002). Dans l'article 2 (voir section résultat), nous montrons également qu'une cassure

survenant au niveau d'un site fragile, FRA7I, a conduit à l'amplification intrachromosomique
du gène PIP1 dans une lignée de cancer du sein.
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II) Stress et perturbation de la mitose : le point de contrôle du fuseau mitotique

1) Généralités

La mitose, comme l'a appelée Flemming il y a plus de 100 ans (revue dans (Paweletz,

2001)) est classiquement décomposée en prophase, prométaphase, métaphase, anaphase (A et

B) et télophase (Figure 6). En prophase, les chromosomes commencent à se condenser et
l'enveloppe nucléaire se fragmente puis disparaît. En prométaphase, le fuseau mitotique se

forme et les chromosomes condensés recherchent l'attachement aux microtubules2 du fuseau.

L'attachement d'un premier microtubule aux kinétochores3 est stabilisé par l'attachement de
microtubules supplémentaires. Les chromosomes ancrés commencent alors à se déplacer vers

un des pôles, et des cycles de capture/désassemblage vont se produire jusqu’à l'attachement

du kinétochore frère à des microtubules issus du pôle opposé. Lorsque l’attachement bipolaire
des chromatides sœurs est réalisé, les chromosomes migrent vers la plaque métaphasique où

ils s'alignent, c'est la métaphase. L'anaphase débute quand tous les chromosomes sont
correctement alignés et reliés à chacun des pôles du fuseau. Elle se caractérise par la

séparation des chromatides sœurs (anaphase A), l'éloignement des pôles consécutifs à

l'allongement du fuseau et la migration de chaque chromatide sœur vers le pôle du fuseau

                                                  
2 microtubule: élément du cytosquelette de la cellule, composé de 13 protofilaments, formés chacun d'un
assemblage d'hétérodimères d' α  et de β -tubuline qui sont  ajoutés  in  v ivo
à l'extrémité "plus" des microtubules. L'hydrolyse du GTP lié à la     β−tubuline permet la
polymérisation de chaque nouveau dimère.
3 Kinétochore: structure chromosomique par laquelle les chromosomes s’attachent au fuseau mitotique
 (§ II 3, pages 38-41)

Figure 6: Schéma des différentes étapes de la mitose du point de vue des chromosomes. D'après
(Cleveland et al., 2003).
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auquel elle est reliée (anaphase B). En télophase, les chromosomes se décondensent et une
enveloppe nucléaire se forme autour de chaque lot de chromosomes. Enfin, au cours de la

cytocinèse, la cellule se divise en 2 cellules filles.
L’attachement bipolaire de tous les chromosomes au fuseau mitotique est capital pour

assurer une ségrégation correcte des chromosomes en anaphase et la transmission de

l’information génétique au cours des générations. Le point de contrôle du fuseau mitotique
encore appelé point de contrôle de l'assemblage du fuseau surveille et coordonne le

déroulement de ces processus en transmettant un signal d'attente émis par le(s)

chromosome(s) non ou mal attaché(s), qui inhibe le déclenchement de l'anaphase.
Dans cette seconde partie, nous nous intéresserons plus particulièrement aux stress qui

perturbent le bon déroulement de la mitose et activent ainsi le point de contrôle du fuseau
mitotique, ainsi qu'aux conséquences de cette activation sur le devenir des cellules.

2) Découverte de l'existence du point de contrôle du fuseau mitotique

a) quelques repères historiques

En 1956, grâce à des études cytologiques, Carlson chez la sauterelle, Bajer et Mole-
Bajer chez les plantes ont suggéré que les chromosomes régulaient le cycle cellulaire (Bajer

and Molè-Bajer, 1956; Carlson, 1956). En effet, ils ont observé que l'anaphase ne se
déclenchait pas tant que les chromosomes ne sont pas alignés sur la plaque équatoriale.

De la même façon, grâce à l'analyse de cellules dont le fuseau avait été lésé par

irradiation en mitose, Zirkle a montré en 1970 que l'intégrité du fuseau et l'accrochement du
dernier chromosome sur la plaque métaphasique sont également impliqués dans la régulation

du déclenchement de l'anaphase (Zirkle, 1970).

b) données obtenues chez la levure

Il faut attendre les années 90, et les études génétiques réalisées chez S. cerevisiae par

Hoyt et collaborateurs (Hoyt et al., 1991) et Li et Murray (Li and Murray, 1991) pour que les

6 premières protéines impliquées dans ce point de contrôle soient découvertes. Deux groupes
de mutants ont été criblés sur la base de leur sensibilité à la dépolymérisation des

microtubules du fuseau : les mutants bub (bub1-3) pour "budding uninhibited in

benzimidazole" (une drogue qui inhibe l'assemblage du fuseau mitotique et bloque les cellules
normales en mitose) (Hoyt et al., 1991) et les mutants mad (mad1-3) pour "mitotic arrest

deficient " (Li and Murray, 1991). Dans tous les cas, les cellules mutantes poursuivent leur
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cycle malgré la présence de benzimidazole, re-répliquent leur ADN et reforment un bourgeon
avant de mourir. Dans les 2 groupes de mutants, cette progression dans le cycle est

directement impliquée dans la sensibilité au benzimidazole, ce qui suggère que la létalité
résulte d’un problème dans le mécanisme de surveillance de la mitose plutôt que d’un défaut

structural des microtubules ou du fuseau.

D'autres études ont permis par la suite d’isoler les mutants mps1 (monopolar spindle),
d'abord identifiés pour leur incapacité à dupliquer leur centrosome ou SPB (spindle pole body

chez la levure) en G1 (Winey and Byers, 1993). Weiss et Winey ont montré que ces mutants

ne s'arrêtent pas en mitose après dépolymérisation du fuseau mitotique, à la différence des
autres mutants connus de duplication du SPB (Weiss and Winey, 1996). La protéine Mps1 est

une sérine-thréonine-tyrosine kinase, dont le rôle dans le point de contrôle du fuseau chez la
levure a été confirmé par la suite (pour revue (Winey and Huneycutt, 2002)). En particulier, la

surexpression de Mps1 active de façon constitutive le checkpoint de mitose, sauf dans un

contexte mutant mad ou bub, plaçant ainsi Mps1 en amont de la cascade de signalisation
(Hardwick et al., 1996).

3) Le centromère et le kinétochore siège du point de contrôle du fuseau mitotique

Le mouvement des chromosomes sur le fuseau mitotique est généré et régulé par le
centromère, identifié à l'origine en 1882 par Flemming en cytogénétique comme la

constriction primaire des chromosomes (Paweletz, 2001). Chez les vertébrés, le centromère

est constitué d'un domaine central (cœur) composé de motifs de séquences hautement répétés,
de taille variable d'une espèce à l'autre, flanqué par des régions d'hétérochromatine

constitutive4 (Choo, 1997) (Amor et al., 2004).

Le kinétochore, lieu d'attachement des chromosomes au fuseau mitotique, s'assemble
au niveau de ces séquences répétées (Figure 7B) et ne correspond donc qu'à une partie des

centromères. Des études par microscopie électronique ont montré que le kinétochore des
métazoaires est une structure trilaminaire comportant : - un kinétochore interne ("inner

kinetochore"), à l’interface avec l'ADN centromérique, composé des protéines de structure

des kinétochores (les seules présentes tou au long du cycle) - un espace central translucide aux
électrons - un kinétochore externe (outer kinetochore), interagissant avec les microtubules et

portant les moteurs des microtubules et des protéines du checkpoint (Figure 7A). Les

                                                  
4 région du génome riche en séquences répétées , pauvre en gènes , retrouvée au niveau des centromères
et des télomères, qui reste condensée en interphase et où la transcription est réprimée.
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kinétochores s'assemblent à l'entrée en mitose à partir des prékinétochores composés
uniquement des protéines de structure puis maturent pour forme la structure en 3 couches.

a) Les protéines de structure

Sept protéines sont importantes pour former la structure de base des kinétochores:
CENP-A, CENP-B, CENP-C associées directement à l'ADN centromérique et hMis12,

CENP-G, CENP-H, CENP-I (hMis6) (Figure 7B). A l'exception de CENP-B, elles sont
essentielles et ne sont retrouvées qu'au niveau des centromères actifs (pour revue (Sullivan et

al., 2001)). Leur diminution (KO, ARN interférence) conduit à une mauvaise formation du

kinétochore et induit donc des défauts de ségrégation des chromosomes en mitose (Amor et
al., 2004; Cheeseman et al., 2004).

b) Les complexes adaptateurs

Les complexes adaptateurs comprennent les protéines KNL-1 (kinetochore-null-1,

AF14q15), KNL-3 (dont les fonctions sont inconnues) (Cheeseman et al., 2004) et les
protéines du complexe Ndc80, très conservé, formé de 4 protéines Ndc80/HEC1 (highly

expressed in cancer), Nuf2, (pour revue (Lew and Burke, 2003)) et Spc24 et Spc25
récemment identifiées (Bharadwaj et al., 2004; McCleland et al., 2003; McCleland et al.,

2004). Ce complexe semble nécessaire à l'établissement et au maintien de l'attachement

kinétochore-microtubule et au maintien de la tension, à la migration des chromosomes (He et
al., 2001; Janke et al., 2001; Wigge and Kilmartin, 2001), (Martin-Lluesma et al., 2002;

Figure 7:A) La structure trilaminaire du kinétochore associée au centromère. D'après (Lodish et al., 1995).
B) Schéma de la structure d'un kinétochore chez l'homme. D'après (Amor et al., 2004).

A B
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McCleland et al., 2003; McCleland et al., 2004). Ce complexe pourrait intéragir avec au
moins une des protéines du checkpoint pour surveiller l'état du kinétochore et déterminer si

les chromosomes ont établi une orientation bipolaire sur le fuseau (tension) (McCleland et al.,
2003).

c) Les protéines "passagères" des chromosomes
Les protéines passagères des chromosomes ("passenger proteins"), comme les a

décrites Cooke en 1987 (Cooke et al., 1987), sont nucléaires en G2, distribuées le long des

chromosomes en prophase, puis concentrées au kinétochore interne à partir de la
prométaphase. A l'entrée en anaphase, elles quittent les chromosomes pour le fuseau central et

finallement migrent vers le "midbody" à la cytocinèse (Vagnarelli and Earnshaw, 2004). Dans
les protéines passagères on classe: (1) Aurora-B une sérine/thréonine kinase conservée au

cours de l'évolution qui est nécessaire à la localisation aux kinétochores de protéines telles

que la dynéine, CENP-E, BubR1 et Mad2; (2) INCENP qui peut interagir avec Aurora-B,
dont l'activité est alors stimulée(boucle de rétro-contrôle), et avec les microtubules (3)

Survivine, une protéine de la famille des protéines inhibitrices d'apoptose (IAP), dont
l'expression est maximale en G2/M et inhiberait l'activation de la pro-caspase 9; (4)

Boréaline/Dasra-B identifiée très récemment est conservée chez les vertébrés (Gassmann et

al., 2004; Sampath et al., 2004). Elle peut se lier à INCENP et à la survivine (pour revue
(Andrews et al., 2003; Meraldi et al., 2004b; Vagnarelli and Earnshaw, 2004)).

Ces protéines interagissent les unes avec les autres dans un complexe requis pour
former un fuseau bipolaire et pour corriger les attachements défectueux entre microtubules et

chromatine (Gassmann et al., 2004; Vagnarelli and Earnshaw, 2004). La perturbation de ce

complexe entraine un défaut d'alignement des chromosomes sur le fuseau, des défauts de
cytocinèse (pour revue (Andrews et al., 2003; Carmena and Earnshaw, 2003; Meraldi et al.,

2004b)) ou l'inactivation du point de contrôle du fuseau mitotique en réponse à un manque de
tension (pour revue (Carmena and Earnshaw, 2003; Meraldi et al., 2004b)).

d) Les protéines de régulations

Un nombre important de protéines du kinétochore externe jouent un rôle dans le

contrôle de la transition métaphase-anaphase (pour revue (Bharadwaj and Yu, 2004;

Cleveland et al., 2003)). Chez les métazoaires, on retrouve les homologues des protéines Bub
et Mad identifiées chez la levure (à l'exception de bub2): Bub1 (Taylor and McKeon, 1997),

Bub3 (Kalitsis et al., 2000; Taylor et al., 1998), Mad1 (Chen et al., 1998; Jin et al., 1998),
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Mad2 (Li and Benezra, 1996; Michel et al., 2001), BubR1 (un homologue de mad3, possédant
en plus le domaine kinase de bub1) (Abrieu et al., 2000; Chan et al., 1999; Taylor et al.,

1998), Mps1 (Abrieu et al., 2001) et des protéines sans équivalent connu chez la levure
comme CENP-E (Abrieu et al., 2000; Mao et al., 2003). Les protéines nécessaires à

l'assemblage d'un kinétochore mature, en particulier celles du complexe des "protéines

passagères" sont aussi nécessaires à l'établissement du point de contrôle. La liaison de ces
différentes protéines aux kinétochores se fait selon un ordre séquentiel, encore

incomplètement élucidé, dépendant de la présence des protéines de structure du kinétochore.

Nous détaillerons cela dans la section 4.

e) Les fonctions du kinétochore

Les protéines, localisées au kinétochore externe sont impliquées dans 3 grandes

fonctions: la capture des microtubules et l'attachement des chromosomes de façon bipolaire au
fuseau, le mouvement des chromosomes et la régulation du déroulement de la mitose (voir II-

4) (Amor et al., 2004; Putkey et al., 2002; Rieder, 1981).

e-1 Le rôle dans l'attachement des chromosomes

Lorsque les chromosomes s'attachent au fuseau en début de mitose, ils peuvent le faire
de 4 façons différentes: monotélique, amphitélique, mérotélique et syntélique (Figure 8) mais

seuls les attachements amphitéliques assureront la ségrégation correcte des chromosomes en

mitose. Le complexe des protéines passagères contribue à corriger les attachements
défectueux entre microtubules et chromatine (Gassmann et al., 2004; Vagnarelli and

Earnshaw, 2004).

Figure 8: Schéma des différents attachements microtubules - chromosome. a) monotélique: un seul
kinétochore attaché à un pôle. b) amphitélique: attachement bipolaire normal. c) mérotélique: un
kinétochore attaché aux 2 pôles. d) syntélique: les 2 kinétochores attachés au même pôle. Modifié
d'après (Gorbsky, 2004)

a) b) c) d)
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Certaines des "protéines passagères" semblent impliquées dans la déstabilisation des
interactions syntéliques et mérotéliques entre microtubules et kinétochore via la régulation de

la localisation et de l'activaé de MCAK (une protéine de la famille des kinésines KinI) qui
désassemble les microtubules (Gorbsky, 2004; Kline-Smith et al., 2004; McIntosh et al.,

2002; Wordeman et al., 1991). L'activation-inactivation de MCAK au kinétochore repose sur

l'équilibre entre l'activité de la phosphatase PP1 et de la kinase Aurora-B (Andrews et al.,
2004; Gorbsky, 2004; Lan et al., 2004) (Figure 9). L'activation de MCAK permettrait donc de

déstabiliser les liaisons incorrectes jusqu'à l'attachement amphitélique de chaque

chromosome. MCAK est ensuite inactivée et l'interaction kinétochore-microtubules est
stabilisée.

e-2 Le rôle dans le mouvement des chromosomes

Les mouvements des chromosomes pendant la mitose correspondent à 2 grandes

étapes: la congression5 et la migration des chromatides sœurs de la plaque équatoriale vers les
pôles du fuseau à l'anaphase. Le mouvement des chromosomes pendant la congression dépend

des forces d'éjection polaire6 (impliquant notamment la chromokinésine kid), de la
dépolymérisation des microtubules au kinétochore "meneur"7 (rôle de MCAK), de la

polymérisation des microtubules liés au kinétochore frère et des moteurs dynéine et CENP-E

                                                  
5 Congression: mouvement des chromosomes vers la plaque équatoriale du fuseau pour s'y aligner
6 force qui repousse le chromosome du pôle vers la plaque équatoriale
7 kinétochore meneur: kinétochore lié au pôle vers lequel le chromosome se déplace.

Figure 9: Modèle de la correction des attachements instables par MCAK. A) localisation de Aurora-B
(rouge), MCAK (jaune) PP1 (vert) au centromère. B) Un attachement mérotélique délocalise MCAK
dans une zone riche en PP1 où MCAK activée dépolymérise et relargue le microtubule. L'attachement
syntélique cause une perte de la tension interkinétochore induisant le déplacement du kinétochore
externe riche en PP1 vers le centromère, l'activation de MCAK et le relargage du microtubule. Modifié
d'après (Gorbsky, 2004).
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(Figure 10A) (Cleveland et al., 2003). La stabilisation sur la plaque équatoriale dépend de
l'équilibre des forces exercées sur chacun des kinétochores frères (la tension) et de la

résistance opposée par la cohésion des chromatides sœurs.

Le mouvement des chromosomes vers les pôles à l'anaphase (Figure 10B) dépend d'au

moins 4 mécanismes (Banks and Heald, 2001; Karki and Holzbaur, 1999): (1) la

dépolymérisation des microtubules aux pôles du fuseau (extrémité "moins"), (2) la
dépolymérisation des extrémités plus des microtubules par MCAK (Gorbsky, 2004) et le

maintien de l'interaction microtubules-kinétochores par CENP-E (McIntosh et al., 2002;

Schaar et al., 1997; Wood et al., 1997; Yao et al., 2000; Yen et al., 1991), (3) la translocation
des microtubules en direction des pôles associée au mouvement le long de la surface des

microtubules des protéines moteurs localisées aux kinétochores comme le complexe dynéine-
dynactine (Banks and Heald, 2001; Pidoux and Allshire, 2000). (4) la croissance des

extrémités "plus" des microtubules non- kinétochoriens8, permet l'éloignement des pôles du

fuseau.

                                                  
8 le fuseau mitotique est composé de 2 types de microtubules, les microtubules qui s'attachent aux
kinétochores (microtubules kinétochoriens ou fibre-K) et les microtubules représentant l'armature du
fuseau dont l'extrémité + ne se lie pas au kinétochore mais interagit (via des MAPs) avec les
microtubules issus du pôle opposé, ce sont les microtubules non-kinétochoriens

Figure 10: Schéma des mouvements des chromosomes pendant la congression et l'anaphase. A) Rôle
des protéines moteurs dans le mouvement des chromosomes pendant la congression: en haut) schéma
de la capture des microtubules kinétochoriens par les  protéines MAPs (microtubules associated
protein), en bas) Modèle du role de la dynéine dans la congression des chromosomes en
prométaphase. D'après (Cleveland et al., 2003). B) Schéma expliquant les mouvements des
chromosomes en anaphase. D'après (Banks and Heald, 2001)

B
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e-3 Le maintien de l'attachement
D'autres protéines (non moteurs), les MAPs (microtubule associated protein) sont

impliquées dans le maintien de l'attachement des microtubules au kinétochore. Chez les
vertébrés, la protéine EB1 par exemple interagit avec l'extrémité plus des microtubules ainsi

qu'avec le domaine C-terminal de la protéine APC, adenomatous polyposis coli, fréquemment

mutée dans les cancers du colon (à ne pas confondre avec APC/C), elle-même détectée aux
kinétochores et pouvant jouer un rôle dans l'assemblage des microtubules (Figure 10A). Le

complexe EB1-APC pourrait réguler la stabilité des microtubules et connecter directement les

microtubules au kinétochore (Fodde et al., 2001; Kaplan et al., 2001). APC peut se complexer
avec Bub1 et Bub3 et peut être phosphorylée par Bub1 et BubR1 in vitro (Kaplan et al.,

2001). Les cellules mutantes dans le domaine C-terminal d'APC présentent un nombre élevé
d'erreurs de ségrégation des chromosomes et deviennent aneuploïdes, mais conservent un

point de contrôle mitotique fonctionnel.

4) Le point de contrôle du fuseau dans les cellules de mammifères

a) Activation par un défaut d'attachement ou de tension ?

Ce point de contrôle évite les pertes de matériels génétiques pendant la mitose en
vérifiant que tous les chromosomes sont correctement attachés au fuseau avant le

déclenchement de l'anaphase. Si ces conditions ne sont pas remplies, un signal d'attente est

émis par le point de contrôle qui conduit à différer la séparation des chromatides sœurs et la
sortie de mitose. Deux types de signaux pourraient être à l'origine de l'activation de cette voie.

Selon la première hypothèse, c'est l'occupation des kinétochores par les microtubules qui

serait surveillée et les kinétochores non-attachés qui activeraient le checkpoint (Rieder et al.,
1995; Waters et al., 1998). Selon l'hypothèse de McIntosh (McIntosh, 1991; McIntosh et al.,

2002), c'est la tension au kinétochore qui serait contrôlée et le manque de tension active le
checkpoint.

a-1 Le contrôle de l'attachement

En présence d'agent dépolymérisant les microtubules, comme le nocodazole ou la
colchicine, l'absence d'attachement des kinétochores active le point de contrôle, conduisant à

un arrêt des cellules en mitose (pour revue (Bharadwaj and Yu, 2004; Cleveland et al., 2003)).
En effet, un marquage intense est observé à chaque kinétochore non attaché pour toutes les

protéines du checkpoint à savoir Bub1 (Taylor and McKeon, 1997), BubR1 (Chan et al.,



45

1999; Taylor et al., 1998), CENP-E (Chan et al., 1999; Jablonski et al., 1998), Mad2 (Chen et
al., 1996; Waters et al., 1998) et ZW10/Rod (Chan et al., 2000). De plus, en absence d'une de

ces protéines (par délétion chez la souris (Mad2, Bub3, BubR1), ou par ARN interférence
(Mad1, Mad2, BubR1)) les cellules ne marquent plus l'arrêt en mitose après exposition au

nocodazole (Abrieu et al., 2001; Dai et al., 2004; Dobles et al., 2000; Mao et al., 2003; Michel

et al., 2001; Taylor et al., 1998; Taylor and McKeon, 1997). Ceci semble indiquer que ces
protéines sont nécessaires pour la surveillance de l'occupation des kinétochores par les

microtubules. Il faut cependant noter qu'un chromosome non attaché n'étant plus sous tension,

ces résultats ne tranchent pas clairement entre les 2 hypothèses.

a-2 Le contrôle de la tension
Pour la cellule, surveiller la tension au kinétochore est un moyen de détecter les

kinétochores mal attachés (syntéliques, mérotéliques) avant le début de l'anaphase et d'éviter

ainsi les pertes et les gains de chromosomes. Chez la levure, le manque de tension au niveau
des kinétochores attachés (produit par inhibition de la réplication) est capable d'activer le

point de contrôle (Piatti et al., 1995; Stern and Murray, 2001), sauf dans les mutants Ipl1
(homologue de Aurora-B). Ces expériences sont en accord avec un rôle d'Ipl1/Aurora-B dans

la surveillance de la tension et la régulation du désassemblage microtubules-kinétochore

(dépendant de la tension) chez la levure (Biggins and Murray, 2001, Tanaka, 2002 #200;
Tanaka, 2002) comme chez les mammifères (Carmena and Earnshaw, 2003; Ditchfield et al.,

2003; Gorbsky, 2004; Hauf et al., 2003; Kallio et al., 2002; Meraldi et al., 2004b). Le manque
de tension aux kinétochores peut être provoqué par une stabilisation des microtubules

résultant de traitements par les poisons de la famille des taxanes (taxol, taxotère …) (Jordan

and Wilson, 2004; Peterson and Mitchison, 2002). Dans ces cellules, le marquage est intense
aux kinétochores pour Bub1 et BubR1 mais peu visible pour Mad2 (Skoufias et al., 2001;

Waters et al., 1998; Zhou et al., 2002b). Chez les vertébrés, CENP-E pourrait être également
un des acteurs de ce mécanisme de surveillance de la tension (Abrieu et al., 2000).

Cela a conduit à l'hypothèse que le point de contrôle aurait 2 branches, Mad2
contrôlerait principalement l'attachement des microtubules, alors que Bub1, BubR1, CENP-E

et les "protéines passagères " contrôleraient la tension. Néanmoins, cette vision est

probablement trop simple. En effet, l'injection d'anticorps bloquant anti-Mad2 inhibe
l'activation du checkpoint de mitose aussi bien en présence de nocodazole (Gorbsky et al.,

1998), que de taxol (Waters et al., 1998). Il semble donc que Mad2 soit importante pour l'arrêt
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lié à l'activation du checkpoint dans toutes les conditions mais que sa localisation au
kinétochore ne soit pas toujours nécessaire (Shannon et al., 2002). De même, une analyse

précise de la localisation de Bub1 aux kinétochores en présence de nocodazole ou de taxol
suggère que cette protéine répond aux 2 signaux (Zhou et al., 2002a). Il s'avère donc difficile

de départager ces hypothèses et d'assigner un rôle spécifique à chaque protéine du point de

contrôle, probablement parce qu'in vivo, l'attachement de microtubules aux kinétochores
génère la tension, permettant en retour l'attachement d'autres microtubules (Nicklas et al.,

2001).

b) La transition métaphase-anaphase; APC/CCdc20, cible du point de contrôle

Jusqu'au début de l'anaphase, les chromatides sœurs de chaque chromosome restent

connectées au niveau du centromère grâce au complexe des cohésines. Ce complexe

multiprotéique contient 2 sous-unités SMC (structural maintenance of chromosome) SMC1 et
SMC3 et 2 sous-unités non SMC, SCC1 (Rad21/Mcd1) et SCC3 ((Nasmyth, 2002), pour

revue (Hagstrom and Meyer, 2003)) (Figure 11a).

Chez les métazoaires, en prophase, la perte de l'association de SCC1 avec les bras des

chromosomes conduit à leur séparation (Hauf et al., 2001). Cette dissociation dépend entre

autre de Polo-like kinase1 (plk1). La protéine shugoshin (Sgo, homologue de MEI-S322
(drosophile) et Sgo1 (levure)), dont la localisation et le niveau d'expression dépendent de

Bub1, semble protéger les cohésines du centromère d'une dégradation précoce (McGuinness
et al., 2005; Salic et al., 2004; Tang et al., 2004b). A l'anaphase, la destruction de la sous-

unité SCC1 des cohésines, au niveau du centromère, par les séparases (protéases) provoque la

séparation des chromatides sœurs (Figure 11b) ((Nasmyth, 2002; Nasmyth et al., 2000;
Vagnarelli et al., 2004) revue dans (Bharadwaj and Yu, 2004)). L'activité des séparases est

inhibée par leur liaison avec la sécurine (Nasmyth, 2002), laquelle est dégradée par le

complexe Anaphase Promoting Complexe /Cyclosome (APC/C) déclenchant alors l'anaphase

Figure 11: Organisation des cohésines. a) structure du complexe cohésine b) localisation des
cohésines au cours de la mitose. D'après (Hagstrom and Meyer, 2003)
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(Figure 13) (Peters, 2002). Le complexe APC/C est un complexe multiprotéique ubiquitine-
ligase E3 qui ajoute des résidus ubiquitine sur ses substrats et les dirige vers la voie de

dégradation du protéasome (Yu, 2002). La spécificité de reconnaissance des substrats est
assurée par la liaison d'APC/C avec ses cofacteurs, Cdc20 (aussi nommé p55cdc chez les

mammifères ou fizzy chez la drosophile) ou Cdh1, formant les complexes APC/CCdc20 (actif

jusqu'à l'anaphase) et APC/CCdh1 (stades tardifs de la mitose et G1) (Figure 12).

La conséquence de l'activation du point de contrôle du fuseau est l'inhibition de
l'activité d'APC/CCdc20 (Figure 13). Ce complexe est donc la cible la plus en aval du

checkpoint (pour revue (Bharadwaj and Yu, 2004; Cleveland et al., 2003)). Quand les

chromosomes sont correctement attachés au fuseau, le point de contrôle est désactivé,
APC/CCdc20 devient actif, dégradant la sécurine et déclenchant l'anaphase (Figure 13).

Figure 12: Profil d'activation des complexes APC/C au cours du cycle cellulaire (A) et de la
dégradation de certains de leur substrat (B). APC/Ccdc20 est activé en prométaphase (PM) où il
commence la dégradation de la cyclineA et de Nek2A. La protéolyse des cyclines B (cycB) et de la
sécurine (Sec) dépendent aussi d' APC/Ccdc20 mais est retardée jusqu'à la métaphase (M) par le point de
contrôle du fuseau. Pendant l'anaphase (A) et la télophase (T), APC/Ccdh1 est activé et régule la
destruction de substrats supplémentaires comme Cdc20 et Plk1. APC/Ccdc20 est inactivé à la sortie de
mitose, alors qu'APC/Ccdh1 reste actif jusqu'au déclenchement de la phase S. P (prophase) (Peters,
2002).
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c) Les protéines impliquées dans ce mécanisme de surveillance

Chez les métazoaires, les protéines du point de contrôle de mitose sont localisées au
kinétochore. Leur taille, structure et domaines d'interaction sont présentés dans la Figure 14 et

dans le Tableau 5.

Figure 13: Schéma du contrôle de la
transition métaphase-anaphase et de la
régulation de la voie de dégradation des
cohésines. D'après (Bharadwaj and Yu,
2004)

Figure 14: Schéma de la structure des protéines du point de contrôle. Leur domaine d'interaction et
leur taille sont indiqués. D'après (Weaver et al., 2003; Yoon et al., 2004)
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Tableau 5: Taille et interaction des protéines du point de contrôle du fuseau mitotique
Protéines Taille (aa) Domaines importants Interaction
Bub1 1085 Serine/thréonine kinase

domaine GLEBSa

est activée (autophosphorylation) par son interaction (via son domaine GLEBSa) avec Bub3. hMad1 et

xBubR1 sont ces substrats potentiels in vitro (Chen, 2004; Kaplan et al., 2001; Seeley et al., 1999). Le

complexe Bub1-Bub3 est un inhibiteur catalytique d'APC/Ccdc20 (Tang et al., 2004a).

Bub3 328  4 motifs répétés WDb reconnaît le domaine GLEBSa, interagit avec Bub1 et BubR1 (Campbell and Hardwick, 2003; Taylor et

al., 1998; Wang et al., 2001). Appartient au MCCd.

Mps1 (TTK,

PYT)

841 Serine/thréonine-tyrosine

kinase

s'associe par son domaine N-terminal (aa 1-305) au kinétochore (Liu et al., 2003; Stucke et al., 2004) et

par son domaine catalytique aux microtubules (Stucke et al., 2004).

CENP-E 2474 Moteur de type kinésine interagit avec les microtubules (2 domaines), les kinétochores (Cterminal) (Weaver et al., 2003; Zecevic

et al., 1998) et BubR1 (Chan et al., 1998; Yao et al., 2000). CENP-E est nécessaire pour l'activation de

BubR1 (Mao et al., 2003).

BubR1 1050 Serine/thréonine kinase

domaine GLEBSa

contient un domaine KEN (reconnu par APC/Ccdh1) (Logarinho et al., 2004), se lie avec Bub3 (domaine

GLEBSa), cdc16, cdc27phosphorylé, APC7 (3 sous-unités du complexe APC/C), CENP-E et Cdc20 et

peut phosphoryler les 2 derniers (Chan et al., 1999; Skoufias et al., 2001; Taylor et al., 1998; Wang et

al., 2001). C'est un puissant inhibiteur d'APC/Ccdc20 in vitro. Appartient au MCCd.

Mad1 718 Coiled-coil

Domaine leucine-zipper

interagit avec elle-même (oligomère), avec Mad2 (domaine leucine-zipper), en double-hybride avec

Ndc80. Son domaine Coiled-coil est nécéssaire à sa localisation au kinétochore. C'est un substrat in vitro

de Bub1 et Mps1. (Chen et al., 1998; Iwanaga et al., 2002; Martin-Lluesma et al., 2002; Seeley et al.,

1999)

Mad2 (Mad2L1) 205 domaine HORMAc interagit avec Mad1 ou Cdc20 par le même domaine; Appartient au MCCd

Rae1 368 motifs répétés WDb Interagit avec le domaine GLEBS de Bub1 (Wang et al., 2001)

Cdc20 499 7 motifs répétés WDb Interagit avec Mad2, BubR1; appartient au MCC
a: Gle2-binding sequence: séquence de liaison à Gle2, l'homologue chez S cerevisiae de Rae1. b: WD représente un motif de 40 aa, souvent impliqué dans les interactions
protéines-protéines, retrouvé dans les protéines appartenant à des complexes multiprotéiques (Neer et al., 1994; Smith et al., 1999). c: domaine retrouvé chez Hop1, Rev7
(Mad2B) et Mad2, impliqué dans les interactions protéines-protéines et l'oligomérisation d: MCC, complexe contenant Mad2-BubR1-Bub3-Cdc20
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Bub1 est une protéine sérine/thréonine kinase (Figure 14) (Taylor et al., 1998).
Sa liaison avec Bub3 est nécessaire à la localisation des 2 protéines au kinétochore dès la

prophase et jusqu'à l'anaphase, ou en présence de kinétochores non attachés après traitement

par les poisons du fuseau (Jablonski et al., 1998; Tang et al., 2004a; Taylor et al., 1998;
Taylor and McKeon, 1997). L'état de phosphorylation de Bub1 et son niveau d’expression

sont régulés au cours du cycle cellulaire . En effet, en mitose, Bub1 est hyperphosphorylée par
elle-même ou par la MAPK (mitogen-activated protein kinase) en présence de dommage du

fuseau (Chen, 2004; Taylor et al., 2001). Son niveau diminue à la sortie de mitose puis re-

augmente progressive jusqu'au G2/M suivant (Tang et al., 2004a; Taylor et al., 2001).
Bub3 est nucléaire tout au long du cycle, elle est localisée au kinétochore de la

prophase jusqu'à la métaphase (Basu et al., 1998; Campbell and Hardwick, 2003; Martinez-
Exposito et al., 1999; Taylor et al., 1998). Sa liaison avec Bub1 permet l'activation de cette

dernière en mitose (Bharadwaj and Yu, 2004; Wang et al., 2001).

Mps1 est une kinase aussi appelée chez l'homme TTK (T-cell tyrosine kinase)
ou PYT (phosphotyrosine-picked threonine kinase). Si sa localisation au kinétochore et son

rôle dans le point de contrôle sont reconnus chez les mammifères (Abrieu et al., 2001; Fisk

and Winey, 2001; Liu et al., 2003; Stucke et al., 2004), sa localisation aux centrosomes et son
implication dans leur duplication restent controversées (Fisk et al., 2003; Liu et al., 2003;

Stucke et al., 2004). Chez le xénope, l’absence de Mps1 abolit le point de contrôle (Tableau
6), qui peut-être restauré par la surexpression de Mad2 indiquant que, dans ce système, Mps1

agit en amont de Mad2 (Abrieu et al., 2001). En bon accord avec un rôle de Mps1 dans le

contrôle de la mitose, le niveau d'expression de la protéine ainsi que son activité kinase
(coïncidant avec un état hyperphosphorylé de Mps1 jusqu'à l'anaphase) sont maximum en

mitose (Liu et al., 2003; Stucke et al., 2002). Chez les vertébrés, la régulation de Mps1 et ses
substrats sont encore inconnus.

Cenp-E s'accumule en G2/M, est localisée au kinétochore de la prométaphase

à l'anaphase (Chan et al., 1998; Cooke et al., 1997), puis est dégradée à la télophase.
L'absence de CENP-E conduit à un défaut d'alignement des chromosomes dans différents

systèmes (xénope, drosophile, cellules humaines ou murines) (Mao et al., 2003; Schaar et al.,
1997; Weaver et al., 2003), suggérant que cette protéine joue un rôle dans le mouvement des

chromosomes et dans la stabilisation des microtubules après capture par les kinétochores

(Putkey et al., 2002) (voir p42-43). Le rôle de Cenp-E dans l'activation et le maintien du
checkpoint de mitose dépend de son interaction avec le domaine C-terminal de BubR1 (Chan

et al., 1998; Yao et al., 2000). En effet, chez le xénope, la souris et l'homme, CENP-E est
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Tableau 6: Rôle des protéines dans le point de contrôle du fuseau mitotique
Gènes Perturbation des gènes du point de contrôle Arrêt en mitose en présence

de poison du fuseau
Anomalie des chromosomes-

aneuploidie
Références

Bub1 mutant dominant négatif (mmu)

ARN interférence (hsa) - +
(Tang et al., 2004a; Taylor and McKeon,

1997)

Bub3 anticorps -bloquant (xla)

ARN interférence (hsa) - +
(Campbell and Hardwick, 2003; Howell et

al., 2004; Meraldi et al., 2004a)

Mps1 anticorps -bloquant (hsa, xla), mutant kinase

dead (xla), ARN interférence (hsa) - +
(Abrieu et al., 2001; Fisk et al., 2003; Liu

et al., 2003; Stucke et al., 2002)

CENP-E anticorps -bloquant (xla)

ARN interférence (hsa)

- (réduit activité de BubR1)

+a + a

(Mao et al., 2003; Tanudji et al., 2004;

Weaver et al., 2003)

mutant dominant négatif ou kinase dead

(mmu, hsa), anticorps-bloquant (hsa), ARN

interférence (hsa)

- +

(Chan et al., 1999; Dai et al., 2004; Shin et

al., 2003; Wang et al., 2004b)

BubR1

surexpression BubR1 (hsa) ++ NA (Shin et al., 2003; Wu et al., 2000)

anticorps -bloquant (xla), mutant dominant

négatif (hsa)
- + (Chen et al., 1998; Chung and Chen, 2002)Mad1

surexpression (xla, hsa) - NA (Chung and Chen, 2002; Luo et al., 2002)

ARN interférence (hsa) - + (Meraldi et al., 2004a; Michel et al., 2004)Mad2

surproduction Mad2 (hsa) ++ (Luo et al., 2002)

Rod ou
ZW10

mutants (dme), anticorps -bloquant (hsa)

ARN interférence (cel)

- + (Basto et al., 2000; Chan et al., 2000;

Scaerou et al., 2001)
a: quand un ou 2 kinétochores ne sont pas attachés, le signal qu'ils produisent est insuffisant pour arrêter les cellules, conduisant à de l'aneuploidie (25%); quand aucun des
kinétochores n'est correctement attaché (en présence de poison du fuseau), les cellules avec de nombreux défauts d'alignements des chromosomes, marquent l'arrêt.
mmu: Mus musculus, hsa: Homo sapiens, xla: Xenopus laevis, dme: Drosophila melanogaster, cel: Ceanorhabditis elegans
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nécessaire in vitro et in vivo pour l'activation de BubR1 (Chan et al., 1999; Mao et al., 2003;
Yao et al., 2000). De façon intéressante, CENP-E n'est retrouvée jusqu'à présent que dans les

espèces où BubR1 possède un domaine kinase (du xénope à l'homme). Chez les mammifères,
CENP-E semble nécessaire à l'amplification d'un signal d'attente basal produit par chaque

kinétochore non attaché. En effet, en absence de CENP-E (Tableaux 6 et 7), l’entrée en

anaphase n'est bloquée que si l'ensemble des kinétochores est incorrectement attaché (en
présence de poison du fuseau), (Tanudji et al., 2004; Weaver et al., 2003) alors que si un ou 2

kinétochores seulement ne sont pas attachés, le signal qu'ils produisent est insuffisant pour

arrêter les cellules.
BubR1 (Bub1-related kinase ou MAD3) ressemble à ScMad3 avec en plus la

partie C-terminale de ScBub1 (notamment le domaine kinase) (Figure 14) (Li et al., 1999). En
mitose, quand les chromosomes ne sont pas attachés, ou pas sous tension, BubR1 est

hyperphosphorylée (par autophosphorylation, action de MAPK, de Bub1 ou d'autres kinases)

(Chan et al., 1999; Chen, 2004; Li et al., 1999). L'interaction de CENP-E et BubR1 au
kinétochore est nécessaire à l'activation de l'activité kinase de BubR1 et à la propagation du

signal d'attente pour l'anaphase (Chan et al., 1999; Mao et al., 2003; Weaver et al., 2003).
Cependant, seule une partie des actions de BubR1 pour le point de contrôle semble nécessiter

son activité kinase ((Chen, 2002; Mao et al., 2003), pour revue (Bharadwaj and Yu, 2004)).

Enfin, en réponse à une activation prolongée du point de contrôle en présence de poison du
fuseau, BubR1 pourrait avoir un rôle pro-apoptotique (via la cascade des caspases) pour

éliminer les cellules polyploides (Shin et al., 2003).
Mad1, présente tout au long du cycle, est située à l'enveloppe nucléaire en

interphase puis au niveau des kinétochores non attachés en mitose. hNdc80 et Mps1 sont

nécessaires in vivo à sa localisation au kinétochore (Martin-Lluesma et al., 2002).
Mad2 (Mad2L1), recrutée aux kinétochores non attachés via Mad1, est

relarguée en métaphase après leur attachement (pour revue (Bharadwaj and Yu, 2004)). Elle a
2 ligands mutuellement exclusifs, Mad1 et Cdc20, portant la même séquence de 10 aa

d'interaction avec Mad2 (Figure 14). La liaison de Mad2 avec Mad1 (comme avec Cdc20)

entraîne un changement de conformation de la partie C-terminale de Mad2 (passage de l'état
N1 non lié à l'état N2) rappelant un mécanisme de fermeture-ouverture de "ceinture de

sécurité" (pour revue (Musacchio and Hardwick, 2002)). Ce changement de conformation

contribuerait à son activation (Luo et al., 2002; Luo et al., 2004b; Sironi et al., 2002) (Figure
15). Seule une fraction des protéines Mad2 est liée à ses ligands, il existe également un pool
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de Mad2 cytosolique libre, également important pour le contrôle de la mitose (Chung and
Chen, 2002).

Des expériences de fluorescence sur cellules vivantes montrent que Mad2 cycle très

rapidement au kinétochore (Howell et al., 2000; Meraldi et al., 2004a), suggérant que le

passage de Mad2 au kinétochore permet son activation, sa fixation sur Cdc20 et l'inhibition de
l'activité d'APC/CCdc20. En effet, les momomères de Mad2 sont incapables in vitro de fixer

Cdc20.

Le complexe Rod-ZW10-Zwilch. Les protéines Rod (rough deal), ZW10
(zeste white 10), identifiées au départ chez la drosophile (Basto et al., 2000; Karess and

Glover, 1989; Scaerou et al., 1999; Starr et al., 1997; Williams et al., 1992) sont conservées
au cours de l'évolution bien qu'absentes chez les levures (Scaerou et al., 2001; Starr et al.,

1997; Wojcik et al., 2001), indiquant peut-être un niveau de régulation supplémentaire de la

mitose chez les eucaryotes supérieurs. Ces 2 protéines interagissent et sont associées dans un
complexe plus large contenant également la protéine Zwilch (Scaerou et al., 2001; Williams et

al., 2003).
Le complexe Rod-ZW10 se localisent au kinétochore en prophase et prométaphase,

puis les protéines migrent en un flux continu le long du fuseau quand les chromosomes sont

bi-orientés; en fin de mitose Rod est localisée aux pôles et ZW10 dans la zone centrale du
fuseau (midzone) (Basto et al., 2000; Basto et al., 2004; Chan et al., 2000; Scaerou et al.,

1999; Scaerou et al., 2001; Williams and Goldberg, 1994). Le complexe Rod-ZW10 est
nécessaire également à la localisation au kinétochore du complexe dynéine/dynactine avec

lequel il interagit (Basto et al., 2000; Basto et al., 2004). Leur rôle dans le point de contrôle

n'est pas encore compris, mais pourrait être séparé de celui des autres protéines du checkpoint,

Figure 15: Schéma du changement de conformation de Mad2 en fonction de sa liaison avec Mad1.
a, Mad2 libre (conformation N1); b, ouverture de Mad2 pour permettre la fixation de Mad1; c,
Mad1 est dans la poche de fixation; d, Mad2 est en position fermée, Mad1 est stablement fixée à
Mad2. D'après (Musacchio and Hardwick, 2002)

N1
N2
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leur absence n'empêchant pas le recrutement de Bub1, Bub3, BubR1 ou Mad2 au kinétochore
(Basto et al., 2000; Chan et al., 2000).

 Rae1 (Gle2 ou mrnp41) est un facteur de transport nucléaire très conservé,
possiblement impliqué en interphase dans l'export d'ARN messager, possédant de fortes

homologies de séquence avec Bub3 (Taylor et al., 1998) et reconnaissant le domaine GLEBS

(identifié au départ chez la nucléoporine Nup98 mais présent également chez Bub1) (Wang et
al., 2001). Son rôle dans le point de contrôle de mitose identifié récemment chez la souris

(Tableau 7) est encore loin d'être compris (Babu et al., 2003).

Le rôle de ces différentes protéines a été établi dans différents systèmes cellulaires par

analyse des conséquences de leur inhibition sur l'arrêt en mitose après traitement par des
poisons du fuseau (Tableau 6). Pour certaines de ces protéines, des knock-out (KO) ont pu

être réalisés chez la souris. Les phénotypes des animaux et des cellules dérivées de ces KO

sont décrits dans le Tableau 7.

Tableau 7: Phénotypes des knock-out (KO) chez la souris de certains gènes du point de
contrôle de mitose et des cellules MEFs issues de ces KO
Gènes Phénotype souris / cellules MEFs Références
Bub3 Bub3-/- sont létales embryonnaires (dpc 4,5-6,5), Bub3+/- viables.

MEF Bub3+/- : défaut de ségrégation des chromosomes et aneuploïdie
(Babu et al.,

2003; Kalitsis

et al., 2000)

CENP-E CENP-E-/- sont létales embryonnaires (dpc-3,5), CENP-E+/- sont viables.
Les MEF CENP-E-/- présentent de grosses anomalies de ségrégations des
chromosomes. Les cellules des KO conditionnels réalisés dans le foie
marque l'arrêt en présence de nombreux défauts d'alignements des
chromosomes.

(Putkey et al.,

2002; Weaver

et al., 2003)

BubR1 BubR1-/- sont létales embryonnaires (avant dpc 8,5), BubR1H/H

(hypomorphe) sont viables (mais stérile), BubR1+/- viables.
MEFs BubR1H/H ou BubR1H/- : anomalie de mitose, faible accumulation
en mitose en présence de nocodazole

(Baker et al.,

2004; Dai et al.,

2004; Wang et

al., 2004b)

Mad2 Mad2-/- sont létales embryonnaires. Mad2+/- développent des cancers.
MEFs Mad2+/- ou HCT116-Mad2+/- ont une séparation prématurée des
chromatides sœurs en présence de poisons du fuseau, aneuploïdie.

(Dobles et al.,

2000; Michel et

al., 2004)

Rae1 Rae1-/- létales embryonnaires, les Rae1+/- sont viables.
MEF Rae+/- : défaut du checkpoint, de ségrégation des chromosomes et
aneuploidie. La surexpression de Rae1 peut compenser la perte de Bub3

(Babu et al.,

2003)

dpc: day post-coïtum
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d) Comment ces protéines sont-elles recrutées au kinétochore?

Des études récentes chez le Xénope (système acellulaires d'extraits d'œufs de Xénope)

et chez l'homme (par ARN interférence dans les cellules HeLa) ont permis une meilleure
caractérisation de l'ordre d'assemblage des protéines sur les pré-kinétochores (Johnson et al.,

2004; Vigneron et al., 2004). Dans les 2 systèmes, la première protéine fixée en prophase (à
l'exception des protéines de structure du kinétochore qui sont présentes tout au long du cycle)

est Aurora-B. Sa localisation nécessite la présence des autres membres du complexe des

"protéines passagères" (et inversement) (Vigneron et al., 2004). Chez le xénope, la formation
du complexe INCENP-Aurora-B stimule la deuxième vague de recrutement de protéines

comprenant Mps1, Bub1, CENP-E (dépendante l'une de l'autre dans ce système) et
probablement Bub3 et BubR1. Les protéines Mad1, Mad2 sont recrutées par la suite (Figure

16).

Chez l'homme la localisation des différentes protéines du checkpoint est régulée de
façon temporelle, mais aussi spatiale et dépend de la bonne localisation des protéines en

amont dans le point de contrôle (voir (Johnson et al., 2004; Maiato et al., 2004) pour détail).

Figure 16: Schéma d'un modèle d'assemblage des protéines au kinétochore chez le Xénope.
MCC (Bub3, BubR1, Mad2, Cdc20). Modifié d'après (Vigneron et al., 2004)
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e) Comment ces protéines agissent-elles ?

e-1 Les différents complexes inhibiteurs

Selon l'hypothèse actuellement en vigueur, les kinétochores sont à l'origine de la
formation du signal, diffusible mais restreint localement, qui inhibe le déclenchement de

l'anaphase tant que tous les chromosomes ne sont pas alignés. Des expériences sur les cellules
Ptk1 possédant, après fusion, deux fuseaux et deux lots de chromosomes dans le même

cytoplasme ont permis de montrer que les chromosomes mal attachés du premier fuseau

retardent la séparation des chromatides de tous les chromosomes accrochés à ce fuseau, mais
n'empêchent pas les chromosomes du 2ème d’entrer en anaphase une fois tous les chromosomes

attachés à ce second fuseau (Rieder et al., 1997).
In vitro, l'activité ubiquitine-ligase d'APC/CCdc20 peut être inhibée de façon

stoechiométrique par différentes protéines: Mad2, BubR1 (la plus efficace, qu'elle soit seule

ou en association avec Bub3), ou par les différents complexes dont elles font partie, comme le
MCC (Mad2-BubR1-Bub3-Cdc20), Mad2-Cdc20 ou BubR1-Bub3-Cdc20 (pour revue

(Bharadwaj and Yu, 2004)). In vivo, le MCC semble l'inhibiteur le plus probable

d'APC/CCdc20. Deux modèles existent quand à sa formation: pour les uns, le MCC est
spécifique de la mitose et sa formation serait catalysée au kinétochore non attachés (où sont

concentrés tous ses constituants); pour les autres, le MCC serait présent tout au long du cycle
(formé indépendamment des kinétochores), mais ne serait converti en une forme pouvant se

lier à APC/C (et l'inhiber) qu'au kinétochore après activation du point de contrôle mitotique

(pour revue (Bharadwaj and Yu, 2004)). Il existerait dans ce cas un niveau basal de MCC en
interphase qui augmenterait fortement dans les cellules en mitose possédant un checkpoint

actif (pour revue (Bharadwaj and Yu, 2004)). Selon des études de fluorescence sur cellules
vivantes (Howell et al., 2004), en mitose, Mad2 serait continuellement recrutée via Mad1 au

kinétochore. Elle y serait activée et subirait un changement de conformation permettant sa

liaison à Cdc20, puis le complexe Mad2-Cdc20 quitterait le kinétochore seul ou en
association avec BubR1-Bub3 (qui cyclent également rapidement) pour former le MCC et

inhiber l'APC/C libre. En présence d'un point de contrôle fonctionnel, certains constituants du
complexe APC/C (APC3, APC6, APC1 phosphorylé) ont été détectés aux kinétochores non

attachés (Acquaviva et al., 2004; Vigneron et al., 2004), laissant supposer que l'APC/C

pourrait aussi être inhibé directement au kinétochore par le MCC ou y être modifié
(notamment par phosphorylation) pour devenir sensible au MCC (Acquaviva et al., 2004).
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e-2 Les modes d'actions du MCC ou de ses composants sur APC/C
Comme nous l'avons mentionné plus haut, Mad2 et BubR1 sont des inhibiteurs

d'APC/CCdc20. Mad2 n'empêche pas, in vitro, la fixation des substrats sur APC/CCdc20, mais
peut ralentir leur dissociation du complexe, inhibant leur relargage et freinant ainsi leur

dégradation (Pfleger et al., 2001). Mad2 pourrait aussi inhiber la liaison de Cdc20 sur APC/C

suggérant un rôle de séquestration de Cdc20 par Mad2 (Reimann et al., 2001; Tang et al.,
2001). De la même façon, BubR1 peut in vitro empêcher Cdc20 de s'associer à APC/C et ainsi

inhiber APC/C (Tang et al., 2001). Ces 2 protéines sont inefficaces pour inhiber le complexe

APC/CCdc20 déjà activé (Chen and Fang, 2001; Pfleger et al., 2001; Tang et al., 2001).
Récemment, un rôle direct de Bub1 dans l'inhibition d'APC/CCdc20 a été démontré dans

les cellules humaines (HeLa) (Tang et al., 2004a). En effet, in vitro, Bub1 peut phosphoryler
Cdc20 et l’étude du phénotype de cellules exprimant un mutant de Cdc20 dont les sites de

phosphorylation par Bub1 sont mutés a montré une déficience partielle de l'arrêt en mitose en

présence de poison du fuseau (Tang et al., 2004a). De plus, pendant l'activation du
checkpoint, Bub1 est hyperphosphorylée et son activité kinase envers Cdc20 est stimulée. Ce

mécanisme catalytique pourrait venir en complément de l'inhibition stoechiométrique
d'APC/C par le MCC.

APC/C est également régulé par d'autres protéines à des étapes différentes du cycle.

Emi1 est une protéine importante pour la régulation d'APC/C en S et G2, et tout début de M
notamment avant que le MCC ne soit activé. Elle reconnaît à la fois APC/CCdc20 et APC/CCdh1

et inhibe l'activité de ces complexes en empêchant la fixation de leurs substrats (Peters, 2002;
Reimann et al., 2001). A la différence de Mad2, Emi1 peut inhiber les complexes APC/C déjà

activés, permettant ainsi l'accumulation de la cyclineA jusqu'à l'entrée en mitose (Reimann et

al., 2001). Emi1 est dégradée en prophase (Margottin-Goguet et al., 2003). La protéine
RASSF1A, localisée aux pôles du fuseau, contrôlerait APC/CCdc20 en prophase et

prométaphase indépendamment du MCC et sa surexpression stabiliserait les cyclines
mitotiques (Mathe, 2004; Song et al., 2004).

Enfin, la protéine Mad2B (Mad2L2 ou Rev7), cloné chez l'homme et le xénope

comme le paralogue de Mad2 (Cahill et al., 1999; Murakumo et al., 2000), joue un rôle dans
le contrôle de l'activité APC/CCdh1 au cours du cycle mais pas dans le point de contrôle

mitotique. Mad2B est une protéine nucléaire, mais pas kinétochorienne, qui peut inhiber in

vitro la dégradation des substrats d’APC/CCdh1, notamment la cyclineB et Cdc20, par un
mécanisme similaire à celui qui contrôle l’activité d’APC/CCdc20 via Mad2 (Chen and Fang,

2001; Pfleger et al., 2001). La surproduction de Mad2B chez l'embryon de xénope conduit à
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un arrêt en mitose tardive (rôle possible dans le contrôle de la cytocinèse) et en interphase,
cohérent avec le "timing" d'activation d'APC/CCdh1 au cours du cycle (Pfleger et al., 2001).

Son action ne semble pas restreinte aux cellules cyclantes, elle pourrait donc avoir un autre
rôle physiologique, encore non déterminé (Chen and Fang, 2001).

f) Extinction du signal et inactivation du point de contrôle

Lorsque tous les chromosomes sont correctement accrochés au fuseau mitotique, le

point de contrôle est désactivé et l'inhibition sur Cdc20 levée, autorisant l'activation d'APC/C,
la dégradation des cohésines et la progression en anaphase. L'inactivation du checkpoint

reposerait sur au moins 3 mécanismes différents (Bharadwaj and Yu, 2004; Cleveland et al.,
2003; Howell et al., 2001; Wojcik et al., 2001) : l'inactivation de la signalisation au

kinétochore, l'inactivation du complexe MCC cytoplasmique et/ou la levée de l'inhibition

d'APC/C.
Le premier mécanisme implique l’inactivation des composantes du MCC, notamment

via le contrôle de l’état de phosphorylation de Mad2. En effet, in vitro, certaines

phosphorylations de son domaine C-terminal ont un effet inhibiteur sur sa capacité à lier
Cdc20 et donc sur l’activation d’APC/C (Bharadwaj and Yu, 2004; Wassmann et al., 2003).

De plus, chez le xénope, l'activation de la kinase BubR1 requiert CENP-E et son inactivation
nécessite la capture de microtubules par le kinétochore (via CENP-E). Cette liaison

kinétochore-microtubules, ou la tension qui en résulte, pourrait altérer l'interaction de CENP-

E avec BubR1 (sans dissocier le complexe), inactiver BubR1 et éteindre la cascade de
signalisation (Mao et al., 2003).

Le deuxième mécanisme est le démantèlement des complexes inhibiteurs d'APC/C
présents dans le cytoplasme. Il est possible que ces complexes se dissocient spontanément

après un certain temps mais il semble plus probable que cette dissociation résulte d’un

phénomène actif, qui pourrait impliquer la protéine Cmt2 (p31comet) (Habu et al., 2002). En
effet, Cmt2 interagit avec Mad2 en double hybride, dans les extraits de d'œufs de xénope et in

vivo (Habu et al., 2002; Xia et al., 2004). De plus, Cmt2 se lie préférentiellement à Mad2
lorsque Mad2 est elle-même associée à Cdc20 (conformation N2 de Mad2) (Xia et al., 2004).

La surexpression de Cmt2 permet à des cellules traitées au nocodazole d'échapper au blocage,

et son invalidation (par ARN interférence) dans les cellules HeLa entraîne une activation
prolongée du point de contrôle du fuseau mitotique (Xia et al., 2004). L’ensemble de ces
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résultats suggère que l’implication de Cmt2 dans l'inactivation du MCC résulterait d’un rôle
antagoniste de Cmt2 sur Mad2.

Enfin, un troisième mécanisme d'extinction du checkpoint repose sur l’apparition de
contraintes spatiales qui éloignent les composants du MCC des kinétochores, lieu de son

assemblage. La dynéine et la dynamitine (une sous-unité du complexe dynactine), qui

s'accumulent aux kinétochores non-attachés en prométaphase puis migrent vers le pôle après
ancrage des chromosomes, pourraient être impliquées dans ce processus. En bon accord avec

cette hypothèse, une mutation particulière de la dynéine a été isolée chez la drosophile qui

bloque la redistribution aux pôles de Rod, une protéine cargo liant la dynéine et conduit à
l’activation permanente du point de contrôle du fuseau (Wojcik et al., 2001). De plus,

l'injection d'anticorps bloquant anti-dynamitine aboutit au maintien des protéines du
checkpoint au kinétochore, ce qui diminue la tension au kinétochore et induit un blocage en

métaphase. Ce blocage peut être levé par une inactivation du checkpoint par ciblage de Mad2.

La dynéine permettrait également le transport de Mad2, CENP-E et BubR1 le long des
microtubules jusqu'aux pôles du fuseau, les éloignant ainsi de leurs cibles (Howell et al.,

2001).

g) Sortie de mitose et dégradation des cyclines

Les cyclines B jouent un rôle majeur dans le contrôle de la mitose. Ces cyclines,

synthétisées en interphase, sont  essentielles à l'activation de cdk1 (cyclin-dependent kinase 1,

aussi appelée cdc2) et à l’entrée en mitose (avec l'aide d'autres cyclines, notamment la cycline
A inactivée en métaphase). L'inactivation de cdk1 est importante pour la sortie de mitose,

notamment pour la décondensation des chromosomes, la reformation de l'enveloppe nucléaire
et la division cellulaire (Peters, 2002). L'inactivation de cdk1 en fin de mitose résulte de la

dégradation des cyclines B via un ciblage au protéasome par APC/CCdc20 en métaphase puis

par APC/CCdh1 en anaphase (Figure 12). Une voie alternative est l'inhibition de cdk1 (moins
fréquente chez les vertébrés).

5) Conséquences d'une activation prolongée du point de contrôle de fuseau mitotique

a) Les causes

Plusieurs types de traitements provoquent une perturbation prolongée de la mitose,

notamment ceux qui bloquent la séparation des chromosomes, qui perturbent l'ancrage des
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microtubules au kinétochores, qui empêchent l'inactivation des complexes cyclineB/cdk1
(indépendamment du checkpoint de G2/M) (pour revue (Morrison and Rieder, 2004; Rieder

and Maiato, 2004)). Notons également que les traitements qui induisent des cassures en
mitose, ou des anomalies de décaténation (inhibiteurs de topoisomérase II (Vogel et al.,

2005)), gérées indépendamment du checkpoint des dommages de l'ADN et d'ATM

(Mikhailov et al., 2002; Nitta et al., 2004; Skoufias et al., 2004). Des cellules peuvent
également rentrer en mitose avec des cassures dans leur ADN si le point de contrôle qui

surveille l'entrée en mitose (point de contrôle de la transition G2/M) est inhibé ou peu efficace

(Nitta et al., 2004; Vogel et al., 2004; Vogel et al., 2005), ce qui est le cas pour de nombreuses
cellules cancéreuses. Nous ne détaillerons ici que les traitements par les poisons du fuseau.

De nombreuses molécules, réparties en 2 grandes catégories selon leur mode d'action,
perturbent la dynamique des microtubules et, de ce fait, la fonction du fuseau mitotique. Les

premières, comme le nocodazole, la colchicine et la famille des vinka-alcaloides (vinblastine,

navelbine, vincristine…), entraînent la dépolymérisation des microtubules. Les secondes,
telles les drogues de la famille des taxanes (taxol, taxotère), stabilisent au contraire les

microtubules (Tableau 8, pour revue (Peterson and Mitchison, 2002)).

Tableau 8: Mode d'action de différents poisons des microtubules.
Nom Activité biologique Classea Origine

Colchicine Extrait de la colchique
Colcémide

se lie à la tubuline et empêche sa
polymérisation dans les microtubules

I
Dérivé de la colchicine

Nocodazole
(oncodazole)

se lie aux hétérodimères α−β tubulines libres,
catalyse l'hydrolyse du GTP en GDP rendant
ces dimères non incorporables dans les
microtubules.

I Synthétique de la famille du
benzimidazole

Vinblastine
(VB)
Vincristine
(VC)

Inhibe l'assemblage des microtubules en se
liant à la tubuline et induisant son auto-
association (agrégats).
Utilisé dans le traitement des lymphomes de
Hodgkin's (VB) et des leucémies (VC)

I 2 composés de la famille des
vinca-alkaloïdes, chimiquement
proches, extraits des feuilles de
la pervenche de Madagascar

Navelbine
(vinorelbine)

Inhibe l'assemblage du fuseau mitotique.
Agent anti-tumoral efficace car il a plus
d'affinité pour les microtubules mitotiques
que neuronaux.

I Dérivé de la synthèse de la
vinblastine

Taxol
(paclitaxel)

Se fixe sur la β-tubuline des microtubules et
les stabilise, les rendant résistant à la
dépolymérisation. Utilisé en chimiothérapie
(cancer du sein et de l'ovaire, NSCLC).

II Issu de l'écorce de Taxus
Brevifolia (if du pacifique),
synthétisé maintenant à partir
de Taxus yannanensis ou en
semi-synthétique

Taxotère
(docetaxel)

Se fixe sur la β-tubuline des microtubules et
les stabilise, les rendant résistant à la
dépolymérisation. Utilisé en chimiothérapie.

II Dérivé hémi-synthétique. issu
de la baccatine III (précurseur
non cytotoxique issu des
aiguilles de Taxus Baccata).

 a I = dépolymérisation des microtubules; II = stalibisation des microtubules
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Le traitement des cellules par les différents poisons du fuseau entraîne l’activation du
point de contrôle du fuseau et un arrêt des cellules en mitose (voir §II-4 à partir p44).

Certaines de ces drogues, comme le taxol ou la navelbine, sont utilisées en chimiothérapie
(pour revue (Jordan and Wilson, 2004)).

b) Durée de l'arrêt

Il a été montré que l’arrêt en mitose de cellules cultivées en présence de ces drogues

est transitoire, même si le défaut de fuseau persiste. La durée pendant laquelle les cellules
restent bloquées est variable suivant les organismes et le type cellulaire. Elle est corrélée à la

capacité des cellules à concentrer les drogues et au degré de perturbation du réseau des
microtubules (nombre et dynamique) (pour revue (Rieder and Maiato, 2004)). Par exemple,

une sortie prématurée de mitose peut être induite par inhibition d'Aurora-B dans des cellules

traitées par de faibles concentrations de nocodazole ou de taxol, mais pas par de fortes
concentrations (Ditchfield et al., 2003; Hauf et al., 2003). Le maintien de l'arrêt dépend aussi

du profil génétique des cellules étudiées, notamment pour les gènes du point de contrôle du

fuseau. En effet, les cellules invalidées pour les gènes du checkpoint (ARN interférence,
anticorps bloquant, KO …) sortent rapidement de mitose en absence de fuseau (Babu et al.,

2003; Chan et al., 1999; Dai et al., 2004; Howell et al., 2004; Kalitsis et al., 2003; Meraldi et
al., 2004a; Michel et al., 2001; Taylor and McKeon, 1997).

c) Les conséquences d'un arrêt prolongé en mitose

Après un temps de blocage variable, les cellules maintenues en présence de poisons du

fuseau peuvent, en fonction de leur profil génétique, (A) mourir en mitose; (B) sortir de
mitose avec un contenu en ADN 4C par un phénomène appelé "adaptation" ou "glissement

mitotique"9. Ces cellules vont ensuite, soit mourir par apoptose en G1, soit rester à l’arrêt en
G1 (viables plusieurs jours), soit poursuivre le cycle tétraploïde entamé (Figure 17) ((Rieder

and Maiato, 2004) et article 4); (C) s’il reste quelques microtubules, une mitose imparfaite sur

le plan de la ségrégation des chromosomes pourra donner des descendants aneuploïdes.

                                                  
9 Les chromosomes décondensent leur ADN, l'enveloppe nucléaire se reforme et les cellules rentrent
dans une phase G0/G1 avec un contenu d'ADN 4C (C représentant ici un équivalent génome
haploïde).
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c-1 La mort en mitose

 La mort en mitose, au moins dans le cas de la catastrophe mitotique 10 (Castedo et al.,
2004), implique l'activation des caspases-2, la perméabilisation des membranes

mitochondriales puis l'activation de la caspase-3, indépendamment de p53 (Casenghi et al.,
1999). Lorsque les cellules ne peuvent sortir rapidement de mitose, l’activation de la caspase

2 déclenche irréversiblement le processus apoptotique ((Gajate et al., 2000; Masuda et al.,

2003; Taylor and McKeon, 1997) pour revue (Rieder and Maiato, 2004)). La résistance de
certaines cellules à un agent comme le taxol, utilisé en chimiothérapie, a été corrélée à la perte

du point de contrôle du fuseau ou à celle de l’activité des caspases (Burns et al., 2003;
DeLuca et al., 2002; Sudo et al., 2004).

c-2 Le glissement mitotique: un mécanisme peu connu
 Bien que certaines cellules des vertébrés meurent après un traitement prolongé par les

poisons du fuseau, beaucoup de cellules primaires ou transformées effectuent le glissement
mitotique et entrent en G1 tétraploïde (Ciciarello et al., 2001; Jimenez et al., 1999; Khan et

al., 2000; Mantel et al., 2002; Rieder and Maiato, 2004; Stewart et al., 2001; Trielli et al.,

1996; Tsuiki et al., 2001).
                                                  
10 La catastrophe mitotique est une mort cellulaire intervenant en mitose à la suite de l'accumulation de
dommages extensifs et persistants (dont l'origine n'est pas toujours mitotique).

Figure 17: Devenir des cellules après un arrêt prolongé en mitose. D'après (Rieder and Maiato,
2004)
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Dans une mitose "normale", l'inhibition des cyclines mitotiques est requise pour sortir
de mitose (cf § II-4g, p59). Le glissement pourrrait théoriquement survenir par 3 mécanismes

mutuellement non exclusifs: la destruction des cyclines mitotiques (voie du protéasome),
l'inhibition de cdk1/cyclineB par phosphorylation sur les tyrosines, l'inhibition des CDK par

les CKI (CDK inhibitor) (Chibazakura et al., 2004). En fait, le mécanisme par lequel les

cellules sortent effectivement de mitose sans avoir satisfait le point de contrôle du fuseau
mitotique est largement inconnu, et les informations dont nous disposons proviennent

principalement d'études chez S. cerevisiae et la drosophile (pour revue (Rieder and Maiato,

2004)). En effet, en présence d'un signal persistant du point de contrôle mitotique, l'inhibition
de cyclineB/CDK1 par les CKI Sic1 chez la levure et Rux chez la drosophile semble

permettre la sortie de mitose, indépendamment de la dégradation des cyclines B (pour revue
(Rieder and Maiato, 2004)). Chez les vertébrés, qui semblent manquer de CKI spécifiques des

complexes CDK1/cyclineB, presque rien n'est connu sur le mécanisme d'adaptation. Il semble

que la disparition de l'activité des CDK associée aux cyclines A, nécessaire au déclenchement
des premières étapes de mitose (Furuno et al., 1999), soit assurée par 2 voies redondantes : la

dégradation de ces cyclines et l'inhibition des CDKs qui leur sont associées par p21, p27 ou
p107 (une protéine " pocket " de la famille pRB) (Chibazakura et al., 2004). Nous ne savons

pas actuellement s'il en est de même pour la régulation des cyclines B.

c-3 Le G1 post-glissement

Les cellules "normales" ayant subi le glissement mitotique resteront bloquées en G1

post-mitotique tétraploïde (Figure 17,B2) alors qu'une majorité des cellules transformées ou
cancéreuses, re-répliqueront leur ADN et continueront à cycler (Figure 17, B3) ( article 4).

L'activité p53 est requise pour empêcher les cellules G1 tétraploïdes de continuer leur cycle et
d'entrer en phase S (Andreassen et al., 2003; Baek et al., 2003; Casenghi et al., 1999;

Ciciarello et al., 2001; Jimenez et al., 1999; Sablina et al., 1999; Tsuiki et al., 2001). D'autres

protéines impliquées dans le contrôle de la phase G1 (Figure 18) comme p21, une des cibles
de p53 (Khan et al., 2000; Khan and Wahl, 1998; Lanni and Jacks, 1998; Mantel et al., 2002;

Tsuiki et al., 2001), p19/ARF (souris; p14/ARF chez l'homme) impliquée dans la stabilisation
de p53par inhibition de MDM2 (qui dirige p53 vers la voie du protéasome) (Khan et al.,

2000), WARTS (serine/thréonine kinase) (Iida et al., 2004), pRB (Di Leonardo et al., 1997),

p16/Ink4a un inhibiteur de phosphorylation de pRB (Khan and Wahl, 1998) sont aussi
importantes pour maintenir l'arrêt en "G1" après le glissement.



64

D'autres protéines impliquées dans la reconnaissance et la réparation des dommages de
l'ADN tels BRCA2 ou la poly(ADP-ribose) polymérase 1 (PARP1) semblent aussi contribuer

au blocage de la reréplication après le glissement mitotique (Futamura et al., 2000;

Halappanavar and Shah, 2004; Lee, 2003; Lee et al., 1999). Les signaux à l'origine de cet
arrêt en G1 post-mitotique sont encore mal compris. De plus, quand la cytocinèse est

perturbée par traitement à la dihydrocytochalasineB (DCB), un inhibiteur de l'actine qui
n'active pas le point de contrôle de mitose, des cellules tétraploïdes binucléées sont formées.

Ces cellules s’arrêtent en G1 de façon dépendante de pRB, p107, p130 (les pockets protéines)

ainsi que de p53 (Andreassen et al., 2003; Lohez et al., 2003). Margolis et collaborateurs ont
proposé l'existence d'un point de contrôle dépendant de p53 et pRB qui arrête en G1 les

cellules devenues tétraploïdes (G1 tetraploidy checkpoint) après glissement mitotique ou suite
à un problème de clivage cellulaire (pour revue (Andreassen et al., 2003)). Ce point de

contrôle surveillerait le nombre de chromosomes et/ou de centrosomes par cellule. Cependant,

des études récentes ((Ciciarello et al., 2001; Stukenberg, 2004; Uetake and Sluder, 2004), voir
Discussion) contredisent ce modèle en montrant que la ploïdie n'est pas la cause de l'arrêt.

Les cellules en G1 tétraploïde qui passent ce second blocage re-répliquent leur ADN et

continuent à cycler. Elles vont accumuler des erreurs dans les cycles suivants notamment des
erreurs de ségrégation des chromosomes, conduisant au développement de cellules filles

aneuploïdes. Certaines d’entre elles pourront survivre et éventuellement devenir hautement
tumorigène.

Figure 18: Schéma des voies de régulation du cycle cellulaire p53 et pRb chez l'homme. D'après
(Sherr, 2004).



65

6) Anomalies du point de contrôle et tumorigénèse

Dès 1914, Théodore Bovery a proposé que l'instabilité chromosomique soit un des
mécanismes majeurs conduisant à la néoplasie (Boveri, 1914). L'instabilité génomique11 est

une étape importante par laquelle une cellule peut acquérir les mutations caractéristiques d'un

état cancereux. Parmi les cellules tumorales, certaines ont un caryotype relativement stable et
présentent un fort taux de mutations au niveau nucléotidique. Ce phénotype, souvent associé à

une forte instabilité des microsatellites (MIN) (dans les HNPCC par exemple), résulte

fréquemment d’altérations dans les gènes de réparation (mismatch repair ou nucleotide
excision repair). Dans une majorité des cancers solides (environ 80 % des cancers colorectaux

par exemple, (Dutrillaux, 1995; Lengauer et al., 1997)), les cellules présentent des anomalies
de nombre et/ou de structure des chromosomes (translocations, inversions, délétions,

amplifications (HSR, dmin)…) (Dutrillaux, 2000; Lengauer et al., 1998). Cette catégorie de

tumeurs, dont les cellules manifestent une forte instabilité chromosomique (CIN), a fait
l’objet de classifications plus précises, basées sur des études cytogénétiques poussées

(Dutrillaux, 2000). Plusieurs mécanismes peuvent être à l'origine de l'instabilité
chromosomique (Masuda and Takahashi, 2002), parmi lesquels des défauts des points de

contrôle des dommages de l'ADN tout au long du cycle, l'érosion des télomères (conduisant à

des fusions de chromosomes et à l'initiation de certains mécanismes d'amplification), et des
défauts du contrôle de la mitose (les seuls que nous détaillerons ici).

a) Inactivation des gènes du point de contrôle dans les cancers

L'altération du point de contrôle du fuseau mitotique, vu son importance pour la
ségrégation correcte des chromosomes en mitose, semble un mécanisme probable pour le

développement de cellules aneuploïdes (Cahill et al., 1998; Jallepalli and Lengauer, 2001). En

bon accord avec cette hypothèse, environ 50% des lignées de cellules cancéreuses aneuploïdes
testées ne marquent pas (ou peu) l'arrêt en mitose en présence de poisons du fuseau (Cahill et

al., 1998; Li and Benezra, 1996; Matsuura et al., 2000; Minhas et al., 2003; Ouyang et al.,
2002; Saeki et al., 2002; Takahashi et al., 1999; Wang et al., 2000; Weitzel and Vandre,

2000).

                                                  
11 Instabilité génomique: état cellulaire associée à une augmentation du taux d'altérations génomiques
(mutations, réarrangements chromosomiques, délétions et inversions)
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a-1 Inactivation par mutation
En analysant une collection de lignées dérivées de tumeurs du côlon, Cahill et

collaborateurs ont identifié deux mutations somatiques dominantes dans le gène Bub1 et deux
mutations dans le gène BuBR1 (les effets de ces dernières sur la fonction de BubR1 restant à

démontrer) (Cahill et al., 1998). Par la suite, de nombreuses équipes ont recherché des

mutations dans les gènes du point de contrôle du fuseau dans des tumeurs ou des lignées
cellulaires tumorales de différentes provenances (Tableau 9). Leurs résultats suggèrent que

ces gènes sont rarement mutés dans ces cancers. Cependant, on ne peut exclure, étant donné le

nombre important de gènes impliqués dans ce point de contrôle, que chacun d’eux puisse être
muté seulement dans une petite fraction des cancers.

a-2 Dérégulation de la transcription

D'autres mécanismes que les mutations existent pour inactiver le point de contrôle. Par

exemple, en 1996, Li et collaborateurs ont observé une diminution de l'expression du gène
Mad2 dans une lignée de cancer du sein déficiente pour l'arrêt en mitose (Li and Benezra,

1996). Des anomalies de transcription de ce gène, associées à des défauts du point de
contrôle, ont été également observées dans des lignées cellulaires dérivées de cancers de

l'ovaire (Wang et al., 2002), de cancers du sein (Percy et al., 2000), de cancers nasopharyngés

(Wang et al., 2000) et dans des lignées d'hépatocarcinome (HCC) (Jeong et al., 2004). Dans
l'étude la plus récente, la faible expression du gène Mad2 a été corrélée avec une

hyperméthylation de son promoteur (Jeong et al., 2004), suggérant un mécanisme
d'inactivation par un processus épigénétique. Une expression atténuée de BubR1 a aussi été

observée dans des adénocarcinomes du colon (31%) (Shin et al., 2003) et des cancers

colorectaux (10%) (Shichiri et al., 2002), ainsi que de Bub1 dans des cancers colorectaux
(10%) (Shichiri et al., 2002) et des leucémies myéloïde aigue (AML) (30%) (Lin et al., 2002).

De plus, les cellules dans lesquelles un gène du checkpoint a été intentionnellement inactivé
ont un taux élevé de perte de chromosomes à chaque génération conduisant à un fort degré

d'aneuploïdie (Babu et al., 2003; Baker et al., 2004; Dai et al., 2004; Michel et al., 2001;

Weaver et al., 2003) et les souris hétérozygotes mutantes pour ces gènes développent des
cancers du poumon (Dai et al., 2004; Michel et al., 2001).
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Tableau 9 : Mutations dans les gènes du point de contrôle du fuseau mitotique dans les lignées de cellules cancéreuses ou les tumeurs.
Références Echantillons Gène technique Commentaires

Bub1 1mutation DCL (somatique)
1mutation FS1 (somatique)

(Cahill et al., 1998) 19 lignées cellulaires de cancer colorectal avec
un phénotype CIN

BubR1
RT-PCR +
séquençage 1mutation FS (germinale)

1mutation DCL (somatique)
(Cahill et al., 1999) 19 lignées cellulaires de cancer colorectal (les

mêmes que (Cahill et al., 1998)
Bub1, Bub3,
Mad1, Mad2,
Mps1, Cdc20

PCR
séquençage

Pas de mutations somatiques mais des
polymorphismes (sauf Bub3)

Mad2 pas de mutation dans le gène Mad2(Imai et al., 1999) 32 cancers sporadiques du tube digestif
Bub1

RT-PCR - SSCP
+ séquençage 1mutation FS (?)

(Yamaguchi et al.,
1999)

6 HNSCC
25 cancers du poumon

Bub1 Test expression
+ séquençage

Bub1 est exprimé partout
1 mutation S (poumon)

21 lignées de cancer du poumon 1 mutation S (Mad2)
pas de mutation de cdc20

(Takahashi et al.,
1999)

25 tumeurs primaires du poumon

Mad2
Cdc20

RT-PCR - SSCP

pas de mutation Mad2 ou de cdc20

(Nomoto et al., 1999) 49 tumeurs du poumon Mad1 RT-PCR - SSCP 1 mutation FS (somatique)
1 mutation FS (?)

(Sato et al., 2000) 50 lignées du cancer du poumon à petite cellules
52 lignées de cancer du poumon non à petite
cellules (NSCLC)
4 lignées de mésothéliome

BubR1

Bub1

Southern blot-
Northern Blot
PCR-SSCP

pas de délétions, remaniements, différence de niveau
d'expression, de mutations dans BubR1

1 mutation FS (NCI-H345) (Bub1)
Bub1 1mutation FS (ATLL)(Ohshima et al., 2000) 10 ATLL (lymphoma/leucémies des cellules T

adultes)
8 lymphomes de cellules B (LB)

BubR1
RT-PCR,
PCR nichée,
Séquençage

1 délétion 47pb (ATLL)
2 mutations FS (ATLL)
2 mutations S (ATLL; LB)

(Gemma et al., 2000) 30 lignées de cancer du poumon
30 tumeurs primaires du poumon

Bub1 PCR-SSCP,
séquençage

3*1 mutation S (lignées Lu134, Lu135, SBC-5) (Pol?)
1mutation FS (somatique) (tumeur)

(Jaffrey et al., 2000) 32 cancers colorectaux (CRC) primaires
20 NSCLC

Bub1 Séquençage
partiel + LOH

Aucune mutation mais de l'instabilité allélique (CRC
uniquement)

(Percy et al., 2000) 22 lignées aneuploides de cancer du sein
5 lignées d'epithéliales mammaires normales
immortalisées

Mad2 Northern Blot
RT-PCR
séquençage

différences d'expression de Mad2 (1+ /2-) dans 3
lignées cancéreuses.
1 mutation (DCL) protéine tronquée  (CAL51)
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(Myrie et al., 2000) 19 lignées de cancer du sein aneuploides Bub1
BubR1

Northern Blot
RT-PCR
séquençage

Niveau d'expression variable
Pas de mutations mais des polymorphismes

(Wang et al., 2000) 5 lignées cellulaires de carcinome
"nasopharyngeal"

Mad1, cdc20,
Mad2

Séquençage
Western blot

2 lignées déficientes pour le point de contrôle M
diminution expression de Mad2 mais pas de mutation

44 tumeurs primaires de la vessie
42 sarcomes des tissus mous
10 carcinomes hépatiques

Mad2, 1 mutation FS (Pol)
2 mutations S (Pol)

43 tumeurs de la vessie
9 lignées cellulaires de cancer de la vessie

Bub1 2 mutations S (Pol)

(Hernando et al., 2001)

9 lignées de cellulaires de cancer de la vessie Bub3

PCR-SSCP
séquençage

Pas de variation de séquence

(Mimori et al., 2001) 59 lignées cellulaires de cancer multiple
(dont 25 carcinomes de l'œsophage)

Bub1 RT-PCR-SSCP
séquençage

2 mutations S (KYSE190, TE8 ) (œsophage)
1 mutation S (KATOIII) (cancer gastrique)
1 mutation S (697) (leucémie B)

Bub1 Pas de mutation somatique
BubR1 3* 1 mutation FS (Pol?)

(Haruki et al., 2001) 44 cas de cancer du poumon

Bub3
RT-PCR-SSCP

5'UTR –6 C→T (Pol)
(Olesen et al., 2001) 15 tumeurs invasives de la vessie

6 lignées cellulaires aneuploides de cancer de
vessie

Bub1, Bub3
BubR1
TTK (Mps1)

RT-PCR
séquençage
LOH

Polymorphisme (sauf Bub3)
1 mutation FS (Pol ?) (TTK)
1 cas de LOH détecté pour chaque gène sauf Bub1.

Bub1 1 mutation S
BubR1 2mutations S (pol?)

(Reis et al., 2001) 22 glioblastomes

Bub3 5'UTR –6 C→T (Pol)
(Iwanaga et al., 2002) 17 tumeurs solides

6 lignées transformées par HTLV-1
Mad1 séquençage 4 mutations S

3 mutations FS
1mutation FS (Arg→His) 50% (pol) 3

(Nakagawa et al.,
2002)

9 lignées cellulaires de cancer "oral" Bub1 PCR-SSCP Pas de mutation détectée dans les exons analysés (8,
10, 12, 15 et le domaine kinase)

(Ouyang et al., 2002) 9 adénomes folliculaires (FA) de la thyroÏde
9 carcinomes folliculaires (FC) de la thyroÏde
8 lignées cellulaires de tumeurs de la thyroïde

Bub1
BubR1

SSCP
séquençage

3/8 (NPA, FRO, WRO) pas d'accumulation en M en
nocodazole.
1 mutation S (FRO) (BubR1)
1mutation DCL (FC #7) (Bub1)
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6 Lignées cellulaires de cancer du sein Aucune mutation dans les lignées de cancer du sein.
7 lignées de leucémies lymphoblastiques T
et leucémie myéloïde chronique

3 mutations par délétion (MOLT3,MOLT4A3,K562)

2 leucémies lymphoblastiques aigues (ALL) 1 délétion (ALL2)
2 lymphome de Hodgkin's 2 délétions (HD1, HD2)

∆dans le domaine de
liaison au KTC

(Ru et al., 2002)

2 leucémies myéloides aigue (AML)

Bub1
RT-PCR,
séquençage

Aucune mutation
8 lignées d'hépatocarcinome (HCC) Bub1, BubR1,

Mad2B,Bub3,
Cdc20

5/8 HCC ont un problème de checkpoint mitotique
mais aucun changement d'expression (Bub1) ni
mutation détectée (les 5 gènes)

(Saeki et al., 2002)

50 HCC (patients) Bub1

Northern +
séquençage

2 polymorphismes

(Shichiri et al., 2002) 111/ 31 cancers collorectaux
(expression/mutations)
6 lignées cancéreuses

Bub1
BubR1

RT-PCR
quantitative,
PCR SSCP

1 mutation FS (Bub1)
Pas de mutation pour BubR1
Expression Bub1 ou BubR1 <50% dans 10% cancers

(Hempen et al., 2003) 9 lignées cellulaires de cancer du pancréas
9 xénogreffes

Bub1 RT-PCR,
séquençage

2 mutations FS(Hs766T) sur le même allèle

BubR1 Pas de mutation dans BubR1, (Pol) (Langerod et al.,
2003)

20 cas de tumeur du sein, instable génétiquement
(CGH), p53+/+

Bub1
PCR,
séquençage 2 *1 mutation S (MT5, MT18) (pol)

2 *1 mutation (MT31, MT51) (intron) ""
(Wang et al., 2004c) 24 tumeurs colorectales (premier screen)

168 tumeurs colorectales supplémentaires
100 gènes
analysés dont
Zw10, Rod,
Zwilch

PCR
séquençage

2 mutation FS (ZW10) (somatique)
1 mutation FS(Rod) (homozygote/somatique)
1 DCL protéine tronquée (Zwilch) (changement G/A
site accepteur d'épissage)

1mutation DN quand l'allèle est surexprimé dans des lignées cellulaires MIN.
2 devrait entraîner la délétion d'une partie du domaine kinase
3 ce polymorphisme induit un changement dans un des 2 domaines "leucine zipper" de Mad1, conduisant à une diminution de l'interaction Mad1/Mad2, entrainant une
moins bonne activité du checkpoint.

DCL: mutation induisant un décalage du cadre de lecture, FS: mutation faux-sens, S: mutation silencieuse, Pol: polymorphisme, Les cases rouges représentent les études

dans lesquelles des mutations des gènes du checkpoint sont avérées, les cases bleues celles avec des changements d'expression de gènes.
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La surexpression de certains gènes perturbe également le point de contrôle. Ainsi le
gène Mad2, qui semble répondre à l’activateur transcriptionnel E2F, est surexprimé dans les

cellules où ce facteur est activé constitutivement par inactivation de RB, un évènement
fréquent dans les cellules cancéreuses (Hernando et al., 2004). Cette dérégulation est corrélée

à l’apparition d’une anomalie du point de contrôle du fuseau et d’un phénotype CIN

(Hernando et al., 2004). Une surexpression de Mad1 a également été détectée dans certains
cancers ainsi que dans les cellules exprimant un mutant gain de fonction de p53 (Iwanaga and

Jeang, 2002; Iwanaga et al., 2002).

a-3 Inhibition post-traductionnelle

Des mécanismes additionnels d'inactivation du point de contrôle ont été décrits dans
certains cancers. Par exemple, la protéine Tax du virus HTLV-1 (human T lymphotrophic

virus type 1), perturbe l'homodimérisation de Mad1. Les monomères étant préférentiellement

ciblés pour la dégradation, le point de contrôle est inactivé dans les cellules infectées,
favorisant la formation de cellules aneuploïdes multinucléées typiques des leucémies des

cellules T de l'adulte (Jin et al., 1998). L'antigène T du virus SV40 (Simian Virus 40), quant à
lui, perturbe le point de contrôle via sa capacité à interagir avec Bub1. Cette propriété est

corrélée avec la capacité de transformation du virus (Cotsiki et al., 2004).

Enfin, l’expression de la protéine BCSG1 (breast cancer-specific gene1) dans les cellules
de cancers du sein entraîne la dégradation de BubR1, probablement via le protéasome, et la

perte du checkpoint de fuseau. L'expression de BCSG1 est spécifiquement associée au
développement et à la progression des cancers du sein vers des stades avancés (Gupta et al.,

2003).

a-4 Prédisposition au cancer et aneuploidie constitutionnelle

Le syndrome MVA (mosaic variegated aneuploidy [OMIM 257300]) est caractérisé par un
retard de croissance, une microcéphalie, un risque élevé de cancer chez l'enfant (tumeur de

Wilms, rhabdomyosarcome, leucémie) et une aneuploidie "mosaïque" (principalement des

monosomies et trisomies) impliquant de nombreux chromosomes dans les cellules de
différents tissus (Hanks et al., 2004; Matsuura et al., 2000). Une première étude a montré que

des fibroblastes issus de patient MVA ne s’arrêtent pas en mitose après traitement par un

inhibiteur des microtubules (Matsuura et al., 2000). Très récemment, Hanks et collaborateurs
ont démontré que ce phénotype résulte, dans 5 familles sur 8 étudiées, de mutations

germinales récessives dans le gène BubR1. En effet, dans chacune des 5 familles ont été
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trouvées une mutation faux-sens sur un allèle et une mutation conduisant soit à une absence
de transcrit soit à une protéine tronquée sur l’autre allèle (Hanks et al., 2004). L'identification

de mutation de BubR1 dans un syndrome de prédisposition au cancer renforce la conclusion
des études précédentes montrant que l'aneuploïdie contribue au développement des cancers.

b) Autres défauts de mitose

b-1 Cohésion anormale des chromatides soeurs

Des défauts dans la voie de signalisation en aval du point de contrôle peuvent également
contribuer au développement de tumeurs. En effet, le gène de la sécurine, d'abord identifié

comme "pituitary tumour-transforming gene" (PTTG), est surexprimé dans certains cancers
colorectaux (Heaney et al., 2000), dans des adénomes pituitaires (Saez et al., 1999) et des

cancers hématopoïétiques (Dominguez et al., 1998). Sa surexpression dans des fibroblastes les

rend tumorigènes chez la souris nude (Pei and Melmed, 1997). Les cellules securine-/-, qui
activent prématurément la séparase (Jallepalli et al., 2001), présentent, comme les cellules qui

la surexpriment, des défauts de séparation des chromatides sœurs (non-disjonction), une

mauvaise ségrégation des chromosomes et des aneuploïdies (revue dans (Jallepalli and
Lengauer, 2001)).

b-2 Anomalies du centrosome

Les centrosomes ont un rôle central dans l'organisation du fuseau mitotique: leur non-

duplication ou leur amplification pouvant respectivement conduire à la formation d'un fuseau
monopolaire ou multipolaire et à des défauts de ségrégation. Des centrosomes anormaux (en

nombre, structure, taille) sont fréquemment observés dans les cellules cancéreuses. Les causes
de ces anomalies sont multiples, elles peuvent par exemple résulter d’un échec de la mitose ou

de la cytocinèse suivi d'un cycle de replication. De même, la surexpression d'Aurora-A

provoque une augmentation du nombre de centrosomes et de l'aneuploidie (Andrews et al.,
2003; Meraldi et al., 2004b). La région 20q13 qui porte le gène Aurora-A a été fréquemment

trouvée amplifiée dans les cancers (pour revue (Masuda and Takahashi, 2002)).

b-3 Mutations du gène APC et instabilité chromosomique

Le gène suppresseur de tumeur adenomatous polyposis coli (APC) est fréquemment
muté dans les cancers (notamment dans les formes familiales de cancers du côlon), conduisant

à la synthèse d’une protéine tronquée (Sieber et al., 2002). Outre son rôle dans la voie de
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signalisation Wnt et la régulation la dégradation de la β-caténine (Polakis, 2000), APC est

important pour la ségrégation des chromosomes en mitose (Kaplan et al., 2001). La protéine
se lie au cortex cellulaire ainsi qu'aux extrémités des microtubules, les stabilisant.

L'expression d'une forme tronquée d'APC suffit à induire des défauts d'attachement des

extrémités plus des microtubules et se comporte donc comme un dominant négatif (Green and
Kaplan, 2003). Les cellules exprimant ces formes mutées d’APC présentent, in vivo et in

vitro, des défauts de ségrégation des chromosomes (ponts chromatidiens, chromosomes non
alignés) et une forte instabilité chromosomique (CIN) (Kaplan et al., 2001).
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Résultats
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L'amplification génique est une caractéristique fréquemment observée dans les cellules

tumorales. Comme nous l'avons mentionné dans l'introduction (voir I-5b), les mécanismes à

l'origine de l'amplification extrachromosomique sont encore mal connus. En effet, dans les
systèmes modèles, les dmins sont souvent observés dans des cellules n'ayant pas d'anomalies

chromosomiques détectables, indiquant que leur formation survient par un mécanisme
différent de celui de l'amplification intrachromosomique. Le mécanisme le plus probable

impliquerait l’excision d'une boucle d'ADN (looping-out), un processus qui, à la différence

des cycles de CFP, n'affecte pas la région télomérique du chromosome (Coquelle et al., 1997;
Toledo et al., 1993). Cependant dans d'autres cas, la présence de copies extrachromosomiques

a été corrélée à des réarrangements importants du chromosome qui portait initialement le
locus (Ruiz and Wahl, 1990; Windle et al., 1991), indiquant que la formation des dmins

dépend soit d'un mécanisme encore non identifié, soit d'événements secondaires provoquant

une réorganisation des copies amplifiées initiales. Dans les systèmes modèles, des
réarrangements des structures amplifiées ont été fréquemment observés au cours de

l'expansion clonale. Un type d’évolution actuellement bien démontré correspond à la fusion

des dmins et leur réintégration dans les chromosomes, formant des HSR secondaires qui
ressemblent aux structures complexes et composites observées dans certaines tumeurs

avancées (Coquelle et al., 1998; Ruiz and Wahl, 1990; Windle et al., 1991). L'analyse de
l'amplification dans des lignées de cellules tumorales humaines (HeLa, lignées de

neuroblastome) a suggéré que dans certains cas, les dmins peuvent être formés par

fragmentation d'une HSR (Balaban-Mallenbaum et al., 1981; Singer et al., 2000). Dans cet
article, nous avons cherché à déterminer si un tel mécanisme d'interconversion des HSRs en

dmins existe et dans ce cas, s’il est activé par la présence de cassures double brin (DSB).
Nous avons employé pour répondre à ces questions un système expérimental basé sur

l'utilisation de la méganucléase I-Sce1 (S. cerevisiae) qui génère des DSB ciblées dans l'ADN

(Dujon, 1989). Cette enzyme reconnaît un site (IS) de 18 bp qui est absent de la plupart des
génomes et peut y être introduit par transfection. L'expression de l'enzyme I-Sce1 dans les

cellules contenant l’IS induit alors des DSB site-spécifique (Jasin, 2000; Pipiras et al., 1998;
Richardson and Jasin, 2000). Dans le laboratoire, des clones dérivés de la lignée de hamster

chinois GMA32, contenant l’IS inséré dans divers chromosomes ont été isolés, parmi lesquels

le clone 112. Dans ce clone, un site unique a été intégré sur le bras p du chromosome 2 à
environ 3 Mb du gène dhfr, en position télomérique par rapport à ce gène, sans causer d'autres

réarrangements (Pipiras et al., 1998). La sélection de mutants résistants au MTX à partir des
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cellules 112 conduit à la formation d'HSR contenant des copies multiples du gène dhfr, cible
de la sélection par MTX, et d’IS passivement co-amplifiés avec ce gène (des exemples de

l'organisation des structures amplifiées observées dans le clone 112-MTX1 sont présentés
dans la figure 2 de l'article) (Pipiras et al., 1998). Deux clones mutants, 112-MTX1 et 112-

MTX2, ont servi de modèle pour étudier l'effet de cassures multiples ciblées dans l’HSR après

transfection de ces cellules par un plasmide permettant l’expression du gène I-Sce1.
Nous avons ainsi pu démontrer que la transfection par le plasmide codant I-Sce1, mais

pas par le plasmide contrôle, conduit à déstabiliser l'HSR dans environ 25% des cellules

(correspondant à l'efficacité de transfection). L'apparition de dmins a été observée dans 20%
des cellules I-Sce1 contre 1% dans les contrôles (Tableau 1). Cette apparition des dmins est

associée à une disparition de l’HSR ou au moins à une diminution de sa taille (figure3). Si
dans ces conditions expérimentales la formation des dmins représente la majorité des

évènements, d'autres remaniements ont été également observés dans ces cellules, parmi

lesquels des inversions de la région 2p portant l'amplification. Ces inversions paracentriques
sont explicables par 2 cassures I-Sce1, l'une dans l'HSR et l'autre au site IS initial (présent

dans les clones 112), le fragment excisé étant ensuite réintégré en orientation inverse dans le
chromosome. Plus rarement, les cassures ont déclenché la formation d’anneaux et de

translocations (figure 4). Ces 2 derniers types de réarrangement peuvent s'expliquer par la

formation d'une cassure I-Sce1 au niveau du locus amplifié et d'une cassure indépendante d’I-
Sce1 en 2q (anneau) ou sur un autre chromosome (translocation). La présence constante du

MTX dans le milieu de culture pourrait expliquer ce taux basal de cassures indépendantes d'I-
Sce1.

Nous avons ensuite analysé l'effet des traitements par des inducteurs des sites fragiles

(AP, AMD, hypoxie) sur les cellules 112-MTX dans des conditions produisant entre 5 et 10
cassures par métaphase. Nous montrons ici, que ces traitements, comme l'expression d'I-Sce1,

conduisent à la déstabilisation de l’HSR (25% des cas). Des dmins de différentes tailles
portant un nombre variable de copies du gène dhfr ont été observés dans 20% (drogues) ou

10% (hypoxie) des métaphases (Tableau 2). D'autres réarrangements, tels des translocations

(de tout ou partie des copies amplifiées), des anneaux, des chromosomes dicentriques (surtout
dans les cellules en hypoxie) ont été observées (figure 5) mais pas d'inversion. La formation

de dmins à partir d’HSR a été également obtenue dans des clones amplifiés pour le gène dhfr

sans IS après traitement AP, AMD, hypoxie, ainsi que dans des clones amplifiés pour le gène
mdr1 (après sélection par ADR ou AMD), après traitement par l'AP ou le MTX. Ceci

démontre que l'interconversion des HSRs en dmins après induction de cassures n'est pas
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restreinte à un locus particulier. Nous démontrons donc ici l'existence d'une nouvelle voie de
formation des dmins (figure 1) expliquant l’existence de réarrangements du chromosome

portant la copie endogène du gène.
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accumulate amplified copies within the chromosomes
(hsr) or on extra-chromosomal elements (dmin). It has
long been suggested that formation of dmin could also
occur following hsr breakdown. In order to check this
hypothesis, we developed an approach based on the
properties of the I-SceI meganuclease, which induces
targeted DNA double-strand breaks. A clone containing
an I-SceI site, integrated by chance close to an
endogenous dhfr gene locus, was used to select for
methotrexate resistant mutants. We recovered clones in
which the I-SceI site was passively co-amplified with the
dhfr gene within the same hsr. We show that I-SceI-
induced hsr breakdown leads to the formation of dmin
and creates different types of chromosomal rearrange-
ments, including inversions. This demonstrates, for the
first time, a direct relationship between double-strand
breaks and inversions. Finally, we show that activation of
fragile sites by aphidicolin or hypoxia in hsr-containing
cells also generates dmin and a variety of chromosomal
rearrangements. This may constitute a valuable model to
study the consequences of breaks induced in hsr of
cancer cells in vivo.
Oncogene (2002) 21, 7671 – 7679. doi:10.1038/sj.onc.
1205880
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Introduction

Gene amplification is one of the most frequent
alterations found in cancer cells and has been
repeatedly correlated with over-expression of many
different cellular oncogenes. Because this phenomenon
contributes to tumor progression and tumorigenesis
(Brison, 1993; Schwab, 1999), it is of importance to

identify the mechanisms driving gene amplification in
mammalian cells. In cells from advanced tumors, the
reconstitution of these mechanisms is obscured by the
occurrence of secondary rearrangements (Knudson,
2000; Nowell et al., 1998). To avoid this problem,
model systems were developed of cultured cells selected
in vitro to resist inhibitors of enzymes essential for cell
growth. This has enabled analysis of mutant cells a few
generations after the initial event triggering the
amplification process (Smith et al., 1990).

These studies led to the identification of at least two
different initial gene amplification mechanisms
(Coquelle et al., 1997; Carroll et al., 1988; Ma et al.,
1993; Ruiz and Wahl, 1988; Smith et al., 1992; Toledo
et al., 1992, 1993; Trask and Hamlin, 1989; Windle et
al., 1991). The breakage-fusion-bridge (BFB) cycle
mechanism, first described by McClintock (1942),
accumulates copies organized as large inverted repeats
on a chromosome arm where one normal gene copy
maps in non-amplified cells (Coquelle et al., 1997; Ma
et al., 1993; Toledo et al., 1992, 1993). The operation
of this mechanism has been associated with the
observation of fused sister chromatid, anaphase bridges
and deletion of the distal part of the amplified
chromosome arm (Figure 1) (Coquelle et al., 1997;
Toledo et al., 1993). We also demonstrated that fragile
sites, which are regions where recurrent breaks are
detected in metaphase chromosomes when cells are
grown under stressful conditions (Richards, 2001;
Sutherland et al., 1998), determine the size and the
sequence content of early amplicons (Coquelle et al.,
1997).

Intermediates of BFB cycles, such as anaphase
bridges and fused sister chromatids, were observed in
cells amplified for different oncogenes (Gisselsson et
al., 2000; Saunders et al., 2000), establishing the key
role of BFB cycles during tumor progression (Knud-
son, 2000). More recently, the involvement of fragile
sites in oncogene amplification in human cells as also
been described (Hellman et al., 2002).

Studies on model systems showing that cells contain-
ing dmin can be completely free of chromosomal
rearrangements revealed the existence of an indepen-
dent amplification mechanism, relying on looping out
of megabase-long extra-chromosomal DNA sequences
(Figure 1) (Coquelle et al., 1997; Toledo et al., 1992,
1993). Other observations correlated the presence of
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dmin to chromosome breakage (Ruiz and Wahl, 1988;
Windle et al., 1991) but whether these features result
from the operation of a particular mechanism or from
secondary events leading to hsr disintegration is still
debated. Thus, the nature of the mechanism(s)
generating dmin in vitro and in vivo remains contro-
versial.

In all model systems, rearrangements of the
amplified copies were observed upon clonal expansion.
For example, dmin can fuse and reintegrate into the
chromosomes, giving rise to secondary hsr (Coquelle et
al., 1998; Ruiz and Wahl, 1988; Windle et al., 1991),
and it was demonstrated that these events are

stimulated by DNA double-strand breaks (DSB)
(Coquelle et al., 1998). On the other hand, the
formation of dmin following breakdown of an hsr
has also been proposed (Balaban-Mallenbaum et al.,
1981; Singer et al., 2000). The aim of this study was to
determine unambiguously whether such an inter-
conversion pathway operates efficiently and whether
double-strand breaks activate this putative process. For
that purpose, we developed an experimental approach
allowing us to generate multiple DSBs within an hsr by
using a mitochondrial group I intron-encoded nuclease
of Saccharomyces cerevisiae (I-SceI) (Dujon, 1989). The
18 bp recognition sequence of I-SceI (IS) is absent

Figure 1 Initial and secondary mechanisms of formation of dmin. Two homologue chromosomes are represented (light and dark
blue). Symbols on the chromosomes are; arrowheads: telomeres, blue circles: centromeres, green sequence: sequence to be amplified,
red sequence: distal marker. M: mitosis, R: replication, LO: looping-out, DSB: double-strand break, Red cell: parental cell in G1
phase. Pink and yellow pathways: initial mechanism relying on looping out of a sequence containing the selected gene. Yellow path-
way: looping out of the sequence to be amplified in a cell in G1 phase. After one step of replication a dmin is formed. Uneven
segregation of the extrachromosomal acentric molecules at mitosis during subsequent cell cycles leads to higher levels of amplifica-
tion. The cells of the resulting clone are characterized by an interstitial deletion, corresponding to the excised sequence, on one
homologue. Pink pathway: looping out in a cell in phase G2. One of the four chromatids of the cell is deleted. After mitosis,
one daughter receives two normal chromosomes while the other one receives a normal and a deleted chromosome. In half the cases,
the acentric molecule segregates within a cell with two normal chromosomes (left) which later gives rise to an amplified clone devoid
of chromosomal abnormalities. In the other cases, the acentric molecule segregates within a cell with one normal and one deleted
chromosome (right), a situation indistinguishable from the one depicted in the yellow pathway. The daughter cells that do not re-
ceive an extrachromosomal molecule are counter-selected in selective medium (black line). Blue pathway: mechanism relying on hsr
breakdown. A DSB induces the BFB cycle mechanism, leading to intrachromosomal in loco amplification. Breakage of the hsr and
subsequent formation of circular acentric molecules give rise to clones with dmin, the cells of which have a deletion of the distal part
of one homologue. Until healing, this chromosome is unstable
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from most genomes and can be introduced in
mammalian cells upon transfection (Rouet et al.,
1994). I-SceI expression in cells containing IS induces
site-specific DSBs (Jasin, 2000). Here, we isolated cells
in which numerous copies of IS lie within an hsr, and
we show for the first time that hsr breakdown resulting
from multiple DSBs induced by Isce-I expression gives
rise to dmin and/or chromosomal rearrangements. This
clearly demonstrates that dmin can form through hsr
breakage and points to the role of DSBs in triggering
this phenomenon. Among the rearrangements
observed, inversions were recurrently observed, which
demonstrates that DSBs actively contribute to generate
this category of chromosomal rearrangements.

We next studied the consequences of induction of
fragile sites in cells containing an hsr. We previously
demonstrated that oxygen privation (hypoxia), an
important parameter of the tumor microenvironment
(Brizel et al., 1996; Graeber et al., 1996; Kinzler and
Vogelstein, 1996), which enhances gene amplification
frequency (Luk et al., 1990; Rice et al., 1986), induces
breaks at fragile sites (Coquelle et al., 1998). Here we
show that activation of fragile sites, by drugs such as
aphidicolin or by hypoxia, induces hsr breakdown as
do I-SceI induced DSBs. Therefore, various stresses are
able to promote both the interconversion of hsr into
dmin, and the formation of most types of chromoso-
mal rearrangements frequently associated with late
stages of gene amplification.

Results

Design of a cellular model permitting induction of
site-specific DSBs within an hsr

In order to address the question of the possible
generation of dmin from breakdown of a pre-existing
hsr, we took advantage of a previously selected
derivative of the GMA32 Chinese hamster cell line,
named 112. Briefly, GMA32 cells were transfected with
a plasmid bearing the I-Sce1 site (IS) and the neo gene.
G418 resistant clones were selected for, and we mapped
integrated plasmids in a large number of independent
clones by using the fluorescent in situ hybridization
technique (FISH). In cells of clone 112, a single copy
of the plasmid was integrated by chance on the p arm
of one chromosome 2, about 3 megabases telomeric to
the dhfr locus, without further rearrangement of that
chromosome (Pipiras et al., 1998).

We reasoned that because of the localization of IS
relative to the dhfr gene, methotrexate (MTX)-induced
dhfr amplification events should lead to a passive co-
amplification of IS. Thus, cells of line 112 were plated
in MTX-containing medium at a concentration allow-
ing the recovery of mutants amplified for the dhfr gene,
without expression of the I-sce1 enzyme. Clones were
recovered at similar frequencies, regardless of whether
the gene was amplified from the chromosome 2 bearing
the plasmid or from the normal chromosome 2.
Moreover, the localization of the extra-copies of the
dhfr gene on the p arm of chromosome 2, and their

organization relative to the position of the character-
istic DAPI band of this chromosome arm (an example
is shown in Figure 2), were similar in the two
categories of clones as well as in previously described
mutants selected from the parental GMA32 cell line
(Pipiras et al., 1998). All these observations indicate
that the transgene was neither initiating nor driving the
amplification process in these experimental conditions.

We further analysed two clones, 112-MTX1 and 112-
MTX2, in which the plasmid containing IS was
passively co-amplified with the dhfr gene within an
hsr exhibiting the structural features that characterize
the operation of BFB cycles (Figure 2). In both
mutants, we observed, from centromere to telomere
of the amplified chromosome arm, one dhfr copy at its
wild type location, a typical duplication of a dark
DAPI band specific to a normal 2p arm, and a variable
number of extra-copies of the dhfr gene. Figure 2B1
shows an example of such an hsr in 112-MTX1 cells.
As expected from the joint operation of the BFB cycles

Figure 2 Co-amplification of the I-SceI recognition sequence (IS)
and the dhfr gene by BFB cycles in MTX-resistant mutants de-
rived from line 112. (A) Model for the formation of an hsr con-
taining both dhfr genes and IS. Red: dhfr gene. Yellow: IS.
Dark blue: dark DAPI band specific to Chinese hamster chromo-
some 2p. Dotted arrow: multi-step formation of dhfr-containing
hsr. Green arrows: breaks at fragile sites distal and proximal to
the dhfr gene. According to the BFB cycle mechanism, a break
at a fragile site distal to the dhfr gene initiates the process when
followed by fusion of the broken sister chromatids, bridge forma-
tion and further break at mitosis. (2), (3) models for the structure
of chromosomes exemplified in B2 and B3 respectively. (B) Exam-
ples of hsr in cells of clone 112-MTX1. (1), (2), (3): Left: DAPI
staining. Arrowheads point to the duplicated 2p arm dark DAPI
band, which indicates that the initiating break occurred distal to
this band. Right: FISH with probes for the dhfr gene (1; revealed
by rhodamine) or for the plasmid containing IS (2, 3; revealed by
fluorescein). In cells of these clones, as shown (1), numerous dhfr
extra-copies were present and distributed up to the extremity of
the amplified chromosome 2p. (2) and (3) point to the high level
of heterogeneity observed from cell to cell within each clone, both
for the number and organization of IS along the hsr
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and of superimposed mechanisms leading to rearrange-
ment and shortening of the initial amplicons (Toledo et
al., 1992), the relative numbers of dhfr genes and of the
IS-containing plasmid within the hsr vary from cell to
cell in each clone. We generally detected three to seven
copies of the plasmid within the hsr, as compared to
tens of extra-copies of the dhfr gene (see Figure 2B for
examples in clone 112-MTX1). In all the cells, the
extra-copies of the dhfr gene were distributed up to the
end of the amplified 2p (Figure 2B1), while significant
variations were seen in the localization of the copies of
the plasmid along the hsr of different cells (Figure
2B2,3). However, the existence of cells containing
several IS within an hsr offered a convenient model
to study the consequences of multiple site-specific
DSBs occurring on a chromosome arm.

Formation of dmin through DSB-mediated hsr breakdown

Clones 112-MTX1 and 112-MTX2 were transfected
with a control plasmid (pcDL-SRa296) or with a
plasmid coding the I-SceI nuclease (pI-SceI) (Pipiras et
al., 1998). Experiments based on cotransfection of
either plasmid with a plasmid coding for the green
fluorescent protein (gfp) indicated that the transfection
efficiencies routinely reached 20 – 25% (see Material
and methods). Unless specifically mentioned, MTX was
present in the culture medium at all steps of the
experiments in order to select for cells that retain
amplified copies of the dhfr gene. Five days after
transfection, the cells were recovered and studied by
FISH with cosmid probes specific for the dhfr locus.
Following transfection with pI-SceI, about 25% of the
cells demonstrated marked rearrangements associated
with changes in the organization of the hsr. In
particular, extrachromosomal copies of the selected

gene were frequently present in place of, or in
association with, intrachromosomal copies of the gene
(Figure 3). The extent of hsr breakdown was variable
from cell to cell, possibly depending on the number
and the localization of IS copies within individual hsr
(Figure 3A,B,C). Hence, under such experimental
conditions, dmin and hsr could be present in a single
cell, at least transiently. Moreover, the size and the
number of dhfr genes present on each extrachromoso-
mal element were heterogeneous from cell to cell, as
well as within individual cells in either clone (Figure
3C). The rest of the cells (about 75%) were apparently
unaffected (not shown). The similarity of the frequen-
cies of rearranged cells and of cells expressing the gfp
protein strongly suggests that breaks occurred in all the
cells that received the plasmid and that hsr breakage
efficiently lead to dmin formation. In good agreement
with this hypothesis, control experiments indicated that
3% at most of the cells transfected with pcDL-SRa296
(or untreated) exhibited a rearranged hsr (Table 1)
and/or dmin.

When transfected cell populations were grown for a
few more days in medium containing MTX, some cells
acquired a large number of dmin (Figure 3D). In striking
contrast, cells containing extrachromosomal elements
were no longer observed after around 2 weeks of growth
in the absence of MTX (not shown). Taken together,
these observations strongly suggest that the extrachro-
mosomal elements formed upon hsr breakdown
segregate unequally at mitosis, as do classical dmin.

I-Sce1 induced DSBs generate several types of
chromosomal rearrangements, including inversions

The results presented above indicate that conversion of
hsr into dmin represents the majority of the rearrange-

Figure 3 Examples of I-SceI-induced hsr degradation generating extra chromosomal elements. (A) Formation of a chromosome
fragment. Top: DAPI staining. Note the presence of a faint link between the fragment and the rest of the chromosome. Bottom:
FISH with a probe for the dhfr gene (revealed by rhodamine). (B, C, D) Examples of cells containing extra chromosomal elements
resulting from the degradation of the initial hsr. FISH with a probe for the dhfr gene (revealed by rhodamine). (B, C) Arrowheads
point to amplified chromosome 2p. Note the variable number of extra-copies of the dhfr gene remaining on this chromosome. (C)
Arrows point to extra chromosomal elements heterogeneous in size and in dhfr gene copy number within the same cell. (D) Cell
exhibiting a very high number of dmin
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ments occurring in these experimental conditions
(Table 1). However, they also disclose the formation
of other types of chromosomal rearrangements. Among
them, we observed inversions involving the amplified
segment from chromosome 2p (Figure 4A). Indeed,
such inversions are simply accounted for by the
induction of breaks at the parental IS (the one present
in cells of line 112) and at an extra-copy of IS,
followed by reintegration within the broken chromo-
some arm of the excised megabase-long linear molecule
in an inverted orientation. Inversions looking like the
one shown in Figure 4A represented about 9% of the
rearrangements involving the hsr. This frequency is
certainly underestimated because inversions occurring
between two extra-copies of IS escape detection by the
cytogenetic analysis performed here.

In addition, ring chromosomes and translocations
were also observed at low frequencies (Figure 4B). One
of the breakpoints that triggers these rearrangements
occurred on the long arm of chromosome 2 or another
chromosome, and thus does not rely on an IS. Indeed,
the constant presence of MTX in the culture medium
could be responsible for this low background of Isce1-
independent breaks.

Fragile site activation in clones 112-MTX1 and
112-MTX2 also triggers formation of dmin and
chromosomal rearrangements

We determined whether treatment of hsr-containing
cells by fragile site activators could induce the same
pattern of rearrangements as I-Sce-I expression in IS
containing cells. Clones 112-MTX1 and 112-MTX2
were treated by hypoxia, or by aphidicolin or
actinomycin D, two drugs that efficiently activate
fragile sites in these cells, in conditions giving rise to
5 – 10 breaks per metaphase plate. The treatments were
repeated up to four times on the same cell population.
Twenty-four to 72 h after the last treatment, we
determined whether the initial hsr was rearranged.
The two clones gave comparable results and those
obtained for clone 112-MTX1 are presented in Table 2.
Compared to control experiments, obvious rearrange-
ments of the hsr were observed in around 25% of the
cells upon repeated treatment by hypoxia or either
drug. Like the experiments with I-Sce1 described
above, dmin and different types of chromosomal
rearrangements were generated (Figure 5). In 17 to

20% of the cells treated with either drug and in 10% of
the cells submitted to oxygen deprivation, extra-copies
were found on extra-chromosomal elements (Figure
5A). Again, a striking heterogeneity was observed both
in the size of the dmin and in the number of dhfr
copies remaining within the hsr after treatment. When
the treated populations were grown for a few more
generations in the presence of MTX, cells containing
large numbers of dmin could also be observed (Figure
5B). In striking contrast, when MTX was removed
from the culture media, cells with dmin rapidly
disappeared. Thus, these dmin behave like dmin
formed upon I-Sce1-induced DSBs.

In 10, 11 or 18% of the cells challenged by
actinomycin D, aphidicolin or hypoxia, respectively,
additional chromosomal rearrangements involving the
hsr were observed (Table 2). In about 7 to 10% of
treated cells, all or a fraction of the amplified copies
were translocated to other chromosomes (Figure 5C).
We also observed ring chromosomes at low frequency
(3%) (Figure 5D) and dicentric chromosomes (Figure
5E). While the latter type of rearrangement was
relatively infrequent with drug treatments, dicentric
chromosomes were observed in 12% of hypoxia-treated

Table 1 Effects of I-SceI transfection on the stability of hsr containing amplified dhfr genes

Total number of metaphase
Cells with a

rearranged hsr Cells with dmina
Cells with other
rearrangementsa

Clone Transfection plates scored N % N % N %

None 318 7 2.2 4 1.3 3 0.9
112-MTX1 pcDL-SRa296 301 10 3.3 7 2.3 4 1.3

pI-Sce1 405 111 27.4 97 24.0 41 10.1
None 334 8 2.4 4 1.2 5 1.5

112-MTX2 pcDL-SRa296 274 6 2.2 3 1.1 3 1.1
pI-Sce1 385 90 23.4 79 20.5 31 8.1

aIn some cells, dmin and other rearrangements were observed on the same mitotic plate. N: number of metaphase plates

Figure 4 Examples of I-SceI-induced hsr rearrangements. (A) In-
version within amplified chromosome 2p. Left: DAPI and FISH
with a probe for the dhfr gene (revealed by rhodamine). Note
the position of the duplicated DAPI band (arrowheads) relative
to the cluster of dhfr gene copies. Right: model for the formation
of this inversion. Red: dhfr gene, dark blue: dark DAPI band spe-
cific to Chinese Hamster chromosome 2p, green arrows: I-SceI in-
duced breaks. In this example, the location of the breaks left no
dhfr gene between the double DAPI band and the chromosome
end. (B) Single color FISH with a probe for the dfhr gene (red)
showing: (1) a translocation of the amplified copies on an uniden-
tified acrocentric chromosome, (2) a ring chromosome bearing
dhfr amplified genes
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cells (Table 2). In contrast to the results obtained in
cell populations transfected with plasmid pI-SceI,
inversions taking place within chromosome 2p were
not observed among more than 600 metaphase plates
analysed after fragile site induction.

Fragile site activation in clones recovered from parental
GMA32 cells, amplified for the dhfr or the mdr1 genes,
generates extra-chromosomal elements behaving like
classical dmin

In order to verify that the genome instability detected
in cells challenged with DNA damaging drugs is not
influenced by the presence of IS within the hsr, we
repeated the experiments described above with dhfr
amplified cells derived from the parental GMA32 cell
line. Fragile sites were activated in cells of two clones,
GMA32-MTX1 and GMA32-MTX2 (Coquelle et al.,
1997), exhibiting an hsr with the cytogenetic features
of BFB cycles. Results were very similar to those
described above for clones 112-MTX1 and 112-MTX2.

In particular, cells with dmin were observed in 18 to
25% of the cells treated with actinomycin D or
aphidicolin, and in some 12% of the cells challenged
by hypoxia. This definitively establishes that the
presence of the plasmid did not influence the
outcomes of fragile site activation in our previous
experiments.

We then extended our analysis to another locus by
studying two clones amplified for the mdr1 gene, which
also exhibited the cytogenetic features of the BFB
cycles (Coquelle et al., 1997). We chose to study clones
recovered upon adriamycin (GMA32-ADR1) or acti-
nomycin D (GMA32-AMD1) selection. The cells were
challenged with aphidicolin or MTX, two drugs that
are not detoxified through the mdr1 pathway and still
induce fragile sites in these lines. In both clones, hsr
destabilization generated dmin, at a frequency close to
that observed in the case of cells amplified for the dhfr
gene analysed above (not shown). Thus, inter-conver-
sion of hsr into dmin upon fragile site activation is not
restricted to the dhfr locus.

Table 2 Effects of treatments activating fragile sites on the stability of hsr containing amplified dhfr genes

Total number of metaphase
Cells with a

rearranged hsr Cells with dmina
Cells with other
rearrangementsa

Treatment plates scored N % N % N %

None 384 9 2.3 5 1.3 5 1.3
Actinomycin D 181 42 23.2 31 17.1 19 10.5
Aphidicolin 207 58 28.0 41 19.8 23 11.1
Hypoxia 221 59 26.7 23 10.4 40 18.1

aIn some cells, dmin and other rearrangments were observed on the same mitotic plate. N: number of metaphase plates. Percentage of
rearrangements in control experiments was determined at the beginning of the experiment. Untreated cells were re-examined some 10 days later
in parallel of treated cells and we found that the frequency of rearrangements was stable during this period of time

Figure 5 Examples of formation of dmin and hsr rearrangements upon treatment by hypoxia. FISH with a probe for the dhfr gene
(revealed by fluorescein). Arrowheads point to duplicated dark DAPI bands specific for dhfr amplified mutants. (A, B, C) Small
arrows point to the normal chromosome 2. (A) Example of partial hsr breakdown, large arrows point to three extra chromosomal
elements present in this metaphase plate. (B) Example of a cell presenting extensive hsr breakdown associated with the presence of a
high number of dmin. (C) Translocation of part of the dhfr extra-copies on a chromosome 1, leaving dhfr copies in the initial hsr.
(D) Example of ring chromosome involving the amplified chromosome 2. Top: DAPI staining, bottom: FISH. Note the conserva-
tion of the typical organization of amplified dhfr gene copies relative to the duplicated dark DAPI band. (E) Example of a
symmetric dicentric chromosome involving amplified chromosomes 2. Top: DAPI staining, bottom: FISH. The typical structure
of dhfr amplified mutants is also maintained
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Discussion

Site-specific DSBs and chromosomal rearrangements

Accurate repair of DNA damage, such as DSB, is of
crucial importance for the maintenance of genome
stability. Recently, model systems based on I-SceI
targeted DSBs have been developed, which make it
possible to evaluate the contribution of DSBs to the
generation of chromosomal rearrangements observed
in tumor cells. Imperfect repair of a DSB induced
within a cell containing a single copy of IS generates
interstitial deletions or triggers BFB cycles (Pipiras et
al., 1998). More recent work demonstrated that I-SceI-
induced DSBs, initiated from two IS lying on different
chromosomes, promotes reciprocal translocations
(Richardson and Jasin, 2000). Here we show that
multiple I-SceI-induced DSBs on chromosome 2p
generated paracentric inversions, easily identified by
the relative positions of characteristic DAPI bands that
mark the amplified chromosome arm and of the extra-
copies of the dhfr gene. In contrast, pericentric
inversions, centric ring chromosomes and transloca-
tions, the formation of which requires DSBs on both
arms of a chromosome or on two different chromo-
somes, occur infrequently under these conditions. We
propose that these latter rearrangements result from a
background level of breakage taking place outside the
hsr, which probably is a consequence of the presence of
MTX in the culture medium. As expected, these
rearrangements were more frequently observed in cells
treated under conditions that efficiently activate fragile
sites, while paracentric inversions affecting chromo-
some 2p were not observed.

Mechanisms of dmin formation and inter-conversion of
amplified structures

We show that in cells bearing amplified copies of the
dhfr gene within an hsr, treatments generating DSB
induce various rearrangements, including hsr disinte-
gration and formation of dmin. Drugs and hypoxia
were less prone than I-Sce1 to promote dmin
formation. Indeed, the localization of the breaks
induced by each treatment – specifically within the hsr
or both within the hsr and the rest of the genome –
determine the relative frequency and the pattern of
genome reshuffling in each case. We also show that
growth conditions strongly select for some types of
cells and/or amplified structures during clonal expan-
sion. Cells containing dmin are no longer observed
upon removal of MTX from the culture medium for a
few generations. This is in good agreement with the
general instability of acentric extra-chromosomal
elements. In striking contrast, when treated popula-
tions are maintained in selective medium, numerous
cells contain a number of dmin which is far higher than
what could be expected from the number of breaks
induced by I-Scel expression or fragile site activation.
The observation of such cells strongly suggests that the
extrachromosomal elements formed upon hsr degrada-

tion segregate unequally at mitosis as do classical
dmin. As observed previously (Coquelle et al., 1998),
we also observed here that when a cell contains
numerous dmin, they are generally small, homogeneous
in size and bear only a few copies of the selected gene.
This suggests that large extra-chromosomal elements
are rapidly lost, possibly because they are particularly
unstable. We propose that, in the presence of MTX,
some cells that accumulate extra-copies of the dhfr gene
through uneven segregation of a sub-population of
small and more stable elements rapidly overgrow the
population.

Finally, we confirmed that dmin can be formed
through hsr breakdown by studying the effects of
fragile site activation on hsr containing amplified mdr1
genes, a conclusion also supported by results recently
obtained in human cells (Singer et al., 2000). Thus, the
phenomenon described here is limited neither to a
particular locus nor to Chinese hamster cells.

Previous studies have shown that, at early stages of
the amplification process, hsr and dmin bearing extra-
copies of the ampd2 or mdr1 genes result from
independent amplification mechanisms. Indeed, while
the operation of the BFB cycles is accompanied by
heavy rearrangements of the amplified chromosome
arm (Coquelle et al., 1997), such rearrangements are not
present in early mutants that exhibit extra-copies of the
ampd2 or the mdr1 genes on dmin. Moreover, DNA
damaging agents that activate common fragile sites
trigger BFB cycles at both loci while they fail to induce
the formation of dmin. This unambiguously establishes
the existence of an initial mechanism of dmin forma-
tion, that does not rely on DSB at fragile sites (Coquelle
et al., 1997; Toledo et al., 1992, 1993). We show here
that dmin can also be formed through hsr breakdown,
which reveals a second pathway leading to dmin
formation (Figure 1). A third mechanism, relying on
chromosome breakage occurring within replication
eyes, was proposed a number of years ago (Ruiz and
Wahl, 1988; Windle et al., 1991). However, all
observations reported by this group, including the
palindromic organization of the repeated sequences on
extrachromosomal elements, are equally consistent with
the operation of a mechanism generating dmin from hsr
breakdown, the existence of which is unambiguously
established by the results presented here. Indeed, the
BFB cycle mechanism generates intrachromosomal
copies arranged as large palindromes and subsequent
breakdown of such hsr is expected to give rise to dmin
containing inverted repeats.

Fragile sites have also been involved in a growing
number of chromosomal rearrangements found in
human cancer, such as deletions of tumor suppressor
genes, translocations and oncogene amplifications
(Fang et al., 2001; Krummel et al., 2000; Le Beau,
1986; Perucca-Lostanlen et al., 1997; Richards, 2001;
Smith et al., 1998; Sutherland et al., 1998; Yunis,
1983). In vivo, stresses resulting from variations in the
tumor microenvironment may be important for fragile
site activation. We show here that hypoxia induces hsr
breakdown, formation of dmin and other chromosomal
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rearrangements. Thus, stresses activating fragile sites
might directly drive most genome rearrangements
involved in tumor progression.

Materials and methods

Selection of amplified mutants

The wild type GMA32 cell line, line 112 and respective
culture media have been previously described (Pipiras et al.,
1998). The method used to observe cells at early stages of
gene amplification is derived from Smith et al. (1990). Sub-
populations of 50 cells were plated in separate dishes and
grown in regular medium for about 12 generations. Cells
were then plated in selective medium containing actinomycin
D (100 ng/ml) or MTX (9 or 18 ng/ml) for mdr1 and dhfr
selection, respectively. Drug-resistant colonies were recovered
and expanded for a few cell generations before cytogenetic
analysis. Exponentially growing cells were treated with
nocodazole (10 mM) for 2 – 4 h, then spread on slides as
previously described (Toledo et al., 1992) and used for FISH
analysis.

Induction of I-SceI breaks

The experiments were performed with two independent
clones, 112-MTX1 and 112-MTX2, exhibiting a co-amplifica-
tion of IS and the dhfr gene within an hsr. Cells of both
populations were transfected with a plasmid coding for the I-
SceI nuclease (pI-SceI), or with an empty vector (pcDL-
SRa296) as previously described (Pipiras et al., 1998).
Transfection efficiencies were monitored by co-transfecting
plasmid pEGFP-N1 (Clonetech), a plasmid coding for the
green fluorescent protein (gfp). Fluorescent positive cells were
scored 48 h after transfection. Transfection experiments were
performed using lipofectamineTM reagent (Life Technologies).

Cells were treated for 5 h as recommended by the supplier.
Five days after transfection, the cells were recovered and
studied by FISH.

Induction of fragile sites and FISH analysis

Exponentially growing cells (5.105 cells per 10 cm diameter
petri dishes) amplified for the dhfr gene were continuously
grown in the presence of 18 ng/ml MTX. They were
submitted to anoxia for 5 h as previously described (Coquelle
et al., 1998) or challenged for 18 h in medium supplemented
with actinomycin D (100 ng/ml) or aphidicolin (0.4 or 0.6 mg/
ml) and allowed to recover for 24 – 48 h in MTX-containing
medium. Treatments were repeated four times as previously
described (Coquelle et al., 1998). Six hours after the last
treatment, the cells were treated with nocodazole (10 mM) for
2 – 4 h, then spread on slides and used for FISH studies.
Cosmids KP 454 and KZ 381 (kind gifts of J Hamlin) were
used to probe the dhfr locus and plasmid pI-SceI to probe the
plasmid. The hybridization conditions and the revelation
protocols were previously described (Coquelle et al., 1998;
Pipiras et al., 1998).
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Le gène PIP (Prolactin- inducible protein), localisé en 7q34, s'étend sur 8 kb et code
un facteur secrété, pouvant se lier à CD4, avec une fonction aspartyl protéase spécifique de la

fibronectine (Autiero et al., 1995; Caputo et al., 2000; Myal et al., 1991). Ce gène est
réarrangé dans plusieurs tumeurs solides (prostate, seins) (Autiero et al., 2002; Autiero et al.,

1999). De plus, il est surexprimé dans 60 à 80% des tumeurs du sein (primaires et

métastatiques) et dans certaines lignées cellulaires de carcinome du sein, dont la lignée T47D
(Clark et al., 1999; Murphy et al., 1987). Nous avons cherché à déterminer si cette

surexpression provenait d'une amplification du gène PIP dans la lignée T47D. Grâce à une

analyse par FISH de cette lignée (en métaphase comme sur les noyaux interphasiques), avec 2
BACs couvrant PIP, nous montrons que ce gène est dupliqué (figure 1A-B) sur un des

chromosomes 7 et que ces 2 copies ont une localisation globalement normale, indiquant que
la duplication est survenue "in loco". L'analyse de ces métaphases par FISH double couleur,

avec une sonde au niveau de PIP  (verte) et une sonde localisée à 2Mb en position

centromérique par rapport à PIP (rouge) a montré que toute la région est dupliquée et que les
copies sont organisées en orientation inverse (les 2 signaux verts sont flanqués des signaux

rouges) (figure 1C). L'organisation des copies et le fait qu'elles soient localisées au niveau du
locus endogène, suggèrent que cette duplication est le résultat d'un cycle de CFP.

 Comme mentionné dans l'introduction (I-5b-3), la signature des cycles de CFP a été

observée dans les cellules tumorales, mais la contribution des SFCs au déclenchement de ce
processus in vivo reste à démontrer. Sur les 9 SFAs présents sur le chromosome 7, seuls

FRA7G (7q31.2) et FRA7H (7q32.3) étaient clonés et caractérisés au niveau moléculaire
(Huang et al., 1998b; Mishmar et al., 1998). FRA7I, localisé en 7q36 (Yunis et al., 1987), en

position télomérique par rapport au gène PIP, nous a intéressé car une cassure à ce site

pourrait être à l'origine de la duplication. Nous avons donc entrepris de localiser précisément
ce site. Les cassures dans la région représentent 2% des cassures totales observées après

traitement AP des cellules humaines HT1080. Une série de sondes couvrant les régions 7q34-
36 a été utilisée (figure 2A) et l'analyse de la position relative des cassures par rapport à ces

sondes a permis de relocaliser FRA7I en 7q35, entre les BACs RP4-545C24 (AC004534) et

RP4-803F10 (AC006004) délimitant une région d'environ 2Mb (figure 2B-C, Tableau 1). Ces
analyses ont également été conduites sur des lymphocytes traités à l'AP (issus d'un donneur

sain). Dans ces cellules, ce site est très peu fréquent (3 cassures sur 160 du chromosome 7) ce

qui est en accord avec des résultats obtenus précédemment (Smith et al., 1998). Néanmoins,
l'analyse par FISH double-couleur avec les sondes RP4-545C24 et RP4-803F10 a confirmé la

localisation de FRA7I (figure 3). L'analyse de la flexibilité de la séquence de FRA7I a montré
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la présence de pics de flexibilité dans cette région (figure 4), comme cela a déjà été observé
pour les autres SFAs clonés (pour revue (Arlt et al., 2003)).

Nous avons enfin testé l’hypothèse selon laquelle la duplication de la région du gène
PIP dans les cellules T47D a été générée par un cycle de CFP initié par une cassure au niveau

de FRA7I. Selon ce modèle, la séquence allant de FRA7I au gène PIP inclus devrait être

dupliquée alors que celle comprise entre FRA7I et le télomère devrait être exclue des
répétitions (Coquelle et al., 1997). L'analyse par FISH double-couleur avec une sonde

couvrant PIP (verte) et une sonde télomérique à FRA7I (rouge), a montré la présence d'un

seul signal rouge sur les chromatides portant 2 signaux verts (figure 5). Ceci a été confirmé
par l’utilisation de diverses sondes télomériques et centromériques à FRA7I. Nous avons donc

conclu que l'activation de FRA7I conduisait au remaniement observé dans les T47D. Enfin,
nous avons montré par FISH que la région télomérique du chromosome 7 coiffait la

duplication (figure 5), ce qui renforce l'hypothèse selon laquelle la duplication inversée a été

générée par un cycle de CFP, initié par une cassure à FRA7I, et stoppé immédiatement après
ce premier cycle par recapture du fragment télomérique du chromosome 7 (figure 6). La

recapture du fragment télomérique n'avait jamais été observée dans les mutants sélectionnés
in vitro, ce qui pourrait s'expliquer par le fait que, dans ces systèmes modèles, plusieurs cycles

de CFP sont nécessaires pour atteindre le niveau d'amplification requis pour que les cellules

résistent à l’agent sélectif. Le fragment télomérique acentrique étant probablement perdu ou
dégradé après plusieurs cycles cellulaires, il ne pourrait pas contribuer à la réparation du

chromosome cassé.
Nous montrons donc ici que les SFA contribuent au déclenchement de cycles de CFP,

et à l’amplification d’oncogènes, dans les cellules tumorales.
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Gene amplification plays a critical role in tumor progression. Hence, understanding the factors triggering this
process in human cancers is an important concern. Unfortunately, the structures formed at early stages are
usually unavailable for study, hampering the identification of the initiating events in tumors. Here, we show
that the region containing the PIP gene, which is overexpressed in 80% of primary and metastatic breast
cancers, is duplicated in the breast carcinoma cell line T47D. The two copies are organized as a large
palindrome, lying ‘in loco’ on one chromosome 7. Such features constitute the landmark of the breakage–
fusion-bridge (BFB) cycle mechanism. In hamster cells selected in vitro to resist cytotoxic drugs, common
fragile site (CFS) activation has been shown to trigger this mechanism. Here, we characterize FRA7I at the
molecular level and demonstrate that it lies 2 Mb telomeric to the PIP gene and sets the distal end of the
repeated sequence. Moreover, our results suggest that the BFB process was frozen within the first cycle by
healing of the broken chromosome. T47D cells thus offer a unique opportunity to observe the earliest
products of the BFB cycle mechanism. Our findings constitute the first evidence that this amplification
mechanism can be initiated in vivo by fragile site activation.

INTRODUCTION

Gene amplification is a genetic alteration through which a cell
gains additional copies of a small part of its genome. In
mammalian cells, such mutations significantly contribute to
tumor progression and possibly to tumorigenesis (1,2). The
mechanisms responsible for amplification have been exten-
sively studied in model systems of drug-resistant mutants
selected in vitro from rodent cell lines (3). More recently,
fluorescence in situ hybridization (FISH) has proven to be a
very powerful tool to analyse the structures formed in the early
events of amplification. This allowed the discovery that at least

two different mechanisms, relying on unequal segregation of
chromosomal sequences at mitosis, can drive amplification.
One of them, the BFB cycle mechanism (4), is responsible for
the accumulation of intra-chromosomal extra-copies creating
chromosomal expansions known as homogeneously staining
regions (HSR) (5–9). This amplification mechanism can be
triggered by a double-strand break distal to the selected gene
(10), followed by fusion of the broken sister chromatids after
replication, which in turn leads to the formation of a bridge and
further break in mitosis. The cytogenetic manifestations of this
mechanism, such as accumulation of extra-copies organized as
large inverted repeats within a chromosome have also been
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observed in tumor cells (11–14). Thus, it is now generally
agreed that the BFB cycle mechanism operates, at least in some
cases, in tumors. The demonstration that breaks are able to
initiate this amplification mechanism suggested that the drugs
used in vitro to select resistant mutants, particularly when they
are well known DNA damaging agents, could contribute to
trigger the process (15). Indeed, we have established that the
ability of a drug to induce amplification directly relies on its
ability to activate a CFS distal to the selected gene (9).

Fragile sites are chromosomal regions prone to breakage
under specific culture conditions (16,17). They are classified as
common and rare depending on their frequency in the
populations [reviewed in (18,19)]. CFS are present in cells of
all individuals and are well conserved when examined within
linkage groups of different mammalian species (20–22). These
observations identify them as full part components of the
chromosomes. So far, seven human CFS have been character-
ized at the molecular level (23–29). In each case, a fragile
region extending over hundreds of kilobases was identified.
Several works suggested that fragility relies on particular
sequences and/or chromatin structures that delay replication of
the fragile locus (30–32). CFS have been involved in a growing
number of chromosome rearrangements that drive tumor
progression, such as deletions of tumor suppressor genes
(33,34), virus integration (28) and translocations (26,35). More
recently, they have also been involved in breakage of anaphase
bridges formed during the amplification process (14). However,
whether breaks at CFS are also responsible for the initiation of
the BFB cycles in cells of human cancers remains to be
established.

The PIP gene encodes a secreted factor known as prolactin-
inducible protein (PIP) (36), which binds to CD4 (37–39) and
carries a fibronectin-specific aspartyl protease (40). According
to the human genome sequence public database (http://
www.nhgri.nih.gov/genome_hub.html), the PIP gene maps to
7q34. It is present as a single copy and spans �8 kb of genomic
DNA (41). We have recently found that the PIP gene exhibits
various rearrangements in several solid tumors (42,43). It is also
overexpressed in 60 to 80% of primary and metastatic breast
cancers (36,44), as well as in some breast carcinoma cell lines.
However, the mechanisms responsible for the overexpression of
this gene are still poorly understood. Cytogenetic analyses and
comparative genomic hybridization have shown that breast
cancers frequently exhibit numerical and structural alterations
of chromosome 7 (45–48). Strikingly, six CFS sensitive to
aphidicolin, the archetype of CFS inducing-drugs (49), have
been described along the long arm of chromosome 7 (17). Only
two of them, FRA7G and FRA7H, which map at 7q31.2 and
7q32.3, respectively, have been characterized at the molecular
level (24,25). Poor information is available about FRA7I, which
was assigned to the 7q36 region by G/Q banding (17).

Using the breast carcinoma cell line T47D, which constitu-
tively overexpresses PIP, we demonstrate that the PIP gene is
duplicated as part of a large inverted repeat, localized at a
normal position on 7q. Moreover, we localize FRA7I to 7q35
in a chromosomal region spanning 2 Mb and we show that
FRA7I sets the telomeric boundary of the duplicated region.
Altogether, our results strongly suggest that the duplication
was generated by one cycle of BFB initiated from a break at
FRA7I.

RESULTS

Inverted repeat of the region containing PIP

By using the FISH technique, we examined whether the PIP
gene is amplified in the breast carcinoma cell line T47D. Upon
hybridization of T47D metaphase spreads with two indepen-
dently isolated BAC clones, H2D and AC027522, overlapping
PIP (Fig. 1A), duplicated signals were observed on one
chromosome (Fig. 1B). To verify the specificity of this double
signal, FISH was performed with the same probes on cells of
the HT1080 fibrosarcoma line. The HT1080 karyotype is
essentially normal and rearrangements of chromosome 7 were
not detected by chromosome painting or G banding. We
observed a single hybridization signal on each chromatid of the
two chromosomes 7 in a relatively distal position (not shown)
as expected from the position of PIP at 7q34. In T47D cells,
chromosome painting failed to detect chromosome 7 alterations
(data not shown) and the duplicated copies of PIP were
observed at an apparently normal localization on one homo-
logue, indicating that the duplication was generated ‘in loco’.
With both probes, duplicated spots were observed in only a
fraction of the metaphase spreads, which could reflect either
cell to cell heterogeneity in line T47D or technical limitations
due to a tight linkage of the duplicated copies. The observation
of interphase nuclei, in which chromosomes are far less
condensed than in metaphase spreads, allowed us to exclude
the first possibility. Indeed, an extra-spot was clearly visible in
almost all nuclei (not shown).

In order to further characterize the duplication involving PIP,
two-color FISH was performed with a probe located about 2
Mb centromeric to PIP (AC091742, red) and a probe
overlapping the gene (AC027522, green). We observed two
red signals flanking the green signals (Fig. 1C). This result
confirms the existence of a duplication and indicates that the
two copies are organized as a large inverted repeat. This pattern
and the normal localization of the extra-copy strongly suggest
that the duplication was generated by a BFB cycle. It is now
agreed that this mechanism can operate in tumors, but whether
CFS activation contributes to initiate the process in these cases
is still unknown.

Mapping of FRA7I

To address this issue, we have examined the distribution of
known CFS on the long arm of chromosome 7. Since FRA7I
was assigned to 7q36 (17), the formation of the inverted
duplication identified in T47D cells may rely on that site. In
order to test this hypothesis, we mapped FRA7I by using
HT1080 cells. In aphidicolin-treated cells, breaks in this region
represented about 2% of the total gaps scored. FISH analysis
was performed with a panel of probes spanning the 7q34–q36
region (Fig. 2A). We identified a first set of probes that gave
only signals centromeric to all the breaks observed in this
chromosomal domain (Fig. 2B, panels 1 and 2; Table 1). A
second series of BAC clones revealed both centromeric and
telomeric signals and occasionally signals crossing the breaks,
indicating that they all span the fragile region (Fig. 2B, panels 3
and 4; Table 1). A third set of probes gave only signals
telomeric to the breaks (Fig. 2B, panels 5 and 6; Table 1).
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Two-color FISH experiments with probes from the first
(AC004534, red) and the third (AC006016, green) group
repeatedly showed hybridization signals on both sides of the
breaks (Fig. 2C). This definitely establishes that these probes
flank a fragile region. Thus, our results identified a CFS
extending over an �2 Mb long sequence that lies at 7q35
(Fig. 2A, dotted line). Since no other loci activated by
aphidicolin were detected in the 7q34–q36 region, we
concluded that this site is FRA7I.

To determine whether the unstable region detected in
HT1080 fibrosarcoma cells is also expressed in normal human
cells, FISH experiments were performed on aphidicolin-treated
human lymphocytes isolated from the blood of a healthy donor.

Figure 1. Inverted duplication of the chromosomal region containing PIP. (A)
BAC/PAC clones used as probes: mapping of clones (colored bars) and genes
(black bars) is derived from http://www.nhgri.nih.gov/genome_hub.html. The
clone H2D was isolated from a human DNA library constructed by us (see
Materials and Methods) and contains the whole PIP gene; clones AC027522,
overlapping H2D and AC091742, located �2 Mb centromeric to PIP, are from
commercial sources. Clones are designated by their accession number. (B)
FISH of T47D breast carcinoma cell metaphase spreads with H2D and
AC027522 probes: two green signals are visible on each chromatid of one chro-
mosome. (C) Two-color FISH of T47D metaphase spreads with probes
AC091742 (red) and AC027522 (green): two red signals flank the green sig-
nals. The results shown are representative of four independent experiments.

Figure 2. Localization of FRA7I by FISH in HT1080 cells. (A) Probes spanning
the 7q34–q36 region used to hybridize metaphase spreads of aphidicolin-treated
HT1080 fibrosarcoma cell line. (B) Examples of hybridization signals centro-
meric to (probe AC004534, panels 1 and 2), crossing (probe AC006315, panels
3 and 4) and telomeric to (probe AC006016, panels 5 and 6) the breaks. (C) Two
color FISH with probes AC004534 (red) and AC006016 (green): the signals
line the breaks. Arrow points to the normal homologue. Representative results
of three independent experiments are shown.

Table 1. BAC clone hybridization signals on chromosomes expressing FRA7I

BAC/PAC clones No. of signals

Centromeric On Telomeric

AC073264 25 — —
AC004534 27 — —
AC004981 3 — 9
AC004911 4 1 9
AC006315 3 3 7
AC006016 — — 21
AC006004 — — 29

Analysis and counting of hybridization signals observed on chromosomes
expressing FRA71 in aphidicolin-treated HT1080 cells. The clones are ordered
in accordance to the physical map, centromeric (top of the table) to telomeric
(bottom).

Human Molecular Genetics, 2002, Vol. 11, No. 23 2889



Previous works have established that this site is expressed at
very low level in lymphocytes (19,34). In agreement with these
results, we observed only 3 breaks in the 7q35 region out of
160 scored on chromosome 7, which prevents statistical
analysis of the results. However, two-color FISH experiments
with probes AC004534 (green) and AC006016 (red) clearly
showed red and green hybridization signals on each side of all
3 breakpoints (Fig. 3). Hence, these results support our
conclusions that we characterized FRA7I and indicate that this
site is more active in HT1080 cells than in lymphocytes.

Flexibility analysis of the region containing FRA7I

Previous work proposed that hotspots of breakage within
common fragile sites correlate with peaks of enhanced
flexibility (25). Accordingly, the FlexStab computer program
was used to determine flexibility variations of the 2 Mb long
sequence spanning FRA7I. This analysis revealed several
regions deviating significantly (>4.5 SD) from the average
flexibility value of the analysed sequence (Fig. 4). For example,
an about 300 kb long sequence located within FRA7I showed
up to 17 peaks of high flexibility (Fig. 4B). Very few peaks
were found in the region proximal to FRA7I (Fig. 4A).
Surprisingly, analysis of sequences distal to FRA7I also
disclosed regions highly enriched in peaks of flexibility
(Fig. 4C). These results confirm that common fragile sites
contain highly flexible regions but also indicate that such
structural features can also be found outside the core fragile
domain. Therefore, if DNA flexibility is a hallmark of CFS,
additional yet unknown structural components also contribute
to fragility.

Inverted duplication of the 7q34 region as a result of
one BFB cycle

We then addressed the question as to whether the inverted
duplication of the region containing PIP in T47D cells was
generated by a cycle of BFB initiated at FRA7I. According
to this model, sequences centromeric to the break could be
amplified, whereas regions telomeric to the break should be
excluded from the repeat (9,10). To check this point, we
performed two-color FISH on T47D metaphase spreads using a
probe overlapping PIP (green) and probes telomeric to FRA7I
(red) (Fig. 5A). A single red signal was observed on each
chromatid of all chromosomes that exhibited a duplication of
the green signal, suggesting that the region telomeric to FRA7I
is not duplicated (Fig. 5B). This was confirmed by using a
second set of probes more distant from each other: AC091742
(red) and AC004891 (green) (Fig. 5C and D). The observation
of interphase nuclei definitely established this point (Fig. 5D).
Hence, we concluded that activation of FRA7I triggered the
rearrangement.

Moreover, the position of the green signal on chromosome 7q
(Fig. 5D) suggested that the telomeric part of the chromosome
caps the duplicated region. This hypothesis was confirmed by
using more distal probes, up to the sub-telomeric region of the
long arm of chromosome 7 (Fig. 5C). In each case, we
observed a single hybridization spot, distal to the duplication
(data not shown). These results support the hypothesis that the
inverted duplication was generated by one cycle of BFB

initiated from a break at FRA7I and that amplification was
frozen within the first cycle by recapture of the chromosome
fragment bearing the telomeric part of the long arm of
chromosome 7. We therefore propose that the following steps
lead to duplicate the PIP region (Fig. 6): in G1 interphase, a
break at FRA7I on one homologue initiated the BFB cycle
mechanism (Fig. 6A); the two broken sister chromatids fused
after replication (Fig. 6B); at anaphase, a bridge was formed
when the two centromeres of the dicentric chromatid moved to
opposite poles of the mitotic spindle and was broken upon
completion of anaphase or telophase (Fig. 6C). The broken
chromatid bearing the duplication was healed by recapture of
one copy of the chromosome fragment bearing the telomeric
part of 7q (Fig. 6D), giving rise to one deleted and counter-
selected (Fig. 6E), and one amplified selected (Fig. 6F)
daughter cell.

DISCUSSION

Growing evidence indicates that gene amplification may arise
from the BFB cycle mechanism in cancer cells and that
recurrent breaks resolve the mitotic bridge formed at each cell
cycle (11–14). However, it is presently unknown whether
breaks at CFS, especially in cells of patients that were neither
treated by chemotherapy or submitted to drastic environmental
injury, contribute to initiate BFB cycles in vivo.

Here we show that a region containing the PIP gene at 7q34
is duplicated in the breast carcinoma cell line T47D, which
overexpresses this gene. The duplicated PIP region appears as
part of a large palindrome lying ‘in loco’ on the distal part of
the long arm of one chromosome 7 and exhibits the inverted
repeat organization generated by the BFB cycle mechanism.
Moreover, upon identification of FRA7I at 7q35, �2 Mb
telomeric to the PIP gene, we were able to show that FRA7I
sets the distal boundary of the inverted repeat. These results

Figure 3. Localization of FRA7I in human lymphocytes. (A) Probes used to
hybridize metaphase spreads of aphidicolin-treated lymphocytes from a healthy
donor. (B) Two color FISH with probes AC004534 (green) and AC006016
(red): example of signals lining the break.
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support the conclusion that the event initiating the BFB cycle
took place within FRA7I.

In Hamster cells selected in vitro to resist cytotoxic drugs,
BFB cycles have been shown to accumulate intra-chromosomal
copies of the target gene within large inverted repeats lying on
a chromosome arm where one gene copy maps in normal cells
(6–9). Fused sister chromatids and anaphase bridges, two
typical intermediates of this mechanism, were repeatedly
observed in cell populations undergoing intra-chromosomal
amplification (7,9). The cytogenetic manifestations of the BFB
cycles have also been observed in some tumor cells, indicating
that this mechanism also operates in human cancers (11–14). In
all cases, recurrent cycles of BFB did occur, leading to
progressive accumulation of extra copies during clonal
expansion. In the breast carcinoma cell line T47D, we show
that the BFB cycle mechanism generates an inverted repeat
involving the PIP gene region rather than typical ladder-like
structures, such as those previously described in rodent cells
(6–9) and a human gastric carcinoma cell line (14). Moreover,
the detection of sequences telomeric to the duplicated region
and FRA7I in T47D cells strongly suggests that amplification
was frozen within the first cycle of BFB by recapture of the
chromosome fragment bearing the telomeric part of the broken
chromosome (Fig. 6).

Repair of amplified chromosomes with fragments generated
by the initial break was not observed previously (6–9,14). In

mutant cells selected in vitro for drug resistance (6–9), this may
be due to prolonged selection pressure. Indeed, as long as
copies sufficient to overcome the toxic effects of the selective
drug are not acquired, early repair of the amplified chromosome
would block amplification and prevent the cells from growing
in selective medium. Thus, the acentric fragment is probably
lost or degraded long before healing of the broken chromosome
(6–9). The same constraint can account for the lack of

Figure 4. Flexibility analysis of the 7q35 region. Analysis of DNA flexibility of
a 300 kb long region was performed using FlexStab computer program. x Axis,
nucleotide position, y axis, degree of inclination in the twist angle. The value
corresponding to 4.5 SD above the average value is indicated with a line. Peaks
higher than this threshold value correspond to regions with significant high
flexibility. Examples of sequences located (A) centromeric to FRA7I
(AC004534), (B) within FRA7I (AC006315) and (C) telomeric to FRA7I
(AC073273).

Figure 5. Lack of duplication of the region telomeric to FRA7I and recapture of
the telomeric fragment. (A and C) Probes telomeric to FRA7I used to hybridize
metaphase spreads of T47D cells; tel: a 7q telomere DNA probe. (B) Two-color
FISH with AC027522 (green) containing PIP and AC073273 (red) telomeric to
FRA7I: a single red signal and two green signals are visible on each chromatid
of one chromosome. Identical results were observed with probe AC006016.
FITC (left) and rhodamine (middle) labeling are shown separately and merged
(right). (D) Two-color FISH with AC091742 (red) centromeric to PIP and
AC004891 (green) telomeric to FRA7I. Example of an interphase nucleus with
one chromosome 7 bearing duplicated red signals, specific for the inverted
duplication of the PIP containing region and one green signal distal to
FRA7I; note the presence of the normal homologue with a single red signal.
A single green signal is also observed on each chromatid of all metaphase
chromosomes bearing duplicated red signals. The results shown are represen-
tative of four independent experiments.
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sequences telomeric to the MET amplicons derived from
multiple BFB cycles, as recently described (14). Here, the
results suggest that a single extra copy of PIP and/or of a
neighboring gene gives a growth advantage to T47D breast
carcinoma cells. It is unlikely that the weak increase in PIP
copy number by itself accounts for the �5-fold higher level of
PIP RNA detected in these cells as compared with the PIP
expression level in normal mammary gland (M.A.D.,
unpublished data). We may thus hypothesize that, following
a first event leading to gene overexpression in T47D cells,
BFB cycle-driven duplication significantly increased the PIP
expression level, thereby permitting an early repair of the
broken chromatid.

In model systems, evidence has been obtained that breaks at
fragile sites distal and proximal to the selected gene frame the
repeated sequences at early stages of the process. Indeed, it has
been demonstrated that a targeted break telomeric to the gene
efficiently triggered the initial sister chromatid fusion (9,10,50),
while a break centromeric to the gene recurrently resolved the

bridge formed in anaphase at each cell cycle (9). Amplicons
limited by two CFS have been identified in mutant cells
recovered upon selection with drugs that are potent CFS
activators, thus indicating that the selective agent both selects
for amplification and induces the BFB cycle mechanism (9). In
tumor cells exhibiting BFB cycle-driven MET amplification,
breaks resolving anaphase bridges have been shown to
repeatedly occur at FRA7G, a CFS proximal to MET (14).
Here we identified FRA7I at the molecular level and showed
that the fragile region encompasses a megabase long sequence
and is enriched in peaks of enhanced flexibility. Both the size
and the properties of the fragile sequence disclosed are typical
of CFS. FRA7I lies at 7q35, about two Mb telomeric to the PIP
gene and we demonstrate that it sets the distal boundary of the
repeated sequence in T47D breast carcinoma cells. This finding
establishes for the first time that the BFB cycle mechanism can
be initiated by a break occurring within a CFS in human
cancer cells.

It has been reported that telomere dysfunction may play a
role in the initiation of the BFB cycle mechanism. Fusions of
sister chromatids with shortened telomeres in rodent cell
models (5,51) and examples of chromosome or chromatid
fusions in cells with short or unprotected telomeres have been
reported in vitro and in vivo in a variety of genetic backgrounds
in mice and possibly in human cancers (52–55). In the T47D
breast carcinoma cells it is most unlikely that the initial break
and subsequent sister chromatid fusion originate from such a
mechanism. The finding that FRA7I sets the telomeric
boundary of the inverted repeat, and that the fragment of the
long arm of chromosome 7 telomeric to FRA7I retained its
original structure, points to the initial break occuring within
FRA7I.

The mechanisms responsible for activation of CFS in cancer
cells are not fully understood. It has been demonstrated that
stresses resulting from variations in tumor microenvironment,
such as oxygen starvation, activate some CFS (56).
Alternatively, fragile site expression may be consecutive to
spontaneous changes in chromatin organization and/or impair-
ment of the rate or the timing of DNA replication (14,30–32).
Whether chromosomal instability, tumor microenvironment
variations or other unknown events led to FRA7I activation
remain to be elucidated.

In conclusion, our results highlight for the first time that BFB
cycles can be initiated in vivo by events taking place within
CFS in tumor cells. Moreover, the observation of the earliest
products of the BFB cycle mechanism in the breast carcinoma
cell line T47D is unprecedented.

MATERIALS AND METHODS

Genomic library construction and BAC/PAC clones

A BAC library was contructed from human seminal vesicle
DNA and cloned into the pBeloBAC11 vector, as reported (57).
The H2D BAC clone was isolated by screening the library with
a PIP cDNA probe (58). The other BAC/PAC clones were
chosen according to their position in draft genome sequence
assembly (http://www.nhgri.nih.gov/genome_hub.html) and
were purchased from BACPAC Resources, web site (http://

Figure 6. Model for the generation of the inverted duplication found in T47D
cells. The two chromosomes 7 are represented with the PIP gene region (yel-
low), the region centromeric to PIP (red) and the telomeric part of the 7q
arm distal to FRA7I (green). (A) Initial break at FRA7I (black broken line),
(B) fusion of the broken sister chromatids after replication, (C) break (black
broken line) of the bridge formed at anaphase, (D) healing of the broken chro-
matid by recapture of one copy of the chromosome fragment bearing the telo-
meric part of 7q. The behavior of the second copy of the fragment is unknown.
(E) One deleted and (F) one amplified daughter cell are formed. The normal
homologue is shown above the rearranged chromosome at each step (A–F).
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www.chori.org/bacpac). A 7q telomere DNA probe (QBiogene,
Illkirch, France) was also used.

Cell culture and fragile site induction

T47D breast carcinoma and HT1080 fibrosarcoma cell lines
were obtained from American Type Culture Collection and
grown in classical culture medium. The induction of fragile
sites in HT1080 cells and lymphocytes and metaphase spreads
were performed as described (59).

Fluorescent in situ hybridization (FISH)

BAC and PAC DNA was labeled using the BioPrime labeling
system (Life Technology, Cergy-Pontoise, France) with digox-
igenin (DIG)-11-dUTP (Boehringer, Mannheim, Germany) or
biotin. Competitor Cot-1 DNA was added to the probes,
samples were denaturated at 70�C for 5 min and incubated for 3
h at 37�C. FISH hybridization was performed as adapted (60).
After an overnight hybridization in a moist chamber at 37�C,
slides were washed in 4� SSC/0.3% Tween 20 for 1 min at
70�C, then in PBS for 5 min at room temperature. Probe
detection was performed using FITC-avidin/rhodamine anti-
DIG antibody (Oncor, Illkirch, France) and DAPI was used as
counterstain. The slides were examined under a Zeiss (Jena,
Germany) epifluorescence microscope with a combination of
filters for DAPI, FITC and TRITC. Pictures were acquired
using a tri-CCD camera and Vysis (Downer Grove, Il)
computer software (Smart capture).

Computer analysis of helix flexibility

DNA flexibility was measured using the FlexStab program
available at the Hebrew University of Jerusalem, web site
(http://leonardo.ls.huji.ac.il/departements/genesite/faculty/bkerem.
htm), as previously reported (25).
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Les SFCs sont impliqués dans la progression tumorale (Introduction I-5) mais à la

différence des SFRs, leur rôle (s’il existe) dans la génération de mutations responsables de
maladie génétique héréditaire est peu documenté. Récemment, FRA6E a été cloné en 6q26 et

couvre le gène PARKIN (associé à une forme autosomale récessive juvénile de la maladie de

parkinson, ARJP). Des délétions de cette région, qui pourraient être liées à la présence de
FRA6E, ont été observées chez des patients ARJP (Denison et al., 2003a).

Nous avons étudié une région du génome de souris contenant le gène grid2 (récepteur
ionotropique au glutamate delta 2), qui paraissait particulièrement intéressante. En effet, une

haute fréquence de mutations spontanées (allèles hotfoot, tapdancer) a été observée dans ce

gène chez des souris de fonds génétiques différents (Lalouette et al., 1998). Les souris hotfoot
présentent un phénotype caractéristique d'une ataxie cérébelleuse (Zuo et al., 1997). La

majorité des allèles mutants décrits sont récessifs. Treize d’entre eux ont été caractérisés au
niveau moléculaire : l'un présente une intégration spontanée d'un transgène, dix autres portent

une délétion dans grid2 qui conduit à l'expression d'une protéine tronquée ou à son absence

(Lalouette et al., 1998; Lalouette et al., 2001; Wang et al., 2003), finalement les deux derniers
allèles caractérisés ont des translocations réciproques impliquant le gène grid2 (Robinson et

al., 2005). L'existence de cette instabilité génétique nous a incité à chercher si un SFA était
présent dans cette région. Notons qu’actuellement seuls deux SFAs du génome de souris ont

été clonés, Fra14A2 et Fra8E1. Ces sites chevauchent les gènes fhit (Fra14A2) et wox1

(Fra8E1), homologues des gènes FHIT et WWOX humains, localisés respectivement dans
FRA3B et FRA16D, les deux SFAs les plus actifs dans les lymphocytes humains (Glover et

al., 1998b; Krummel et al., 2002; Pekarsky et al., 1998).

 Le gène grid2 code une protéine de la famille des récepteurs ionotropiques de fonction
méconnue dont l'expression est restreinte aux cellules de purkinje (Yuzaki, 2004). Ce gène

présente un certain nombre de similarités avec les gènes fhit et wox1, comme sa richesse en
AT et sa grande taille (il s'étend sur 1.5 Mb et code un ARNm de 3 kb). En étudiant par FISH

des chromosomes de fibroblastes murins (cellules 531) traités à l'AP, avec des sondes de

BACs couvrant environ 11 Mb autour de grid2, nous avons confirmé la localisation de ce
gène dans la bande 6C1 et démontré la présence de cassures récurrentes dans cette région

(figure 1, Tableau 1). En effet, environ 30% des cassures du chromosome 6 surviennent au
niveau des sondes (soit 4% des cassures totales) ce qui démontre la présence d'un site fragile

dans la région. La position relative de chaque BAC par rapport aux cassures a été déterminée

(Tableau 1). Une analyse plus fine par FISH double-couleur a permis de mettre en évidence 2
régions de cassures préférentielles, séparées par une région centrale assez stable de 2,3 Mb

(figure 2). La présence de cassures récurrentes, a été confirmée avec les mêmes sondes par
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analyse de lymphocytes de souris traités à l'AP. Il est important de noter que les mutations de

grid2 caractérisées au niveau moléculaire sont situées dans la partie du gène qui coïncide avec
une des régions de cassures préférentielles (figure 2b), suggérant que ces mutations

récurrentes pourraient résulter de l'expression de ce nouveau site, appelé Fra6C1, dans les

cellules de la lignée germinale. Ces résultats sont particulièrement intéressants dans la mesure
où ils établissent l’existence d’une relation entre un SFA et une maladie héréditaire à

transmission mendélienne.
L'homologue humain de grid2 (GRID2), situé en 4q22, a été cloné par homologie de

séquence avec le gène murin (Hu et al., 1998). Nous avons entrepris de déterminer si cette

région contenait également un SFA. La région d'homologie entre les 2 génomes s'étend sur 7
Mb (figures 2 et 4). Nous avons observé grâce à une sonde spécifique de la bande 4q22 que

15 à 30 % des cassures induites par l'AP sur le chromosome 4, dans les cellules HT1080 et
dans des lymphocytes de 3 donneurs sains, sont localisées dans cette bande (figure 3). Cela

représente entre 1,9 et 2,4% des cassures totales. L'analyse d'un contig de BAC a confirmé

l’existence d’une région de cassures récurrentes, chevauchant GRID2 (tableau 2) et s'étendant
sur 7 Mb, ce qui révèle clairement qu’un SFA est présent à ce locus dans le génome humain.

L'analyse détaillée de ce site, que nous avons nommé FRA4F, a permis de caractériser 2 sous
régions où les cassures surviennent à haute fréquence (figure 4e). L'analyse de la région

fragile n'a pas révélé de différences significatives par rapport aux séquences contrôles

(composition, distribution des séquences répétées). De nombreux pics de flexibilités ont été
trouvés dans la région fragile (culminant au niveau de GRID2) mais également, bien que

moins nombreux, dans la région télomérique au site (figure 4f).

Si les SFC sont présents chez toutes les espèces de mammifères chez qui ils ont été
cherchés (Introduction I-3), leur conservation entre les espèces est peu documentée. Seuls les

deux SFAs FRA3B/Fra14A2 et FRA16D/Fra8E1 avaient été comparés entre l'homme et la
souris. Dans les 2 cas, l'organisation relative des gènes et des régions fragiles est bien

conservé, ce que nous trouvons également ici sur les 7 Mb de synténie (figures 2 et 4).

L'analyse des données de la littérature montre que la région 4q22 est fréquemment
délétée dans les cancers du foie (30 à 70%) (Laurent-Puig et al., 2001; Nagai et al., 1997;

Wong et al., 2000; Yeh et al., 1996), du col de l’utérus et de l'œsophage (Mitra et al., 1994;
Rumpel et al., 1999). Récemment, Bluteau et collaborateurs ont analysé par LOH 36 tumeurs

primaires du foie et trouvé 3 régions minimales de délétions sur le bras q du chromosome 4,

dont une en 4q22 (Bluteau et al., 2002). Cette région minimale de délétion (15 Mb) est
centrée sur la région FRA4F, suggérant que ce site pourrait jouer un rôle dans la

cancérogénèse du foie.



Characterization of a conserved aphidicolin-sensitive common fragile site at

human 4q22 and mouse 6C1: possible association with an inherited disease

and cancer

Lorène Rozier1, Eliane El-Achkar1, Françoise Apiou1 and Michelle Debatisse*,1
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Fragile sites are classified as common or rare depending
on their occurrence in the populations. While rare sites are
mainly associated with inherited diseases, common sites
have been involved in somatic rearrangements found in the
chromosomes of cancer cells. Here we study a mouse locus
containing the ionotropic glutamate receptor delta 2
(grid2) gene in which spontaneous chromosome rearran-
gements occur frequently, giving rise to mutant animals in
inbred populations. We identify and clone common fragile
sites overlapping the mouse grid2 gene and its human
ortholog GRID2, lying respectively at bands 6C1 and
4q22 in a 7-Mb-long region of synteny. These results show
a third example of orthologous common sites conserved at
the molecular level, and reveal an unexpected link between
an inherited disease and an aphidicolin-sensitive region.
Recurrent deletions of subregions of band 4q22 have been
previously described in human hepatocellular carcinomas.
This 15-Mb-long region appears precisely centered on the
site described here, which strongly suggests that it also
plays a specific role in hepatic carcinogenesis.
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Introduction

Fragile sites are chromosomal loci where breaks,
constrictions or gaps (BCG) occur recurrently when
cells are grown under stressing conditions (Sutherland
and Baker, 2000). More than 100 fragile sites have been
described and classified into two groups according to
their occurrence in the population. Rare fragile sites
(RFS) result from the expansion of unstable micro- or
minisatellites and are present in a few percent of the
individuals of a population (Jones et al., 2000; Hsu and
Wang, 2002). In contrast, common sites (CFS) are

expressed in all individuals, and appear to be constitu-
tive elements of mammalian chromosomes (Smith et al.,
1998). Aphidicolin (AP), an inhibitor of DNA poly-
merases a, d and e, is the archetype of CFS-inducing
drugs (Glover et al., 1984). Presently, the only sequence
properties common to these sites are a high AT content
and the presence of clusters of peaks of enhanced
flexibility (Mishmar et al., 1998; Arlt et al., 2003).

The contribution of RFS and CFS to genome
rearrangements and diseases has long been studied but
is still unclear. Some of the RFS, that is, FRAXA (fragile
X syndrome), FRAXE and FRA11B (Jacobsen syn-
drome), have been associated with heritable genetic
diseases, especially mental retardation (Smith et al.,
1998; Jones et al., 2000). In contrast, CFS have been
proposed to play a role in the development of cancer
(Yunis and Soreng, 1984). Until recently, this was
mostly inferred from cytogenetic correlation between
their locations and those of cancer-associated chromo-
some rearrangements, and from the ability of a variety
of carcinogenic drugs to induce CFS. More recently,
hypoxia, a tumor microenvironment-dependent stress,
was also shown to induce CFS (Coquelle et al., 1998). It
was further demonstrated that the human FHIT
gene and its murine ortholog fhit, which respectively
lie within FRA3B and Fra14A2, are often deleted or
abnormally transcribed in various primary carcinomas
(Smith et al., 1998; Huebner and Croce, 2001; Ginestier
et al., 2003). The demonstration that fhit behaves
as a tumor suppressor gene again reinforced the
hypothesis (Fong et al., 2000; Ginestier et al., 2003).
Deletions were also frequently found in the vicinity of
other CFS, which suggests that their expression also
inactivates tumor suppressor genes and drives the
development of cancers (Arlt et al., 2003). Cancer
progression relies also on oncogene amplification
(Brison, 1993). Strikingly, it was shown that CFS
activation drives the cycles of breakage-fusion-bridge,
a mechanism responsible for accumulation of intrachro-
mosomal amplicons in drug-resistant mutant cells
(Coquelle et al., 1997). More recent works identified
human FRA7I and FRA7G at one boundary of the
amplicons found in two tumor cell lines (Ciullo et al.,
2002; Hellman et al., 2002). Finally, breaks at CFS
were also involved in the generation of secondary
rearrangements formed at late stages of the amplifica-
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tion process (Coquelle et al., 1998, 2002). Altogether,
these studies link chromosome rearrangements that
drive tumor progression to CFS activation.

Whether CFS are also involved in the generation of
mutations responsible for inherited disease is still poorly
documented. Here we studied an intriguing region of the
mouse genome that contains the ionotropic glutamate
receptor delta 2 (grid2) gene, which was shown to be
allelic to hotfoot (Lalouette et al., 1998). A high
frequency of mutant animals presenting an ataxic
phenotype arose spontaneously in different genetic
backgrounds. Since the first hotfoot allele described in
1960, at least 16 new alleles have been reported in the
mouse genome database (MGD, http://www.informa-
tics.jacks.org). The existence of this genetic instability in
grid2 made it of special interest to study this region with
regard to the potential presence of a fragile site. By
studying AP-treated mouse cells, we establish that a
CFS does overlap grid2. GRID2, its human ortholog,
was cloned by sequence homology with the mouse
gene and mapped at 4q22 (Hu et al., 1998). Here we
show that the GRID2 gene also lies within a CFS, the
location of which accounts well for the initiation of
deletions recurrently found in hepatocellular carcinomas
(HCC) (Bluteau et al., 2002). We also show that the
organization of the two sites, called Fra6C1 and FRA4F,
is well conserved in the two genomes, especially the
localization of subregions in which BCG occur more
frequently.

Results

A fragile site overlaps the grid2 locus in the mouse genome

In order to determine whether a CFS is present at the
grid2 locus, we analysed AP-treated mouse cells of the
fibroblastic line 531. In contrast to cells of lines 3T3, 3T6
or CL1D that failed to efficiently enter mitosis with
damaged DNA, metaphase spreads with broken chro-
mosomes were readily observed in cells 531. Since the
grid2 gene has been assigned to band 6C1, we first
determined the status of chromosomes 6 in these cells
(Figure 1a). Metaphase spreads of untreated cells were
hybridized with a painting probe specific to chromo-
some 6 and BAC 513J1, located as shown in Figure 2.
As exemplified in Figure 1a, we found three copies of
chromosome 6 per cell. Two of them seem normal while
the third one is involved in a Robertsonian fusion with
an unidentified partner. At least at the cytogenetic level,
this fusion did not further alter the structure of
chromosome 6. Hence, line 531 appears well adapted
to analyse the fragility of the grid2 locus.

Spreads of AP-treated cells were hybridized with a
series of bacterial artificial chromosome (BAC) delimit-
ing an 11.2 Mb-region overlapping the gene (Figure 2).
We confirmed the localization of grid2 at 6C1 (Figure 1b
top, control panel) and showed that about 30% of the
BCG observed on chromosome 6 occur in close
proximity or within the fluorescent in situ hybridization

Figure 1 Localization of Fra6C1 by FISH in mouse cells. (a–c): cells 531. (a) Example of metaphase spread hybridized with BAC
513J1 and a painting probe specific to chromosome 6. (b) Top, mapping of BAC and examples of BCG. Control: (left) ideogram of G-
banded mouse chromosome 6, the black arrow points to 6C1, (right) reverse-DAPI staining of a normal chromosome 6 hybridized with
BAC 166G7 (green). Examples of different localization of BCG with respect to the FISH signals are shown: distal, split signal, signal
within the break (on), proximal. Bottom: examples of recombination events involving chromosome 6 (red), taking place respectively
distal (left panel) or proximal (right panel) to BAC 166G7 and 133I9. (c) Two-color FISH. Top: localization of the probes and color of
the fluorochrome used to reveal each of them. Bottom: two-color FISH on chromosomes with BCG; from left to right probes 474E7
and 10A23, 474E7 and 434E11, 316M9 and 513J1 (note that the broken chromosome is engaged in a recombination event). Dapi-
staining alone is shown under each panel. (d) Splenocytes of normal Swiss mice. 1, 2: hybridization with a chromosome 6 painting
probe and BAC 513J1. 1: normal metaphase. 2: reciprocal translocation with a breakpoint proximal to 513J1 (arrowhead). 3: two-color
FISH with probes 166G7 (red) and 299A14 (green), lining the breaks. Inverted DAPI-banding of chromosomes is shown (left)
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(FISH) signals obtained with these BAC (Figure 1b
top), both on normal and fused chromosomes. Ongoing
recombination events involving this region were
also repeatedly detected (Figure 1b, bottom). Alto-
gether, BCG targeted to 6C1 represent some 4% of the
total number of events observed within the whole
genome.

We then determined the position of BCG relative to
the FISH signal of each BAC (Figure 1b, Table 1). From

BAC 474E7 to BAC 101M21, the percentage of BCG
distal to the signal decreases regularly from approxi-
mately 100 to 60%. Hybridization with BAC 101M21,
299A14 and 316M9 identifies an about 2.4-Mb-long
region in which BCG distal to the FISH signal take
place at relatively similar frequencies, which indicates
that, although constituting the core of the site, this
sequence is not particularly prone to BCG. The
percentage of BCG distal to the signal of BAC 513J1
decreases to 33%, showing that breaks occur frequently
in the region delimited by BAC316M9 and BAC 513J1,
which contains the 30 end of the grid2 gene. The high
number of BCG scored with BAC 101M21, 316M9 and
513J1 (43, 99 and 59 respectively) makes these conclu-
sions highly reliable. From BAC 513J1 to 10A23, the
percentage of BCG distal to the signals decreases
progressively to almost 0. Figure 2d recapitulates these
data on a curve, the slope of which directly reflects the
relative level of fragility of the sequences along the
region under study.

In order to confirm the limits of the site, we
performed two-color FISH experiments with BAC
474E7 and 434E11 or 10A23. As expected, the two
signals appear separated by the BCG observed at 6C1.
We also verified that BCG occur frequently in the region
delimited by BAC 316M9 and 513J1. Among 24 BCG
observed within band 6C1, 10 separated the two probes
and two split signals were seen for each BAC, five breaks
were proximal and five were distal to both BAC
(Figure 1c).

An unstable region is defined as a CFS when recurrent
breaks can be observed in cells of most individuals of a
species. To determine whether the unstable region
detected in cells of line 531 is fragile in cells of other

Figure 2 Map and organization of Fra6C1. (a) Mapping and sequencing tracks. Above: scale in megabases, below: some STS
markers. (b) Localization of the known genes (dark bars). Mutations in grid2 are mapped above the gene: deletions (black line, each
line correspond to one mutant allele), insertion (inverted triangle). (c) BAC used in FISH experiments (gray boxes). (d) The percentage
of BCG distal to the hybridization signal obtained with each BAC (black diamonds) is plotted against its localization within the region.
(e) Location of the region of synteny with human 4q22 (hatched bar). The genes and BAC mapping information are derived from the
UCSC browser (February 2003 release). The scale is constant all over the figure

Table 1 Localization of Fra6C1 by FISH analysis of metaphase
spreads from cell line 531

Clone name BCG scored by FISH

Total (T) Proximal (P)a On (O)b Distal (D)c %Dd

RP23-474E7 22 1 0 21 96
RP23-222M23 22 0 3 19 93
RP23-23C21 22 4 0 18 82
RP23-13M9 51 10 2 39 78
RP23-166G7 21 5 0 16 76
RP23-101M21 43 15 4 24 60
RP23-299A14 29 13 1 15 53
CITB-316M9 99 36 9 54 59
CITB-513J1 59 36 7 16 33
RP23-133I9 12 10 0 2 17
RP23-434E11 52 42 1 9 18
RP23-10I7 23 19 3 1 11
RP23-10A23 29 28 0 1 3

aNumber of metaphases where the BCG appear proximal to the
hybridization signal. bNumber of metaphases where the hybridization
signal is split by or lies within the BCG. cNumber of metaphases where
the BCG appear distal to the hybridization signal. d%D¼ 100
(D+0.5O)/(T). BAC are ordered from centromere (top) to telomere
(bottom) according to their position on the UCSC browser (February
2003 release)
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mice, FISH experiments were performed on metaphase
spreads of normal splenocytes of Swiss mice that were
treated in vitro with AP (see Materials and methods).
Metaphase spreads were hybridized with a painting
probe specific to chromosome 6 and BAC 513J1. As
expected, two normal chromosomes 6 were observed in
each cell (Figure 1d1). However, we observed one cell
with a reciprocal translocation, a breakpoint of which
lies just proximal to the BAC probe (Figure 1d2). We
scored fewer events than above because, in contrast to
cells 531, metaphase spreads of normal splenocytes
displaying BCG were infrequent, and the frequency of
BCG per metaphase was also very low. This could result
from differences in the genetic background of the two
cell types. For example, a stringent G2/M checkpoint in
primary splenocytes cells may prevent cells with broken
chromosomes to enter mitosis. However, almost 40%
(24 out of 66) of the BCG taking place on chromosome
6 were observed in the grid2 region, which indicates that
a fragile region is also present in these cells. This
conclusion is supported by the results of the two-color
FISH experiments with probes 166G7 and 513J1
showing that 30% of the BCG occur between the two
signals, or split one of them (Figure 1d3).

This fragile site is conserved in the human genome

The grid2/GRID2 genes belong to a region of synteny
extending over a total of 7Mb at mouse 6C1 and human
4q22 (Figures 2b and 4b). In order to determine whether
a fragile site also lies in the human genome, we
performed preliminary experiments with a probe specific
to band 4q22 on AP-treated lymphocytes of three
healthy blood donors (Figure 3a). Some 2.2% of the
BCG scored were present within the FISH signals,
which represents about 30 % of those occurring on
chromosome 4 (average of the three donors), indicating
that a CFS lies within that band. We mapped it precisely
by studying metaphase spreads of one donor with 11
BAC surrounding GRID2 (Figure 4c). The assignment
of BAC 604B8 to 4q22 was verified by probing R-
banded metaphases (Figure 3b). The location of BCG
relative to the FISH signal of each BAC was determined
as above (Figure 3c1–6). The results are summarized in
Table 2 and Figure 4e. More than 90% of the BCG were
distal to the FISH signals of BAC 466G12 to 549C16,
indicating that the fragile region is telomeric to these
probes. For BAC 604B8, 254A24 and 9B6, BCG
occurred proximal or distal to the FISH signals at
relatively similar frequency, which defines the core of the
fragile site. From BAC 9B6 to 145G20, the percentage
of BCG distal to the FISH signals decreases progres-
sively to almost 0 (Figure 4e). Comparing the slope of
the curve in Figures 4e and 2d discloses conserved
distributions of the breaks along the regions of synteny.
Two-color FISH experiments performed with probes
9B6 and 198E18 confirmed the presence of BCG in
GRID2 (Figure 3c7) and definitely established that a
CFS, named FRA4F, overlaps this region in the human
genome.

Analysis of sequence features within the human locus

We compared the base composition of the two
orthologous regions and found that the mouse and
human loci exhibit, respectively, 62.4 and 63% of AT in
the fragile site. The detail in AT composition of the
human region is shown in Figure 4f. By analysing the

Figure 3 Identification of FRA4F on human cells (a) Chromo-
somes of AP-treated cells hybridized with a probe for band 4q22
(left panel), DAPI staining alone (right panel). Note the breaks
within the band. (b) Localization of BAC 604B8 (green) on R-
banded chromosomes of normal lymphocytes. Left up corner: one
chromosome 4 is shown with computer-generated inverted staining.
(c) Hybridization patterns in AP-treated lymphocytes with probes
proximal to (1: BAC 549C16, 2: BAC 9B6), distal to (3: BAC 9B6,
4: BAC198E18) or on/crossing (5–6: BAC 9B6) the fragile region.
(7) Two-color FISH experiments with probes 9B6 (red) and 198E18
(green) lining a BCG. From left to right: red and green FISH
signals, red only, green only. DAPI staining only is shown on the
right part of each panel
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repeat composition of the region with the repeat masker
program, we found that both sequences display a high
proportion of LINE (mostly LINE1) and a few SINE, a
profile similar to the one found in mouse and human

control regions with comparable AT-content (Smit,
1999). Moreover, no significant differences were dis-
closed between the subregions of the sites and the
sequences extending outside the sites (not shown). Thus,

Figure 4 Map of human 4q22 region. (a) Mapping and sequencing tracks, above scales in megabases. (b) Localization of the known
genes (dark bars), or putative coding genes (dotted bars). The star above GRID2 indicates the region where the maximun number of
peaks of enhanced flexibility has been found (see f). (c) BAC used in FISH experiments. (d) Region of synteny with mouse 6C1. (e)
Percentage of BCG distal to the hybridization signal along the locus (as in Figure 2). The genes and BAC mapping information are
derived from the UCSC browser releases from November 2002. (f) Analysis of DNA flexibility and AT-content in and outside FRA4F.
The histogram represents the number of peaks of flexibility per window of 350 kb. Only the deviations of the twist angle higher than 14
were scored. The plot represents the mean percentage of AT per 350 kb (right ordinate axis). Star: region with the highest number of
peaks. The position of FRA4F is indicated by two black lines

Table 2 Localization of FRA4F by FISH analysis of metaphase spreads of normal lymphocytes

Clone name BCG scored

Total (T) Proximal (P)a On (O)b Distal (D)c %Dd

RP11-466G12 35 1 2 32 94
RP11-737D22 20 1 1 18 93
RP11-549C16 24 1 2 21 92
RP11-604B8 23 13 0 10 43
RP11-254A24 30 12 2 16 57
RP11-9B6 32 14 4 14 50
RP11-413P19 39 26 4 9 28
RP11-198E18 42 31 1 10 25
RP11-554D13 23 19 0 4 17
RP11-710C12 23 18 3 2 15
RP11-145G20 20 19 1 0 3

a,b,c,dAs in Table 1. BAC are ordered from centromere (top) to telomere (bottom) according to their position on the UCSC browser (November 2002
release).
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it is unlikely that the density and/or the type of repeats
found in these orthologous CFS contribute efficiently to
the fragility.

We also studied the DNA flexibility along the 7-Mb-
long human fragile region and control sequences
extending over 3.5Mb on each side of the site, by using
the FlexStab computer program (Mishmar et al., 1998).
A sequence is considered to be flexible when clusters of
peaks (fluctuation of the twist angle higher than the
meanþ 4.5 s.d.) appear per window of 350 kb, the
maximum length of DNA that can be studied at once
with the program. Figure 4f shows that the frequency of
peaks is low in the 3.5-Mb-long control region
centromeric to the site. Within the site, their frequency
increases and culminates within GRID2 (more than 30
peaks per window). Outside the site towards the
telomere, the frequency of peaks remains high, even
though lower than inside the site. Sequencing of the
orthologous region in the mouse genome is not finished
yet, which prevented us to perform the same type of
analysis.

Discussion

Spontaneous grid2 mutants appear at high frequencies
in inbred mouse populations, which suggested that
the grid2 gene lies in an unstable chromosomal
region. In complete agreement with this hypothesis, we
showed that 30–40% of the BCG induced by AP on
chromosome 6, in cells of line 531 and in normal
splenocytes from Swiss mice, occur within an about
11-Mb-long sequence containing the gene (Figures 1 and
2). Owing to its amino acid similarity with the family of
kainate and aspartate receptors, the protein encoded
by the grid2 gene is believed to be an ionotropic
glutamate receptor, the expression of which appears
restricted to purkinje cells in the cerebellum (Yuzaki,
2003). Until now, no ligand has been identified for the
d2 receptor and its function remains largely unknown.
However, mutations in grid2 cause cerebellum ataxia.
In total, 11 recessive mutations abolishing grid2
expression were analysed at the molecular level. Among
them, nine result from deletions of one or more
exons and one corresponds to the spontaneous integra-
tion of an exogenous DNA sequence (Figure 2b)
(Lalouette et al., 2001; Wang et al., 2003). Interestingly,
all the mutations lie in the part of grid2 that is
especially prone to breakage (Figure 1c, Figure 2d).
This suggests that recurrent mutations in the grid2
gene result from the expression of Fra6C1 in germline
cells.

We studied the fragility associated with human 4q22
in the lymphocytes of three healthy blood donors, and
found that 30% of the BCG induced on chromosome 4
by AP-treatment occur within this band (Figures 3a, c
and 4c). These BCG account for 1.9 to 2.4% of the total
events scored. Human CFS described so far display
important variations in length, from 200 kb for FRA7H
(Mishmar et al., 1998) to 9Mb for FRA9E (Callahan

et al., 2003). Detailed analysis along the 7Mb of FRA4F
disclosed 2 subregions where BCG occur at a relatively
high frequency. They flank an about 2-Mb-long more
stable sequence (Figure 4e), a situation resembling the
one disclosed at FRA9E, but contrasts with the
relatively compact core region of most other CFS
described so far. The grid2/GRID2 genes extend on
more than a megabase while coding a few kb-long
mRNA. Fra6C1/FRA4F share this property with at least
three other cloned CFS, FRA3B (FHIT), FRA16D
(WWOX) and FRA6E (PARKIN) (Krummel et al.,
2000; Becker et al., 2002; Denison et al., 2003a). This
suggests that some features present in large genes lying
in AT-rich regions, such as particular chromatin
organization, favor chromosome instability.

Previous work on FRA7H suggested that regions of
preferential BCG within CFS correlate with sequences
enriched in peaks of enhanced flexibility (Mishmar et al.,
1998). In good agreement with this hypothesis, a high
number of peaks of flexibility were found in all cloned
CFS to date (Arlt et al., 2003). Clusters of peaks of
flexibility are also present in FRA4F, but their density
does not completely account for the relative fragility of
the different subregions of the site and its flanking
regions. We also studied the AT-richness of this region
by using the same 350 kb-window. As shown Figure 4f,
the AT-content does not exactly parallel but is
correlated to flexibility. This was expected since AT-
content is one of the parameter taken into account to
calculate flexibility. Indeed, the 350-kb-long region
exhibiting the highest number of flexibility peaks (more
than 30) has also the highest AT-content (465%) and is
located in GRID2 (Figure 4f), a result in agreement with
the analysis of the other AP-CFS.

The conservation of CFS among different species is
still poorly documented. Only two human sites, FRA3B
and FRA16D, have been compared at the molecular
level to their mouse orthologs, Fra14A2 and Fra8E1
(Glover et al., 1998; Pekarsky et al., 1998; Krummel
et al., 2002). The relative organization of the genes and
of the fragile regions was found well conserved in both
cases. Here, the comparison of the about 7-Mb-long
regions of synteny also discloses a good conservation of
the location of the genes relative to the two subregions
prone to BCG and of the large relatively stable region
that separates them (Figures 2 and 4).

Whether the mouse and human sites cloned here have
been previously mapped by classical cytogenetic analysis
is unclear. Furuya et al. (1989) described a CFS that
accounts for 13.4% of the total BCG scored in human
bone marrow cells of healthy persons at 4q21–25 (the
most expressed in these cells). Recurrent BCG were also
localized at 4q21 or 4q23 in other types of cells (Murano
et al., 1989; Caporossi et al., 1995; Gericke et al., 1996;
Simonic et al., 1997). In the mouse genome, no CFS was
described at 6C1, but one analysis localized a relatively
weak site at 6B3, the band directly adjacent to 6C1
(Elder and Robinson, 1989). Taking into account the
low precision of G-banding mapping, the BCG observed
in these studies may take place at the sites identified here
at the molecular level.
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Whether the 4q22 region also constitutes a hotspot of
deletion in human germinal cells has not been exten-
sively studied. However, a constitutive deletion of 8 cM
at 4q21–22 has been reported once in an infant, which
developed an hepatoblastoma (Terada et al., 2001).
Germline deletions involving 4q22 have also been
reported in 11 patients presenting an overgrowth of
the central nervous system (Nowaczyk et al., 1997).
Some of these deletions have a border in/near FRA4F
and may result from its expression in germinal cells.
Together with the properties of grid2 mutations, these
observations suggest that recurrent mutations in germ-
line cells may result from the location of target genes in
CFS. This conclusion is actually supported by several
lines of evidence. For example, mutant mice presenting
the ‘dominant white spotting’ phenotype, which resem-
bles human piebaldism, also appear at high frequency in
inbred populations. These animals bear mutations in the
kit gene. Some 30% of the mutations characterized at
the molecular level are deletions or other chromosome
rearrangements (MGD). We have shown that an AP-
CFS also overlaps the kit gene (to be published).
Interestingly, the gene responsible for human piebald-
ism, c-KIT, was assigned to a subregion of 4q12 within
which lies the AP-CFS FRA4B (Denison et al., 2002).
Together with the conclusions of a recent work on
FRA6E (Denison et al., 2003a, b), our results show that
instability at CFS not only accounts for the high
frequency of chromosome rearrangements involved in
cancer progression but also for recurrent mutations in
genes responsible for various inherited diseases. Con-
versely, the position of FRA11A relative to the
boundaries of amplicons found in human cancers
suggests that some RFS play a role in tumor progression
(Perucca-Lostanlen et al., 1997). Hence, depending on
the nature of the genes embedded in a site, it may
contribute to both germinal and somatic mutations,
independent of its classification as rare or common.

In order to determine whether FRA4F activation
triggers chromosome rearrangements found in cancers,
we screened the literature searching for recurrent events
involving 4q22. Deletions on the long arm of chromo-
some 4, complete or partial, have been reported in 30–
70% of HCC tumors (Yeh et al., 1996; Nagai et al.,
1997; Wong et al., 2000; Laurent-Puig et al., 2001).
Deregulation of the Wnt/Wingless pathway has been
associated recently with the development of some HCC
(Buendia, 2000). This deregulation could be mediated
either by b-catenin activation, which correlates with
overexpression of three genes of the glutamine pathway
(Glutamine Synthetase, Ornithine AminoTransferase,
glutamate transporter GLT-1) or by Axin-1 inactivation
(Legoix et al., 1999; Laurent-Puig et al., 2001; Cadoret
et al., 2002). Chromosomal instability and LOH on
chromosome 1p, 4q, 16p, 16q have been correlated to
axin-1 inactivation. At least in aflatoxin B1-induced
HCC, LOH at 16q results from activation of FRA16D,
but the target gene remains to be found (Yakicier et al.,
2001). In a recent work (Bluteau et al., 2002), 36 primary
liver tumors with partial deletions of 4q have been
studied by high-density allelotyping, which identified

three distinct regions of LOH. Among them, nine
interstitial deletions map at 4q22. The minimal region
common to these deletions extends over 15 Mb from A/
C-231 to D4S2986. Strikingly, FRA4F lies at the center
of that region, which supports the hypothesis that, like
FRA16D, this site is involved in liver carcinogenesis.
Deletions in the same region were also found in cervical
cancer (Mitra et al., 1994). A gene involved in cellular
senescence was also postulated to lie in this region in
squamous cell carcinoma (Forsyth et al., 2002) and in
HeLa cells (Bryce et al., 2002). However, none of the
genes analysed so far were mutated in cancer cells, which
indicates that the relevant one remains to be discovered
(Bluteau et al., 2002; Bryce et al., 2002; Forsyth et al.,
2002). Nevertheless, taken together, these results suggest
that FRA4F, like most other cloned CFS, contributes to
the inactivation of a tumor suppressor gene.

Materials and methods

BAC clones and probes

The human/mouse BAC were chosen according to their
position in the genome draft sequence assembly and from
BLAST htgs (standard option) analysis, with GRID2/grid2
mRNA sequences. Human BAC were all chosen in the RPCI-
11 library, and mouse BAC from the RPCI-23 library, except
BAC CITB-513J1 previously described (De Jager et al., 1997)
and BAC 316M9 a kind gift from A Lalouette. BAC were
purchased from the BACPAC Resources web site (http://
www.chori.org/bacpac), their DNAs were prepared according
to the recommendations of the supplier and verified by PCR.
Mouse chromosome 6 and human 4q22 painting probes were
obtained from Qbiogene, Illkirch, France.

Cell culture and fragile site induction

The fibroblastic cell line 531 was obtained from O Acuto and
was routinely grown in DMEM containing 10% fetal calf
serum (FCS) and penicillin/streptomycin (1/100). Splenocytes
from Swiss mice were recovered and cultured as previously
described (Elder and Robinson, 1989). Human lymphocytes
were obtained from three informed healthy peripheral blood
donors, and cultured 72 h in RPMI medium supplemented
with 10% FCS, and 30 mg/ml of PHA (BioSepra). Fragile sites
were induced by treating the cells 18 h with AP (0.1–0.8 mg/ml),
nocodazole (10 mM) was added 4–6 h before harvesting, and
2.5mM of caffeine (Sigma) 1 h prior to nocodazole addition.

FISH and cytogenetic techniques

BAC labelling, chromosome preparations and FISH were
performed as described (Toledo et al., 1992; Coquelle et al.,
1997) with minor changes, that is, 200 ng of the probe was
mixed with 1mg of competitor Cot-1 DNA (human or mouse;
Life Technologies). In some experiments, chromosomes were
stained with DAPI and identified by computer-generated
reverse-DAPI banding. GRID2 localization was performed
on human metaphasic chromosomes prepared from human
peripheral blood lymphocytes grown for the last 7 h before
harvesting in the presence of BrdU (10 mg/ml, Sigma). Direct
R-banding of 5-BrdU-substituted chromosomes was obtained
as previously described (Lemieux et al., 1992).
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Computer analysis of repeat sequences and helix flexibility

Human and mouse DNA sequences were downloaded from
the genome draft assembly browser of the University of
California, Santa-Cruz (http://genome.ucsc.edu) and their
content in DNA repeats was determined using the Repeat-
Masker program (http://repeatmasker.genome.washington.e-
du). DNA flexibility was measured using the FlexStab
program, as previously reported (Mishmar et al., 1998). The
data were analysed using the statview software.

Abbreviations
AP, aphidicolin; BAC, bacterial artificial chromosome; BCG,
break, constriction or gap; CFS, common fragile site; FCS,

fetal calf serum; FISH, fluorescent in situ hybridization; Grid2,
glutamate ionotropic delta 2 receptor; HCC, hepatocellular
carcinomas; MGD, mouse genome database (http://www.in-
formatics.jacks.org); RFS, rare fragile site.
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Après traitement par des agents qui perturbent la formation du fuseau mitotique
(nocodazole, vinblastine, colchicine), les cellules de mammifères ne peuvent entrer en

anaphase et restent bloquées en mitose avec des chromosomes condensés non ancrés. Si le
traitement est prolongé, les cellules échappent au blocage et subissent ce qui a été appelé un

glissement mitotique. En effet, les chromosomes se décondensent, l’enveloppe nucléaire se

reconstitue et les cellules entrent en pseudo-G1 sans division, donc avec un contenu d'ADN
tétraploïde (introduction II-5). Ceci indique que le point de contrôle qui bloque les cellules en

mitose, appelé point de contrôle du fuseau, n'est pas très stringent. Le fait que les cellules

normales s’arrêtent définitivement à ce stade pseudo-G1 suggère fortement que le point de
contrôle du fuseau est couplé à un second contrôle, plus stringent, intervenant avant l'entrée

en S du cycle tétraploïde amorcé en présence des drogues. Certains gènes impliqués dans cet
arrêt ont été identifiés (introduction II-5c3), mais la nature de ce point de contrôle et les

signaux à l'origine de son activation sont encore inconnus. Au contraire des cellules normales,

certains types de cellules immortalisées et tumorales s’engagent dans un processus de re-
réplication et deviennent rapidement polyploïdes et aneuploïdes. De plus, des réarrangements

chromosomiques ont été observés après glissement mitotique dans la descendance des cellules
permissives pour la re-réplication (Aardema et al., 1998). Cette apparition d’une instabilité

touchant à la fois le nombre et la structure des chromosomes nous a paru particulièrement

intéressante et nous avons entrepris d’analyser certains aspects de ce processus .
Dans cet article, nous avons vérifié qu'après un traitement prolongé par le nocodazole,

les cellules normales de hamster (CHEF) ou humaines (MRC-5) sont bloquées en pseudo-G1
avant l'entrée en phase S du cycle tétraploïde suivant le glissement mitotique (figures 2A-B,

4A). Au contraire, les cellules de hamster chinois GMA32, déficientes pour p53, continuent

de cycler. Après 22h de traitement nocodazole, une majorité d’entre elles sont en mitose
tétraploïde (figure 1A). Des analyses par FISH double-couleur nous ont permis de montrer

que ces mitoses tétraploïdes présentent de nombreux remaniements chromosomiques alors
que les mitoses diploïdes accumulées en présence de la drogue sont normales (figure 1B).

Cette comparaison révèle qu’une instabilité chromosomique importante est déclenchée au

cours du cycle qui suit une mitose perturbée. Nous avons ensuite établi que des cassures
surviennent lors de l'entrée en G1 après le glissement. Ces cassures ont été détectées par 3

méthodes différentes. 1°) Nous avons exploité le fait que le noyau d’une majorité des cellules

est fragmenté après glissement. Cette fragmentation, connue de longue date (Stubblefield,
1964), provient de la reformation de l’enveloppe nucléaire autour de chromosomes isolés ou

de groupes de chromosomes, donnant naissance à des micronoyaux. Ce phénomène résulte
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probablement de l’absence de rassemblement des chromosomes aux pôles de la cellule, qui
survient en télophase au cours des mitoses normales. Nous avons déterminé, par FISH, la

fréquence de ségrégation de deux marqueurs synténiques dans des micronoyaux différents,
qui reflète la présence de cassures chromosomiques (figure 1C). 2°) Nous avons recherché,

par immunocytochimie, la présence de foyers contenant l'histone H2AX phosphorylée sur la

sérine 139 (γ-H2AX ), spécifique de la réponse aux cassures (figure 1E). 3°) Nous avons

analysé au FACS des populations de cellules marquées par une méthode dérivée de la
technique TUNEL, comportant des étapes supplémentaires d'amplification du signal

(TUNEL-amplifié) (figure 1D).

Nous avons ensuite établi que ces cassures sont également présentes après glissement
(Figure 24, protocole A) dans des fibroblastes normaux de hamster Chinois (CHEFs) (figure

2) et humains (MRC5) ainsi que dans les cellules de deux lignées humaines dérivées de
cancers du côlon (LoVo et HCT116) (figure 4). Nous avons pu montrer que les cassures

chromosomiques surviennent également dans des cellules traitées transitoirement par des

poisons du fuseau. En effet, lorsque les cellules mitotiques accumulées pendant plusieurs
heures en présence de drogue sont ré-ensemencées en milieu normal (Figure 24, protocole B),

la formation quasi instantanée d’un fuseau mitotique fonctionnel leur permet d’entrer en
anaphase et de terminer leur division pour donner deux cellules diploïdes. Ces cellules

diploïdes, qui présentent aussi des cassures chromosomiques, restent bloquées avant l’entrée

en S (figure 2C,D). Ces résultats indiquent que ces lésions de l’ADN ne sont induite ni en
réponse à la tétraploïdie, ni au glissement mitotique per se ni par l’absence de cytocinèse

(figures 2C-D, 4). Nous avons émis l’hypothèse que ces cassures sont induites en réponse à

une perturbation durable de la mitose (voir plus loin).
Nos résultats laissent par ailleurs supposer que l'arrêt des cellules normales pourrait

survenir à la frontière G1/S en réponse à la présence de ces cassures. Pour tester cette
hypothèse, nous avons analysé par western blot l'expression et les modifications des protéines

impliquées dans la réponse aux dommages de l'ADN et dans le contrôle de la progression en

G1. Des cellules irradiées ou bloquées en G0 par confluence ont été utilisées comme contrôles
(figures 3,4). Nous avons montré que l’arrêt qui empêche la re-réplication de l'ADN dans les

cellules normales correspond à un double bloc. L’un d’eux, observable lorsque le nocodazole
reste présent dans le milieu (Figure 24, protocole A), semble correspondre à une entrée des

cellules en G0. Lorsque la drogue est éliminée, les cellules sortent de G0 (Figure 24,

protocoles B,C), indiquant que ce blocage est réversible. Nous avons montré que le réseau des
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A - Réensemencement en
présence de nocodazole

Culture des cellules en présence de nocodazole

Sélection mitotique

B - Réensemencement
en milieu normal

Cellules tétraploïdes
avec

  Cassures chromosomiques

Cellules diploïdes
avec

  Cassures chromosomiques

Microtubules normaux
Réponse aux lésions de

l’ADN

Microtubules désorganisés
Passage en G0

Microtubules normaux
Réponse aux lésions de

l’ADN

Cellules tétraploïdes
avec

  Cassures chromosomiques

C - Élimination du nocodazole

Figure 19: Schéma des trois types de traitements appliqués aux cellules après sélection
mitotique et leurs conséquences phénotypiques.
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microtubules se reconstitue presque instantanément après élimination du nocodazole, dans ces
différents types cellulaires (figure 3D). Comme suggéré précédemment par les travaux d’un

autre groupe, cette entrée en G0 pourrait être déclenchée lorsque les cellules entrent en G1
avec un réseau de microtubules désorganisé (figure 3) (Khan and Wahl, 1998). Nous avons

montré qu’un blocage non réversible, dont la signature moléculaire est identique à la réponse

aux cassures, prend le relai du premier bloc après retour en milieu normal (Figure 24,
protocoles B et C), (figures 3C-D, 4). Nous avons vérifié que le phénotype imposé par la

présence de nocodazole est dominant sur la réponse aux lésions de l’ADN en irradiant des

cellules mitotiques avant de les ré-ensemencer en présence de la drogue. Ces cellules
présentent le même phénotype que les cellules traitées par le nocodazole seul (figures 3B, 4).

Pour tester l'hypothèse selon laquelle le signal conduisant à l’induction de cassures
dans les cellules résulte d’une perturbation durable de la mitose, nous avons inactivé par ARN

interférence 2 protéines clés du point de contrôle du fuseau, BubR1 et Mad2. Nous avons

validé ces expériences en montrant, dans les 2 cas, que le point de contrôle n'est plus
fonctionnel : en présence de nocodazole les cellules glissent en G1 tétraploïde sans marquer

aucun arrêt en mitose (figure 5A). Nous avons ensuite recherché par immunocytochimie la
présence de cassures dans ces cellules (anticorps γ-H2AX). Des foci γ-H2AX sont présents

après traitement au nocodazole dans la majorité des cellules invalidées pour Mad2 ou dans les

cellules contrôles (non transfectées ou transfectées par un oligonucléotide contrôle) (figure

5D-E). Par contre, l'absence de BubR1 entraîne la disparition des foci γ-H2AX induit par le

traitement au nocodazole (figure 5D-E), ce qui est en accord avec les résultats de western blot
montrant que les protéines p53 et p21 ne s'accumulent plus dans les cellules ainsi traitées

(figure 5F). Ces résultats suggèrent que l'activation de BubR1 déclenche une voie de

signalisation conduisant à la formation de cassures chromosomiques couplant le point de
contrôle de mitose à celui, plus efficace, des dommages de l'ADN. Les cellules déficientes

pour ce dernier point de contrôle pourraient continuer de cycler et acquérir simultanément des
réarrangements chromosomiques et des anomalies de nombre, deux types d’instabilité qui

cohabitent souvent dans les cellules des cancers.
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Abstract 

 

Following prolonged mitotic spindle disruption by microtubule poisons, mammalian cells 

delay their entry into anaphase, then progressively slip out of mitosis and become tetraploid. 

Normal cells then arrest their cell cycle before re-replication, but the mechanisms underlying this 

arrest are still unclear. Here we show that a prolonged block to M phase completion triggers 

chromosome breakage. We find that breaks are committed to occur in M but actually take place in 

early G1 phase. To determine whether the breaks are elicited in response to prolonged activation of 

the spindle checkpoint, we used RNA interference to silence two essential checkpoint proteins, 

BubR1 and Mad2. We show that BubR1 mediates this phenomenon, though the spindle checkpoint 

itself is not responsible, since DNA damage still occurs when Mad2 is silenced. Therefore, 

activation of BubR1 specifically triggers DNA damage, which couples the leaky spindle 

checkpoint to the stringent DNA damage checkpoint. Cells defective for the latter checkpoint 

continue cycling and acquire within a single cell cycle both chromosome rearrangements and an 

abnormal chromosome number that remarkably mimic the complex genetic hallmark of 

tumorigenesis. 
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Introduction 

 

Eukaryotic cells are protected from genomic instability by checkpoints that monitor the 

replication status of the chromosomes, their integrity and proper segregation (Hartwell and Kastan 

1994). Among them, the spindle checkpoint specifically controls the distribution of chromosomes 

at mitosis by delaying the onset of anaphase until the kinetochores of all the chromosomes are 

properly attached to the spindle and aligned on the metaphase plate, thereby avoiding the loss of 

genetic material (Bharadwaj and Yu 2004). Disruption of the mitotic spindle by microtubule 

poisons, such as nocodazole, vinblastine or colcemid, activates this checkpoint and arrests the cells 

before anaphase (Rudner and Murray 1996).  

Several proteins involved in the spindle checkpoint have been identified in yeast, most 

notably proteins of the BUB (budding uninhibited by benzimidazole) and the MAD (mitotic arrest 

deficient) families. Homologues of these proteins have been characterized in various vertebrate 

species, in which they are also required for execution of the spindle checkpoint (Taylor and 

McKeon 1997; Taylor et al. 1998; Abrieu et al. 2001; Michel et al. 2001; Cleveland et al. 2003; 

Mao et al. 2003; Bharadwaj and Yu 2004). Mad2, BubR1, Bub3 and Cdc20 form the mitotic 

checkpoint complex (MCC) that, when activated, inhibits the ubiquitin ligase activity of anaphase-

promoting complex/cyclosome (APC/C), thus preventing securin and cohesin degradation, and 

sister chromatid separation (Cleveland et al. 2003; Bharadwaj and Yu 2004). 

Not surprisingly, a growing number of observations now link the chromosomal instability 

seen in many cancers and cancer cells to dysfunction of the spindle checkpoint (Cahill et al. 1998; 

Nomoto et al. 1999; Takahashi et al. 1999; Dai et al. 2004). Low expression or mutations of Mad2, 

Bub1 or BubR1 genes were identified in some cases (Li and Benezra 1996; Cahill et al. 1998; Ru et 

al. 2002; Shichiri et al. 2002; Shin et al. 2003; Grady 2004; Michel et al. 2004). Overexpression of 

Aurora-A, a mitotic kinase often overproduced in breast, colorectal and gastric cancers, also 

correlates with bypass of the spindle checkpoint (Meraldi et al. 2002; Anand et al. 2003; Jiang et al. 

2003; Meraldi et al. 2004). Moreover, it has been recently shown that BubR1 deficiency protects 
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cells with an abnormal chromosome number from apoptosis, suggesting a route by which tumor 

cells might escape death (Baek et al. 2003; Shin et al. 2003). 

Following prolonged spindle disruption by drugs such as colcemid or nocodazole, 

mammalian cells first undergo mitotic arrest but then progressively exit mitosis, a phenomenon 

called mitotic slippage (Jimenez et al. 1999). At this point in normal rodent and human cells, a 

second checkpoint prevents tetraploid G1 cells from further replicating their DNA. A growing 

number of factors have been implicated in this arrest, including p53, pRb, and the cyclin-dependent 

kinase inhibitors p21 and p19 (Cross et al. 1995; Di Leonardo et al. 1997; Gualberto et al. 1998; 

Khan and Wahl 1998; Lanni and Jacks 1998; Casenghi et al. 1999; Stewart et al. 1999; Khan et al. 

2000; Ciciarello et al. 2001; Tsuiki et al. 2001; Mantel et al. 2002; Tritarelli et al. 2004). Proteins 

involved in the recognition and repair of DNA damage, such as BRCA2 or poly (ADP-ribose) 

polymerase 1 (PARP1), also contribute to block re-replication following slippage (Lee et al. 1999; 

Futamura et al. 2000; Lee 2003; Halappanavar and Shah 2004). Hence, this G1 phase check on the 

tetraploid cell cycle initiated upon slippage displays many of the molecular hallmarks of the well-

characterized DNA damage response (Jimenez et al. 1999). 

In all these studies, the cells were arrested in mitosis by treating them with microtubule 

poisons, which are not recognized as DNA damaging agents (Aardema et al. 1998). However, some 

chromosome rearrangements have been observed in the progeny of cells treated with these drugs in 

vivo and in vitro (Aardema et al. 1998). Yet, how these spindle poisons might induce such DNA 

damage and whether coupling of the spindle checkpoint to a G1 checkpoint relies on such damage 

remained to be determined. 

Here we show that upon treatment with microtubule poisons, normal embryonic and p53-

deficient Chinese hamster fibroblasts as well as normal embryonic human fibroblasts and human 

colon cancer cells exhibit chromosome breaks early after mitotic slippage. As these cells slip out of 

mitosis, two blocks prevent them from entering a new round of DNA replication. The first one, 

which looks like a G0 block, is a fully reversible response elicited in cells exiting mitosis with a 

disorganized microtubule network. The second one is irreversible and results from the activation of 

the DNA damage checkpoint by DNA breaks. We demonstrate that breakage is a direct 
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consequence of sustained mitotic impairment and depends on BubR1 expression, but not on Mad2. 

We conclude that the BubR1 kinase plays a specific role in the trigger of DNA breaks and, in turn, 

couples the spindle checkpoint to the DNA damage checkpoint. 
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Results  

 

 

Nocodazole treatment induces chromosome rearrangements in GMA32 cells 

GMA32 cells are immortalized Chinese hamster lung fibroblasts, in which we identified a 

mutation in one p53 allele, leading to an isoleucine to histidine substitution within the DNA 

interacting domain (unpublished results). Western blot analysis also showed that p53 protein 

accumulates in untreated GMA32 cells (not shown), as generally observed in cells heterozygous for 

dominant negative mutations of p53. 

We analyzed the DNA content of GMA32 cells by flow cytometry (FACS) following 

treatment with increasing concentrations of nocodazole. As shown in Figure 1A, 200nM was the 

lowest dose that efficiently blocked mitosis, leading to a disappearance of diploid cells in G1 and S 

phases. Hence, unless specifically stated, this drug concentration was used in all subsequent 

experiments. Following a 10h treatment, almost 60% of the cells were diploid mitotic cells (DNA 

content, 4C). At later time points, however, cells underwent re-replication, as indicated by the 

presence of cells with a DNA content above 4C.  

Cytogenetic analysis of the tetraploid mitotic cells (DNA content 8C) generated 22h after 

drug addition (Fig. 1Ba–c) revealed the presence of chromosome fragments in almost all of them. 

Two color fluorescence in situ hybridization (FISH) with markers P3C3 and P3C4 that respectively 

label the p and q arms of Chinese hamster chromosome 1 (Toledo et al. 1992), showed that around 

30% of these tetraploid mitotic cells also displayed major chromosome rearrangements. However, 

extensive cell death was not observed in these populations; cells often cycled up to three or four 

times upon prolonged growth in the presence of the drug and acquired multiple chromosome 

rearrangements (Fig. 1Bd). By contrast, less than 3% of the diploid mitotic cells accumulated after 

10h of treatment presented chromosome abnormalities or chromosome fragments (not shown). 

Hence, striking genomic instability takes place during the tetraploid cell cycle induced upon 

nocodazole treatment. 
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Breaks are present in tetraploid GMA32 cells in G1 interphase 

To determine at which step of the tetraploid cell cycle the DNA breaks were generated, we 

took advantage of the well-known nuclear fragmentation (micronucleation) that occurs after 

slippage (Stubblefield 1964). Whereas only 0.3% of untreated cells had an abnormal nucleus, 

fragmented nuclei were present in up to 70% of GMA32 cells that underwent slippage. These cells 

did not label by TUNEL (Tdt-mediated dUTP nick end labeling) indicating that micronuclei are 

distinct from apoptotic bodies (data not shown). We analyzed 70 micronucleated cells, formed after 

10h of nocodazole treatment, by two color FISH with the same probes as before. Since very few 

cells, if any, started to replicate their DNA at that time (Fig. 1A), these cells were tetraploid and in 

G1 phase. Uneven segregation of the two syntenic markers in micronuclei was found in 11 cases 

(16%) (Fig. 1C) which indicated that chromosome breaks are present at that stage. 

Since analysis of uneven segregation of syntenic markers in micronucleated cells 

inherently underestimates the frequency of breaks and is limited to the study of cells with a highly 

fragmented nucleus, we developed a technique derived from TUNEL labeling by adding two steps 

of signal amplification (see Materials and Methods). Figure 1D shows a FACS analysis of GMA32 

cells labeled by amplified-TUNEL. Only about 2% of untreated cells (0h) appeared labeled. 

Strikingly, however, the proportion of labeled cells increased in parallel with the number of cells 

that underwent slippage (10h and 14h). Similar results were obtained with antibodies specific to 

Ser139-phosphorylated histone H2AX (γ-H2AX), a marker for DNA breaks (not shown). 

DNA breaks might result from mechanical shearing after slippage in early G1, when the 

nuclear envelope reforms around isolated chromosomes or groups of chromosomes. To test this 

possibility, we searched for γ-H2AX foci using fluorescence microscopy. Following 14h of 

treatment, most cells contained foci of γ-H2AX, and fragmented and non-fragmented nuclei labeled 

similarly (Fig. 1E). Altogether, our results indicate that chromosome breaks are induced during the 

G1 phase that follows slippage and that breakage is not a consequence of the micronucleation 

process. 
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 Breaks are neither specific to nocodazole treatment nor dose dependent 

The number of breaks per cell following treatment with DNA-damaging agents generally 

parallels the dose of the agent. To determine whether nocodazole concentration influences the 

frequency of the DNA breaks we observed, we studied micronucleated cells formed during 10h of 

treatment with 10µM nocodazole. Note that the rate of accumulation of cells with a 4C DNA 

content is similar with 200nM and 10µM nocodazole (Fig 1A and data not shown). FISH analysis 

showed unequal segregation of markers P3C3 and P3C4 in 16% (16/103) of the fragmented nuclei, 

a proportion identical to the one determined following treatment with 200nM nocodazole (see 

above). Hence, the induction of breaks is not dose-dependent in this range of concentrations. 

We also determined whether breaks resulted from a secondary effect specific to nocodazole 

by challenging GMA32 cells with two other spindle poisons, vinblastine (18nM) and colcemid 

(35nM). FACS analysis showed similar kinetics of accumulation of tetraploid cells with all the 

drugs (not shown). Cells treated for 10h with vinblastine or colcemid were also analyzed by FISH 

with markers P3C3 and P3C4. Uneven segregation was observed in 14% (7/50) of vinblastine-

treated and 16% (9/56) of colcemid-treated cells with fragmented nuclei. Less than 3% of the 

diploid mitotic cells we observed on the same slides contained a rearranged chromosome 1, as 

previously observed for nocodazole treatment (not shown). Thus, breaks occurred within the same 

window of the cell cycle and at comparable frequencies with the three spindle poisons. 

  

Phenotype of normal Chinese hamster embryonic fibroblasts (CHEF cells) 

We wanted to know whether the breaks we observed in GMA32 cells also occur in normal 

cells and might cause their arrest in G1 phase. We therefore analyzed the behavior of CHEF cells at 

different times following treatment with 200nM nocodazole (Fig. 2), a concentration that also 

blocks mitosis in CHEF cells (Supplementary Fig. S1A). Mitotic cells accumulated markedly 

during 9h of treatment (Fig. 2A), but after 24h, most cells had escaped the block and entered a G1-

like phase with 4C DNA content. Their DNA profiles remained unchanged up to 72h, except for 

the progressive accumulation of apoptotic cells beyond 48h of treatment. This cell death was 

inhibited by z-vad-fmk, an inhibitor of apoptosis (Fig. 2B; see Materials and Methods), the 
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presence of which interferes neither with the kinetics of accumulation of mitotic cells nor with the 

timing of slippage  

In contrast to GMA32 cells, 10–15% of CHEF cells remained with a 2C DNA content upon 

treatment with nocodazole (Fig. 2A, B). Since we wanted to study only those cells that were 

blocked in mitosis and then underwent mitotic slippage, we selected the mitotic cells after 8h of 

growth in the presence of nocodazole (see Materials and Methods), and replated them in drug-

containing medium. Cytogenetic analysis showed that 8h after replating the mitotic index 

decreased to about 0.3%, indicating that almost all the cells underwent slippage. Two color FISH 

with the P3C3 and P3C4 markers revealed uneven segregation of the red and green signals in about 

23% of the fragmented nuclei at that time (not shown). The presence of DNA breaks in these cells 

was confirmed by using amplified-TUNEL. Figure 2D shows that very few selected mitotic cells 

were positive (M), whereas 8h after replating most cells appeared labeled (+8hNoc). We confirmed 

by immunocytochemistry that in CHEF cells, as shown in Figure 1E for GMA32 cells, both 

fragmented and apparently normal nuclei had γ-H2AX foci (not shown). Thus, breaks are also 

present early after slippage in the chromosomes of normal Chinese hamster cells and may correlate 

with the arrest of these cells in a G1-like phase. 

 

Breaks depend on the duration of the mitotic block but not on cell ploidy 

To analyze further the triggers of chromosome breakage, we investigated the behavior of 

cells released from the mitotic block before slippage. Mitotic GMA32 and CHEF cells were 

recovered after 8h of growth in the presence of nocodazole, then washed and replated in drug-free 

medium. Cells were collected at various time points following replating and analyzed by FACS 

(Fig. 2C and data not shown). After 3h in nocodazole-free medium, about two thirds of GMA32 

and CHEF cells displayed a 2C DNA content, indicating that the majority of selected cells were 

still capable of proceeding through mitosis. While diploid and tetraploid GMA32 cells continued to 

cycle (not shown), however, the distribution of CHEF cells remained unchanged up to 42h, the last 

time point studied here. Moreover, CHEF cells failed to incorporate BrdU (a marker of DNA 

replication) up to 42h following replating (not shown), which confirms that they arrested before S 
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phase entry. These results indicate that normal Chinese hamster fibroblasts arrest irreversibly after 

8h in nocodazole, regardless of their ploidy.  

To determine whether this G1 arrest was accompanied by DNA damage, we searched for 

evidence of chromosome breaks by FACS analysis of amplified-TUNEL labeled cells. Figure 2D 

(+8h-Noc) shows that positively labeled cells were equally present in diploid (2C) and tetraploid 

(4C) subpopulations of CHEF cells, with more than 60% of cells labeled in both peaks. Similar 

results were obtained with GMA32 cells (data not shown). We concluded that cells are committed 

to have DNA breaks even before they undergo mitotic slippage.  

We took advantage of this finding to determine whether the formation of breaks depends 

on the length of nocodazole treatment. Mitotic GMA32 cells accumulated during 4h or 6h of 

growth in the presence of the drug were selected and replated in normal medium for 3h (note that 

the doubling time of these cells is about 12h). FACS analysis indicated that almost 100% of the 

cells were diploid with a 2C DNA content at that time. We found after 4h and 6h that 5% and 30% 

% of the nuclei, respectively, exhibited γ-H2AX foci. Hence, chromosome breaks are triggered by 

prolonged mitotic block rather than by tetraploidy, failure of cytokinesis or mitotic slippage per se.  

To check this conclusion, we treated GMA32 and CHEF cells with dihydroxy-

cytochalasine B (DCB) (Supplementary Fig. S1B). This drug does not perturb the mitotic process 

but impairs cytokinesis, which generates multinucleate polyploid cells. Following 12h of treatment, 

most GMA32 cells were binucleate (Supplementary Fig. S1Bb), then acquired three or four nuclei 

at later time points (Supplementary Fig. S1Bc). By contrast, CHEF cells arrested with two nuclei 

(Supplementary Fig. S1Be), which confirms other results showing that cytokinesis failure prevents 

normal cells from entering S phase (Andreassen et al. 2001; Lohez et al. 2003). Remarkably, γ-

H2AX foci were observed neither in GMA32 nor in CHEF cells under these conditions, which 

further supports our hypothesis that breaks are specifically triggered in response to mitotic 

impairment. 
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The damage response is masked in CHEF cells arrested in the presence of nocodazole 

We next compared proteins involved in the DNA damage response in CHEF cells 

challenged either with nocodazole or with γ-rays. As shown in Figure 3A (left panel) following 

irradiation, the level of p53 increased rapidly accompanied by its phosphorylation on Ser15. High 

levels of p21 and cyclin D1 were observed a few hours after treatment and were maintained until 

48h, and hyperphosphorylated forms of pRb were progressively dephosphorylated – all typical 

features of DNA damage. 

Mitotic cells selected after 8h of growth in the presence of nocodazole (M) were analyzed 

at 3h and 24h after replating in drug-containing medium. Figure 3A (right panel) shows that p53 

level increased up to 24h after replating, but p53 was not substantially phosphorylated on Ser15 at 

any time point and the level of p21 remained constant (or increased slightly, depending on the 

experiment). The hyperphosphorylated form of pRb, which predominates in mitotic cells 

(Buchkovich et al. 1989), progressively converted to the hypophosphorylated form. In parallel, 

cyclin D1 disappeared progressively. Thus, the status of the proteins involved in cell cycle arrest 

bears more similarity to the G0 hallmark found in confluent cells (Fig. 3A right panel, cf) than to 

the DNA damage response. 

To determine whether the damage response is masked in the presence of nocodazole, we 

selected mitotic cells and irradiated them before replating in drug-containing medium (Fig. 3B). 

Remarkably, under these conditions the protein patterns resembled those observed in cells treated 

with nocodazole alone (compare Fig. 3B with 3A, right panel). This demonstrates that nocodazole 

imposes a specific molecular phenotype, which masks the DNA damage response in CHEF cells.  

 

A double block arrests CHEF cells upon prolonged spindle disruption  

In an attempt to unmask the DNA damage response, mitotic cells were replated in drug-

free medium and analyzed 3h, 18h and 24h later in conditions under which more than 60% of 

arrested cells were diploid (Fig. 2C). Strikingly, the profiles of p53, p21, cyclin D1 and pRb were 

similar to those observed following irradiation (Fig. 3C). We also determined the DNA damage 

protein profile of tetraploid cells following nocodazole removal. For that purpose, selected mitotic 
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cells were replated in the presence of nocodazole and maintained in this medium for 4h. 

Cytogenetic analysis indicated that more than 95% of the cells underwent slippage at that time. 

Drug containing-medium was then replaced by normal medium, and cells were recovered at 

different time points. Protein patterns again appeared similar to those observed following 

irradiation (not shown). Thus, removing nocodazole unmasked the DNA damage response both in 

diploid and tetraploid cells that went through a perturbed mitosis. 

We checked the status of the microtubule network in selected cells replated in the presence 

or in the absence of the drug. Figure 3D shows microtubule disorganization in cells grown in the 

presence of nocodazole. Removal of the drug allows reconstitution of an apparently normal 

network within a few minutes. Altogether, our results strongly suggest that reversal of microtubule 

disorganization permitted CHEF cells to exit from the G0-like stage. However, they were still 

prevented from entering S phase by activation of the DNA damage checkpoint.  

 

Chromosome breakage also occurs in nocodazole-treated human cells 

To determine whether the phenomenon described above is specific to Chinese hamster 

cells, we studied normal human MRC-5 fibroblasts and two human tumor cell lines, LoVo and 

HCT116. These colorectal carcinoma cell lines were chosen because they have normal DNA 

damage and spindle checkpoints (Tighe et al. 2001). FACS analysis showed that in the presence of 

200nM nocodazole (an efficient concentration to arrest mitosis in these human cells, as shown in 

Supplementary Fig. S2), cells accumulated in mitosis then underwent slippage. Depending on the 

cell type, most cells entered apoptosis following 24–48h of treatment. We verified that, as in CHEF 

cells, addition of z-VAD-fmk together with nocodazole blocked apoptosis without disturbing the 

kinetics of mitotic accumulation and slippage (Fig. 4 and data not shown). Hence, the peptide was 

added together with 200nM nocodazole in all experiments described below. Under these 

conditions, MRC-5 and LoVo cells remained blocked with a 4C DNA content up to 72h, the last 

time-point in our experiments (not shown). By contrast, after 24–36h of treatment, HCT116 cells 

escaped the block and underwent re-replication (Fig. 4). 
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We searched for the presence of γ-H2AX foci in cells recovered from mitotic selection. 

Figure 4 (MRC-5, B) shows that foci were present in the nuclei of the vast majority of MRC-5 cells 

replated in the presence of the drug or in regular medium. The same results were obtained with 

LoVo cells (not shown) and HCT116 cells (see below). We conclude that chromosome breakage is 

generated in normal human fibroblasts, but is not specific to fibroblasts. Our findings also indicate 

that, in human as in Chinese hamster cells, the appearance of DNA breaks depends neither on 

tetraploidy, cytokinesis failure, nor mitotic slippage. 

We determined the protein profiles of cells selected following 10h of growth in the 

presence of nocodazole and replated with or without the drug (Fig. 4). When replated in the 

presence of nocodazole, MRC-5 and LoVo cells displayed p21, pRb and cyclin D1 patterns 

resembling those observed in CHEF cells grown under similar conditions. However, weak p53 

accumulation and Ser15 phosphorylation were observed, which occurred with different kinetics in 

the two human cell lines (Fig. 4, MRC-5 and LoVo, upper panel right). We showed that the 

presence of nocodazole is responsible for this partial masking of the DNA damage response by 

studying, as before, irradiated mitotic cells replated in the presence of the drug (Fig. 4, MRC-5 and 

LoVo, lower panel). Finally, we confirmed that selected mitotic cells replated in regular medium 

exhibit a protein profile similar to the one induced in response to irradiation (Fig. 4, MRC-5 and 

LoVo, lower panel). 

 Altogether, these results indicate that, as in CHEF cells, a double block takes place in 

MRC-5 and LoVo cells maintained in the presence of the drug. In HCT116 cells, by contrast, p53, 

p21 and cyclin D1 accumulated markedly and at similar levels whether or not nocodazole was 

maintained in the medium (Fig. 4, HCT116). This suggests that the genetic background of HCT116 

allows them to escape the G0 block resulting from an altered microtubule network. Moreover, 

among the cell lines proficient for the DNA damage response studied here, HCT116 is the only one 

able to adapt and to enter tetraploid S phase following 24-36h of treatment. 
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Chromosome breakage depends on BubR1 but not on Mad2 function 

To determine whether DNA breaks are elicited in response to prolonged activation of the 

spindle checkpoint, we used RNA interference to silence the checkpoint. HCT116 cells were 

chosen for these experiments because they fail to arrest in G0, which permits observation of the 

DNA damage response without drug removal. We designed oligonucleotides that efficiently and 

specifically knock down the expression of BubR1 (oligonucleotides B1 and B2) or Mad2 

(oligonucleotides M1 and M2) following transient transfection. As shown Figure 5A, although 

transfection with B1 efficiently inhibits BubR1 expression for up to 72h after transfection, Mad2 

levels drop between 24h and 48h after transfection with M1, and a small but significant amount of 

protein reappears after 72h. The cells were, therefore, transfected twice in each experiment 

described below (see Materials and Methods), which allowed us to study tightly silenced cells 

during up to 48h of nocodazole treatment (Fig. 5B and data not shown). Figure 5C shows that 

removing BubR1 or Mad2, as expected, prevents accumulation of mitotic cells in the presence of 

nocodazole. 

We searched for the presence of γ-H2AX foci when cells in which either the BubR1 or the 

Mad2 gene was silenced, were treated with nocodazole for different periods of time (see Fig. 5D 

for examples). Most cells transfected with M1 or M2 displayed foci of DNA damage, like 

untransfected cells and cells transfected with a control oligonucleotide. In striking contrast, there 

were no γ-H2AX foci in the vast majority of cells following transfection with B1 or B2. Figure 5E 

shows a quantitative analysis of nuclei displaying γ-H2AX foci in three independent experiments 

(150–200 cells examined per experiment for each condition). These findings indicate that silencing 

of BubR1 completely blocks nocodazole-induced chromosome breakage, while silencing of Mad2 

has no effect. In good agreement with this conclusion, Figure 5F shows that, following nocodazole 

treatment, p53 and p21 accumulate in control cells and in cells transfected with M1, but not in cells 

transfected with B1. 
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Discussion 

 

A general conclusion from the study of mammalian cells is that activation of the spindle 

checkpoint blocks cell cycle progression only transiently, even when mitosis is permanently 

compromised by treatments that inhibit the formation of the mitotic spindle. The main control on 

the mitotic process appears to be executed in G1 phase, but the precise nature of this block and of 

the processes that link it to the spindle checkpoint remained to be determined (Jimenez et al. 1999). 

Here we show that treating a variety of human and Chinese hamster cells for prolonged periods 

with various spindle poisons produces DNA breaks in their chromosomes. Because cells with a 

functional DNA damage checkpoint stop cycling in response to DNA breaks, our observations 

offer a rationale for the permanent arrest of normal cells and some tumor cells that went through a 

prolonged mitotic block. To confirm the role of chromosome breakage in cell cycle arrest 

following nocodazole treatment we studied, in cells proficient for the DNA damage response, the 

status of proteins involved in that response and in G1 phase progression. Consistent with our 

observation of DNA breaks following mitotic impairment, when nocodazole was washed out, we 

saw a protein pattern typical of the DNA damage response in the four types of cells we tested. 

When kept in the presence of nocodazole however, three of the four types of cells 

displayed a protein pattern resembling that observed in cells arrested in G0 by confluence. This 

suggested that a second block, imposing its phenotype over the DNA damage response, operates in 

the presence of microtubule poisons. We directly addressed this point by irradiating mitotic cells 

before re-plating them in nocodazole-containing medium. These cells displayed the G0-like pattern 

found in non-irradiated cells kept in the presence of the drug. The existence of such a nocodazole-

dependent block was previously suggested by the results of Khan and Wahl, who showed that 

normal human and mouse fibroblasts fail to enter S phase when released from serum depletion in 

the presence of the drug, but resume cell cycle progression when returned to nocodazole-free 

medium (Khan and Wahl 1998). Altogether, the results suggest that the execution of a critical event 

in early G1 relies on the integrity of the microtubule network, the impairment of which drives the 
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cells towards G0. This block is relieved by nocodazole removal or in particular genetic 

backgrounds, such as the HCT116 cell line. 

We observed here that p53 deficient GMA32 cells overcome both the DNA damage and 

the G0 blocks, which implies either that p53 mediates both arrests or that an additional unidentified 

mutation prevents GMA32 cells from sensing microtubule defects in early G1. A double role for 

p53 is suggested by the fact that various types of p53 deficient cells failed to arrest following 

mitotic slippage when kept in the presence of spindle poisons (Jimenez et al. 1999). However, the 

contribution of p53 to cell cycle arrest remains unclear since, in other experiments, specific 

dominant “gain of function” mutations were required for S phase entry of cells maintained in the 

presence of spindle poisons (Gualberto et al. 1998). 

Agents that disrupt the mitotic spindle are generally considered as potent aneugens, but not 

as DNA damaging agent. Consistently, nocodazole does not behave like canonical clastogens, since 

the frequency of chromosome breaks was independent of the drug concentration, and breakage was 

seen only in cells that went through a perturbed mitosis. Breaks were present in normal and 

fragmented nuclei, indicating that they were not induced by mechanical stress resulting from the 

micronucleation process. We also found that chromosome breakage occurs even when cells were 

released from the mitotic block before slippage, giving rise to diploid progeny. Altogether, our 

results demonstrate that neither impairment of the DNA replication process, micronucleation, 

failure of cytokinesis, tetraploidy nor slippage are directly responsible for breakage. 

We hypothesized that breaks depend on a signal elicited upon sustained activation of the 

spindle checkpoint. To test this possibility, we silenced the checkpoint in HCT116 cell line, the 

genetic background of which allowed us to observe directly the DNA damage response. We 

designed silencing RNAs against BubR1 or Mad2 and observed, as expected, that cells transfected 

with either oligonucleotide failed to accumulate in M phase in the presence of nocodazole. With 

oligonucleotides against Mad2, we observed DNA damage following nocodazole treatment, as in 

nocodazole-treated control cells, implying that activation of the spindle checkpoint itself is not 

responsible for breakage. In striking contrast, there was no indication of DNA damage following 

nocodazole treatment of cells transfected with oligonucleotides against BubR1, which reveals a 
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specific role for that kinase in generating chromosome breaks. These findings are in good 

agreement with those of Shin et al., who showed that overexpression of BubR1 induces apoptosis 

in cells that underwent mitotic slippage, whereas overexpression of Mad2 does not (Shin et al. 

2003). Further study is indeed needed to determine the exact nature of the relationship between 

DNA breakage and cell death, and to reconstitute the molecular mechanisms through which BubR1 

specifically governs the fate of cells that experience a mitotic block. 

Although induction of chromosome breaks in cells with a functional spindle checkpoint 

required a prolonged mitotic arrest, breaks were also present in Mad2-silenced cells, which slipped 

out of mitosis without any delay. To reconcile these data, we propose that, in cells with a normal 

checkpoint, Mad2 represses the BubR1-dependent pathway that elicits breakage, and that changes 

occur in Mad2 status when the mitotic block is maintained for prolonged periods of time, which 

alleviates the repression. Such a regulation would promote chromosome breakage and cell suicide 

when the mitotic process is deeply compromised, generating a major risk of uneven chromosome 

segregation. By contrast, only the well-documented primary role of the spindle checkpoint - 

anaphase delay without commitment to DNA damage - would appear when mitosis is only 

transiently perturbed. 

Our demonstration that HCT116 cells are committed during the mitotic block, by a BubR1-

dependent signal, to having DNA breaks when they return to interphase calls into question the 

tetraploid checkpoint model. This checkpoint was proposed to monitor the number of 

chromosomes or centrosomes per cell, and to irreversibly arrest tetraploid cells in G1 whether they 

arise from treatment with spindle poisons or DCB, an inhibitor of cytokinesis (Andreassen et al. 

2001; Margolis et al. 2003). We showed that the two situations are not equivalent since 

chromosome breakage occurs specifically in cells treated with spindle poisons. Besides, at least in 

cells treated by nocodazole, none of the two blocks imposed on cell cycle progression relies on cell 

ploidy. Indeed, as also shown by Ciciarello et al, normal cells arrest regardless of their ploidy when 

nocodazole is washed out (Ciciarello et al. 2001), and the G0 block induced in the presence of the 

drug occurs in diploid cells (Khan and Wahl 1998). 
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Some tumors display mainly variations in chromosome number, i.e. loss or gain of a few 

chromosomes, whereas others have highly rearranged karyotypes, presenting alterations of both the 

number and the structure of chromosomes (Dutrillaux 1995; Lengauer et al. 1998; Jallepalli and 

Lengauer 2001; Masuda and Takahashi 2002). Whether these features reflect different stages of 

tumor progression or different pathways of genome remodeling is still unclear. Our demonstration 

of a time-dependent coupling between sustained activation of the spindle checkpoint and induction 

of chromosome breakage suggests a straightforward mechanism governing gross instability in 

cancer cells. Prolonged activation of the spindle checkpoint may occasionally occur in vivo upon 

failure of chromosome attachment to the spindle or perturbations of microtubule dynamics during 

mitosis. In p53-deficient cells, and, more generally, in cells permissive for DNA damage but 

retaining normal BubR1 function, slippage and chromosome breakage lead within a single cell 

cycle to tetraploidy, chromosome rearrangements and gene imbalance following loss of 

chromosome fragments. The rearranged genomes that result are likely to carry genetic alterations 

that allow the rapid selection of cells displaying all the hallmarks properties of highly aggressive 

cancer cells. 
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MATERIALS AND METHODS  

 

Cell culture and treatment 

The GMA32 cell line and culture medium have been previously described (Debatisse et al. 

1982). CHEF and MRC-5 cells were used from passage 14 to 19 and were maintained in MEM 

medium (Gibco) supplemented with 1mM sodium pyruvate, 2mM glutamine, 1x MEM non-

essential amino acids, 1x penicillin/streptomycin and 10% fetal calf serum. LoVo and HCT116 

cells were maintained in DMEM medium (Gibco) supplemented with 2mM glutamine, 1x 

penicillin/streptomycin and 10% fetal calf serum. Both types of cells were incubated at 37°C in a 

humidified incubator with 7% CO2. 

Typically, 3x105 to 8x105 cells were plated in 10cm diameter Petri dishes two days before 

treatment. For mitotic selection, cells were treated with 200nM nocodazole (Sigma) for 8-10h 

depending on the cell type. Loosely attached cells were collected by shake-off, washed and replated 

in the indicated medium. z-VAD-fmk (Bachem), an inhibitor of cell death, was used at a final 

concentration of 125µg/ml. Cell irradiation was performed with γ-rays from a 137Cesium source.  

 

Cell cycle analysis 

FACS analyzes were performed with a FACScalibur flow cytometer (Becton Dickinson). 

Cells were collected, suspended in 1ml of cold GM buffer (6.5mM glucose, 137mM NaCl, 5.4mM 

KCl, 2mM Na2HPO4, 1mM KHPO4, 0.5mM EDTA), and stored at 4°C for at least 2h after addition 

of 3ml of cold 100% ethanol. At that stage, cells were eventually washed with 1xPBS, incubated 

for 30min in 1xPBS 1% BSA prior to treatment with specific antibodies, for the amplified TUNEL 

reaction and phospho-H2AX detection (see below). Cells were then stained for 30min at room 

temperature in PI solution (50µg/ml propidium iodide, 25µg/ml RNase A in 1x PBS buffer). 

10,000 events were analyzed with Cellquest software, and cell aggregates were gated out.  
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Determination of the mitotic index 

Mitotic index was estimated either by scoring the number of mitotic cells in cytogenetic 

preparations or by FACS analysis of cells labeled with the mitotic phosphoepitope marker (MPM-

2). In the latter case, fixed cells were washed in PBS before incubation with MPM-2 antibodies 

(05-365, Upstate) for 1h at 4°C. Cells were washed twice before incubation 1h at 4°C with FITC-

conjugated goat anti-mouse secondary antibodies (F0479, Dako). 

  

In situ hybridization 

FISH was performed as previously described (Toledo et al. 1992; Coquelle et al. 1997). 

Cosmids P3C3 and P3C4 were isolated from a Chinese hamster chromosome 1-specific library (M. 

Debatisse, B. Labidi and P. Metezeau, unpublished). 

 

Immunoblotting  

To detect p53, p53ser15, p21 and cyclinD1, BubR1 and Mad2, cells were lysed in Laemmli 

buffer. To detect pRb, lysates were prepared in RIPA buffer (50mM Tris-HCl pH8, 150mM NaCl, 

1% NP40, 1mM EGTA, 1mM EDTA, 0.25% sodium deoxycholate), supplemented with 

phosphatase and protease inhibitors (1mM sodium orthovanadate, 1mM sodium fluoride, 1x 

protease inhibitor cocktail [Roche]). After centrifugation at 12000 rpm, the supernatant was 

recovered for protein analysis. Equal amounts of lysates were resolved on 3%-8% gradient (for 

pRb, BubR1) or 12% polyacrylamide gels (for all other proteins). Proteins were transferred to 

nitrocellulose membranes, which were blocked with 5% nonfat milk before overnight incubation 

with antibodies diluted in TBST buffer (10mM Tris-HCl pH7.5, 150mM NaCl, 0.1% Tween 20) 

containing 5% nonfat milk. We used anti-pRb antibody (554136, Pharmingen) 1/200, anti-p53 

antibody (M7001, Dako) 1/1000, anti-p53Ser15 antibody  (9284, Cell Signaling) 1/500, anti-p21 

antibody (65951A, Pharmingen) 1/500, anti-cyclin D1 (sc-718, Santa Cruz) 1/500, anti-Mad2 

(sc6329, Santa Cruz) 1/750, anti-BubR1 (ab5091, Abcam) 1/500. Blots were incubated with 

horseradish peroxidase-conjugated goat anti-mouse or anti-rabbit IgG secondary antibodies (PO447 

or PO448 respectively, Dako) diluted 1/5000 in TBST or horseradish peroxidase-conjugated 
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donkey anti-goat IgG secondary antibody (sc2020, Santa-Cruz) 1/10000. Protein-antibody 

complexes were detected by enhanced chemiluminescence (RPN2106 ECL, Amersham). 

 

Immunocytochemistry 

For microtubule detection, cells were washed in PHEM buffer (Hepes 450mM pH6.9, 

Pipes 450mM pH6.9, EGTA 200mM, MgCl2 500mM, PMSF 100mM). Free tubulin was extracted 

in PHEM buffer containing 0.1% Triton for 1 min at 37°C. Cells were then fixed for 4min in 

methanol at –20°C, and incubated in primary anti-β tubulin antibody (556321, Beckton Dickinson) 

diluted 1/100 in PBS, 0.1% BSA for 1h at room temperature. Secondary FITC-conjugated goat 

anti-mouse antibody (F0479, Dako) was hybridized and cells were visualized by fluorescence 

microscopy. 

 

Amplified TUNEL reaction and phospho-H2AX detection 

The TUNEL (Tdt-mediated dUTP nick end labeling) reaction was performed according to 

the manufacturer’s instructions (In situ cell death detection kit, fluorescein, [Roche]). Cells were 

washed in 1xPBS and incubated 1h at 37°C successively with rabbit anti-FITC antibody (molecular 

probes) diluted 1/500 in PBS 0.01% Triton X-100, then with FITC-conjugated goat anti-rabbit 

antibody (Vector) diluted in the same conditions. H2AX phosphorylated on serine 139 (Rogakou et 

al. 1998) was detected with rabbit antibodies (Trevigen) diluted 1/100 in 1xPBS, 1% BSA. Cells 

were washed three times with 1xPBS, 0.5% TritonX-100, then incubated for 1h at room 

temperature with goat anti-rabbit FITC (Zymed) diluted 1/250 in 1xPBS, 1% BSA for FACS 

analysis. For immunocytochemistry, we used goat anti-rabbit antibodies Alexa 594 (Molecular 

Probes) diluted 1/100 in 1xPBS, 1% BSA (cells pre-treated as above for p53). Counter staining 

with DiOC6-FITC (Molecular Probe) was previously described (Anglana and Debatisse 2001). 

 

RNA interference 

 21 bp-long oligonucleotides were designed for silencing BubR1 (B1, B2) or Mad2 (M1, 

M2) using the design website of Qiagen. B1 and B2 oligonucleotides started respectively at 
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positions 724 and 1415 of the BubR1 sequence (NM_001211), M1 and M2 started respectively at 

positions 217 and 577 of Mad2 sequence (NM_002358). By BLAST, we verified that the 

sequences B1, B2, M1 and M2 were respectively specific to BubR1 and Mad2. The 

oligonucleotides were purchased as duplexes (Proligo). The non-silencing oligonucleotide (NS) 

(Xeragon - Qiagen) was used as negative control. 2x105 HCT116 cells were seeded in 6-well plates 

24h before the first transfection of RNA (100nM final concentration) with effectene (Qiagen) as 

transfection agent, according to the manufacturer’s instructions. The day after, cells were split and 

replated. A second transfection was performed in the same conditions 24h after replating. About 

18h later, the cells were treated with nocodazole (200nM) and z-VAD-fmk (Bachem) for 8h-36h 

and recovered for western blot or FACS analyzes. 
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Legends to Figures 
 

Figure 1. Chromosome instability in GMA32 cells following slippage. (A) FACS analysis 

of cell populations treated with nocodazole. Left: Percentages of cells with the indicated DNA 

content following 10h of growth in increasing drug concentrations. Right: Profiles of control cell 

population (0h) and populations grown for 10h or 22h in 200 nΜ nocodazole . Values in boxes: 

mitotic index. DNA content: 2C (diploid cells in G1), 2C<S<4C (diploid cells in S), 4C (diploid 

cells in G2 and mitosis, and tetraploid G1), 8C (tetraploid cells in G2 and mitosis, and octoploid 

cells in G1). B-E: Visualization of breakage in cells treated with 200nM nocodazole. (B) 

Chromosome spreads analyzed by FISH with probes for the p arm (red) and the q arm (green) of 

chromosome 1. Arrowheads point to chromosome fragments. a-c: near-tetraploid mitotic cells 

formed after 22h in the drug. a, cell with four normal chromosomes 1. b, cell with a dicentric 

chromosome 1 (arrow). c, cell with two normal and two broken chromosomes 1 (arrows). d, 

hyperploid cell generated after 36h of growth in nocodazole; several markers derived from 

chromosomes 1 are observed in multiple copies. (C) Interphase nuclei hybridized with the same 

probes as above. a, normal diploid nucleus. b-d: fragmented nuclei of cells recovered following a 

10h-treatment. b, an example of normal segregation. c and d, examples of uneven segregation 

(arrowheads and arrows point to micronuclei containing abnormal numbers of FISH signals). (D) 

FACS quantification of amplified-TUNEL labeling (gray profile) and DNA content (black profile) 

at the indicated times of treatment. (E) Analysis of breaks by γ-H2AX labeling (red). Membranes 

were stained with DiOC6-FITC (green) and nuclei with DAPI (blue). a, control cells. b, cells 

treated for 14h with nocodazole. Both fragmented (arrow) and apparently normal (arrowhead) 

nuclei are positive. c, cells irradiated (7 Gy) 1h before labeling. 

 

Figure 2. Relationships linking cell cycle arrest, breakage and ploidy. A-D: FACS analysis 

of CHEF cell populations treated with 200nM nocodazole. Mitotic index is quoted within boxes. 

2C, 4C: as in Figure 1. (A) CHEF cells challenged with nocodazole alone were analyzed at the 

indicated time points. About 9% of the cells undergo apoptosis 48h after drug addition as indicated 

by the appearance of cells with less than 2C DNA. (B) Nocodazole and z-VAD-fmk were 
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simultaneously added to the medium. Time points: as in A. Note that apoptosis is suppressed. (C) 

Mitotic cells (M) selected following 8h of growth in the presence of nocodazole were replated in 

drug free medium. 3h after release, the population contained about 65% of diploid cells. This 

profile remained unchanged up to 42h. (D) FACS analysis of cells labeled by the amplified-

TUNEL procedure (as in Fig. 1D). Selected cells (M) were analyzed 8h after replating in drug-

containing medium (+8hNoc) or in drug-free medium (+8h-Noc).  

 

Figure 3. Protein analysis following treatment of CHEF cells with nocodazole (200nM) or 

γ-rays (7Gy). (A-C): Analysis of p53, p53 phosphorylated on serine 15 (p53s15), p21, cyclin D1 

(cyD1) and pRb (pRb: hypo-phosphorylated, ppRb: hyperphosphorylated forms). c: untreated 

exponentially growing cells, cf: untreated confluent cells arrested in G0, M: mitotic cells selected 

after 8h of growth in nocodazole. Cells were analyzed at the indicated times (in hours) following 

replating of selected M cells. (A) Left: exponentially growing cells treated with γ-rays. Right: M 

cells replated in nocodazole-containing medium. (B) Selected M cells were irradiated before 

replating in drug-containing medium. (C) Protein analysis of selected M cells replated in drug-free 

medium. (D) Immunocytochemical analysis of CHEF cells with tubulin-specific antibody. a: 

untreated cells; b: cells grown for 24h with nocodazole. c: cells treated for 24h were washed with 

drug-free medium and immediately analyzed. 

 

Figure 4. Breakage occurs in human cells grown in the presence of 200nM nocodazole. 

(A) FACS analysis of MRC-5 cell populations treated for the indicated period of time (hours). 

Mitotic index is quoted within boxes. 2C, 4C: as in Figure 1. Protein analysis as in Figure 3. (B) 

Microscopic visualization of γ-H2AX foci (staining as in Fig. 1E). a: control cells, b: cells 

irradiated with γ-rays (7Gy) 1h before analysis, c and d: selected mitotic cells replated for 7h in the 

presence of the drugs (c) or in drug-free medium (d). LoVo and HCT116: as MRC-5 (A). 

 

Figure 5. Chromosome breakage in HCT116 cells treated with 200nM nocodazole depends 

on BubR1 but not on Mad2. NT: non-transfected cells, NS: cells transfected with a control 
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oligonucleotide, B1, B2, M1, M2: cells transfected with oligonucleotides silencing respectively 

BubR1 or Mad2. (A and B): Level of BubR1 and Mad2 proteins in non-transfected cells and cells 

transfected with the indicated oligonucleotide (A) cells transfected once with B1 or M1 and 

analyzed at different times (in hours) following transfection. (B) NT cells, or cells transfected twice 

with M1, B1 or B2 were grown in nocodazole (Noc) for the indicated period of time before 

analysis. Nocodazole was added 24h after the second transfection, when BubR1 and Mad2 were 

undetectable. (C) The mitotic index of cell populations transfected as indicated and grown in 

nocodazole (time points: as in B). The mean and standard deviation of three independent 

experiments are shown for each graph. (D) γ-H2AX foci (staining: as in Fig. 1E). c: untreated 

control cells, NT, M1, B1: cells transfected as indicated were grown for 24h in nocodazole. (E) 

Effect of BubR1 and Mad2 silencing on the percentage of cells presenting γ-H2AX foci after the 

indicated time of growth in the presence of nocodazole. The mean and standard deviation of three 

independent experiments are shown. (F) Levels of p21 and p53 in cells transfected as indicated and 

incubated for different period of time with nocodazole (in hours). 
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Legends to Supplementary Figures 

 

Figure S1: The behavior of Chinese hamster embryonic fibroblast (CHEF) cells in 

nocodazole and dihydroxy-cytochalasine B (DCB). (A) Percentages of CHEF cells with the 

indicated DNA content following 10h of growth in increasing nocodazole concentrations. DNA 

content: 2C (diploid cells in G1), 2C<S<4C (diploid cells in S), 4C (diploid cells in G2 and mitosis, 

and tetraploid cells in G1). (B) Microscopic visualization of γ-H2AX foci (as in Fig. 1E) in 

GMA32 cells (a-c) and CHEF cells (d-e) treated with 10µM DCB. (a) and (d): untreated cells, (b): 

12h of treatment, (c): 24h, (e): 16h. (f) Positive control: CHEF cells irradiated with γ-rays (7Gy). 

 

Figure S2: Percentages of human cells with the indicated DNA content following 10h of 

growth in increasing nocodazole concentrations. DNA content (as in Fig. S1). (A) MRC-5 cells. 

(B) HCT116 cells. 

 
 
 
 

 



32

Figure 1



33

Figure 2



34

Figure 3



35

Figure 4



36

Figure 5



37

Figure S1

Figure S2



89

Discussion
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A) Rôle des sites fragiles dans l'instabilité chromosomique : progression tumorale et
maladies génétiques héréditaires.

Jusque récemment, la fragilité des sites rares était associée à des maladies génétiques

héréditaires (Introduction I-2a,d) et celle des sites communs associée à la progression

tumorale (Introduction I-5). Les données accumulées par le clonage des SFAs et par les
travaux présentés dans cette thèse sont en accord avec cette hypothèse d'une relation entre

SFCs et réarrangements récurrents dans les cancers. En effet, dans des cancers variés, de

grandes délétions et des pertes d'hétérozygotie ont été observées au niveau des sites clonés
(FRA3B, FRA16D, FRA6F, FRA9E, FRA7G, FRA6E) (pour revue (Arlt et al., 2003;

Huebner and Croce, 2001)). Ce type d’évènements a également été observé pour le site
humain FRA4F (4q22), cloné au cours de ce travail (Rozier et al., 2004). En effet, des

délétions de cette région ont été décrites dans les cancers de l'œsophage (Rumpel et al., 1999).

Dans de nombreux hépatocarcinomes, des délétions affectant le bras long du chromosome 4
ont été observées (Laurent-Puig et al., 2001; Nagai et al., 1997; Sy et al., 2004; Wong et al.,

2000; Yeh et al., 1996). L’analyse de 36 tumeurs primaires du foie par LOH a permis
d’identifier 3 régions minimales de délétion communes à toutes ces tumeurs, l’une d’elles

étant centrée sur le site FRA4F (Bluteau et al., 2002). Il semble donc probable que FRA4F

soit impliqué dans l'instabilité de la région 4q22 et qu'un gène suppresseur de tumeur
impliqué dans la tumorigénèse du foie soit présent dans cette région. Cependant, la recherche

de mutation dans 25% des gènes de la région (7 sur environ 30 candidats possibles) n'a pas
encore permis de l'identifier (Bluteau et al., 2002).

 Le rôle des SFCs dans l'amplification génique a d'abord été démontré dans les

systèmes modèles de cellules en culture, lors de la formation des HSRs par cycle de CFP.
Comme indiqué précédemment, l’activation d’un site distal déclenche le processus et un site

proximal contribue à résoudre le pont formé en anaphase aux stades précoces du processus
(Coquelle et al., 1997). Aux stades plus tardifs, les SFCs participent également à

l'interconversion des HSRs en dmins et des dmins en HSRs (Coquelle et al., 2002; Coquelle et

al., 1998). Dans les cellules tumorales, la signature des cycles de CFP a été trouvée dans de
nombreux cas (Ballif et al., 2004a; Gisselsson et al., 2000; Lo et al., 2002; Saunders et al.,

2000; Shuster et al., 2000), mais la nature de l'événement qui déclenche le processus est

encore mal comprise. En effet, aux stades où les cellules des tumeurs sont étudiées, de
nombreux réarrangements secondaires ont généralement remanié les structures formées aux

étapes précoces, masquant la trace de l’événement initiateur. En collaboration avec l’équipe
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de D. Piattier-Tonneau, nous avons étudié les limites de la duplication du gène PIP dans la
lignée de cancer du sein T47D (Ciullo et al., 2002). Nos résultats montrent que cette

duplication a été initiée au niveau de FRA7I et suggèrent que la re-capture du fragment distal
du chromosome a figé le processus après un cycle unique (modèle présenté dans la figure 6 de

l'article 3). Cette hypothèse a été renforcée par les résultats d’études récentes sur les délétions

terminales des chromosomes, montrant que la capture d’un télomère constitue un mécanisme
assez fréquent de cicatrisation des cassures chromosomiques (Ballif et al., 2004a; Ballif et al.,

2004b). L’équipe de B. Kerem a étudié la structure des amplicons portant l'oncogène MET

dans un cancer gastrique et a trouvé la signature des cycles de CFP (Hellman et al., 2002). La
localisation de l’événement initiateur est inconnue dans ce cas, par contre, la cassure qui

résout le pont en anaphase à chaque cycle serait survenue de façon récurrente au niveau du
site FRA7G (Hellman et al., 2002). Enfin, le gène ABCG2 (MXR/BCRP), situé en 4q22, est

impliqué dans la résistance de certaines cellules tumorales aux traitements par le

mitoxantrone, le MTX et les dérivés de la camptothécine, notamment dans les cancers du sein
(Doyle and Ross, 2003). Ce gène, situé à quelques mégabases de FRA4F vers le centromère,

est très amplifié dans plusieurs lignées de cancers du sein (Knutsen et al., 2000). Les
réarrangements conduisant à ces amplifications sont en général très complexes (Knutsen et

al., 2000) mais une partie d’entre eux pourrait résulter de l'expression de FRA4F. Un nombre

croissant d’observations vient donc confirmer le rôle des SFCs dans l’amplification des
oncogènes sélectionnée in vivo. De plus, une étude a montré qu’une des bornes des amplicons

trouvés dans les cellules d’une tumeur est précisément localisée au niveau du site fragile rare
FRA11A (Perucca-Lostanlen et al., 1997), suggérant que les sites rares pourraient aussi

contribuer à l’instabilité somatique.

Le clonage de nombreux SFCs et leur localisation au niveau moléculaire permettent
maintenant de penser que l'expression de ce type de sites dans la lignée germinale pourrait

conduire au développement de certaines maladies génétiques héréditaires. Nous avons montré
que le gène grid2, dans lequel des mutants spontanés apparaissent à haute fréquence chez la

souris, est localisé dans la région Fra6C1, homologue murin de FRA4F. Plus précisément,

une région préférentielle de cassure de ce SFA coïncide avec la localisation des délétions
germinales trouvées dans différents mutants spontanés (allèles hotfoot, tapdancer) ou induits

(insertion aléatoire de transgène) de grid2. La présence de Fra6C1 pourrait expliquer la

fréquence élevée de mutants observés à ce locus. Cette région étant très conservée chez
l'homme, nous avons cherché à savoir si des réarrangements de cette région avaient été décrits

dans la littérature. Nous avons trouvé un cas de délétion constitutive de la région 4q21-4q22
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chez un enfant ayant développé un hépatoblastome (Terada et al., 2001). De plus, chez 11
patients présentant un syndrome de croissance anormale du système nerveux central, des

analyses cytogénétiques ont mis en évidence des délétions englobant la région 4q22
(Nowaczyk et al., 1997). Les limites de certaines d’entre elles semblent coïncider avec la

localisation de FRA4F, suggérant que ces mutations pourraient résulter de l’expression de ce

site. Enfin, des trisomies partielles du chromosome 4q sont quelquefois observées et dans 3
des 8 cas répertoriés, une des bornes de la région réarrangée est située en 4q22 (Zollino et al.,

1995). Un autre locus murin nous a intéressé, dont les mutants présentent le phénotype

"dominant white spotting". Ces mutants apparaissent à haute fréquence dans les élevages et
30% des mutations caractérisées au niveau moléculaire résultent de réarrangements,

principalement des délétions. Nous avons montré que, comme grid2, ce gène est localisé dans
un SFC, Fra5E1, orthologue du site humain FRA4B. Le gène PARKIN humain, dont certaines

délétions sont impliquées dans la forme juvénile de la maladie de parkinson, est inclus dans

FRA6E (Denison et al., 2003a; Denison et al., 2003b). Il a également été montré qu'une
translocation t(5;16)(p15.3;q23.2) impliquant une cassure germinale dans FRA16D conduit à

la dérégulation de l'oncogène c-MAF (situé à environ 1 Mb du site) et notamment au
développement d'une forme juvénile de cataracte chez les individus porteurs du

réarrangement sur l'un de leur chromosome (Jamieson et al., 2002). Enfin, Ballif et

collaborateurs ont étudié des délétions terminales du chromosome 1p, s'étendant sur plusieurs
mégabases et impliquées dans un syndrome de retard mental (probablement causé par l'haplo-

insuffisance de certains gènes de cette région). L'analyse moléculaire de deux de ces délétions
a révélé qu’elles sont associées à une duplication inversée initiée en 1p36 (Ballif et al., 2003).

Ces caractéristiques suggèrent l’intervention de CFP, puisqu’elles rappellent les observations

initiales de Barbara McClintock sur les délétions terminales chez le maïs (McClintock, 1951).
Ballif et collègues ont proposé un modèle selon lequel une cassure chromosomique, suivie

d’au moins un cycle de CFP, aurait eu lieu dans la lignée germinale avant méiose, conduisant
à la production de gamètes portant un chromosome réarrangé (Ballif et al., 2004b; Ballif et

al., 2003). Il est intéressant de noter qu’un SFA (FRA1A) a été décrit en 1p36, qui pourrait

être impliqué dans le déclenchement de ces évènements, mais il faudra attendre le clonage de
ce site pour confirmer cette hypothèse. L’ensemble de ces travaux indique que la fragilité des

SFC n'est pas restreinte aux cellules somatiques et que leur activation dans la lignée germinale

peut conduire à des maladies héréditaires à transmission mendélienne. Puisque certains sites
rares pourraient être à l'origine de remaniements dans les cancers, il semble donc que les deux

types de sites contribuent à l’apparition de mutations somatiques ou germinales. Ceci est en
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accord avec le fait que dans deux cas au moins, les allèles normaux des sites rares FRA16B et
FRA10B coïncident avec les sites communs FRA16C et FRA10E, indiquant que les

mécanismes moléculaires responsables des cassures pourraient, du moins dans certains cas,
être commun aux deux types de sites (Zlotorynski et al., 2003).
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B) Rôle de l'hypoxie dans l'activation des SFs in vivo : un inducteur physiologique ?

Les SFCs peuvent être activés in vitro par de nombreux stress qui perturbent la
réplication (Aphidicoline, BrdU, MTX…) mais leur mode d’activation in vivo reste plus

débattu. Dans certains cas, la présence de molécules capables de les induire dans

l'environnement (fumée de cigarette, amiante…) ou lors de traitements par chimiothérapie
(Yunis et al., 1987) pourrait expliquer l'activation de ces SFCs in vivo. Cependant, dans

d’autres cas, les causes de cette activation restent incomprises.

L'hypoxie est un paramètre important du microenvironnement des tumeurs solides qui
résulte d'un développement vasculaire insuffisant ou anormal. En effet, la quantité d'oxygène

délivrée aux cellules dépend de la distance les séparant des vaisseaux sanguins. De plus,
l'ouverture (ou la fermeture) de nouveaux vaisseaux produit une alternance de périodes

d'hypoxie et de réoxygénation dans les tumeurs (Hammond et al., 2004). Parce que l'hypoxie

est un activateur physiologique de p53, elle favorise l'expansion des cellules déficientes pour
ce suppresseur de tumeur au cours du développement tumoral (Graeber et al., 1996;

Koumenis et al., 2001).
Dans les systèmes modèles, il a été montré que l’hypoxie induit les phénomènes

d’amplification génique. En effet, lorsque des cellules CHO (hamster chinois) sont carencées

en oxygène avant sélection par le MTX, la fréquence de mutants résistants à cet agent par
amplification du gène dhfr augmente notablement (Rice et al., 1986). Dans le laboratoire, il a

été établi que l'hypoxie active les SFCs (Coquelle et al., 1998) et de ce fait contribue au
déclenchement des cycles de CFP puis à la résolution des ponts anaphasiques formés aux

stades précoces de l’amplification (Coquelle et al., 1997). Ce stress participe également à

l'évolution des dmins (Coquelle et al., 1998), aux réarrangements secondaires des amplicons
et à la formation de remaniements chromosomiques variés (translocations, anneaux,

chromosomes dicentriques) (Coquelle et al., 2002; Coquelle et al., 1998). Quelques sites
sensibles à l'hypoxie ont été cartographiés cytogénétiquement chez le hamster (Coquelle et al.,

1998). Certains semblent colocalisés avec des sites sensibles à l’AP alors que d’autres

paraissent spécifiques de ce stress.
Les mécanismes par lesquels l'hypoxie induit des cassures aux sites fragiles

commencent à être compris. En effet, des études récentes viennent de montrer que dans des

conditions d'hypoxie peu sévères (quelques % d'oxygène), les cellules sont transitoirement
bloquées avant l'initiation de la phase S. Une hypoxie sévère (ou anoxie) entraîne un arrêt de

réplication dépendant d’ATR, au moins partiellement médié par la kinase CHK1 (une des
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cibles d'ATR). L’activation de cette voie de signalisation résulterait de l’apparition d'ADN
simple brin lors de la réplication dans ces conditions de stress (Hammond et al., 2002;

Hammond et al., 2004). La réoxygénation, quant à elle, provoque un grand nombre de DSB
résultant probablement de la formation de ROS (espèce réactive à l'oxygène) qui activent la

voie dépendante d'ATM (Hammond and Giaccia, 2004). Pour des raisons pratiques, les

périodes d'hypoxie sont obligatoirement suivies de périodes de réoxygénation dans nos
expériences et la contribution relative de l'hypoxie et de la réoxygénation dans l'induction des

SFCs n’a pu être déterminée. Cependant, le fait que les cellules déficientes pour la voie ATR,

mais pas les cellules affectées dans la voie ATM, présentent une instabilité chromosomique
accrue au niveau des SFCs (Arlt et al., 2004; Casper et al., 2004; Casper et al., 2002) pourrait

suggérer que l'hypoxie plutôt que la réoxygénation engendre des cassures aux niveau des sites
sensibles aux perturbations de la réplication, mais cela reste à démontrer.

Chez l'homme, aucun site fragile sensible à l'hypoxie n'a encore été localisé, mais la

caractérisation et la cartographie de tels sites seraient particulièrement intéressantes,
notamment pour comparer leur localisation à celle des points chauds de remaniements dans

les cancers. Si certains sites sont spécifiques de l'hypoxie (ou d'un autre inducteur
physiologique encore non identifié), cela pourrait permettre d'expliquer la présence de

remaniements récurrents (translocation, amplification) survenant dans des régions où aucun

SFC n'a été décrit jusqu'à présent.



96

C) Conservation des sites fragiles communs au cours de l'évolution ?

Les sites fragiles sont présents chez toutes les espèces mammifères dans lesquels ils
ont été recherchés (Djalali et al., 1987; Elder and Robinson, 1989; Greenbaum et al., 1994;

Pires et al., 1998; Riggs et al., 1993; Robinson and Elder, 1987; Ronne, 1992, 1995; Ruiz-

Herrera et al., 2004; Ruiz-Herrera et al., 2002; Stone and Stephens, 1993a; Yang and Long,
1993). Avant notre travail, seuls deux SFAs orthologues humains et murins avait été

comparés au niveau moléculaire: FRA3B/Fra14A2 et FRA16D/Fra8E1 (Glover et al., 1998b;

Krummel et al., 2002; Pekarsky et al., 1998). Ces études ont révélé une bonne conservation de
l'organisation globale des régions concernées et de la localisation des sites de cassure par

rapport à l'emplacement des gènes FHIT/fhit et WWOX/wox1, respectivement. Il a été
également montré que certains des points de cassures dans les cancers et des sites

d'intégration virale au niveau de FRA3B correspondent à des régions hautement conservées

chez la souris, ce qui laisse supposer la présence d'une structure particulière impliquée dans la
fragilité de ces régions (Shiraishi et al., 2001). Au cours de ce travail, un nouveau site humain

qui chevauche le gène GRID2, FRA4F, et son orthologue murin, Fra6C1, ont été localisés et
caractérisés au niveau moléculaire. L'organisation des gènes dans les deux régions est très

conservée, ainsi que la position relative des zones préférentielles de cassure par rapport à ces

gènes (Rozier et al., 2004). Nous avons également confirmé des travaux précédents (Denison
et al., 2002) localisant le site FRA4B humain au niveau des gènes PDGFRA et c-KIT. Nous

avons identifié son orthologue, Fra5E1, au niveau de ces mêmes gènes chez la souris. Dans
tous ces exemples, une bonne conservation de séquence a été trouvée au niveau des sites

fragiles orthologues, mais aucun motif particulier (autre que leur richesse en AT) n'a été mis

en évidence ni entre les sites d’une même espèce ni entre les sites orthologues. Le
développement du séquençage et de la couverture en BAC du génome de souris devrait rendre

le clonage de nouveaux sites plus faciles et permettre de vérifier leur conservation.
Pour déterminer si les SFCs ont joué un rôle au cours de l’évolution, ce type d’analyse

comparative a été étendu à d’autres génomes de mammifères, notamment à des espèces

proches. Certaines de ces études sont basées sur des localisations cytogénétiques des sites par
banding et des comparaisons de caryotypes pour identifier les régions homologues (Elder and

Robinson, 1989; Ruiz-Herrera et al., 2004; Ruiz-Herrera et al., 2002; Schmid et al., 1985;

Smeets and van de Klundert, 1990). Dans les études plus récentes, reposant sur la technique
de zoo-FISH, des BACs ou YACs humains ont été utilisés comme sonde sur des métaphases

de différentes espèces de singes pour déterminer plus précisément les régions de synténie.
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Dans la majorité des cas, les résultats montrent que lorsqu’un SFA est présent dans le génome
humain, il est également présent chez le macaque (M. fascicularis), le mandrille (M. sphinx)

ou le capucin (C. apella) (Ruiz-Herrera et al., 2004; Ruiz-Herrera et al., 2005a). De plus, ces
études suggèrent qu’il existe une corrélation entre la localisation des SFCs et celle des

réarrangements chromosomiques survenus au cours l'évolution car certains SFAs humains

sont localisés au niveau, ou à proximité, de points de cassure détectés en comparant le
caryotype humain à ceux des autres primates (Miro et al., 1987; Ruiz-Herrera et al., 2004;

Ruiz-Herrera et al., 2002). Cette hypothèse est en bon accord avec une étude très récente

montrant que 89% des bandes chromosomiques humaines qui constituent des frontières de
segments chromosomiques ancestraux contiennent des SFC ou des séquences pseudo-

télomérique (Ruiz-Herrera et al., 2005b).
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 D) Le point de contrôle G1 tétraploïde après une perturbation de la mitose

Après une perturbation prolongée de la mitose par un traitement par les poisons du
fuseau, de nombreux types de cellules de mammifères sortent de mitose sans se diviser et

rentrent dans la phase G1 suivante avec un noyau tétraploïde (contenant 4 équivalents

génome : 4C), généralement fragmenté (voir Introduction II-5c). Des cellules tétraploïdes,
mais possédant deux noyaux normaux, peuvent apparaître après inhibition de la cytocinèse

par les dérivés de la cytochalasine, qui perturbent le réseau d'actine, ou par la blebbistatine, un

inhibiteur de la myosine II. De façon plus physiologique, la surexpression d'Aurora-A,
d'Aurora-B ou de Plk1 peut également conduire à un échec de la cytocinèse et à la formation

de cellules tétraploïdes binucléées (Meraldi et al., 2002). De nombreuses études
indépendantes ont montré qu'après ces différents traitements, les cellules normales restent

bloquées en phase G1, de façon dépendante de p53 (pour revue (Rieder and Maiato, 2004;

Stukenberg, 2004)). L’ensemble de ces résultats a conduit Margolis et collègues à proposer
l'existence d'un point de contrôle surveillant la ploïdie des cellules en G1 ("G1 tetraploidy

checkpoint") (Andreassen et al., 2001). Ce point de contrôle serait activé par la présence d’un
nombre anormal de chromosomes et/ ou de centrosomes dans ces cellules. Il empêcherait les

cellules polyploïdes de cycler, bloquant ainsi le développement ultérieur de cellules fortement

aneuploïdes.
Cependant des études plus poussées (nos travaux, et (Ciciarello et al., 2001;

Stukenberg, 2004; Uetake and Sluder, 2004; Wong and Stearns, 2005)) suggèrent maintenant
que la ploïdie n'est pas la cause de l'arrêt. Nous avons montré (article 4) que lorsque des

cellules normales humaines ou de rongeurs accumulées en mitose après traitement au

nocodazole sont récupérées (sélection mitotique) puis réensemencées en milieu normal, une
majorité d’entre-elles sont capables de terminer leur mitose, donnant naissance à deux cellules

filles diploïdes. Ces cellules sont cependant arrêtées en G1 dans le cycle suivant le traitement.
Nous avons ensuite montré qu’après perturbation mitotique, les cellules diploïdes comme les

cellules tétraploïdes présentent des cassures dans l'ADN, qui pourraient expliquer l’arrêt de

cellules possédant une voie p53 fonctionnelle. Cette hypothèse est cohérente avec les résultats
d’autres études montrant que l'arrêt des cellules en G1 après exposition à un poison du fuseau

présente de nombreuses caractéristiques moléculaires de l'arrêt résultant de dommages dans

l'ADN (Jimenez et al., 1999; Lanni and Jacks, 1998; Minn et al., 1996). Ciciarello et al. ont
aussi établi qu'un traitement transitoire des cellules de lignées lymphoblastoïdes par des

inhibiteurs du fuseau conduit à une activation de p53 et un arrêt en G1, que les cellules soient
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diploïdes ou polyploïdes après leur sortie de mitose (Ciciarello et al., 2001). De façon
étonnante, nous sommes les seuls à avoir directement cherché, et montré, la présence de

cassures dans les cellules traitées par les poisons du fuseau.
Pour ce qui concerne les échecs de cytocinèse, des résultats récents viennent

également contredire l’hypothèse du " tétraploïde checkpoint ". Uetake et Sluder ont montré

que des cellules tétraploïdes binucléées, obtenues après traitement de fibroblastes possédant
une voie p53 fonctionnelle par de faibles concentrations de cytochalasine sont capables de re-

répliquer leur ADN (Uetake and Sluder, 2004). Wong et Stearns ont établi que les cellules

issues d'une fusion de fibroblastes primaires humains en G1 cyclent normalement, du moins
jusqu’à la mitose suivante (Wong and Stearns, 2005). Toutes ces expériences démontrent que

l'arrêt en G1 observé après traitement des cellules par la cytochalasine (Andreassen et al.,
2001) n'est dû ni à la polyploïdie, ni au nombre anormal de centrosomes, ni à la présence de

deux noyaux par cellule, ni à l'échec de la cytocinèse per se. Dans le cas des traitements aux

fortes doses de cytochalasine, une perturbation irréversible du réseau d'actine pourrait
provoquer des effets secondaires délétères (article 4, (Khan and Wahl, 1998)). De plus, Wong

et collègues ont montré que les traitements utilisés dans de nombreux travaux, incluant ceux
du groupe de Margolis, pour synchroniser les cellules avant traitement par la cytochalasine

induisent des cassures chromosomiques alors que la cytochalasine seule n’en provoque pas

(Wong and Stearns, 2005). Nous avons également trouvé (résultats non publiés) que les
cellules binucléées obtenues après traitement de cellules non synchronisées par la

cytochalasine ne présentent pas de cassures chromosomiques. L’ensemble des données
indique que l'arrêt en G1 observé après traitement par les poisons du fuseau ou les inhibiteurs

de la cytocinèse résulte de mécanismes différents. Les perturbations mitotiques

provoqueraient un arrêt dépendant des cassures alors que le mécanisme de blocage suivant un
échec de la cytocinèse reste mal compris. Comme suggéré ci-dessus, dans certains cas au

moins, l’arrêt observé après traitement par la cytochalasine pourrait résulter d’artefacts dus à
des effets secondaires de la drogue ou aux prétraitements permettant de synchroniser les

cellules.
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E) Conséquences de la perturbation de la mitose : une relation entre l'activation du
point de contrôle, les dommages de l'ADN et l'apoptose ?

Les inhibiteurs du fuseau mitotique (nocodazole, colchicine, vinblastine..) ne sont pas

considérés comme des agents clastogènes, ils sont en particulier négatifs par les tests Ames

(tests de mutagénèse chez les bactéries). Nos expériences montrent cependant qu’ils
entraînent l’apparition de cassures chromosomiques, indépendamment de la dose utilisée,

dans les cellules en G1 après une perturbation prolongée de la mitose. La présence de ces

cassures pourrait provoquer l'arrêt observé en G1 et finalement la mort des cellules normales.
Dans les organismes multicellulaires, les cellules ont développé des réponses spécifiques

permettant la réparation des lésions. Cependant, dans certains cas, la cellule répond à la
présence de cassure par le déclenchement d’un programme de mort cellulaire. Le mécanisme

qui sous-tend ce choix, réparation ou mort cellulaire, n'est pas encore bien compris. Il pourrait

dépendre du niveau d’endommagement du génome, du fait que les lésions sont ou ne sont pas
réparables et de la qualité de la machinerie de réparation.

Nous avons montré qu’après un traitement bref par les poisons du fuseau, une très faible
fraction des cellules présente des cassures. Cette proportion augmente progressivement avec

la durée du traitement, indiquant que le temps pendant lequel la mitose est bloquée joue un

rôle déterminant dans ce processus. Nous avons émis l’hypothèse que la perturbation
prolongée du réseau de microtubules et donc l'activation prolongée du point de contrôle de

mitose, déclenche une signalisation de stress conduisant à la formation des cassures.
Nous avons montré que l'induction de ces cassures par les poisons du fuseau est

dépendante de BubR1, mais pas de Mad2, indiquant un rôle spécifique de la kinase BubR1

dans cette signalisation. Ceci est en accord avec les résultats de Shin et collègues montrant
que la surexpression de BubR1 mais pas celle de Mad2, Mad1 ou Bub3 induit une

augmentation du nombre de cellules apoptotiques dans les cellules HeLa devenues
hyperploïdes en présence de nocodazole (Shin et al., 2003). Il a par ailleurs été montré dans

des cellules HL-60 (lignée de cellules leucémiques) que le déclenchement de l'apoptose par

activation des caspases ne survient qu'après un arrêt prolongé en mitose et qu’il peut être
bloqué par la surexpression de la protéine anti-apoptotique Bcl2 (Gajate et al., 2000). En bon

accord avec les résultats précédents, les populations cellulaires rendues déficientes pour

BubR1 par ARN interférence ou par expression d'un mutant dominant négatif présentent un
nombre réduit de cellules apoptotiques et une augmentation des cellules polyploïdes après

traitement nocodazole (Baek et al., 2003; Shin et al., 2003).
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L’expression de BubR1 à un niveau physiologique n'induisant pas l'apoptose lorsque le
point de contrôle est activé transitoirement (dans les conditions normales de son

fonctionnement), son action pro-apoptotique est très probablement régulée. Il a été proposé
que la survivine, un inhibiteur de la caspase-9 colocalisée au kinétichore avec BubR1 en

mitose, contribue à cette régulation (Shin et al., 2003). Par ailleurs, nous avons détecté des

cassures après traitement par le nocodazole dans les cellules invalidées pour Mad2, bien que
celles-ci échappent rapidement au blocage de mitose, ce qui suggère que Mad2 (directement

ou non) exercerait un effet protecteur par rapport au déclenchement des cassures dans les

mitoses normales.
D’autre part, nous avons observé qu'outre les agents qui dépolymérisent le fuseau, ceux

qui affectent leur dynamique, comme le taxol, induisent également des cassures après une
perturbation prolongée de la mitose. Il serait intéressant de déterminer si ces cassures sont

déclenchées par la même voie et impliquent les mêmes protéines que dans le cas du

nocodazole. La compréhension de l’effet inducteur de BubR1 dans le déclenchement des
cassures, du rôle protecteur de la survivine et de Mad2, ainsi que des relations entre ces

cassures et le déclenchement de l'apoptose nécessitera de poursuivre ce travail.
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F) Relation entre les cassures survenues après traitement prolongé par les poisons du
fuseau et les sites fragiles ?

Nous avons démontré la présence de cassures en phase G1 dans les cellules après une
perturbation prolongée de leur mitose par des traitements par les poisons du fuseau mitotique.

Nous avons établi que ces cassures surviennent dans une fenêtre de temps comprise entre la
fin de la mitose et la phase G1 suivante mais nous ne savons pour l'instant rien de leur

localisation dans le génome. En effet, les cellules normales arrêtent de cycler bien avant

d'atteindre la mitose suivante ce qui rend impossible leur par les techniques cytogénétiques
classiques. Dans les cellules permissives pour la re-réplication, où les métaphases tétraploïdes

peuvent être obtenues, des remaniements chromosomiques plutôt que des cassures ont été
observés. Ces remaniements sont vraisemblablement la conséquence, les traces des cassures

survenues en interphase qui ont été mal réparées, les cassures correctement réparées ne sont

plus visibles. Deux hypothèses sont possibles quant à la localisation des cassures dans le
génome : 1) ces cassures surviennent de façon aléatoire, 2) ces cassures surviennent au niveau

de sites récurrents sensibles aux perturbations mitotiques. Pour tester ces hypothèses, la

détermination cytogénétique de la localisation des cassures en G1 après traitement au
nocodazole ou avec les autres inhibiteurs des microtubules est nécessaire. Elle est

actuellement en cours au laboratoire. Ces expériences nécessitent de pouvoir condenser
précocement les chromosomes. La condensation prématurée des chromosomes (PCC) était

auparavant réalisée par fusion de cellules en mitose et de cellule en interphase mais les

rendements des expériences étaient très faibles. Depuis, des méthodes chimiques de PCC sont
disponibles et notamment l'utilisation de la calyculine A, un inhibiteur spécifique des

phosphatases serine/thréonine de type 1 et 2A, qui permet de condenser les chromosomes
quelle que soit la phase du cycle dans laquelle la cellule se trouve (Alsbeih and Raaphorst,

1999). Si les chromosomes condensés en G2 sont semblables aux chromosomes

métaphasiques, les chromosomes des cellules en G1 sont monochromatidiens et sont
beaucoup plus difficiles à reconnaître. L'utilisation de peinture chromosomique devrait

permettre de faciliter leur identification et de tester la présence ou non de cassures récurrentes.
Il nous faudra aussi vérifier qu'un traitement prolongé au nocodazole ne perturbe pas l'action

de la calyculine A. Dans le cas où les cassures induites par les poisons du fuseau seraient

récurrentes, il serait ensuite intéressant 1) de comparer leur localisation après traitement par
différentes drogues (nocodazole, vinblastine, taxol …), 2) de les comparer à celle connue des

SFC sensibles à l'aphidicoline pour essayer de comprendre leur mécanisme de formation.
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G) Contrôle de la mitose et progression tumorale

Les anomalies chromosomiques sont l'une des caractéristiques les plus anciennement

reconnues des cellules cancéreuses. Certaines cellules tumorales présentent principalement
des variations du nombre des chromosomes (gain ou perte) alors que d'autres présentent des

caryotypes très remaniés associant anomalies de nombre et de structure (Dutrillaux, 1995;
Lengauer et al., 1998). Il est généralement admis que les anomalies de nombre proviennent

d'une mauvaise ségrégation des chromosomes, pouvant résulter de déficiences  du point de

contrôle du fuseau mitotique, d’un problème de séparation des chromosomes ou de cytocinèse
(pour revue (Gisselsson, 2003)). Les anomalies de structure seraient, quant à elles, associées à

des réparations inexactes des DSB et donc favorisées par des défauts des points de contrôle
des dommages ou des systèmes de réparations des cassures (pour revue (Masuda and

Takahashi, 2002)).

De nombreux réarrangements chromosomiques ont été observés après un glissement
mitotique dans les cellules permissives pour la re-réplication (Aardema et al., 1998). Nous

avons montré que le point de contrôle du fuseau couple les problèmes de mitose à la réponse

des dommages de l'ADN et pourrait contribuer à l'apparition de l'instabilité observée dans les
cellules cancéreuses. Ce couplage arrête les cellules normales avant leur entrée en phase S du

cycle tétraploïde. Par contre, les cellules de nombreuses lignées immortalisées et des tumeurs
continuent de cycler et deviennent rapidement aneuploïdes (plusieurs centrosomes présents

dans la cellule pouvant conduire à la formation d’un fuseau multipolaire à la mitose suivante),

et acquièrent en même temps des réarrangements structuraux de leurs chromosomes. Dans des
cellules tumorales permissives pour la re-réplication et ayant conservé une protéine BubR1

fonctionnelle, l’activation prolongée du point de contrôle du fuseau in vivo pourrait conduire
après glissement à la formation en un seul cycle de cellules présentant à la fois des anomalies

de nombre et de structure des chromosomes. Certaines de ces cellules pouvant ainsi acquérir

des anomalies génétiques favorisant leur évolution vers des stades plus agressifs.
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