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IFNγ : interféron gamma 

INK4 : « inhibitors of CDK4 » 

IP : iodure de propidium 

IP3 : inositol tri-phosphate 

IRE : endonucléase de type I (« high inositol-requiring ») 

 

 

J 

JNK : « c-Jun NH2-terminal kinase » 



 14 

 

K 
 

kDa : kilo dalton 
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L 
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LO : lipoxygénase 

LT : leucotriène 

 

 

M 

M : mitose  

MAD2 : « mitotic arrest deficient » 

MAPK : « mitogen-activated protein kinase » 

MEKK1 : « MAP Kinase Kinase Kinase1 » 

Mdm2 : « murine double minute 2 » 

MLS : signal de localisation mitochondrial 
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NF-Y : « nuclear factor Y » 

NIK : « NF-κB-inducing Kinase » 
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ONPG : O-nitrophényl-β-D-galactopyranoside 

OPG : ostéoprotégérine 

Omi : ou HtrA2 
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P 

PAK-2 : « p21-activated kinase » 

PARP : poly (ADP-ribose) polymérase 

PBP : « PPARγ-binding protein » 

PBS : tampon de phosphate de sodium 

PCOX-1 : « partial COX-1 » 

PCR : réaction de polymérisation en chaîne 

PDGF : « platelet derived growth factor » 

PERK : « PKR (double stranded RNA-dependent protein kinase)-like ER kinase 

PG : prostaglandine 

PIG : « p53 inducible genes » 

PIKK : « phosphatidylinositol 3-kinase related kinase » 

PKA : protéine kinase A 

PLA2 : phospholipase 2 

PLAD : « preligand assembly domain » 

PlK3: « Polo-like Kinase 3 » 

PMA : « phorbol 12-myristate 13-acetate » 

PPAR : « peroxisome proliferator-activated receptors » 

PPRE : « peroxisome proliferator response element » 

pRb : protéine du rétinoblastome 

Pu : base purique 

PUMA : « p53-upregulated modulator of apoptosis » 

PVDF : polyvinylidène difluoride 

Py : base pyrimidique 

 

 

R 

RAIDD : « RIPK1 Domain containing Adapter with DD » 

RbaK : protéine de la famille « KRAB-Zinc-Finger » 

RE : réticulum endoplasmique 

RIP : « receptor-interacting protein » 

RIZ : « Rb-interacting zinc-finger protein » 

RLB : « Reporter Lysis Buffer » 

RLO : radicaux libres oxygénés 

RNase : « ribonucléase » 

RT : transcription réverse 

RXR : récepteurs de l’acide rétinoïque 9-cis 

 

 

S 

SAM : « sterile alpha motif » 

SdFFF : « sedimentation field flow fractionation » 

SDS : sodium dodécyl sulfate 
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SDS-PAGE : électrophorèse sur gel de poly-acrylamide en présence de SDS 

SIDA : syndrome d’immunodéfiscience acquise 

SIMP : « soluble inter membrane mitochondrial proteins » 

Smac : « Second Mitochondria-derived Activator of Caspase) » 

SMN : « survival motor neuron » 

SVF : sérum de veau fœtal 

 

 

T 

TBP : « TATA box-binding protein » 

TBS : tampon tris salin 

TGFβ : « tumor growth factor β » 

TNF : facteur nécrosant des tumeurs 

TNF-R1 : « TNF receptor 1 » 

TRADD : « TNF-R-associated death domain » 

TRAF : « TNF-R-associated factor » 

TRAIL : « tumor necrosis factor-related apoptosis inducing ligand » 

TX : thromboxane 

 

 

U 

URF : unité relative de florescence 

URL : unité relative de luminescence 

 

 

V 

VDAC : canal anionique voltage-dépendant 

VIH : virus de l’immunodéficience humaine 

 

 

X 

XAF-1 : « XIAP associated factor » 

XIAP : « X-chromosome-linked inhibitor of apoptosis protein » 
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La prolifération cellulaire est un mécanisme étroitement contrôlé qui répond à des besoins 

particuliers de l’organisme. Chez l’adulte, la naissance de nouvelles cellules et la mort d’autres 

cellules se compensent selon un état stationnaire dynamique. Certaines cellules se renouvellent 

rapidement alors que d’autres ne survivent que quelques jours avant d’être remplacées. Les 

cellules du foie sont pratiquement immortelles alors que les cellules nerveuses sont 

progressivement détruites. Lorsque le contrôle de la prolifération cellulaire est altéré et que cette 

prolifération incontrôlée se transmet aux cellules filles, il apparaît alors plusieurs cellules 

immortelles qui finissent par former une tumeur. Les évènements génétiques et physiologiques qui 

font perdre à la cellule la maîtrise de son cycle et qui amorcent la prolifération anarchique de la 

cellule sont donc très étudiés. La principale cause de cette prolifération incontrôlée est la 

transformation de proto-oncogènes en oncogènes. 

L’apoptose ou mort cellulaire programmée est un processus physiologique par lequel des 

cellules surnuméraires ou dysfonctionnelles sont éliminées de l’organisme. Elle est donc 

nécessaire au développement et au maintien du bon fonctionnement de tout organisme vivant 

puisqu’elle joue un rôle important dans l’embryogénèse, dans les changements morphologiques, 

dans l’homéostasie cellulaire, dans l’atrophie, dans le système immunitaire, dans la réparation des 

tissus mais aussi dans la régression des tumeurs. Malheureusement, le dérèglement de la mort 

cellulaire par apoptose (défaut d’induction ou excès) est impliqué dans la physiopathologie de 

nombreuses maladies (cancers, maladies neurodégénératives, SIDA). La prolifération aberrante 

des cellules lors de la carcinogénèse peut également être le résultat d’un dérèglement dans le 

contrôle du cycle cellulaire. En effet, les cellules peuvent se dupliquer en générant des aberrations 

génétiques causées par une déficience du système de contrôle du cycle cellulaire. 

L’utilisation de cellules en culture a permis de mieux comprendre le fonctionnement des 

cellules cancéreuses. En effet, il est possible in vitro d’étudier l’effet d’agents cancérigènes, les 

conditions de prolifération des cellules cancéreuses ou encore d’induire une inhibition de la 

prolifération des cellules. En effet, la recherche et l’étude de nouvelles molécules thérapeutiques 

capables d’arrêter la prolifération de cellules cancéreuses sont parmi les principaux buts de la 

recherche fondamentale en cancérologie. Ces molécules qu’elles soient naturelles ou synthétiques 

sont généralement sélectionnées pour leurs effets anti-prolifératifs sur des lignées cancéreuses en 

culture. L’action de telles substances sur des cellules cancéreuses peut résulter d’un blocage du 

cycle cellulaire ou encore de l’induction de l’apoptose. 

La diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine sont des stéroïdes de structure voisine extraits 

de différents végétaux. Ces molécules sont de plus en plus étudiées dans le domaine biologique en 
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raison de leur diversité structurale, de leurs activités biologiques et de leur faible toxicité. 

L’objectif de notre étude est de montrer les effets anti-prolifératifs de ces stéroïdes végétaux sur 

différentes lignées cancéreuses (ostéosarcome, laryngocarcinome et mélanome). 

Après une étude bibliographique sur l’apoptose, sur les différentes voies d’induction de 

l’apoptose ainsi que sur le cycle cellulaire et son contrôle, nous aborderons le rôle de la 

cyclooxygénase-2 dans l’organisme et surtout dans les cancers. De plus, nous décrirons brièvement 

les stéroïdes végétaux que nous avons étudiés. 

Nous avons réalisé une première étude qui compare les effets de stéroïdes végétaux de 

structure proche (diosgénine, hécogénine, tigogénine) sur la prolifération des cellules 1547 

d’ostéosarcome humain. Une deuxième étude est consacrée aux effets de la diosgénine sur la 

prolifération de deux autres types de cellules cancéreuses : laryngocarcinome humain (HEp-2) et 

mélanome humain (M4Beu). 

Après avoir décrit les matériels et méthodes, nous exposerons les résultats obtenus sur la 

prolifération, l’activité de la cyclooxygénase-2, l’apoptose et le cycle cellulaire des cellules 1547 

après traitement par la diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine. 

Après avoir montré que la diosgénine avait un effet anti-prolifératif plus important que 

celui de l’hécogénine et de la tigogénine, nous exposerons les résultats obtenus sur les cellules 

HEp-2 et les cellules M4Beu traitées par la diosgénine. 
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I- L’Apoptose 

L’apoptose ou mort cellulaire programmée est un processus physiologique par lequel des 

cellules surnuméraires ou dysfonctionnelles disparaissent de l’organisme. 

Les processus de mort cellulaire peuvent être programmés ou non. Une mort cellulaire non 

programmée est le résultat d’une exposition de la cellule à un produit toxique ou d’une lésion 

primaire de la membrane externe de la cellule. La mort cellulaire survenant pendant le 

développement embryonnaire est dite «programmée» à la fois quant à sa survenue dans 

l’organisme, et quant à son déroulement dans la cellule. 

La mort cellulaire programmée est nécessaire au développement et au maintien du bon 

fonctionnement de tout organisme vivant. Depuis le milieu du XIXe siècle, il est connu que la 

disparition d’une cellule résulte d’une capacité à s’autodétruire et non de l’incapacité à résister aux 

agressions externes mais ce n’est que depuis moins de trente ans que la mort cellulaire est 

considérée par les biologistes comme une fonction à part entière. Le mot «apoptose» a été introduit 

en 1972 par Kerr et al. et désigne une séquence d’altérations morphologiques comprenant une 

condensation du cytoplasme et du noyau, une fragmentation de l’ADN, un bourgeonnement de la 

membrane plasmique et une perte de l’asymétrie membranaire, notamment l’externalisation de la 

phosphatidylsérine membranaire. Ensuite, les recherches sur la mort cellulaire se sont accélérées 

grâce au travail de Horvitz et al. (1983) sur le développement du nématode Caenorhabditis 

elegans, qui a permis d’identifier l’existence d’un programme moléculaire permettant aux cellules 

de déclencher leur mort. Les travaux sur l’apoptose se sont étendus à l’homme et ont mis en 

évidence l’existence de deux voies principales d’induction de l’apoptose : la voie intrinsèque (ou 

mitochondriale) et la voie extrinsèque (ou des récepteurs de mort). 

 

1. Approches génétiques de la mort cellulaire programmée 

Au cours du développement de C. elegans, 131 cellules sur 1090 meurent au cours d’un 

processus faisant intervenir quatre protéines clés, chacune correspondant maintenant à une famille 

de gènes chez les mammifères. Horvitz et al. (1983) ont mis en évidence dans cet organisme des 

mutations pouvant prévenir la mort cellulaire. Deux des principaux gènes mutés ont été nommés 

ced-3 et ced-4 (Horvitz et al., 1983). Différentes techniques ont permis de déterminer que ced-3 

codait pour une cystéine protéase, dont un homologue chez la souris est la cystéine protéase ICE 

pour «interleukin-1β converting enzyme» (Miura et al., 1993), ce qui a conduit à la description de 
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plusieurs membres de la même famille appelés caspases. L’activation des caspases est sous le 

contrôle de la protéine codée par le gène ced-4 chez C. elegans et de son homologue Apaf-1 chez 

les mammifères (Zou et al., 1997). Un autre gène découvert par Horvitz et al. (1983) est ced-9 qui 

code pour une protéine contrôlant la survenue de la mort. Cette protéine appartient à la famille Bcl-

2 et interagit avec la protéine Ced-4, protéine pro-apoptotique, empêchant l’activation de Ced-3, 

protéine exécutrice. La mort cellulaire est déclenchée quand la protéine EGL-1, protéine pro-

apoptotique, se lie à la protéine Ced-9 et l’inactive, libérant ainsi Ced-4 qui peut alors 

s’oligomériser avec Ced-3 et provoquer son auto-activation. 

Au début des années 1990, une approche systématique de la mort cellulaire a été entreprise 

chez la drosophile. White et al. (1994) ont démontré que ce processus intervenait lors du 

développement de la drosophile et que les cellules mortes présentaient les caractères 

morphologiques d’une apoptose faisant intervenir les caspases. Plusieurs gènes impliqués dans le 

contrôle de la mort cellulaire ont été découverts, reaper, hid et grim (Goyal et al., 2000). Les trois 

protéines correspondantes ont une homologie de séquence en N-terminal. Ce domaine permet leur 

association à des protéines inhibitrices de l’apoptose ou IAP, qui inhibent l’activation des caspases. 

Aucun homologue structural de reaper, Hid et grim ne sont connus chez C. elegans ou chez les 

mammifères. Cependant, chez les mammifères la molécule appelée Smac/DIABLO (Du et al., 

2000 ; Verhagen et al., 2000) et la sérine protéase Omi/HtrA2 (Martins et al., 2002) libérées par la 

mitochondrie peuvent se lier aux IAP et semblent jouer un rôle homologue à celui de reaper, hid et 

grim. D’autre part, un homologue du domaine de mort FADD (Hu et Yang, 2000) ont également 

été décrits chez la drosophile, ce qui suppose l’existence d’une voie de mort relayée par des 

récepteurs. 

Les cellules de mammifères expriment plusieurs membres de chacune des quatre familles 

de protéines décrites chez C. elegans (Ced-4 et EGL-1, protéines pro-apoptotiques ; Ced-3, 

protéine exécutrice, et Ced-9, protéine anti-apoptotique) et ont ainsi élaboré des réseaux complexes 

de signalisation conduisant à la mort cellulaire. D’autres types de gènes impliqués dans la mort 

cellulaire ont été identifiés. C’est le cas de la DAP-kinase (Deiss et al., 1995), protéine kinase 

ayant une spécificité sérine/thréonine comprenant également une région sous le contrôle de la 

calmoduline et un domaine de mort. Son expression semble diminuée dans certaines tumeurs à fort 

pouvoir métastatique et elle s’oppose à la transformation induite par un oncogène en activant un 

point de contrôle du cycle cellulaire contrôlé par p19ARF/p53 (Raveh et al., 2001). De plus, la 

DAP-kinase, par son domaine de mort, est nécessaire à la mort cellulaire induite par les récepteurs 

Fas ou TNF-R1 («TNF receptor 1»), ainsi qu’à la mort induite par TGFβ («transforming growth 
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factor β»). Dans tous les cas, son activité s’exerce en amont des événements mitochondriaux. 

 

2. Rôles physiologiques de l’apoptose 

L’apoptose (ou mort cellulaire programmée) joue un rôle important dans l’embryogénèse, 

dans les changements morphologiques, dans l’homéostasie cellulaire, dans l’atrophie et la 

réparation des tissus et dans la régression des tumeurs. 

En effet, au cours du développement animal, de nombreuses structures sont formées mais 

sont ensuite détruites par apoptose. C’est le cas du canal de Müller qui est détruit chez les hommes, 

du canal de Wolff, à l’origine de l’appareil reproducteur mâle, qui est détruit chez la femme. Il en 

est de même pour les tubules pronéphriques utilisés par les poissons et les amphibiens qui ne sont 

pas utiles chez les mammifères ainsi que pour les cellules présentes au niveau des espaces 

interdigitaux. 

Dans le système immunitaire, l’apoptose joue un rôle crucial dans la sélection des 

lymphocytes T (délétion des lymphocytes T et B auto-immuns) et dans la suppression des cellules 

T lors de la dernière phase de la réponse immunitaire. 

De plus, au cours du développement du système nerveux central chez les vertébrés, environ 

50% des neurones dégénèrent au cours de la période périnatale. Ce phénomène est en partie 

contrôlé par des facteurs trophiques spécifiques. La survie des neurones dépendrait de leur capacité 

d’accéder à une quantité suffisante de facteurs neurotrophiques (Raff et al., 1993). 

 

3. Aspects pathologiques de l’apoptose 

Le dérèglement de la mort cellulaire par apoptose est impliqué dans la physiopathologie de 

nombreuses maladies. L’apparition de cellules tumorales ou la persistance de clones 

lymphocytaires auto-réactifs (maladies auto-immunes) peuvent être la conséquence d’un défaut 

dans le processus de mort. Au contraire, une mort excessive des cellules neuronales est observée 

dans certaines maladies neuro-dégénératives comme l’amyotrophie spinale et la chorée de 

Huntington. Le même phénomène est à l’origine de certaines pathologies provoquées par des 

infections virales comme le SIDA (syndrome d’immunodéficience acquise) dans lequel le VIH 

(virus de l’immunodéficience humaine) induit l’apoptose des cellules lymphocytaires T auxiliaires 

nécessaires pour activer les lymphocytes T cytotoxiques (Saikumar et al., 1999). Le dérèglement 

de l’apoptose est souvent la conséquence de mutations héréditaires ou acquises de gènes qui 

participent à l’apoptose ou qui activent ce processus. 
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 3. 1. Les mutations germinales 

Les mutations germinales sont le plus souvent responsables d’affections 

lymphoprolifératives et neurodégénératives. Ces mutations touchent plus fréquemment les voies de 

signalisation en aval des récepteurs de mort que la voie mitochondriale de l’apoptose. Un exemple 

de pathologie liée à une ou plusieurs altérations génétiques de la voie Fas (CD95)/Fas-L est le 

syndrome de Canale-Smith encore appelé syndrome auto-immun lymphoprolifératif (Wu et al., 

1996). L’amyotrophie spinale, maladie neuro-dégénérative, est due à des mutations au niveau de 

gènes codant pour les protéines SMN («survival motor neuron») et NAIP («neuronal apoptosis 

inhibitory protein»). La protéine SMN interagit dans le cytoplasme avec la protéine Bcl-2 dont elle 

renforce l’activité anti-apoptotique, propriété qui est perdue chez les sujets malades (Burghes et 

al., 2001). Dans le noyau, SMN joue un rôle essentiel dans la transcription et la maturation des 

ARNm. D’autre part, la protéine NAIP fait partie de la famille des IAPs, capables d’inhiber 

l’activité des caspases (Verhagen et al., 2001). 

 

 3. 2. Les mutations somatiques 

Les mutations somatiques contribuent en général à la tumorigénèse ou à la progression 

tumorale. Il peut s’agir d’une altération de la séquence d’un gène ou de modifications 

épigénétiques ou post-traductionnelles. L’expression anormale d’une ou de plusieurs protéines 

induit une résistance à l’apoptose. Les protéines codées par ces gènes ont des fonctions variées 

comme la détection de dommages cellulaires (p53), le contrôle de l’activité mitochondriale de 

l’apoptose (Bcl-2, Bax, Bak) ou le contrôle de la voie post-mitochondriale (molécule adaptatrice 

Apaf-1, caspases, protéines IAP).  

p53 est une protéine nucléaire essentielle au contrôle du cycle cellulaire, de la réparation de 

l’ADN et de l’apoptose induite par divers stress cellulaires (hypoxie, expression anormale d’un 

oncogène et altérations de l’ADN). Le gène p53 est muté dans la moitié des tumeurs humaines 

(Vousden, 2000). Plusieurs gènes sont régulés par la protéine p53, c’est le cas du gène codant pour 

la protéine p21 qui, une fois activée, arrête la progression du cycle cellulaire en phase G1 

favorisant ainsi la réparation de l’ADN (el-Deiry et al., 1993). D’autres gènes impliqués dans 

l’apoptose sont régulés par la protéine p53 : les gènes PIG ou «p53 inducible genes», les gènes 

codant pour les protéines Bax, Apaf-1 ou les récepteurs de mort Fas et DR5.  

Bax est une protéine pro-apoptotique, membre de la famille Bcl-2, dont l’expression est très 

souvent inhibée notamment dans les cancers colorectaux. Les protéines de cette famille contrôlent 
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le relargage de protéines pro-apoptotiques de l’espace intermembranaire mitochondrial vers le 

cytosol, une étape-clé de la voie mitochondriale de l’apoptose. Lorsque p53 est mutée, le gène de 

la protéine Bax ne peut être transcrit et la voie de signalisation conduisant à la mort est, au moins 

en partie, interrompue. Il en est de même si p53 est fonctionnelle mais si le gène Bax est muté 

(Jones, 2001). 

La surexpression de protéines anti-apoptotiques comme Bcl-2 peut également entraîner un 

dérèglement de la voie de signalisation apoptotique. D’autres types de mutations somatiques 

peuvent se produire, c’est le cas des mutations des récepteurs de mort comme Fas, TRAIL, DR4 ou 

DR5, ces trois derniers ayant été identifiés dans des cancers du sein métastatiques (Shin et al., 

2001). Ces mutations pourraient contribuer au développement des tumeurs en favorisant 

l’échappement des cellules malignes aux cellules du système immunitaire (Rozenfeld-Granot et 

al., 2001). 

Des modifications épigénétiques participent également au développement des cancers humains. En 

effet, l’hyperméthylation de la région promotrice de certains gènes favorise le recrutement d’une 

histone déacétylase, qui inhibe alors leur expression. C’est le cas du gène de la caspase-8 qui, une 

fois méthylé, confère aux cellules une résistance à l’apoptose induite par la voie des récepteurs de 

mort. De la même façon, le gène codant pour Apaf-1 ne s’exprime plus lorsqu’il est méthylé. Par 

conséquent, l’interaction entre Apaf-1 et la caspase-9 ne peut plus se faire et l’induction de la voie 

apoptotique mitochondriale est inhibée ; cette méthylation confère alors une résistance des cellules 

tumorales aux agents cytotoxiques. 

 

4. Acteurs moléculaires majoritaires de l’apoptose 

 4.1. Les caspases 

Les caspases sont des cystéines protéases pouvant intervenir dans le processus de mort 

cellulaire après stimulation des cellules par différents facteurs comme des molécules chimiques, 

des signaux physico-chimiques (UV, rayons gamma) ou la privation en facteurs de croissance. 

Elles ont un rôle primordial dans l’initiation et dans l’exécution de l’apoptose. Le terme caspase a 

été proposé par Alnemri et al. (1996), le « C » représente la cystéine du site actif et « aspase » 

définit la spécificité stricte de clivage des substrats de cette famille de protéases après un acide 

aspartique. 

Une autre protéase connue pour avoir la même spécificité est le Granzyme B, une sérine 

protéase contenue dans les granules des cellules cytotoxiques qui initie la mort par apoptose des 

cellules cibles. 
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  4.1.1. Structure et activation des caspases 

La première caspase, la caspase-1 ou ICE a été mise en évidence chez les mammifères par 

homologie avec la protéine pro-apoptotique ced-3 identifiée chez C. elegans (Miura et al., 1993) ; 

14 caspases différentes ont été mises en évidence jusqu’à présent. 

Toutes les caspases ont une structure conservée et sont synthétisées sous forme de 

précurseurs inactifs ou zymogènes. Les caspases sont constituées d’un pro-domaine de taille et de 

séquence variables localisé dans la partie amino-terminale de la protéine, d’une grande sous-unité 

(20 kda) située au milieu de la molécule et d’une petite sous-unité (10 kda) localisée dans la partie 

carboxy-terminale. Certains membres de la famille des caspases possèdent un domaine de liaison 

entre la grande et la petite sous-unité. Le domaine N-terminal semble jouer un rôle dans les 

interactions protéines-protéines et donc dans la régulation de l’activation de ces enzymes 

(Thornberry, 1998) (Figure 1). 

L’activation des caspases passe par le clivage protéolytique de la forme zymogène au 

niveau de deux sites consensus, permettant de couper le pro-domaine et de séparer les deux sous-

unités. Les caspases peuvent s’autocliver et activer d’autres caspases ou substrats formant alors 

une cascade enzymatique permettant d’amplifier et d’intégrer les signaux pro-apoptotiques 

(Thornberry et Lazebnik, 1998 ; Thornberry, 1998). Les deux sites consensus diffèrent selon les 

caspases mais le clivage se fait toujours après la liaison Asp-X (Figure 1). Bien que la grande sous-

unité contienne le domaine catalytique, son activité nécessite la liaison à la petite sous-unité. En 

effet, les études par cristallographie révèlent que les caspases actives sont sous forme de tétramères 

formés par l’association de deux hétérodimères, contenant deux sites catalytiques indépendants 

(Wilson et al., 1994). L’activation des caspases est un évènement précoce se produisant au cours 

de l’apoptose et l’inhibition de ces caspases par des protéines virales ou par des peptides 

spécifiques empêche l’apparition des caractéristiques morphologiques de l’apoptose alors que 

l’administration de caspases recombinantes dans des cellules induit leur mort par apoptose 

(Thornberry et al., 2000). 
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Fig. 1 : Activation des caspases (D’après Amarante- Mendes et Green,  1999) 
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  4.1.2. Les différentes classes de caspases 

Toutes les caspases ne sont pas des molécules effectrices du processus de mort. En effet, 

seules les caspases-3, -6, -7 et -14 ayant un pro-domaine court sont directement impliquées dans 

l’exécution de l’apoptose alors que les caspases-2, -8, -9, et -10 à pro-domaines longs sont des 

molécules initiatrices ou régulatrices (Figure 1). Ces dernières fonctionnent comme des molécules 

de signalisation, elles sont en effet recrutées au niveau de complexes protéiques par l’intermédiaire 

de leur pro-domaine et sont capables par autoactivation de transduire le signal et d’activer les 

caspases effectrices. Il est désormais connu que les caspases-8 et -10 sont activées par la voie des 

récepteurs de mort alors que la caspase-9 est activée par la voie apoptotique mitochondriale 

(Amarante-Mendes et Green, 1999 ; Gupta, 2003). Cette différence dans le rôle des caspases est 

liée à la présence de motifs d’interactions protéines-protéines, tels que les domaines DED pour 

«death effector domain» (caspase-8 et -10) ou CARD pour «caspase recruitement domain» 

(caspase-1, -2, -4 et -9) au niveau du pro-domaine. En effet, les caspases-8 et -10 contiennent des 

DEDs capables de se lier par liaison homophile à d’autres DEDs présents sur des molécules 

adaptatrices. Le domaine CARD contenu dans les pro-domaines des caspases-1, -2, -4 et -9 leur 

permet de la même manière de s’associer à d’autres caspases ou à d’autres molécules adaptatrices. 

Certaines caspases comme les caspases-1, -4, -5, -11, -12 et -13 semblent être des caspases 

impliquées dans l’inflammation probablement en induisant le clivage de cytokines pro-

inflammatoires comme l’interleukine-1 et l’interleukine-18. La caspase-12 bien qu’elle soit une 

caspase inflammatoire a été récemment décrite comme la caspase médiant l’apoptose à partir d’un 

stress au niveau du réticulum endoplasmique (Oyadomari et al., 2002). 

 

  4.1.3. Principaux substrats des caspases et conséquences de leur clivage 

Plusieurs substrats des caspases ont été identifiés et l’un des mécanismes les plus étudiés 

est l’activation des nucléases conduisant à la fragmentation de l’ADN. Ces nucléases coupent 

l’ADN génomique entre les nucléosomes pour générer des fragments de 180 paires de bases. Ces 

nucléases portent le nom de DFF pour facteur de fragmentation de l’ADN chez l’homme et CAD 

pour «caspase activated-DNase» chez la souris. Elles existent dans la cellule sous forme de 

complexe inactif parce qu’elles sont liées à une sous-unité inhibitrice. La nucléase DFF40 est 

complexée à la protéine inhibitrice DFF45 chez l’homme et chez la souris CAD est complexée à 

ICAD. L’activation de ces endonucléases se produit pendant l’apoptose par clivage de la sous-

unité inhibitrice par la caspase-3 (Figure 1). L’endonucléase ainsi libérée va générer des fragments 
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d’ADN de 180 paires de base (Samejima et al., 2001). Toutefois, il apparait que dans certaines 

formes d’apoptose, cette fragmentation internucléosomale de l’ADN soit remplacée par une 

fragmentation de haut poids moléculaire (Kaufmann et al., 2000). 

Certains membres de la famille Bcl-2 peuvent également être clivés pour être activés, c’est 

le cas de la protéine Bid clivée par la caspase-8 dans certaines conditions (Li et al., 1998 ; Luo et 

al., 1998) (Figure 1). 

D’autres évènements comme le clivage des lamines par les caspases expliquent la 

condensation nucléaire observée au cours de l’apoptose (Buendia et al., 1999). La perte de la 

morphologie cellulaire est probablement la conséquence du clivage de protéines du cytosquelette 

comme la fodrine et la gelsoline (Kothakota et al., 1997) et l’apparition de bourgeonnements 

membranaires semble être provoquée par le clivage de PAK-2 («p21-activated kinase») au niveau 

de la sous-unité régulatrice et au niveau de la sous-unité catalytique, permettant ainsi son 

activation (Rudel et Bokoch, 1997) (Figure 1). Près de 100 substrats de caspases ont été rapportés 

jusqu’alors indiquant la complexité du phénomène de mort par apoptose. 

Un autre substrat très étudié est la poly (ADP-ribose) polymérase ou PARP (Dantzer et al., 

1999). Cette protéine enzymatique est constituée d’un domaine amino-terminal de liaison à l’ADN 

contenant deux motifs en doigts de zinc, un domaine central et un domaine carboxy-terminal 

catalytique. Dans des conditions normales, l’enzyme inactive réside dans le nucléoplasme et, en 

réponse à des lésions sur l’ADN, PARP est recrutée. Elle devient active en se liant à l’ADN et 

permet alors la réparation de l’ADN en synthétisant de longs polymères d’ADP-ribose. Elle fait 

partie de la superfamille des enzymes utilisant le NAD+ (nicotinamide adénine dinucléotide) 

comme substrat pour transférer l’ADP-ribose sur les protéines « acceptrices ». Contrairement à la 

mono (ADP-ribosyl) transférase, la PARP peut générer au moins 200 unités d’ADP-ribose comme 

le font les toxines bactériennes. La PARP semble jouer un rôle important au cours de l’apoptose 

ainsi qu’au cours de la nécrose. Pendant l’apoptose, la PARP est clivée par des protéases telles que 

les caspases-3, -7 ou -9, ce qui sépare le domaine de liaison à l’ADN du domaine catalytique 

(D’Amours et al., 1999) (Figure 1). Le domaine de liaison à l’ADN peut par conséquent, en se 

fixant sur l’ADN, empêcher toute autre réparation. Néanmoins, étant donné que la synthèse d’un 

grand nombre d’unités ADP-ribose nécessite une consommation importante de NAD+, l’activité 

excessive de PARP peut provoquer une déplétion de ce dinucléotide dans la cellule et perturber le 

métabolisme énergétique de la cellule en limitant la synthèse d’ATP (D’Amours et al., 1999 ; 

Simbulan-Rosenthal et al., 1999). Lorsque l’ADN est peu endommagé, la PARP peut réparer 
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l’ADN mais lorsque les lésions sur l’ADN sont sévères, la PARP est surexprimée et la quantité de 

NAD+ dans la cellule diminue fortement conduisant donc à une importante déplétion en énergie 

dans la cellule amenant celle-ci à une mort par nécrose. Récemment quatre nouveaux gènes codant 

pour la PARP ont été découverts (Dantzer et al., 1999). La famille PARP est donc constituée de la 

protéine PARP-1 (première protéine mise en évidence), de PARP-2 ayant un rôle majoritaire dans 

la protection du génome, de PARP-3, de VPARP jouant un rôle dans le transport cellulaire et enfin 

de tankyrase jouant un rôle dans la réplication du télomère. 

 

 4.2. Les membres de la famille Bcl-2 

  4.2.1. Structure 

Les membres de la famille Bcl-2 (« B-cell leukemia/lymphoma 2-like proteins ») sont des 

régulateurs de l’apoptose. Cette famille, contenant environ 15 membres, peut être divisée en 2 

groupes en fonction de leur activité : les protéines possédant une activité anti-apoptotique et les 

protéines possédant une activité pro-apoptotique. 

Ces deux groupes diffèrent par leur structure mais quatre régions sont communes et 

conservées, il s’agit des domaines BH pour « Bcl-2 homology ». Les régions BH1, 2 et 3 forment 

la poche hydrophobe capable de lier un domaine BH3 appartenant à une autre protéine, le domaine 

BH3 étant une hélice α amphipathique (Gross et al., 1999) (Figure 2). 

Les membres de la famille Bcl-2 qui sont anti-apoptotiques comme Bcl-2, Bcl-XL, Bcl-w, Mcl-1, 

A1/BFL-1 et BOO/DIVA contiennent les domaines BH1, 2, 3 et 4 (Figure 2). Les membres pro-

apoptotiques se divisent en 2 sous-groupes, ceux qui possèdent les 3 domaines (BH1, 2 et 3) 

comme Bax, Bak, Bok/MTD et ceux qui possèdent uniquement le domaine BH3 comme Bid, Bad, 

Bik/NBK, BLK, HRK, BIM (BOD) encore appelés « BH3-only proteins » ; la région BH3 semble 

être fortement impliquée dans l’activité pro-apoptotique (Figure 2). La région BH4 et les 

séquences proches, présentes dans les protéines anti-apoptotiques uniquement, peuvent être 

phosphorylées. Par complexation avec d’autres protéines, comme la calcineurine, ce domaine 

permet de faire un lien avec d’autres voies que l’apoptose (Shibasaki et al., 1997). Toutes les 

protéines de la famille Bcl-2 contiennent un domaine carboxy-terminal hydrophobe de 20 acides 

aminés permettant leur ancrage dans la membrane intracellulaire en majorité au niveau de la 

mitochondrie mais aussi au niveau du réticulum endoplasmique et du noyau (Krajewski et al., 

1993) (Figure 2). 
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Fig. 2 : Les membres de la famille Bcl-2 (d’après G ross et al., 1999) 
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  4.2.2. Régulation des membres de la famille Bcl-2 

Les membres de la famille Bcl-2 sont régulés transcriptionnellement et post-

traductionnellement par des cytokines ou des facteurs de survie ou de mort. Outre les processus de 

dimérisation permettant aux protéines de s’activer (homodimérisation) ou de s’inhiber 

(hétérodimérisation), d’autres phénomènes comme des modifications post-traductionnelles 

(phosphorylations ou protéolyses) permettent de réguler l’activité de certains membres de cette 

famille. 

Une hyperphosphorylation de Bcl-2 semble altérer son activité anti-apoptotique dans certaines 

cellules (Chang et al., 1997). La kinase susceptible de phosphoryler Bcl-2 pourrait être la c-Jun N-

terminal Kinase (JNK), kinase activée par un stress. 

Bad est une protéine pouvant se lier à Bcl-XL et inhiber son activité anti-apoptotique, cette liaison 

n’est permise que si le site de liaison de Bad est déphosphorylé. Plusieurs kinases peuvent 

phosphoryler Bad. C’est le cas de la protéine Akt/PKB/RAC qui est une sérine thréonine kinase 

agissant en amont de la kinase de l’inositol tri-phosphate (IP-3) (Zha et al., 1996) et de la kinase 

dépendante de l’AMPc (PKA) (Harada et al., 1999). 

La protéine Bid (22 kDa) est un substrat de la caspase-8 et doit être clivée pour être active. Le 

fragment C-terminal de 15 kDa généré par la protéolyse peut ainsi s’insérer au niveau de la 

membrane mitochondriale et permettre l’activation de la voie mitochondriale amplifiant ainsi le 

signal de mort initié par la voie des récepteurs (Li et al., 1998 ; Luo et al., 1998). 

Un autre processus permet à Bim d’interagir avec Bcl-2 et de favoriser l’induction de l’apoptose 

après certains stimuli. Bim est une protéine localisée au niveau du complexe dinéine-microtubule 

dans les cellules intactes. Après certains signaux de mort, elle se dissocie du complexe et se 

transloque dans la mitochondrie sans être clivée (Puthalakath et al., 1999). La protéine pro-

apoptotique Bax peut être induite par p53 dans certains types cellulaires. 

 

  4.2.3. Mode d’action 

La plupart de ces petites protéines peuvent donc se dimériser, ce qui se produit souvent 

entre protéines pro-apoptotiques et protéines anti-apoptotiques. La régulation de l’apoptose par ces 

protéines résulte par conséquent du niveau d’expression entre protéines pro- ou anti-apoptotiques, 

les cellules exprimant plus de protéines pro-apoptotiques seront sensibles à la mort, les autres 

seront résistantes (Hengartner, 2000). 

La fonction principale de ces régulateurs est de contrôler la libération de facteurs pro-apoptotiques, 

comme le cytochrome c, de l’espace intermembranaire mitochondrial vers le cytosol. En effet, 
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l’addition de protéines pro-apoptotiques est suffisante pour induire le relargage du cytochrome c, 

alors que l’addition de protéines anti-apoptotiques prévient ce relargage (Gross et al., 1999 ; 

Antonsson et Martinou, 2000). De plus, des inhibiteurs de caspases n’altèrent pas le relargage du 

cytochrome c, ce qui suppose que les caspases ne sont pas impliquées dans ces évènements. 

Bcl-2 semble être très souvent liée à la membrane mitochondriale alors que d’autres protéines 

comme Bax, Bid, Bad et Bim sont cytosoliques mais se transloquent dans la mitochondrie pendant 

l’apoptose. Ces protéines jouent un rôle important dans la transduction du signal allant du cytosol 

vers la mitochondrie. La translocation de ces protéines est contrôlée par des modifications post-

traductionnelles comme une déphosphorylation pour Bad ou un clivage pour Bid. Bax est 

premièrement transloquée du cytosol vers la mitochondrie, sa conformation est alors modifiée et 

l’externalisation de son domaine amino-terminal permet son oligomérisation ainsi que son 

insertion au niveau de la membrane externe mitochondriale (Jürgensmeier et al., 1998). Cette 

capacité d’insertion semble être liée à l’homologie de structure des membres de la famille Bcl-2 

avec certaines toxines bactériennes, leur permettant de former des pores au niveau de la 

mitochondrie. Cette insertion est en effet rapidement suivie par le relargage du cytochrome c. 

D’autres travaux suggèrent que leur capacité d’insertion est facilitée par l’interaction avec le canal 

anionique voltage-dépendant ou VDAC. Ces changements dans la conformation de Bax semblent 

être favorisés par l’interaction avec Bid (Eskes et al., 2000) et peuvent être réduits ou empêchés 

par Bcl-2 ou Bcl-XL, ces protéines anti-apoptotiques agissant par liaison directe avec Bax 

(Desagher et al., 1999). Il a été montré que Bcl-2 pouvait en outre empêcher l’activation des 

caspases par Bax sans effet sur le relargage du cytochrome c (Rosse et al., 1998). Les protéines 

anti-apoptotiques pourraient donc agir en aval de la libération du cytochrome c. 

 

  4.2.4. Rôle des membres de la famille Bcl-2 dans la régulation du cycle cellulaire 

Les membres de la famille Bcl-2 peuvent moduler le cycle cellulaire ; en effet Bcl-2 peut 

favoriser l’entrée des cellules en phase G0, les bloquer et retarder leur entrée dans le cycle 

cellulaire (Mazel et al., 1996 ; Linette et al., 1996). Cet effet est probablement dissocié de son 

activité anti-apoptotique puisque une altération de sa structure au niveau du domaine non conservé 

permet aux cellules de poursuivre leur cycle cellulaire mais ne modifie pas son activité anti-

apoptotique (Uhlmann et al., 1996). 
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5. Rôle de la mitochondrie dans l’apoptose 

 5. 1. Généralités 

La mitochondrie joue un rôle vital dans la cellule en produisant une grande partie de 

l’énergie dont la cellule a besoin, en participant à l’homéostasie calcique, en maintenant le 

potentiel redox et le pH intracellulaire. Ceci signifie qu’un dysfonctionnement majeur de la 

mitochondrie peut entraîner la mort cellulaire programmée. Un changement dans le transport des 

électrons peut suffir à augmenter la production des radicaux libres oxygénés et à acidifier le 

cytoplasme. Dans ces conditions, les électrons ne sont plus produits en quantité suffisante et la 

diminution de la synthèse d’ATP entraîne une accumulation de lactate par stimulation de la 

glycolyse. De plus, les électrons libérés peuvent réduire l’oxygène en ions superoxydes, radicaux 

libres oxygénés très réactifs. Pendant l’apoptose, de l’eau et différents solutés pénètrent dans la 

mitochondrie provoquant son gonflement et la libération des différents constituants de l’espace 

intermembranaire dans le cytosol ; les constituants de la matrice sont retenus dans la mitochondrie 

grâce à la membrane interne restée intacte. 

 

 5. 2. Mécanismes d’ouverture des canaux 

Plusieurs modèles ont été proposés pour expliquer le relargage de solutés de la 

mitochondrie vers le cytosol, étape corespondant à la phase effectrice de l’apoptose (Figure 3). 

 

  5. 2. 1. La théorie de la rupture de la membrane externe mitochondriale 

Le premier modèle implique l’hyperpolarisation de la membrane interne précédant la 

libération du cytochrome c dans certains systèmes. Cette hyperpolarisation résulterait de 

l’incapacité de l’échange entre l’ADP cytosolique et l’ATP mitochondrial (Vander Heiden et al., 

1999). Cet échange est normalement effectué par les canaux anioniques voltage-dépendant ou 

VDAC localisés au niveau de la membrane externe et par le transporteur de nucléotide adénylique 

ou ANT localisé au niveau de la membrane interne. Cette absence d’échange semble inhiber 

l’activité de la F1F0-ATPase, ce qui empêche le retour des ions H+ vers la matrice et par 

conséquent contribue à l’hyperpolarisation. Une telle augmentation du potentiel membranaire 

mitochondrial peut être à l’origine du gonflement osmotique de la matrice conduisant à la rupture 

de la membrane externe mitochondriale (Figure 3a). 
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Fig. 3 : Mécanismes d’ouverture des canaux expliqua nt le relargage du 

cytochrome c (d’après Deshager et Martinou, 2000) 
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  5. 2. 2. Le pore de transition de perméabilité membranaire 

Le modèle décrit sur la Figure 3 est en opposition avec un deuxième modèle 

impliquant un méga-canal, le pore de transition de perméabilité membranaire ou MPTP. Ce 

MPTP est un canal non sélectif de « haute conductance » pouvant être formé par l’apposition 

de protéines transmembranaires résidant au niveau de la membrane interne et au niveau de la 

membrane externe de la mitochondrie (Crompton, 1999). Les différentes études réalisées 

montrent que ce pore est principalement formé par l’association de l’ANT, du VDAC et de la 

cyclophiline D, une protéine de la matrice (Figure 3b). L’ouverture du pore peut être induite 

par différents effecteurs physiologiques comme le calcium, la diminution de la concentration 

en adénine nucléotide ou en phosphate inorganique, la production de radicaux libres oxygénés 

ou le changement de pH (Crompton, 1999) ainsi que par la présence de la protéine Bax. 

L’ouverture du pore augmente la perméabilité de la membrane interne mitochondriale vis-à-

vis de protéines de poids moléculaire inférieur à 1,5 kda. Ceci entraîne une dissipation du 

potentiel membranaire mitochondrial (proton-dépendant), un déséquilibre chimique entre le 

cytoplasme et la matrice mitochondriale, ainsi qu’un découplage de la phosphorylation 

oxydative, provoquant alors un gonflement osmotique pouvant conduire à la rupture de la 

membrane externe. Il a été suggéré que la quantité d’ATP accessible après l’ouverture du pore 

est un facteur déterminant dans l’induction de la mort par nécrose ou par apoptose. Cette 

hypothèse du méga-canal est confortée par l’effet anti-apoptotique d’inhibiteurs spécifiques 

du MPTP comme l’acide bongkrékique (ligand antagoniste de l’ANT) ou comme la 

cyclosporine A (ligand de la cyclophiline D) et par l’effet apoptotique d’agent comme 

l’atractyloside (ligand de l’ANT). De plus, les membres de la famille Bcl-2 peuvent réguler 

l’ouverture du pore : Bcl-2 peut prévenir cette ouverture (Kroemer et al., 1997 ; Shimizu et 

al., 1998) alors que Bax provoque une chute du potentiel membranaire mitochondrial (Marzo 

et al., 1998) et en favorise l’ouverture (Figure 3d). 

 

  5. 2. 3. La théorie du pore formé par les membres de la famille Bcl-2 

Cependant, plusieurs études divergent quant à la chronologie des évènements, à savoir si 

l’ouverture du pore est la cause ou la conséquence du relargage du cytochrome c. En effet, 

plusieurs travaux ont montré que le relargage du cytochrome c pouvait se produire en absence ou 

avant la chute du potentiel membranaire mitochondrial (Goldstein et al., 2000 ; Bossy-Wetzel et 

al., 1998). Une explication de ce phénomène pourrait être l’ouverture réversible (transitoire) du 

MPTP, affectant la perméabilité de la membrane externe mitochondriale mais permettant la 
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restauration du potentiel membranaire mitochondrial. De plus, l’ouverture du pore peut être la 

conséquence de l’inhibition du transport d’électrons due au relargage du cytochrome c entraînant 

une chute du potentiel membranaire mitochondrial et du taux d’ATP, ou la conséquence de 

l’activation des caspases (Marzo et al., 1998). En effet, des inhibiteurs de caspases peuvent 

empêcher la chute du potentiel membranaire mitochondrial sans bloquer le relargage du 

cytochrome c (Bossy-Wetzel et al., 1998). 

L’ouverture caspase-dépendante du MPTP pourrait amplifier la boucle par laquelle le 

relargage précoce du cytochrome c induirait les modifications au niveau mitochondrial. Ce modèle 

permettrait de conforter les observations faites, c’est-à-dire le relargage du cytochrome c suivi 

d’une chute du potentiel membranaire mitochondrial. 

La rupture de la membrane externe mitochondriale expliquerait la libération massive des 

facteurs pro-apoptotiques ou SIMP («soluble inter membrane mitochondrial proteins») contenus 

dans la mitochondrie (AIF, caspases...). Mais une telle rupture n’a pas souvent été décrite et de 

nombreuses études indiquent qu’il s’agirait plutôt d’une conséquence que d’une cause du relargage 

du cytochrome c. 

Un autre mécanisme doit donc permettre le relargage du cytochrome c. L’hypothèse d’un 

canal pouvant laisser passer les protéines est étudiée. Il pourrait être formé par certains membres 

de la famille Bcl-2 compte-tenu de la forte homologie de Bcl-XL avec la sous-unité de la toxine 

diphtérique, capable de former un pore membranaire. Il a été suggéré que les protéines de la 

famille Bcl-2 comme Bax pouvaient s’insérer, après changement conformationnel, au niveau de la 

membrane externe mitochondriale (Figure 3c). Ces protéines, constituées d’une zone hydrophobe 

et d’une hélice α entourée par 5 hélices amphipathiques (Schendel et al., 1998), peuvent s’insérer 

dans la bicouche lipidique, s’oligomériser pour former un canal mais le fait qu’un tel canal puisse 

être assez gros pour laisser passer de petites protéines reste à démontrer. Il a été montré que ces 

protéines pouvaient former un canal ionique fonctionnel dans des vésicules lipidiques 

synthétiques. Ces canaux sont dépendants du pH, du voltage et révèlent une faible sélectivité 

ionique. Les propriétés des canaux formés par des protéines pro- ou anti-apoptotiques diffèrent 

significativement, ce qui expliquerait leurs effets opposés vis-à-vis du cytochrome c (Schlesinger 

et al., 1997). 

 

6. Les différentes voies de l’apoptose 

La phase d’initiation de l’apoptose est un phénomène réversible au cours duquel le signal 

apoptotique (intra- ou extra-cellulaire) est transmis à des caspases initiatrices par des molécules 
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adaptatrices. 

Il existe deux principales voies caspases-dépendantes de signalisation de l’apoptose : la 

voie des récépteurs de mort (ou voie extrinsèque) et la voie mitochondriale (ou voie intrinsèque). 

Elles semblent être bien distinctes, cependant la voie des récepteurs de mort peut provoquer 

l’apoptose par la voie mitochondriale grâce à la protéine Bid, membre de la famille Bcl-2. 

Récemment, la voie du réticulum endoplasmique dépendante de la caspase-12 a été mise en 

évidence (Oyadomari et al., 2002). Une autre voie apoptotique caspase-indépendante est initiée par 

la mitochondrie grâce à la libération de l’AIF pour «apoptosis-inducing factor». 

 

 6. 1. La voie des récepteurs de mort ou voie extrinsèque 

Les ligands, membres de la famille du facteur nécrosant des tumeurs (TNF), jouent un rôle 

important dans la prolifération cellulaire, la différenciation, l’apoptose, la modulation de la réponse 

immunitaire et l’induction de l’inflammation (Pitti et al., 1996). Seize ligands membres de la 

famille du TNF ont été identifiés : TNFα, FasL, TRAIL (Apo-2L), lymphotoxine α, lymphotoxine 

β, CD27L, CD30L, CD40L, CD137L, OX40L, RANKL, LIGHT, TWEAK, APRIL, TL1 et BAFF. 

La plupart des ligands sont synthétisés sous forme de précurseurs transmembranaires avant que 

leurs domaines extracellulaires soient clivés par des métalloprotéases pour former des formes 

solubles. Les ligands sont produits sous forme de trimères et se lient à des récepteurs de la famille 

du récepteur au TNF qui sont des protéines transmembranaires caractérisées par un motif extra-

cellulaire riche en cystéines et un domaine de mort (DD, «Death Domain») intracellulaire. Par 

conséquent, la mort cellulaire initiée par ces ligands requiert la trimérisation des récepteurs. De 

nouveaux ligands comme BAFF ont été mis en évidence récemment et semblent n’être exprimés 

que dans les cellules B du système immunitaire. 

Tous ces ligands n’induisent pas la mort cellulaire. En effet, CD27L, CD30L et CD40L 

sont impliqués dans la survie cellulaire contrairement aux ligands TNFα, FasL ou TRAIL. En 

effet, l’interaction de CD40L avec son récepteur CD40 permet le recrutement de membres de la 

famille TRAF («TNF-R-associated factor») et conduit à l’activation de la voie de signalisation 

impliquant le facteur de transcription NF-κB («nuclear factor-Kappa B»). Cette voie est le plus 

souvent induite dans les cellules du système immunitaire comme signal de survie. 

La mort induite par les membres de la famille des récepteurs au TNF conduit à l’activation de 

caspases et en est dépendante (Longthorne et Williams, 1997). 

Remarque : La perforine libérée à l’interface entre le lymphocyte T cytotoxique et la cellule 
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cible forme un canal qui permet au Granzyme B, une protéase à sérine possédant une spécificité de 

clivage identique à celle des caspases, de pénétrer dans la cellule cible afin d’activer directement 

les caspases effectrices et d’induire l’apoptose (Heusel et al., 1994). 

 

  6. 1. 1. La voie FasL/Fas (CD95 ou Apo-1) 

La glycoprotéine Fas (CD95, Apo-1) est un récepteur transmembranaire constitutivement 

exprimé dans les lymphocytes tandis que la protéine ligand transmembranaire, FasL (CD95L, 

Apo-1L), est induite après activation de ceux-ci. Le récepteur Fas est également exprimé à la 

surface de nombreux types cellulaires. La protéine ligand peut être libérée de la surface cellulaire 

par des métalloprotéases et, ainsi soluble, elle peut se lier au récepteur (Tanaka et al., 1995). Les 

étapes de la voie apoptotique médiée par Fas sont représentées Figure 4. La liaison du ligand à son 

récepteur entraîne une trimérisation des récepteurs. Le domaine cytoplasmique de Fas ne possède 

pas d’activité enzymatique intrinsèque mais contient un domaine de mort de 80 acides aminés 

(DD) permettant à une protéine adaptatrice, Fas-associated death domain (FADD), d’interagir. 

FADD possède également en plus de son «DD» un domaine effecteur de mort (ou «Death Effector 

Domain», DED) lui permettant de lier la procaspase-8 (ou Flice pour « FADD-like ICE ») ou la 

procaspase-10. La formation de ce complexe appelé DISC pour «Death-inducing Signaling 

Complex» initie l’activation enzymatique de l’apoptose. La caspase active est libérée du complexe 

et va activer d’autres procaspases comme la procaspase-3, caspase effectrice de l’apoptose 

induisant l’activation de différents substrats à l’origine des modifications cellulaires 

caractéristiques de l’apoptose (Gupta, 2003). 

 

  6. 1. 2. La voie TNF-TNF-R 

� La voie des récepteurs TNF-R1 et -2 

Le TNF-α est sécrété principalement par les macrophages et les lymphocytes activés en 

réponse à une infection. Ce facteur agit en se liant aux récepteurs de type 1 et 2 (TNF-R1 et TNF-

R2) et active plusieurs voies de signalisation. Les deux récepteurs sont des récepteurs 

transmembranaire qui diffèrent par leur partie cytoplasmique, TNF-R1 possédant un domaine DD 

contrairement à TNF-R2. Ces deux récepteurs peuvent induire un signal de survie cellulaire mais 

TNF-R1 peut également provoquer un signal de mort par son domaine DD. TNF-R1 peut être 

synthétisé en réponse à une stimulation par les cellules T activées et les macrophages. La liaison 

du TNF à son récepteur peut aussi bien conduire à l’activation des facteurs de transcription NF-κB 

et AP-1 (anti-apoptotiques) qu’à l’apoptose (Hsu et al., 1995) (Figure 4). 

La fixation du TNFα provoque une trimérisation de TNF-R1 permettant la liaison de la protéine 
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adaptatrice TRADD pour « TNF-R associated death domain ». Celle-ci va à son tour recruter 

FADD par son domaine DD. De la même façon que lors de l’apoptose induite par le récepteur Fas, 

la caspase-8 ou -10 va être activée par l’apoptosome TNF-R1/TRADD/FADD afin d’agir sur les 

caspases effectrices -3, -6 et -7 (Figure 4). 

Mais, TNF-R1 peut également activer une voie indépendante de FADD via la protéine RIP 

(« receptor interacting protein »), cette voie étant moins fréquente que la voie dépendante de 

FADD. TRADD possède un domaine DD qui peut s’associer à la protéine RIP. Cette dernière 

s’associe à la protéine RAIDD («RIPK1 Domain containing Adapter with DD») qui possède un 

domaine CARD («caspase recruitement domain»), domaine également présent sur les caspases-3, -

9 et -2. Bien que l’activation des caspases-8 et -10 soit dépendante de FADD, l’activation de la 

caspase-2 est indépendante de FADD et se fait grâce à l’apoptosome TNF-

R1/TRADD/RIP/RAIDD (Karin et Lin, 2002) (Figure 4). 

Le TNFα peut également induire un signal de survie cellulaire grâce à deux types de 

protéines adaptatrices, TRAF-2 («TNF-R-associated factor-2») et RIP. TRAF-2 et RIP induisent la 

survie cellulaire par l’activation de la voie MAP kinase et par la voie NF-κB respectivement. NF-

κB est souvent décrit comme un facteur répresseur de l’apoptose alors que la MAPK peut aussi 

bien inhiber qu’induire l’apoptose. L’activation de NF-κB se fait par l’induction de la kinase NIK 

pour «NF-κB-inducing kinase». Cette kinase va activer la kinase IKK «inhibitor of κB (I-κB) 

kinase» en la phosphorylant ce qui va permettre la dissociation du complexe NF-κB/I-κB et la 

dégradation de I-κB favorisant l’activation transcriptionnelle de NF-κB (Figure 4). 

Le récepteur TNF-R2 ne possède pas de domaine DD cytoplasmique mais la liaison du 

TNFα à TNF-R2 conduit à l’interaction de TRAF-1 et -2 au domaine de TNF-R2 cytoplasmique. Il 

a été rapporté que TNF-R2 jouait un rôle important dans la régulation de l’apoptose médiée par 

TNF-R1 (Declercq et al., 1998). 

Le récepteur DR3 ressemble au récepteur TNF-R1, et induit l’apoptose de la même façon 

grâce aux protéines TRADD, FADD et caspase-8. Le ligand de ce récepteur, Apo3L est proche du 

TNF mais est synthétisé de façon constitutive dans tous les tissus contrairement au TNF qui est 

synthétisé après activation de macrophages et de lymphocytes. 
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Fig. 4 : La voie des récepteurs de mort (d’après Gu pta, 2003) 
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� La voie des récepteurs TRAIL (Apo-2L) 

Les ligands similaires au TNF induisant l’apoptose (TRAIL, «tumor necrosis factor-related 

apoptosis inducing ligand» ou Apo2L) sont des protéines transmembranaires d’environ 34 kda, 

pouvant former des trimères et qui sont des membres de la famille du TNF. L’interaction entre 

TRAIL et les récepteurs TRAIL-R1 (DR4) et/ou TRAIL/R2 (DR5, Apo-2, TRICK2, Killer) induit 

rapidement la mort cellulaire dans les cellules cibles qui sont principalement des cellules tumorales 

(Pitti et al., 1996, Mariani et al., 1997). Les ligands TRAIL et leurs récepteurs sont exprimés de 

façon constitutive dans beaucoup de tissus (Pitti et al., 1996), ce qui suppose l’existence d’un 

mécanisme de contrôle de l’apoptose induite par TRAIL. La liaison du ligand au récepteur permet 

l’interaction de ce complexe avec des protéines adaptatrices comme FADD décrite auparavant ou 

TRADD. Le déroulement de la signalisation induite par les récepteurs TRAIL-R1 et TRAIL-R2 se 

rapproche de celle induite par la voie FasL/Fas (Figure 4). En effet, la procaspase-8 est activée par 

interaction des DED présents sur les protéines adaptatrices ainsi que sur la procaspase-8. 

Trois autres récepteurs appartenant à la famille des récepteurs de TRAIL ont été identifiés : 

TRAIL-R3 (DcR1, TRID, LIT), TRAIL-R4 (DcR2, TRUNDD) et l’ostéoprotégérine (OPG). Ils 

fonctionnent comme modulateurs interférant avec l’activité des récepteurs de mort car ils ne 

possèdent pas de domaine propre intracytoplasmique ; pour cette raison, ils sont considérés comme 

étant non-apoptotiques et représentent un mécanisme de contrôle de l’apoptose induite par TRAIL 

(Figure 4). L’ostéoprotégérine a été récemment décrit comme étant un récepteur soluble pouvant 

se lier à TRAIL et inhiber son action (Emery et al., 1998). 

 

  6. 1. 3. Régulation de la voie apoptotique médiée par les récepteurs 

L’apoptose médiée par cette voie est régulée notamment au niveau de l’assemblage du 

complexe DISC ou au niveau de son activité. La protéine FLIP ou «Flice-inhibitory protein» est 

une isoforme de la caspase-8 contenant 2 domaines DED mais pas de site catalytique. Elle agit en 

entrant en compétition avec les caspases-8 et -10 et en empêchant leur recrutement au niveau du 

DISC (Figure 4). Deux isoformes de FLIP ont été identifiées, la forme cellulaire longue et la forme 

cellulaire courte. Toutes deux sont capables de bloquer l’induction de l’apoptose mais il semblerait 

qu’elles agissent différemment au niveau du clivage de la caspase-8 (Krueger et al., 2001). La 

surexpression de FLIP induit une résistance à l’apoptose médiée par les récepteurs. De plus, il a été 

montré que FLIP pouvait induire l’activation du facteur de transcription NF-κB ainsi que la voie 

de signalisation impliquant ERK (« extracellular signal-regulated protein kinase ») (Kataoka et al., 

2000). Par conséquent ces protéines agissent commes des protéines anti-apoptotiques. 
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Un autre type de régulation se fait au niveau du récepteur lui-même. En effet, la plupart des 

récepteurs du TNF existent également sous forme soluble suite à un épissage alternatif ou à une 

protéolyse. Ces formes solubles entrent donc en compétition vis-à-vis de la forme 

transmembranaire du récepteur avec le ligand, bloquant ainsi le recrutement de protéines 

adaptatrices et par conséquent l’activation des procaspases initiatrices. De plus, ces formes 

solubles possèdent un domaine PLAD pour «preligand assembly domain», domaine nécessaire à la 

trimérisation de ces récepteurs mais bien distinct du domaine de liaison au ligand. Ceci suggère 

alors une éventuelle activité des récepteurs indépendante de la fixation du ligand. La découverte de 

ce domaine PLAD par Papoff et al. (1999) et Siegel et al. (2000) remet en cause le modèle 

d’assemblage des récepteurs sous forme trimérique suite à l’homotrimérisation du ligand décrit par 

Orlinick et al. en 1997. Papoff et al. (1999) et Siegel et al. (2000) ont montré que Fas pouvait 

s’assembler en trimère indépendamment de la fixation de son ligand, mais que cet assemblage était 

nécessaire à la liaison du ligand. 

 

  6. 1. 4. Amplification de la voie des récepteurs de mort 

La voie classique des récepteurs de mort se produit dans les cellules exprimant la 

procaspase-8 de façon importante, mais dans les autres types cellulaires, cette voie doit être 

amplifiée par la voie mitochondriale grâce au recrutement de la protéine Bid par la caspase-8 

(Figure 4). En effet, la caspase-8 clive Bid, un membre de la famille Bcl-2, au niveau N-terminal 

permettant l’exposition de son domaine BH3. La translocation rapide de la forme tronquée de Bid 

du cytosol vers la membrane mitochondriale suggère un mécanisme spécifique similaire à celui de 

l’association de ligand à un récepteur (Wang et al., 1996b). Les protéines assimilées à des 

récepteurs pourraient être les protéines Bax ou Bcl-2. L’exposition du domaine BH3 permet à Bid 

de s’insérer dans la membrane mitochondriale et de se lier à Bax ou à d’autres protéines pro-

apoptotiques. Bid provoque ainsi la libération du cytochrome c induisant l’activation de la caspase-

9 puis de la caspase-3. 

Une autre protéine faisant la jonction entre les deux voies a été identifiée. Il s’agit de la 

protéine BAR (« bifunctional apoptosis regulator »), protéine régulatrice capable de s’associer aux 

molécules anti-apoptotiques Bcl-2/Bcl-XL par un domaine SAM (« sterile alpha motif ») ainsi qu’à 

la caspase-8 par le domaine DED (Zhang et al., 2000). Une autre voie de signalisation de Fas 

indépendante de la caspase-8 a été suggérée mettant en évidence l’implication de la sérine-

thréonine kinase RIP («receptor-interacting protein») (Pitti et al., 1996). 
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 6. 2. La voie mitochondriale ou voie intrinsèque 

  6. 2. 1. La voie mitochondriale dépendante des caspases 

De nombreux stimuli, comme les agents thérapeutiques, les radiations UV, les molécules 

du stress, le manque de facteurs de croissance, semblent induire l’apoptose par la voie 

mitochondriale ou voie indépendante des récepteurs de mort. 

La mitochondrie est un organite constitué d’une membrane externe, d’un espace 

transmembranaire, d’une membrane interne et d’une matrice. La membrane interne possède de 

nombreuses protéines comme l’ATP synthase, la chaîne de transport des électrons et le 

transporteur de nucléotide adénylique (ou «Adenine Nucleotide Translocator», ANT). Dans des 

conditions physiologiques normales, ces trois protéines permettent la formation d’un gradient 

électrochimique (ou potentiel membranaire, ∆Ψm) par la chaîne respiratoire. L’espace 

intermembranaire contient le cytochrome c, certaines procaspases (-2, -3 et -9), les protéines 

Smac/Diablo, AIF («Apoptosis-Inducing Factor») et endonucléase G. La membrane externe 

possède un canal anionique voltage-dépendant (VDAC). La perméabilisation de celle-ci par le ou 

les processus décrit(s) au paragraphe 5.2. provoque alors le relargage de toutes ces protéines dans 

le cytoplasme et la perméabilisation de la membrane interne conduit à un changement du potentiel 

membranaire mitochondrial. La libération de cytochrome c est l’une des étapes majeures dans 

l’induction de l’apoptose par la mitochondrie (Figure 5). 

 

� Le cytochrome c 

Le cytochrome c est codé par un gène nucléaire et est synthétisé sous forme de précurseur qui est 

incapable de participer à l’induction de l’apoptose. Le précurseur est importé dans la mitochondrie 

où il subit une maturation. La protéine devenue globulaire se lie à un hème grâce à la cytochrome c 

lyase. Le cytochrome c est séquestré au niveau de l’espace intermembranaire mitochondrial où il 

exerce sa fonction physiologique de transporteur d’électrons entre les complexes III et IV de la 

chaîne respiratoire (Ravagnan et al., 2002). En 1996, Liu et al. ont montré que le cytochrome c 

était nécessaire à l’activation de la caspase-3. D’autres études ont confirmé cela en précisant que le 

relargage du cytochrome c et l’activation des caspases étaient bloqués par la protéine anti-

apoptotique Bcl-2 (Kluck et al., 1997 ; Yang et al., 1997). Il est désormais établi que le 

cytochrome c relargué dans le cytosol est à l’origine de la formation de l’apoptosome. Tout 

récemment, l’invalidation du gène codant pour le cytochrome c a confirmé l’importance cruciale 

de cette protéine dans l’apoptose. Ces études montrent qu’aucune autre protéine cellulaire ne peut 

remplacer le cytochrome c pour l’oligomérisation d’Apaf-1 (ou «Apoptotic protease-activating 

factor») et pour l’activation de la caspase-3, induite par un stress cellulaire ou par un agent ciblant 
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la mitochondrie (Li et al., 2000b). 

Dans la majorité des cas, la libération du cytochrome c est dépendante de l’activité des caspases 

(Bossy-Wetzel et al., 1998). Le mécanisme par lequel le cytochrome c est relargué, ainsi que sa 

cinétique de libération a été le sujet de nombreuses controverses. Le relargage du cytochrome c 

semble être dépendant de la présence de Bax ou Bak dans la membrane externe mitochondriale. 

Concernant la cinétique de libération du cytochrome c, l’équipe de Doug Green a démontré que 

celle-ci se faisait rapidement et en une seule fois (Goldstein et al., 2000). Il semble que la 

mitochondrie joue le rôle d’intégrateur des différents signaux et qu’une fois le seuil atteint, la 

totalité du cytochrome c est libérée en une seule étape. Cependant, cette observation ne peut pas 

être généralisée. En effet, selon le stimulus apoptotique, selon le type cellulaire utilisé et selon le 

niveau de polarisation de la membrane mitochondriale, seulement quelques mitochondries libèrent 

le cytochrome c en quantité suffisante pour induire l’activation des caspases. Cette observation 

laisse supposer qu’il existe un lien entre le relargage du cytochrome c et la chute du potentiel 

membranaire mitochondrial (∆Ψm). Goldstein et al. (2000) ont montré que le relargage du 

cytochrome c se faisait avant la chute du ∆Ψm alors que Heiskanen et al. (1999) montrent que ces 

deux évènements se font simultanément. Cependant, si le relargage du cytochrome c se fait avant 

la chute du ∆Ψm, cela suppose que la mitochondrie maintienne son ∆Ψm grâce à un pool de 

cytochrome c resté lié à la chaîne respiratoire. Il existerait donc deux pools de cytochrome c dans 

la mitochondrie, une grande quantité de cytochrome c se trouverait sous forme libre dans l’espace 

intermembranaire et une petite quantité permettrait d’assurer la respiration mitochondriale lors du 

relargage du premier pool afin de maintenir la production d’ATP nécessaire à la formation de 

l’apoptosome (Martinou et al., 2000). 
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Fig. 5 : La voie mitochondriale (d’après Ravagnan e t al., 2002) 
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� La protéine Apaf-1 

Apaf-1 est une protéine d’environ 130 kDa comprenant un domaine CARD dans la partie amino-

terminale, une région ayant une forte homologie avec Ced-4 et un domaine C-terminal contenant 

plusieurs répétitions WD-40 impliquées dans les interactions protéines-protéines (Cain et al., 

2002). Les répétitions WD-40 sont nécessaires à la liaison au cytochrome c mais ne sont pas 

suffisantes. Le domaine WD joue également un rôle important dans le recrutement de la 

procaspase-3. Le domaine CARD d’Apaf-1 n’est pas exposé dans des conditions normales et ne 

peut donc pas interagir avec la caspase-9 ; en revanche en présence d’ATP et de cytochrome c, 

Apaf-1 change de conformation et peut interagir avec la caspase-9 grâce à l’exposition de CARD 

(Li et al., 1997) (Figure 5). La partie centrale homologue à Ced-4 possède un domaine semblable à 

un domaine ATPase et l’hydrolyse de l’ATP paraît être nécessaire à la formation de l’apoptosome 

(Hu et al., 1999). Quatre isoformes de Apaf-1 ont été décrites : Apaf-1 (Apaf-1S), Apaf-

1XL/Apaf-1L-WD13, Apaf-1LN/Apaf-1L et Apaf-1LC/Apaf-1L. Les isoformes diffèrent par 

l’insertion d’une séquence de 43 acides aminés dans le domaine WD (Apaf-1LC/Apaf-1L) ou par 

l’insertion de 11 acides aminés après le domaine CARD (Apaf-1LN/Apaf-1L) ou par l’insertion 

des deux séquences (Apaf-1XL/Apaf-1L-WD13). L’insertion des 43 acides aminés semble 

nécessaire à l’activation de Apaf-1 (Benedict et al., 2000). 

 

� Rôle de l’ATP dans l’apoptose 

L’intégrité de la membrane mitochondriale est souvent altérée lors de l’apoptose induite par 

la mitochondrie ce qui provoque une réduction de la production d’ATP accompagnée d’une 

libération de facteurs apoptotiques dans le cytosol. De plus, l’apoptose est un processus nécessitant 

de l’énergie notamment pour la formation de l’apoptosome (Figure 5), pour la condensation de la 

chromatine, pour la fragmentation de l’ADN mais aussi pour le transport de molécules vers le 

noyau (Kass et al., 1996 ; Richter et al., 1996). L’ATP peut alors être produit par la glycolyse 

anaérobie lorsque le potentiel mitochondrial de la cellule est altéré. La déplétion en ATP peut 

résulter d’une libération importante de calcium induite par des radicaux libres oxygénés 

(Chakraborti et al., 1999). 

 

� La formation de l’apoptosome 

L’apoptosome impliqué dans l’apoptose induite par la mitochondrie est constitué d’Apaf-1, 

du cytochrome c et de la procaspase-9, c’est donc un complexe protéique d’une taille importante 

(700 kDa) (Figure 5). Apaf-1 s’associe à la procaspase-9 et à deux molécules de cytochrome c 

(Cain et al., 2001). La concentration de K+ intracellulaire (physiologique) abolit l’activation des 
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caspases en inhibant la formation de l’apoptosome mais cette inhibition peut être levée en présence 

d’une grande quantité de cytochrome c ; le taux de K+ intracellulaire semble contrôler l’activation 

des caspases afin qu’elles ne soient pas activées lors d’un relargage accidentel de cytochrome c 

(Cain et al., 2001). Le cytochrome c facilite la liaison de l’ATP à Apaf-1 probablement en 

favorisant l’exposition du domaine de liaison par changement de la conformation de Apaf-1. 

L’oligomérisation d’Apaf-1 est un évènement rapide et l’apoptosome formé semble stable. Il a été 

décrit que la caspase-9 clivée était présente aussi bien dans l’apoptosome que dans le cytoplasme, 

mais la caspase-9 réellement active est celle liée à l’apoptosome (Rodriguez et Lazebnik, 1999). 

 

  6. 2. 2. Régulation des voies dépendantes des caspases 

� Les protéines inhibitrices de l’apoptose ou IAPs 

Les IAPs sont des protéines qui inhibent la mort cellulaire en empêchant le clivage des 

caspases et donc leur activité par simple liaison à ces caspases (Fesik et Shi, 2001) (Figure 5). 

Elles ont initialement été décrites comme des inhibiteurs viraux mais à la différence des deux 

autres protéines virales que sont la CrmA du virus bovin de la variole et la protéine p35 de 

baculovirus, les IAPs sont les seules protéines ayant des homologues chez les mammifères. Les 

IAPs sont constituées d’un ou plusieurs domaines BIR pour «baculoviral IAP repeat» 

indispensables à leur activité anti-apoptotique puisqu’ils permettent la liaison aux caspases. 

Chaque domaine BIR possède des fonctions distinctes et une spécificité de liaison aux caspases 

(Verhagen et al., 2001). Le domaine BIR2 inhibe les caspases-3 et -7 alors que le domaine BIR3 

inhibe l’activité de la caspase-9 (Ekert et al., 2001). XIAP («X-linked inhibitor-of-apoptosis 

protein») est une des molécules les mieux connues de cette famille ; elle peut inhiber l’activation 

de la caspase-9 initiatrice ainsi que celle des caspases effectrices -3 et -7. En effet, elle peut se lier 

à la caspase-9 active et l’empêcher d’agir sur la procaspase-3 ou encore séquestrer la procaspase-3 

au niveau de l’apoptosome par simple liaison, ce qui bloque la voie apoptotique. Les IAPs peuvent 

elles-mêmes être régulées de manière négative. 

 

� Les inhibiteurs des IAPs 

Smac («Second Mitochondria-derived Activator of Caspase») et son homologue DIABLO 

(«Direct IAP Binding protein with Low pI») sont des protéines identifiées récemment et ayant des 

similitudes avec les protéines Grim, Reaper et HID connues chez la drosophile. Ces dernières 

bloquent l’activité anti-apoptotique des IAPs, tout comme Smac/DIABLO chez les mammifères 

(Du et al., 2000 ; Verhagen et al., 2000) (Figure 5). La protéine Smac/DIABLO est fortement 

exprimée dans le coeur, le foie, les reins, la rate et dans plusieurs lignées cancéreuses. Elle est 
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synthétisée dans le cytoplasme sous forme d’un précurseur de 239 acides aminés et est exportée 

dans la mitochondrie grâce à un signal de localisation mitochondrial (MLS) situé côté N-terminal 

(55 acides aminés). Une fois dans ce nouveau compartiment, le signal de localisation est clivé et la 

protéine acquiert son activité pro-apoptotique en s’homodimérisant (Chai et al., 2000). Sa 

libération de la mitochondrie est induite par de nombreux stimuli apoptotiques et contrôlée par les 

membres de la famille Bcl-2 (Adrain et al., 2001) ; elle permet l’activation des caspases par 

inhibition des IAPs. Smac/DIABLO est la première protéine identifiée inhibant les fonctions des 

IAPs, elle est également liée à la voie des récepteurs de mort (Srinivasula et al., 2000). 

Smac/DIABLO interagit avec les IAPs par liaison au troisième domaine BIR (BIR3) de la protéine 

XIAP, de cette façon elle empêche la liaison des IAPs aux caspases-3, -7 et -9 (Srinivasula et al., 

2001). 

XAF-1 («XIAP associated factor 1») est une autre protéine capable d’activer les caspases 

en inhibant les IAPs (Figure 5). Contrairement à Smac/DIABLO, c’est une protéine nucléaire 

active continuellement qui possède un domaine en doigts de zinc lui permettant d’interagir 

directement avec XIAP. De cette façon, XIAP est séquestrée dans le noyau, la cellule devient alors 

plus sensible à un signal de mort. Son expression semble être réduite dans certaines lignées 

cancéreuses (Liston et al., 2001). 

Smac et XAF-1 ne sont pas les seules protéines inhibitrices connues des IAPs. Récemment, 

la protéine Omi/HtrA2 (« hight temperature requirement protein A2 ») a été identifiée comme 

étant une nouvelle protéine inhibitrice (Verhagen et al., 2001 ; Martins et al., 2002) (Figure 5). Le 

précurseur de HtrA2 est une protéine de 50 kDa dont la partie N-terminale contient le MLS. Celui-

ci est clivé après importation dans la mitochondrie, générant alors une protéine de 36 kDa. HtrA2 

appartient à la famille des sérine protéases qui est bien conservée au cours de l’évolution. Il a été 

montré récemment que la protéine bactérienne HtrA possèdait un rôle de molécule chaperonne à 

des températures normales et un rôle de protéase à fortes températures (Spiess et al., 1999). Dans 

les cellules normales humaines, HtrA2 est confinée dans l’espace intermembranaire mitochondrial 

mais, sous induction apoptotique avec différents agents comme la staurosporine, TRAIL, ou des 

irradiations UV, elle est relarguée dans le cytosol. Dans le cytosol, HtrA2 se lie aux IAPs comme 

XIAP de la même façon que Smac/DIABLO facilitant ainsi l’activation des caspases. HtrA2 induit 

l’apoptose par deux mécanismes différents, le premier par inhibition des IAPs permettant 

l’activation des caspases, le second par l’activité sérine protéase indépendante de l’activité caspase 

(Suzuki et al. 2001 ; Hegde et al. 2002). 
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� Autres protéines régulatrices 

D’autres complexes protéiques impliqués dans la régulation du signal apoptotique existent 

dans d’autres « lieux stratégiques » de la cellule, comme le réticulum endoplasmique, l’appareil de 

Golgi, le noyau ou les lysosomes (Ferri et Kroemer, 2001). Comme le montre l’activité de la 

protéine XAF-1 récemment décrite, le noyau joue également un rôle dans la régulation de 

l’apoptose et ne fait pas que subir les évènements mis en oeuvre pour éliminer la cellule. Une autre 

protéine nucléaire DEDD («DED-containing DNA-binding protein») exerce son activité anti-

apoptotique en inhibant l’activation de la caspase-6 ou en bloquant la transcription. Cette protéine 

semble être modulée par une autre protéine nommée DEDAF pour «DED-associated factor», cette 

dernière possédant également la particularité de se lier à FADD, à la caspase-8 ou -10 favorisant la 

formation du DISC (Zheng et al., 2001). 

Les membres de la famille Bcl-2 peuvent également réguler la voie mitochondriale en 

agissant sur le relargage du cytochrome c (Bcl-2, Bax, Bid, Bak) (Figure 5) mais aussi en se liant à 

Apaf-1 (Bcl-XL) (Hu et al., 1998). 

Les protéines de choc thermique ou Hsp sont aussi des inhibiteurs de l’apoptose. 

Différentes études montrent qu’Hsp-70 et Hsp-90 peuvent se lier au domaine CARD de Apaf-1, 

l’empêchant ainsi de s’oligomériser et d’activer la procaspase-9 (Saleh et al., 2000 ; Pandey et al., 

2000). Hsp-27 bloque l’oligomérisation de Apaf-1 en se liant au cytochrome c (Bruey et al., 2000) 

(Figure 5). 

 

  6. 2. 3. La voie mitochondriale indépendante des caspases 

Plusieurs protéines contenues dans l’espace intermembranaire peuvent induire l’apoptose 

directement sans activation des caspases. C’est le cas du facteur d’induction apoptotique (AIF) et 

de l’endonucléase G (endo G) qui, une fois libérés de la mitochondrie, sont transloqués dans le 

noyau provoquant une condensation de la chromatine et une coupure de l’ADN générant de larges 

fragments d’ADN (Figure 5). 

 

� La protéine AIF 

Le facteur AIF a été identifié il y a plusieurs années par l’équipe de Kroemer mais son 

clonage est récent (Susin et al., 1999). Le gène de l’AIF est localisé sur le chromosome X et code 

pour une protéine de 57 kDa. L’AIF est une flavoprotéine constituée de trois domaines : la 
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séquence MLS située du côté amino-terminal, une séquence de 27 acides aminés et un domaine à 

activité oxydoréductase carboxy-terminal de 485 acides aminés (Lorenzo et al., 1999). Le 

précurseur de l’AIF (67 kDa) est synthétisé dans le cytoplasme puis importé dans la mitochondrie 

(Susin et al., 1999). Une fois dans l’espace intermembranaire, la séquence MLS est clivée, la 

protéine change de conformation tout en incorporant le groupement prosthétique FAD («Flavin 

Adenin Dinucleotide»). C’est une protéine bifonctionnelle ayant probablement une activité 

oxydoréductase et un rôle pro-apoptotique (Ye et al., 2002). Après exposition de la cellule à un 

stimulus pro-apoptotique, l’AIF se transloque de l’espace intermembranaire vers le cytosol puis 

vers le noyau. Ce phénomène précède généralement le relargage du cytochrome c. Le phénomène 

par lequel l’AIF se transloque vers le cytosol est encore inconnu. Le transport vers le noyau 

pourrait se faire grâce à une séquence de localisation nucléaire. 

Les effets de l’AIF en tant que molécule apoptogène ont été étudiés aussi bien in vitro qu’in 

vivo. In vitro, il a été montré que l’AIF générait une condensation périphérique de la chromatine 

ainsi qu’une fragmentation de l’ADN en larges fragments de 50 kpb, ceci par interaction directe 

avec l’ADN sans spécificité de séquence (Ye et al., 2002). Cette interaction se fait surtout par son 

domaine carboxy-terminal ; elle peut être modulée par le niveau de translocation dans le noyau et 

est plus importante lors de la phase de condensation que lors de la phase tardive de formation des 

corps apoptotiques. De plus, l’AIF provoque en présence d’extraits cytosoliques une 

perméabilisation de la membrane externe mitochondriale et par conséquent la libération du 

cytochrome c et de la procaspase-9 ceci grâce à un cofacteur cytosolique (Susin et al., 1999). In 

vivo, les mêmes observations (condensation, fragmentation, libération de protéines 

mitochondriales) ont été observées. De plus, l’AIF amplifierait son propre phénomène de 

libération une fois dans le cytosol. En outre, les effets de l’AIF sont abolis par la surexpression de 

Bcl-2 et sont les mêmes dans des cellules ayant ou non des activités caspases : l’AIF agit donc 

indépendamment des caspases. 

L’AIF est inhibé par une protéine endogène, Hsp70 (Ravagnan et al., 2001). Ceci a été 

montré in vitro sur la condensation chromatinienne et in vivo au niveau nucléaire et mitochondrial 

par surexpression de Hsp70. L’action d’Hsp70 sur l’apoptose s’explique premièrement par 

l’inhibition de la formation de l’apoptosome puisque Hsp70 se lie à Apaf-1. Mais une 

surexpression de Hsp70 dans des cellules n’exprimant pas de caspases prévient également de la 

mort cellulaire ; ceci suggère donc que Hsp70 peut se lier à d’autres protéines comme l’AIF. La 

liaison de Hsp70 à Apaf-1 ou à AIF semble se faire par le domaine de liaison à l’ATP présent sur 

Hsp70, sans intervention de l’activité chaperonne de Hsp70. 
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Beaucoup d’évènements concernant l’AIF sont encore inconnus, notamment son mode 

d’action sur l’ADN, son activité d’oxydoréductase, la transduction du signal permettant sa 

libération. La condensation de l’ADN observée lors de l’apoptose pourrait être expliquée par 

l’interaction directe de l’AIF sur l’ADN. En effet, cette interaction pourrait modifier la structure de 

la chromatine et favoriser l’action des nucléases comme la topoisomérase II ou la cyclophiline qui 

génèrent elles aussi des fragments de 50 kpb similaires à ceux obtenus après induction de l’AIF. 

Ces fragments correspondent à des structures de type boucle au niveau de la chromatine. 

 

� L’endonucléase G 

L’endonucléase G est une nucléase mitochondriale non-spécifique très conservée chez les 

eucaryotes (Li et al., 2001). Elle est codée par un gène nucléaire et probablement impliquée dans la 

réplication du génome mitochondrial. Pendant l’apoptose, l’endonucléase G est relarguée de la 

mitochondrie et transloquée dans le noyau. Elle digère l’ADN en absence d’activité caspase et en 

absence de la nucléase caspase-dépendante DFF/CAD (van Loo et al., 2001). L’endonucléase G 

pourrait agir avec l’exonucléase et la DNase I dans le noyau pour générer les fragments d’ADN de 

haut poids moléculaire (Widlak et al., 2001) mais elle peut également générer des fragments 

oligonucléosomiques (Samejima et al., 2001). 

 

 6. 3. La voie du réticulum endoplasmique 

Différentes fonctions importantes pour la cellule comme les modifications post-

traductionnelles, l’assemblage et la conformation des protéines nouvellement synthétisées, se font 

dans le réticulum endoplasmique (RE) mais celui-ci sert également de réserve de calcium 

cellulaire. Ces fonctions sont vitales pour la survie de la cellule et la moindre modification altérant 

une de ses fonctions entraîne des dommages cellulaires irréversibles et conduit à l’apoptose. 

Plusieurs conditions peuvent conduire à un « stress du RE », comme l’inhibition de la 

glycosylation des protéines, la diminution de la formation des liaisons disulfides, la déplétion du 

calcium contenu dans le lumen du RE, les altérations du transport des protéines du RE vers 

l’appareil de Golgi, l’expression de protéines anormalement conformées. Une voie de signalisation 

contrôle l’accumulation de ces dernières au niveau du RE (Oyadomari et al., 2002). 

La cellule lutte contre le stress au niveau du RE de plusieurs façons, quatre réponses au 

stress ont été identifiées jusqu’à présent. La première implique la régulation positive de gènes 

codant pour des protéines chaperonnes au niveau du RE afin d’augmenter l’activité de repliement 

des protéines et d’éviter l’agrégation des protéines. La deuxième réponse consiste à diminuer la 

traduction des protéines afin de diminuer le taux de protéines dans le RE et par conséquent 
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empêcher l’accumulation de protéines non conformées dans le RE. La troisième réponse de la 

cellule est de dégrader les protéines anormalement conformées par le mécanisme appelé ERAD 

pour «ER-associated degradation». La dernière réponse de la cellule face à un fort stress du RE est 

d’induire l’apoptose. Nous n’aborderons, ici, que cette dernière réponse. 

 

Plusieurs voies apoptotiques peuvent être induites après un stress du RE. La première est 

l’induction transcriptionnelle de CHOP (pour «C/EBP homologus protein», nommée également 

Gadd153), un membre de la famille des facteurs de transcription C/EBP (Ron et Habener, 1992). 

CHOP est peu ou pas exprimé dans des conditions physiologiques normales et est fortement induit 

en réponse à un stress du réticulum. Sa surexpression conduit à un arrêt de la croissance cellulaire 

et à l’apoptose (Gotoh et al., 2002). La transcription du gène CHOP est induite par les voies de 

l’endonucléase IRE1 (« high inositol-requiring ») (Wang et al., 1998) et du facteur de transcription 

ATF6 (« activating transcription factor ») (Gotoh et al., 2002) (Figure 6). Dans des conditions 

normales, la protéine chaperonne BiP (« heavy-chain-binding protein ») se lie à IRE1 et maintient 

cette protéine sous forme inactive. Après un stress au niveau du RE, BiP se lie aux protéines mal 

formées et se dissocie donc de IRE1. De cette façon, IRE peut s’oligomériser, s’auto-phosphoryler 

et donc s’activer (Bertolotti et al., 2000) (Figure 6). Récemment, ATF6 a été décrit comme un 

facteur de transcription spécifique du mécanisme de transduction. C’est une protéine 

transmembranaire localisée dans le RE et activée par protéolyse (Yoshida et al., 2000). Le stress 

au niveau du RE induit la translocation de ATF6 vers l’appareil de Golgi (Chen et al., 2002) où 

elle est clivée. Le fragment N-terminal cytosolique contenant un domaine ZIP est transporté vers le 

noyau où il se lie à l’élément de réponse ERSE (« ER stress response element ») associé au facteur 

de transcription NF-Y (Figure 6). De plus, CHOP peut être induit par la voie de la sérine/thréonine 

kinase PERK (« PKR-like ER kinase ») grâce au facteur de transcription ATF4 (Oyadomari et al., 

2002). CHOP module des gènes impliqués dans l’induction du stress du RE en se liant à ATF3 

(Chen et al., 1996) ou au complexe AP-1 (Ubeda et al., 1999). Le gène de l’anhydrase carbonique 

VI fait partie des gènes de réponse à CHOP et semble augmenter la concentration intracellulaire de 

protons ce qui diminue le pH intracellulaire (Sok et al., 1999). Il a été décrit que CHOP diminuait 

l’expression de la protéine Bcl-2 et augmentait la production de radicaux libres (McCullough et 

al., 2001). D’autres gènes impliqués directement ou non dans l’induction de l’apoptose sont en 

cours d’étude. 
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Fig. 6 : Apoptose induite par un stress du RE (d’ap rès Oyadomari et al., 

2002) 
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La seconde voie d’induction de l’apoptose met en jeu la voie de transduction JUN-kinase (JNK). 

JNK constitue une famille de protéines qui régulent l’expression de certains gènes et qui 

participent au choix entre apoptose et survie cellulaire après un stress. Le stress du RE induit JNK 

par la protéine IRE1 (Urano et al., 2000) (Figure 6). Le domaine cytosolique kinase de IRE1 se lie 

à TRAF2 qui est une protéine adaptatrice, ce qui lie les récepteurs membranaires au stress du RE 

pour l’activation de JNK. 

L’activation de la caspase-12 est la troisième voie apoptotique induite par un stress du RE. La 

caspase-12 est localisée au niveau de la membrane du RE côté cytosolique et est activée par un 

stress au niveau du RE (Figure 6). Elle ne semble pas être activée par la voie des récepteurs de 

mort ou par la voie mitochondriale. Il a été décrit que la caspase-12 était induite par l’activation de 

la m-calpaïne. C’est une endopeptidase cytosolique activée par le calcium qui induit le clivage de 

la procaspase-12 ainsi que le clivage de Bcl-XL conduisant à l’activation de la caspase-12 et à 

l’inactivation de Bcl-XL (Nakagawa et Yuan, 2000). Pendant un stress du RE, la translocation de la 

caspase-7 cytosolique a été décrite par Rao et al. (2001) ; celle-ci clive alors la procaspase-12 au 

niveau de son pro-domaine. De plus, il a été décrit que IRE1 actif recrutait TRAF2 qui interagit 

alors avec la procaspase-12 et permet son activation (Yoneda et al., 2001). Il semblerait que JNK 

agisse comme partenaire dans l’activation de la caspase-12 par IRE1/TRAF2. 

 

7. Rôle du facteur de transcription NF-κB 

Le facteur de transription NF-κB («Nuclear Factor-κB») est présent dans le cytoplasme de 

nombreuses cellules ; il est un régulateur de la réponse immunitaire, de la prolifération cellulaire et 

du signal de survie pendant un stress. NF-κB intervient le plus souvent en s’opposant à l’apoptose 

en stimulant, par exemple, l’expression des protéines inhibitrices des caspases, les IAPs ou les 

homologues de Bcl-2. 

 

 7. 1. Activation de NF-κB 

NF-κB agit comme facteur de transcription sous forme de dimère. Les dimères peuvent être 

constitués de différentes sous-unités p50, p52, c-Rel, RelB, p65 (RelA) mais le dimère le plus 

fréquent est constitué de p50/p65 (Baldwin, 1996). Dans les cellules non stimulées, NF-κB est 

conservé sous forme inactive dans le cytoplasme par interaction avec des protéines inhibitrices de 

la famille I-κB. Cette famille est composée de plusieurs protéines comme I-κBα, I-κBβ, I-κBε, I-

κBγ (p105), I-κBδ (p100) : I-κBα étant la plus connue (Baldwin, 1996). 
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L’activation de nombreux récepteurs de surface comme les récepteurs du TNF ou de l’IL-1 

ou la production de différents stress cellulaires (drogues, radiations, radicaux libres) provoquent la 

phosphorylation de I-κBα sur les sérines 32 et 36 (Brown et al., 1995) puis l’ubiquitinylation et la 

dégradation de I-κBα par le protéasome 26S. De cette façon, NF-κB est libéré et le dimère se 

transloque dans le noyau pour activer la transcription des gènes cibles (Karin, 1999 ; Pahl, 1999) 

(Figure 7). Le complexe de protéines kinases IKK (I-κB Kinase) qui phosphoryle I-κBα contient 

deux sous-unités catalytiques qui sont des sérine kinases spécifiques d’I-κB, IKKα (IKK1) et 

IKK β (IKK2), et une sous-unité régulatrice IKKγ/NEMO («NF-κB Essential Modulator») (Karin 

et Lin, 2002) (Figure 7). Les activités de ces kinases sont elles-mêmes régulées par des kinases 

comme NIK («NF-κB-inducing Kinase») et MEKK1 («MAP Kinase Kinase Kinase1»). 

D’autres activateurs de NF-κB ont été identifiés comme la sérine/thréonine kinase RIP 

contenant un domaine DED et les membres de la famille TRAF qui médient la réponse cellulaire 

induite par quelques récepteurs du TNF (TNF-R1, TNF-R2, CD27, CD30, CD40, CD95 et la 

lymphotoxine β). En effet, le récepteur de l’IL-1 utilise de nombreux adaptateurs, dont l’ubiquitine 

ligase TRAF6. TRAF6 interagit avec des protéines du protéasome qui catalysent sa poly-

ubiquitinylation. Cette ubiquitinylation est nécessaire à l’activation des IKK et conduit par 

conséquent à la translocation de NF-κB dans le noyau ; l’ubiquitinylation d’une protéine n’entraîne 

donc pas automatiquement sa dégradation mais peut, au contraire, l’activer (Deng et al., 2000). 

 

 7. 2. Les principaux rôles de NF-κB 

  7. 2. 1. Rôle dans le système immunitaire et l’inflammation 

NF-κB régule la réponse inflammatoire, la réaction immunitaire et la croissance cellulaire 

en induisant l’expression de gènes spécifiques. Les gènes régulés par ce facteur de transcription 

sont ceux codant pour les cytokines, les chimiokines, les récepteurs impliqués dans la réaction 

immunitaire (Figure 7). Les cytokines induites par NF-κB comme l’IL-1β et le TNFα peuvent 

également activer NF-κB, ainsi par une boucle d’autorégulation positive elles amplifient la réponse 

inflammatoire et augmentent la durée de l’inflammation chronique. La voie NF-κB est importante 

pour le contrôle de la réponse immunitaire puisqu’elle permet la différenciation des lymphocytes B 

en plasmocytes ainsi que la différenciation des lymphocytes T par la régulation de la production de 

l’IL-2 (Gerondakis et al., 1998). Le facteur de transcription NF-κB est impliqué dans la 

pathogénèse de maladies inflammatoires chroniques comme l’asthme ou l’arthrite rhumatoïde mais 

aussi dans l’athérosclérose et la maladie de Crohn par l’induction de gènes codant pour des 

cytokines. 
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Fig. 7 : Activation et rôles de NF- κκκκB 
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NF-κB stimule également l’expression d’enzymes dont les métabolites sont impliqués dans la 

réaction inflammatoire aigüe comme la NO-synthase et la cyclooxygénase-2 qui génère les 

prostanoïdes (Pahl, 1999) (Figure 7). 

 

  7. 2. 2. Rôle dans la régulation de l’apoptose et de la prolifération 

Le facteur NF-κB est également un médiateur clé de l’induction de gènes impliqués dans le 

contrôle de la prolifération cellulaire et de l’apoptose (Barkett et Gilmore, 1999) (Figure 7). NF-

κB a été décrit comme un inhibiteur de l’apoptose principalement induite par le TNFα (Baldwin, 

1996). De plus, il a été montré qu’IKKβ était indispensable pour la survie cellulaire (Li et al., 

1999). Les gènes codant pour les IAPs (c-IAP1, c-IAP, et XIAP), pour FLAP, TRAF-1 et TRAF-2 

et pour des homologues de Bcl-2 sont des gènes anti-apoptotiques directement activés par NF-κB. 

En activant les IAPs, NF-κB empêche l’activation des caspases mais il peut aussi induire 

l’expression de membres de la famille Bcl-2 comme Bcl-XL qui est anti-apoptotique ou inhiber 

l’expression de Bax pro-apoptotique (Bentires-Alj et al., 2001). NF-κB est également fortement 

activé dans certains cancers (cancers du sein, des ovaires, de la prostate, du côlon) ainsi que dans 

l’initiation de l’apoptose des neurones dans la maladie d’Alzheimer (Yamamoto et Gaynor, 2001). 

Une activation de Hsp70 par l’arsenite diminue l’apoptose dans les cellules endothéliales, 

cette activation de Hsp70 semble être liée à une diminution de l’activation de NF-κB. Ceci suggère 

que NF-κB activé puisse être pro-apoptotique (DeMeester et al., 1997). Ryan et al. (2000) ont 

montré que l’activation de NF-κB était essentielle pour que p53 induise l’apoptose. En effet, 

l’inhibition de l’activité de NF-κB est corrélée à une absence d’apoptose normalement induite par 

p53. La daunomycine est un puissant inducteur des facteurs de transcription p53 et NF-κB. 

L’accumulation de la protéine p53 dans le noyau est due à une augmentation de sa stabilité et à une 

induction de son expression. L’augmentation d’expression de p53 est partiellement régulée par 

NF-κB lors d’un traitement par la daunomycine puisqu’une inhibition de NF-κB diminue la 

transcription de p53 mais ne la bloque pas totalement (Hellin et al., 2000). Lors d’un traitement par 

le benzo(a)pyrène, p53 est activée transcriptionnellement par l’induction de l’activité de NF-κB 

(Pei et al., 1999). 

NF-κB agit également au niveau du cycle cellulaire en activant par exemple la cycline D, 

régulateur principal de la transition G1/S, en se fixant directement sur différents sites de son 

promoteur (Guttridge et al., 1999). 
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  7. 2. 3. Inhibition de la voie NF-κB 

L’activation de NF-κB dépend essentiellement de la phosphorylation de I-κB par les 

kinases IKK, phosphorylation nécessaire pour la dégradation de la sous-unité inhibitrice. Par 

conséquent, des mutants I-κB résistants à la dégradation par le protéasome empêchent l’action 

anti-apoptotique de NF-κB et augmentent donc l’apoptose lorsqu’elle est induite par le TNF-α, la 

daunorubicine ou les radiations ionisantes (Wang et al., 1996a). 

D’autres molécules comme les glucocorticoïdes agissent grâce à leurs récepteurs 

spécifiques et diminuent l’expression de gènes impliqués dans la régulation du système 

inflammatoire (Figure 7). Les glucocorticoïdes peuvent induire l’expression de I-κBα et favoriser 

la rétention cytoplasmique de NF-κB mais ils peuvent également moduler l’activation de ce facteur 

par interaction directe avec NF-κB. Une autre hypothèse de régulation pourrait s’expliquer par une 

compétition entre glucocorticoïdes et NF-κB vis-à-vis de coactivateurs comme les protéines de 

liaison à CREB («AMPc regulatory binding protein) (Yamamoto et Gaynor, 2001). 

Les anti-inflammatoires non stéroïdiens sont utilisés dans le traitement de maladies 

inflammatoires et exercent leur action en inhibant la production de prostaglandines synthétisées 

par les cyclooxygénases (COX). L’aspirine et le salicylate de sodium inhibent l’activation de NF-

κB en altérant la phosphorylation de I-κBβ (Yin et al., 1998) alors que le sulindac et ses dérivés 

(sulfide et sulfone de sulindac) agissent sur IKK pour inhiber NF-κB (Yamamoto et al., 1999) 

(Figure 7). 

Les agents immuno-suppressifs comme la cyclosporine et le tacrolimus agissent 

différemment dans l’inhibition de NF-κB. La cyclosporine est un inhibiteur de la calcineurine 

(sérine/thréonine phosphatase dépendante du calcium et de la calmoduline) qui normalement active 

NF-κB. Il semblerait que la cyclosporine agisse également par compétition avec le protéasome 20S 

empêchant la dégradation de I-κB. Le tacrolimus bloque la translocation du cytoplasme vers le 

noyau de la sous-unité c-Rel de NF-κB (Yamamoto et Gaynor, 2001). 

La dégradation de I-κB par le protéasome est nécessaire à l’activation de NF-κB, par 

conséquent l’inhibition du protéasome par des molécules comme les peptides aldéhydiques 

(MG132, MG101) ou la lactacystine représente une voie d’inhibition de l’activation de NF-κB 

importante (Yamamoto et Gaynor, 2001). 

Des produits naturels comme les flavonoïdes (quercétine, resvératrol, myricétine) 

impliqués dans la suppression de l’inflammation ainsi que dans la prévention des cancers exercent 

leurs effets en inhibant probablement l’activation de NF-κB et en réduisant l’activation de IKK 

(Holmes-McNary et Baldwin, 2000). Cependant, la diosgénine, un stéroïde végétal, induit 
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l’apoptose sur les cellules d’ostéosarcome et active NF-κB (Moalic et al., 2001a). 

 

 7. 3. Le protéasome 

L’activation de NF-κB est fortement régulée par le protéasome puisque celui-ci dégrade I-

κB. Le protéasome est une protéase multimérique qui catalyse la dernière étape de la dégradation 

des protéines intracellulaires. Il existe sous de multiples formes dans les cellules eucaryotes mais la 

sous-unité commune à tous les protéasomes est le protéasome 20S. Le principal protéasome étudié 

est le 26S. La reconnaissance du substrat peut être directe par la séquence primaire de la protéine, 

ou induite après phosphorylation de la protéine ou interaction avec une molécule chaperonne. Une 

chaîne de poly-ubiquitinylation est réalisée par l’addition successive de molécules d’ubiquitine. La 

protéine poly-ubiquitinylée est ensuite dégradée par le protéasome, l’ubiquitine libérée étant 

recyclée (Ciechanover, 1998). 

 

L’ubiquitinylation est impliquée dans le contrôle du cycle cellulaire, dans l’endocytose, 

dans la transduction du signal, dans la réparation de l’ADN et dans l’apoptose. Les protéines 

PARP, Bax, Bcl-2, p53 et les complexes NF-κB/I-κB sont les principaux substrats de protéolyse 

médiée par l’ubiquitine. 

L’ubiquitinylation est une étape importante de la voie d’activation des facteurs de 

transcription de la famille NF-κB car elle permet la dégradation de la sous-unité inhibitrice I-κB 

décrite précédemment mais elle permet également la maturation des sous-unité p50 et p52. En 

effet, p105 et p100, les précurseurs de p50 et p52 contiennent en position carboxy-terminale une 

région auto-inhibitrice homologue à I-κB. La phosphorylation puis l’ubiquitinylation conduisent à 

une dégradation partielle de p100 et de p105, éliminant ainsi la région inhibitrice et donnant 

naissance aux facteurs de transcription p50 et p52 (Yamamoto et Gaynor, 2001). Le protéasome 

participe également au contrôle du cycle cellulaire dans lequel la destruction de certaines cyclines 

est requise pour la progression dans le cycle (cycline A et B, p27) (Koepp et al., 1999). 

 

 

 

 



 61 

8. Rôle des protéines de choc thermique ou HSP 

Les protéines de stress thermique ou Hsps (« heat shock protein ») sont codées par des 

gènes dont l’expression est induite lors de stress thermique, par des inhibiteurs du métabolisme 

énergétique, par des métaux lourds, par un stress oxydatif ou par l’inflammation. Lors de tels 

stimuli, ces protéines protègent les cellules en agissant sur les protéines altérées afin d’éviter leur 

agrégation (Skowyra et al., 1990). En conditions normales, les protéines Hsps sont chargées du 

bon repliement des protéines, de leur translocation, de l’activation de protéines régulatrices comme 

les facteurs de transcription, de la dégradation des protéines et de la présentation de l’antigène 

(Helmbrecht et al., 2000 ; Jolly et Morimoto 2000). Elles sont, pour ces raisons, appelées protéines 

chaperonnes. Ces protéines conservées au cours de l’évolution ont été classées en fonction de leur 

poids moléculaire. La plus connue faisant 70 kDa est appelée Hsp70. La transcription des gènes 

hsps est permise par le facteur de stress thermique (HSF) (Morimoto, 1998). La liaison des Hsps à 

des protéines co-chaperonnes module l’activation des Hsps et favorise l’interaction avec les 

substrats (Zylicz et Wawrzynow, 2001). 

Hsp70 et d’autres protéines chaperonnes ont également un rôle déterminant au cours de 

l’apoptose et de la transformation cellulaire. Une expression élevée d’Hsp70 et d’Hsp90 est 

détectée dans plusieurs types de cancers (Jolly et Morimoto, 2000) ; en effet, la surexpression de 

Hsp70 induit la transformation cellulaire dans quelques types de cancers (Jaattela, 1995). Cette 

induction de la tumorigénicité est permise par l’action des Hsps sur la machinerie du cycle 

cellulaire. En effet, Hsp70 et Hsp90 interagissent avec des protéines contrôlant le cycle cellulaire 

comme p53, pRb ou p27. Hsp90 peut se lier à p53 sauvage et stabilise la liaison de p53 à l’ADN 

(King et al., 2001). Certaines Hsps empêchent p53 mutée de se transloquer dans le noyau en 

masquant le signal de localisation nucléaire (Akakura et al., 2001) et jouent également un rôle dans 

la régulation de l’équilibre de p53 cytoplasmique et nucléaire. Ces protéines agissent également 

sur des kinases impliquées dans la cascade de signalisation d’activation de mitogènes comme les 

Raf ou MAP Kinases. Récemment, il a été décrit qu’Hsp70 pouvait réguler négativement 

différentes étapes de la voie apoptotique dépendante ou indépendante de p53 (Beere et al., 2000 ; 

Li et al., 2000a). Il a été décrit que l’effet anti-apoptotique de Hsp70 ne modifiait ni la libération 

du cytochrome c ni la quantité de caspase activée en dépit d’une augmentation du nombre de 

cellules non apoptotiques, suggérant que l’action protectrice de Hsp70 est postérieure à l’activation 

des caspases (Jaattela et al., 1998). En revanche, une autre étude relate une surexpression de 

l’activation de la caspase-3 par Hsp70 sans que les fonctions mitochondriales soient affectées 

(Mosser et al., 1997). Beere et al. (2000) ont montré qu’Hsp70 supprimait l’apoptose en 
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s’associant directement avec Apaf-1, empêchant ainsi le recrutement puis l’activation de la 

procaspase-9 et par conséquent l’assemblage d’un apoptosome fonctionnel. 

Toutefois, le rôle protecteur des Hsps n’est pas systématique. En effet, il a été montré dans 

certaines conditions, qu’Hsp70 et Hsp90 pouvaient induire l’apoptose (Liossis et al., 1997 ; Galea-

Lauri et al., 1996). Récemment, il a été décrit qu’Hsp60 localisée sous forme de complexe dans la 

mitochondrie pouvait être libérée dans le cytosol et pouvait favoriser l’activation de la caspase-3 

de manière ATP-dépendante après un stimulus pro-apoptotique (Xanthoudakis et al., 1999). 
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II- Le cycle cellulaire 

Le cycle cellulaire est un mécanisme conservé par lequel les cellules eucaryotes se 

dupliquent. Dans l’organisme, l’homéostasie des tissus résulte de l’équilibre entre les cellules qui 

vont mourir et les cellules nouvellement formées. Ce contrôle de l’homéostasie est permis par la 

connexion entre le cycle cellulaire et la mort cellulaire programmée. La réparation de l’ADN se 

fait en même temps que le cycle cellulaire ou que l’apoptose pour maintenir l’intégrité génomique 

des cellules, essentiel pour leur fonctionnement et leur survie. Des lésions sur l’ADN ou une 

mauvaise réplication de celui-ci peuvent activer des voies spécifiques de transduction. L’activation 

de points de contrôle peut induire un arrêt temporaire du cycle cellulaire et parfois une réparation 

de l’ADN. 

 

1. Les différentes phases du cycle cellulaire 

Le cycle cellulaire est une série d’évènements permettant à la cellule de se dupliquer. La 

transmission de l’information génétique d’une cellule à une cellule fille nécessite la réplication du 

génome pendant la phase S et sa séparation en deux nouvelles cellules filles pendant la mitose ou 

phase M. Les phases S et M sont des évènements cruciaux rigoureusement ordonnés pour 

permettre une duplication correcte de la cellule sans accumulation d’anomalies génétiques. 

La majorité des cellules animales et végétales en croissance ne se divisent que toutes les 10 à 24 

heures et d’autres encore bien plus rarement. Dans l’organisme adulte, beaucoup de cellules 

comme les cellules nerveuses et les cellules du muscle strié ne se divisent plus alors que les 

fibroblastes qui assurent la guérison des blessures ne se divisent qu’à la suite de lésions. Lors d’un 

cycle cellulaire normal, on observe une pause entre la synthèse d’ADN ou phase S et la division 

cellulaire ou phase M (mitose), une autre après la mitose et avant la phase S suivante. Le cycle 

cellulaire comprend donc la phase M, une phase G1 (G pour Gap ou intervalle), la phase S 

(synthèse d’ADN), et une phase G2 (second intervalle) avant le retour à la phase M. L’ensemble 

des périodes G1, S et G2 séparant deux mitoses est nommé interphase (Pucci et al., 2000) (Figure 

8). Dans les tissus, certaines cellules comme les fibroblastes suspendent leur cycle cellulaire après 

la mitose, sortent de la phase G1 pour entrer en phase quiescente G0. La durée de la phase G1 est 

caractéristique du type cellulaire alors que la durée des autres phases est similaire quel que soit le 

type cellulaire. 
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Fig. 8 : Cycle cellulaire et régulation par les com plexes cyclines/CDK 

(d’après Pucci et al., 2000) 
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La mitose dure environ 30 minutes dans les cellules à prolifération rapide, la phase S 10 

heures et la phase G2 4 heures. 

Le contenu relatif en ADN des cellules au cours du cycle cellulaire varie d’une quantité 

donnée n en phase G1 à une quantité 2n en phase S après réplication. Cette quantité 2n est 

maintenue pendant les phases G2 et M. Il est donc facile de reconnaître les stades dans lesquels les 

cellules se trouvent lors du cycle cellulaire par simple analyse du contenu en ADN à l’aide d’un 

trieur de cellules (FACS). Pendant l’interphase, les ARNs et les protéines sont synthétisés, la 

cellule répare également les anomalies dans l’ADN qui ont pu apparaître au cours de la phase S 

(erreurs de copie de l’ADN). Pendant la phase M, les synthèses d’ARNs et de protéines sont 

interrompues en raison de la condensation extrême de l’ADN dans les chromosomes mitotiques. 

Les drogues anti-cancéreuses actuellement connues agissent essentiellement sur les phases 

S et M du cycle cellulaire. Certaines des drogues agissant pendant la phase S sont des dérivés de 

nucléotides (antimétabolites) alors que les drogues agissant pendant la phase M sont des poisons 

des microtubules qui perturbent l’organisation du fuseau mitotique. 

 

2. Régulation du cycle cellulaire 

La durée du cycle cellulaire ainsi que son déroulement sont contrôlés aux différents points 

de transition G1/S et G2/M mais aussi dans la phase S par des complexes protéiques appelés 

cyclines/kinases dépendantes des cyclines (CDK) (MacLachlan et al., 1995). Lors de lésions sur 

l’ADN ou d’un mauvais alignement des chromosomes au niveau du fuseau mitotique, le cycle est 

arrêté au niveau de ces points de contrôle pour permettre la réparation des dommages. Après 

réparation, la cellule poursuit son cycle cellulaire mais si les lésions sont trop importantes pour être 

réparées, la cellule entre en apoptose. 

 2.1. Les complexes cyclines/CDK 

  2.1.1. Rôle des complexes cyclines/CDK dans le cycle cellulaire 

La progression de la cellule dans les différentes phases du cycle cellulaire est médiée par 

l’activation transitoire de complexes cyclines/CDK. Les CDK appartiennent à la famille des 

sérine/thréonine kinases et leur activité kinase est dépendante de la présence des cyclines. Les 

cyclines requises pour le déroulement de chacune des phases du cycle cellulaire sont fortement 

induites lors de la phase concernée puis leur expression est diminuée pendant les phases au cours 

desquelles elles n’interviennent pas. 
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� Déroulement du cycle cellulaire et expression des complexes cyclines/CDK 

Lorsque les cellules quiescentes entrent dans leur cycle cellulaire, le gène de la cycline D 

est induit et la cycline peut alors se complexer aux CDK4 ou 6 permettant à la cellule de 

progresser en phase G1 (Sherr, 1993) (Figure 8). Les complexes cycline E/Cdc2 (ou CDK2) et 

cycline A/Cdc2 contrôlent la progression des cellules de la phase G1 à la phase S (Sherr et Roberts, 

1999). L’activité des complexes cycline/CDK est régulée par des mécanismes agissant au niveau 

de la formation des complexes ou au niveau de la phosphorylation des CDK qui est nécessaire à 

leur activité. La phosphorylation des CDK par des kinases activatrices ou CAK pour «CDK-

activating kinase» favorise leur activité. A la fin de la phase G1, après le point de restriction, la 

cellule peut entrer en phase S et les complexes cyclines D/CDK sont alors inactivés alors que la 

cycline A se lie à Cdc2 pour permettre la transition G1/S. L’un des principaux substrats du 

complexe cycline D/CDK est la protéine du rétinoblastome (pRb). La phosphorylation de pRb 

initiée par ce complexe au cours de la phase G1 est amplifiée par le complexe cycline E-Cdc2 après 

activation (Figure 8). 

La transition G2/M est permise par la présence de complexes cycline A/Cdc2 ou cycline 

B/Cdc2. Les complexes cycline B/Cdc2 s’accumulent pendant la phase G2 du cycle cellulaire mais 

sont rendus inactifs par des kinases qui phosphorylent Cdc2. L’entrée en mitose nécessite la 

déphosphorylation de Cdc2 par la phosphatase CDC25C (Smits et Medema, 2001) (Figure 8). Les 

complexes cyclines A/Cdc2 et B/Cdc2 activés maintiennent pRb hyperphosphorylée jusqu’au 

début de la mitose avant qu’elle ne soit hypophosphorylée pour la prochaine phase G1. La fin de la 

mitose se produit lorsque la cycline B est ubiquitinylée et dégradée par le complexe d’induction de 

l’anaphase (APC pour « Anaphase-Promoting Complex »). 

 

� Régulation du point de transition G1/S 

L’inhibition des complexes est importante pour l’induction de l’arrêt du cycle cellulaire. 

Les CDK sont régulées négativement par les sous-unités inhibitrices de CDK ou CKI pour «CDK 

inhibitor». Dans les cellules de mammifères, deux classes de CKI, les familles Cip/Kip et les INK4 

(« inhibitors of CDK4 »), ayant des spécificités tissulaires différentes, permettent le contrôle du 

cycle cellulaire en réponse à des signaux intra- ou extra-cellulaires (Harper et Elledge, 1996) 

(Figure 8). La famille Cip/Kip inclut les protéines p21Waf1/Cip1, p27Kip1 et p57Kip2 ; les INK4 

comprennent quatre membres qui sont très souvent mutés dans les cancers, p15Ink4b, p16Ink4a, 

p18Ink4c et p19Ink4d (Sherr et Roberts, 1999). Les protéines régulatrices de la famille INK4 inhibent 

spécifiquement les CDK4 et CDK6 pendant la phase G1 alors que les protéines régulatrices de la 
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famille Cip/Kip peuvent inhiber l’activité des CDK pendant toute la durée du cycle cellulaire. 

L’arrêt du cycle cellulaire par les protéines de la famille des INK4 dépend de la présence de 

la protéine du rétinoblastome pRb sous sa forme hypophosphorylée. Les INK4 inhibent 

l’activation des complexes cycline D/CDK ce qui maintient pRb hypophosphorylée et active afin 

d’induire l’arrêt du cycle cellulaire en G1. La protéine p16Ink4a provoque un arrêt en G1 en réponse 

à des lésions sur l’ADN de façon indépendante de p53 en empêchant la phosphorylation de pRb 

par les complexes cycline D/CDK (Shapiro et al., 2000). Lorsque les cellules normales sont 

exposées à un agent génotoxique, la protéine p53 active la transcription du gène p21Waf1/Cip1. La 

protéine p21Waf1/Cip1 va se lier aux complexes cycline E/Cdc2 et les inactiver conduisant à une 

déphosphorylation de la protéine pRb et à un arrêt du cycle cellulaire en phase G1 (Brugarolas et 

al., 1999 ; Stewart et Pietenpol, 2001). 

La phosphorylation de pRb semble être facilitée lorsqu’elle est associée à des protéines de 

la famille Cip/Kip mais aucune expérimentation n’a permis de définir exactement cette interaction. 

L’accumulation des complexes cyclines D/CDK favorise la phosphorylation de pRb et permet 

l’activation du complexe cycline E/Cdc2. Une fois activée, ce complexe phosphoryle p27Kip1 et 

entraîne sa dégradation, ce qui permet le passage du point de restriction (Sherr et Roberts, 1999). 

 

� Régulation du point de transition G2/M 

Un stress génotoxique peut également entraîner un arrêt du cycle en phase G2 par 

l’induction des protéines ATM («ataxia telangiestica mutated») et ATR («ATM and Rad3-

related») qui inhibent Cdc2 (Pientenpol et Stewart, 2002). ATM active la kinase du point de 

transition 2, Chk2 (« checkpoint kinase 2 ») après effet des radiations ionisantes alors que ATR 

active la kinase Chk1 après effet des radiations UV. Les deux kinases phosphorylent la 

phosphatase CDC25C sur la sérine 216 permettant à la protéine 14-3-3 d’interagir. Cette 

interaction entraîne la translocation de CDC25C du noyau vers le cytoplasme et sa séquestration 

dans ce dernier compartiment. Cdc2 est inactive puisqu’elle reste phosphorylée et la cellule ne peut 

donc pas progresser en mitose (Abraham, 2001). Quelques travaux laissent supposer que p53 joue 

un rôle important dans l’arrêt du cycle cellulaire en G2. En effet, p53 régule positivement la 

transcription des protéines p21 et 14-3-3 (Hermeking et al., 1997 ; Bunz et al., 1998). L’activation 

de p21 par p53 provoque une diminution d’expression de la cycline B et de Cdc2 (Innocente et al., 

1999). 

 

� Régulation de la mise en place du fuseau mitotique 
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Les protéines MAD2 (« mitotic arrest deficient ») et BUB1 (« budding uninhibited by 

benomyl ») régulent la progression de la mitose en interagissant avec le complexe APC et en 

l’inhibant, ce qui empêche l’entrée en anaphase lorsque le fuseau mitotique est altéré (Musacchio 

et Hardwick, 2002). 

 

  2.1.2. Rôle des complexes cyclines/CDK dans l’apoptose 

Plusieurs données révèlent l’influence qu’ont les complexes cyclines/CDK sur l’exécution 

ou non de la mort cellulaire. Harvey et al. (1998) ont décrit l’activation caspase-dépendante des 

complexes cycline A/CDK pendant la phase effectrice de la mort cellulaire. Dans des thymocytes 

en apoptose, Cdc2 est activée mais seulement lorsque Bax, protéine pro-apoptotique, est activée ou 

lorsque Bcl-2, protéine anti-apoptotique, est inhibée (Gil-Gomez et al., 1998). Cependant, 

l’implication de Cdc2 est dépendante du système cellulaire et du stimulus utilisé puisqu’elle n’a 

pas lieu lors de l’apoptose induite par l’étoposide, la dexaméthasone, les irradiations par les UV, la 

déprivation de sérum ou Fas (Kasten et Giordano, 1998). La cycline D semble être une autre 

protéine régulatrice du cycle cellulaire également impliquée dans l’apoptose. En effet, une 

surexpression de cette protéine induit l’apoptose dans les cellules neuronales ou dans les 

fibroblastes (Kasten et Giordano, 1998). Mais cette activation des cyclines pendant l’apoptose peut 

être la conséquence des phénomènes apoptotiques et non la cause. 

 

 2.2. La protéine p21 

  2.2.1. Rôle de p21 dans le cycle cellulaire 

p21 fait partie des Cip/Kip, inhibiteurs de CDK agissant dans n’importe quelle phase du 

cycle cellulaire. El-Deiry et al. (1993) ont montré que l’activité anti-tumorale de p53 était médiée 

par de nombreux gènes possèdant des éléments de réponse à p53 au sein de leur promoteur. L’un 

d’entre eux a été nommé WAF1 puis p21Waf1/Cip1. Ce gène est induit en présence de la protéine 

p53 sauvage et non en présence d’une p53 mutée. L’expression de WAF1 dans plusieurs lignées 

cellulaires en culture inhibe leur prolifération. La transcription de p21 est sous la dépendance de 

p53 qui agit alors comme facteur de transcription (Kim, 1997). Une fois exprimée, p21 va se lier 

aux complexes cycline D/CDK4, cycline D/CDK6 ou cycline E/Cdc2 et les inactiver, conduisant 

alors à une hypophosphorylation de pRb et à un arrêt du cycle cellulaire (Stewart et Pietenpol, 

2001). De plus, la transfection de p53 ou de p21 dans des cellules ne les exprimant pas conduit à 

une réduction de l’expression de la cycline A et à une accumulation des cellules en phase G1 
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(Huang et al., 2001). Brugarolas et al. (1995) ont montré que lorsque le gène de p21 était réprimé, 

aucun arrêt du cycle cellulaire n’était induit après irradiation alors qu’en sa présence le cycle 

cellulaire est arrêté en phase G1. Dans les cellules quiescentes, p27 est fortement exprimée 

contrairement à p21 dont l’expression est augmentée en réponse à des signaux mitotiques pendant 

la phase G1 (Sherr et Roberts, 1999). Le butyrate de sodium induit l’expression des CKI, p21, p27 

et p16 dans les cellules exprimant p53. Curieusement, dans des cellules exprimant une p53 mutée, 

l’expression de p21 est induite de façon plus importante. Le butyrate de sodium induit donc 

l’expression de p21 de façon dépendante ou indépendante de p53. La transfection de p53 dans des 

cellules de muscles lisses induit l’expression de p21, entraîne un arrêt du cycle cellulaire en phase 

G1 et en phase G2/M et induit l’apparition d’un pic sub-G1 souvent associé aux cellules 

apoptotiques (Katayose et al., 1995). De plus, p21 est impliquée dans l’arrêt du cycle cellulaire en 

G2 lorsqu’elle est induite par p53 car, lors d’une invalidation de p53 ou de p21, les cellules ne 

s’arrêtent pas en G2 mais entrent en mitose (Bunz et al., 1998). 

 

  2.2.2. Rôle de p21 et p27 dans l’apoptose 

L’inhibiteur de CDK, p21Waf1 peut également inhiber l’apoptose comme l’ont montré Lu et 

al. (1998b), cette inhibition semblant être dépendante de Cdc2. Contrairement à p21, le rôle de p27 

dans l’apoptose n’est pas encore bien défini et reste controversé. Une surexpression de p27 peut 

entraîner l’apoptose dans différents types cellulaires (Wang et al., 1997) mais p27 peut également 

avoir des effets anti-apoptotiques comme l’ont montré Hiromura et al. (1999). D’autres données 

ont montré que p21 et p27 étaient des cibles des caspases, liant donc ces deux molécules à 

l’apoptose. Pendant une privation en sérum qui induit l’apoptose, la partie carboxy-terminale de 

p21 et p27 est éliminée, ce qui empêche leur liaison à Cdc2 (Pucci et al., 2000). p21 est une cible 

des caspases lors de l’apoptose induite par des irradiations γ (Gervais et al., 1998) ou par le TNF 

(Donato et Perez, 1998). p27 est clivée par la caspase-3 pour générer un fragment de 23 kDa 

pendant l’arrêt du cycle cellulaire en G1 (Loubat et al., 1999). Le fait que ces deux CKI puissent 

être clivés suggèrent que Cdc2 pourrait en plus de son rôle dans le contrôle du cycle cellulaire 

avoir un rôle dans l’induction de l’apoptose dépendante des caspases (Levkau et al., 1998). 

 

 2.3. La protéine pRb 

Une autre protéine peut encore réguler négativement le cycle cellulaire, il s’agit de la 

protéine du rétinoblastome pRb, produit du gène RB1 suppresseur de tumeurs. Cette protéine peut 

également intervenir dans l’apoptose (Vermeulen et al., 2003). pRb fait partie d’une famille 



 70 

comprenant également pRb2/p130 et p107. Les gènes codant ces protéines sont souvent mutés 

dans de nombreux types de cancers comme les rétinoblastomes, les carcinomes de poumons, les 

cancers du sein, les cancers des os ou de la prostate (Riley et al., 1994). 

 

  2.3.1. Structure de la protéine pRb 

La protéine pRb est composée d’un domaine amino-terminal, des domaines centraux A et B 

et d’un domaine carboxy-terminal. L’intégrité structurale des domaines A/B est nécessaire à 

l’interaction de pRb avec d’autres protéines comme E2F ou les protéines histones déacétylases 

(HDAC). Des analyses cristallographiques de la structure de pRb montrent qu’elle peut se lier à 

plusieurs protéines simultanément. Le domaine carboxy-terminal et le domaine amino-terminal 

semblent également impliqués dans la fonction de suppression des tumeurs de pRb. Le domaine 

carboxy-terminal possède une fonction de liaison à l’ADN et le domaine amino-terminal paraît 

nécessaire à l’intégrité fonctionnelle de pRb et à la liaison de pRb à quelques protéines comme 

Hsp70 (Zheng et Lee, 2001). Les protéines homologues p130 et p107 possèdent également les 

domaines A/B leur permettant d’interagir avec E2F et les protéines HDAC de la même façon que 

pRb et par conséquent de médier un arrêt du cycle cellulaire. Cependant pRb, p107 et p130 

s’associent à des membres différents de la famille E2F, ce qui suppose qu’elles aient un rôle 

légèrement différent dans la régulation du cycle cellulaire (Nevins, 1998). 

 

  2.3.2. Rôle de pRb dans l’arrêt du cycle cellulaire en G1 

� Mécanismes de régulation transcriptionnelle par pRb 

L’arrêt du cycle cellulaire en G1 se fait par la liaison de pRb hypophosphorylée au facteur 

de transcription E2F qui normalement induit l’expression des gènes de protéines impliquées dans 

l’entrée des cellules en phase S ainsi que dans la synthèse d’ADN (Dyson, 1998) (Figure 9). 

D’autres protéines pouvant participer à la régulation transcriptionnelle induite par pRb sont 

actuellement étudiées ; RIZ (« Rb-interacting zinc-finger protein »), RbaK (protéine de la famille 

« KRAB-Zinc-Finger ») (Zheng et Lee, 2001). Bien que la formation du complexe pRb/E2F soit 

fortement impliquée dans l’arrêt du cycle cellulaire médié par pRb, cette dernière peut également 

exercer son activité par l’intermédiaire des protéines HDAC (Figure 9) ; pRb permettrait 

l’interaction de HDAC à l’ADN, ce qui altérerait la structure de la chromatine. Mais pRb peut 

directement altérer la structure de la chromatine en interagissant avec les protéines BRG1 et Brm 

(Figure 9), qui régulent le remodelage des nucléosomes de façon ATP-dépendante (Strober et al., 

1996). 
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� Régulation de pRb en phase G1 

L’activité de la protéine pRb est modulée au cours du cycle cellulaire par son degré de 

phosphorylation. La forme hypophosphorylée de pRb est dominante au début de la phase G1 puis 

dans la phase M alors que la forme hyperphosphorylée est présente à la fin de la phase G1 et est 

maintenue pendant les phases S, G2 et M (Figure 9). Doisneau-Sixou et al. (2003) ont montré que 

le tamoxifène associé à un inhibiteur de la farnésyl transférase induisait un arrêt du cycle cellulaire 

accompagné d’une diminution de la phosphorylation de pRb. L’induction des complexes cyclines 

D/CDK, impliqués dans la phase G1, coïncide avec l’initiation de la phosphorylation de pRb 

(Figure 9). pRb hyperphosphorylée ne peut plus interagir avec E2F ou HDAC et par conséquent 

n’exerce plus de répression sur la transcription des gènes impliqués dans la phase S (Harbour et 

Dean, 2000). E2F peut donc induire l’expression de gènes comme ceux codant pour les cyclines E 

et A, et HDAC peut induire l’expression de la cycline E. Les complexes cycline E/Cdc2 

nouvellement formés augmentent alors le degré de phosphorylation de pRb (Figure 9). La protéine 

pRb associée à BRG1/Brm régule les gènes normalement induits dans la phase S (cycline A et 

Cdc2) (Figure 9). Une fois que pRb est phosphorylée par le complexe cycline E/Cdc2, le complexe 

pRb/BRG1/Brm se dissocie ce qui entraîne l’induction de la cycline A et de Cdc2. Les deux types 

de répression transcriptionnelle exercée par pRb sont successivement levés par phosphorylation de 

celle-ci, ce qui maintient l’activité des complexes cyclines/CDK dans un ordre bien précis (Figure 

9). 

 

  2.3.3. Rôle de pRb dans la progression du cycle cellulaire 

Le complexe pRb/E2F réprime l’expression de la cycline A et favorise la dégradation de la 

cycline B à la fin de la phase S. Celle-ci est de nouveau induite au cours de la phase G2 puis 

activée pour permettre l’entrée en mitose. L’accumulation de la cycline B se fait lorsque pRb est 

phosphorylée par le complexe cycline E/Cdc2 (Zheng et Lee, 2001). 

La protéolyse est un des principaux mécanismes régulant la progression en phase M et le 

complexe APC semble essentiel dans la dégradation des cyclines mitotiques. En interagissant avec 

un des composés du complexe APC, la protéine pRb pourrait contrôler le déroulement de la phase 

M. De plus, pRb peut s’associer à Hec1 (« highly expressed in cancer »), une protéine qui interagit 

avec le protéasome 26S et inhibe la dégradation des cyclines mitotiques comme la cycline A (Chen 

et al., 1997) (Figure 9). En outre, la protéine pRb paraît indispensable à l’arrêt du cycle cellulaire 

en G2/M induit par p53 (Flatt et al., 2000). 
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Fig. 9 : Régulation du cycle cellulaire par pRb (d’ après Stewart et al., 2003) 
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Il est également supposé que pRb joue un rôle dans le contrôle de la synthèse d’ADN, et 

inhibe celle-ci lorsque l’ADN est endommagé. Cette hypothèse est confortée par le fait que pRb 

peut s’associer à un facteur permettant la réplication ou agir sur la transcription de gènes impliqués 

dans la réplication de l’ADN. Cette inhibition par la protéine pRb permet de maintenir l’intégrité 

du génome (Zheng et Lee, 2001). 

 

  2.3.4. Rôle de pRb dans l’apoptose 

Le rôle de pRb en tant que facteur anti-apoptotique a été montré dans différents systèmes, 

notamment dans la mort cellulaire induite par le TGF-β1 (Fan et al., 1996), par l’IFNγ (Berry et 

al., 1996) ou par des irradiations (Haas-Kogan et al., 1995). Plusieurs auteurs ont également décrit 

le clivage de pRb par les caspases dans l’apoptose induite par le TNF, la staurosporine, ou 

l’activation de Fas (Janicke et al., 1996 ; Dou et al., 1997). 

 

 2.4. Rôle de la protéine p53 

L’altération des fonctions de p53 dans les différents cancers a permis de constater son rôle 

aussi bien dans le contrôle de la croissance cellulaire, dans l’apoptose, dans le contrôle de 

l’intégrité du génome que dans la réparation de l’ADN (Levine, 1997). Plusieurs stimuli, comme 

des lésions sur l’ADN, l’hypoxie, l’activation d’oncogènes, la déplétion en facteurs de croissance, 

ou les chocs thermiques entraînent son activation en augmentant le taux de transcription du 

messager ou en augmentant la durée de sa demi-vie (Mosner et al., 1995). En réponse à ces 

stimuli, p53 peut induire un arrêt du cycle cellulaire afin de permettre la réparation de l’ADN avant 

la division cellulaire ou l’initiation de l’apoptose. Dans la majorité des cancers, on observe une p53 

mutée mais sans altération de son activité, et les cellules cancéreuses ayant une p53 sauvage sont 

souvent défectueuses en facteurs intervenant dans la stabilisation ou l’activité de p53 (Hainaut et 

Hollstein, 2000). 

Cette protéine régule une grande variété de gènes impliqués dans diverses fonctions (Figure 10). 

Elle peut conduire à un arrêt du cycle cellulaire en activant la CKI p21, la cycline D, Gadd45, le 

cofacteur 14-3-3. Elle peut également réguler des gènes comme Bax, Bcl-XL, TGFα, Fas, FasL, 

DR5 impliqués dans l’apoptose ou le gène Gadd145 impliqué dans la réparation de l’ADN. De 

plus, elle peut moduler sa propre activité en induisant le gène mdm2 (« murine double minute 2 ») 

(Bargonetti et Manfredi, 2002). D’autres gènes dépendants de p53 ont été décrits comme les gènes 

codants pour Apaf-1, NOXA (Oda et al., 2000a) et PUMA (« p53-upregulated modulator of 

apoptosis ») (Nakano et Vousden, 2001). NOXA et PUMA sont tous les deux membres de la 
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famille Bcl-2 possèdant un domaine BH3. Le niveau des lésions sur l’ADN est également un 

facteur contribuant au choix entre survie ou mort cellulaire. La protéine p53 peut réguler cette 

grande variété de gènes en s’associant de façon sélective à différents facteurs de transcription. La 

protéine p53 peut interagir avec des protéines impliquées dans la transcription comme TFIID en se 

liant à sa sous-unité TBP (« TATA box-binding protein ») (Farmer et al., 1996). Les protéines 

p300/CBP (« CREB-binding protein ») se lient au domaine amino-terminal de p53 et sont 

également impliquées dans la fonction transactivatrice de p53 (Gu et al., 1997). 

 

  2.4.1. Structure de la protéine p53 

p53 est une phosphoprotéine nucléaire de 393 acides aminés qui induit la transcription de 

différents gènes lorsqu’elle est sous forme de tétramère. Elle est constituée de trois domaines 

principaux, un domaine de transactivation en amino-terminal, un domaine de liaison à l’ADN et un 

domaine responsable de son oligomérisation localisé en carboxy-terminal (Stewart et Pietenpol, 

2001) (Figure 10). Deux dimères interagissent grâce à leurs hélices α pour former le tétramère. Le 

tétramère peut ainsi se fixer sur des séquences précises de l’ADN pour exercer son activité 

transcriptionnelle. Les séquences sur lesquelles se fixe p53 contiennent deux copies du motif 5’-

Pu-Pu-Pu-C-(A/T)-(T/A)-G-Py-Py-Py-3’ (Pu, base purique et Py, base pyrimidique) et il existe 

environ 200 à 300 éléments de réponse à p53 dans le génome (Funk et al., 1992). 

 

  2.4.2. Régulation de l’expression de p53 

Le niveau d’expression des gènes dépend de la quantité de p53 dans la cellule et du type de 

stress utilisé pour induire p53 (Bargonetti et Manfredi, 2002). En effet, différents types de lésions 

sur l’ADN activent diverses kinases qui phosphorylent p53 sur des résidus sérine ou thréonine. 

 

� Régulation de p53 par MDM2, ATM/ATR et JNK 

Dans les cellules normales, l’expression de p53 est maintenue à un faible taux par 

l’interaction avec son régulateur, MDM2. Le gène mdm2 est induit par p53 et la protéine MDM2 

inhibe l’activité transcriptionnelle de p53 en diminuant sa stabilité et en favorisant sa dégradation. 

Elle favorise la relocalisation de p53 du noyau vers le cytoplasme (Alarcon-Vargas et Ronai, 2002) 

et facilite également la dégradation de p53 par le protéasome dans le cytoplasme (Figure 11). 

MDM2 est également capable de s’auto-ubiquitinyler et peut provoquer sa propre dégradation dans 

certaines conditions. 
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Fig. 10 : Structure de la protéine p53 (d’après Ste wart et Pietenpol, 2001) 
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MDM2 contient un domaine de localisation nucléaire ainsi qu’un domaine d’exportation 

nucléaire, ce qui favorise son va-et-vient entre le cytoplasme et le noyau. Les kinases DNA-PK 

(« DNA-activated protein kinase »), ATM, ATR et p38 impliquées dans les activités de MDM2 

sont les mêmes qui phosphorylent p53, ce qui révèle l’étroite régulation entre ces deux protéines 

(Figure 11). La phosphorylation de p53 par p38 augmente sa stabilité alors que la phosphorylation 

de MDM2 par cette même kinase augmente la dégradation de MDM2. De la même manière, ATM 

augmente la stabilité de p53 mais favorise l’export nucléaire de MDM2 empêchant donc son action 

sur p53 (Alarcon-Vargas et Ronai, 2002) (Figure 11). La surexpression de MDM2 est fréquente 

dans les cancers comme les ostéosarcomes et les carcinomes. Arriola et al. (1999) ont montré que 

l’inhibition de la transcription de MDM2 par l’étoposide, un inhibiteur de la topoisomérase II, 

activait p53. Les phosphorylations de p53 sur les sérines 15, 20 et 37 altèrent l’interaction de 

MDM2 avec p53. En effet, Gao et al. (1999) ont montré que différents agents anti-cancéreux 

(doxorubicine, étoposide, cisplatine) phosphorylaient p53 sur la sérine 15 et favorisaient par 

conséquent l’activation de p53. L’induction de la voie des kinases de la famille de la 

« phosphatidylinositol 3-kinase related kinase » (PIKK) par le cadmium, un inhibiteur de la 

prolifération et inducteur puissant d’apoptose, entraîne la phosphorylation de p53 sur la sérine 15 

(Matsuoka et Igisu, 2001). Les protéines ATM et ATR augmentent la stabilité de p53 en la 

phosphorylant sur la sérine 15 et en phosphorylant la kinase Chk2 qui à son tour phosphoryle p53 

sur la sérine 20 (Figure 11). Les deux sites (sérines 15 et 20) non phosphorylés semblent 

indispensables à l’interaction de p53 avec MDM2 (Alarcon-Vargas et Ronai, 2002). La protéine 

ATM peut également, en phosphorylant directement MDM2, empêcher l’export nucléaire de p53 

et donc empêcher sa dégradation dans le cytoplasme. Ainsi, p53 est stabilisée et peut s’accumuler 

dans le noyau (Unger et al., 1999) (Figure 11). 

La protéine p53 peut également être régulée par les protéines p300/CBP et JNK. La 

phosphorylation de p53 sur la thréonine 81 par JNK semble jouer un rôle important dans la 

stabilité de la protéine (Buschmann et al., 2001). La phosphorylation de p53 sur la sérine 15 

augmente son affinité pour les co-activateurs p300/CBP. 

 

� Les différents sites de phosphorylation et leur rôle dans l’activité de p53 

Diverses phosphorylations ou acétylations influencent la liaison de p53 à l’ADN, sa 

multimérisation, son interaction protéine-protéine et son activité transcriptionnelle. Les 

modifications de p53 les plus connues sont les phosphorylations situées au niveau des sérines 6, 9, 

15, 20, 33, 37 et 392, la phosphorylation des résidus thréonine 18 et 81, la déphosphorylation de la 

sérine 376 et les acétylations sur les lysines 320, 373 et 382 (Meek, 1998). 
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Fig. 11 : Activation de p53 
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• Phosphorylations sur les sérines 15 et 20 

Des mutations au niveau des sérines 15 et 20 altèrent l’activité pro-apoptotique de p53 

contrairement à d’autres mutations. Ces deux sérines ont donc un rôle crucial dans l’induction de 

l’apoptose p53-dépendante. La phosphorylation de p53 sur les sérine 15 et 20 est importante pour 

sa stabilisation, son induction et sa fonction transactivatrice (Unger et al., 1999) puisqu’elle 

empêche MDM2 de réguler p53. 

De récentes études montrent que les kinases de la famille des MAPK («mitogen-activated 

protein kinase») comme ERK («extracellular signal-regulated protein kinase»), JNK («c-Jun NH2-

terminal kinase»), ou p38 peuvent phosphoryler différents sites de p53, y compris la sérine 15. Ces 

protéines sont des sérine/thréonine kinases qui transmettent les signaux extra-cellulaires en se 

transloquant dans le noyau et en phosphorylant des gènes cibles comme p53 ou AP-1 (Schaeffer et 

Weber, 1999). Les kinases de la famille de la PIKK comme la DNA-PK, l’ATM ou l’ATR sont 

également impliquées dans la phosphorylation de p53 sur la sérine 15 (Meek, 1998). Ces kinases 

semblent être activées lorsque l’ADN est altéré. 

Le mécanisme de phosphorylation de p53 sur la sérine 20 est peu étudié contrairement au 

mécanisme phosphorylant la sérine 15. Récemment, Xie et al. (2001) ont montré que la 

sérine/thréonine kinase PlK3 (« Polo-like Kinase 3 ») activée par les radicaux libres oxygénés 

phosphorylait p53 sur la sérine 20. 

Il est également connu que ERK phosphoryle p53 sur les thréonines 73 et 83 (Milne et al., 

1994), JNK la phosphoryle sur la sérine 34 (Milne et al., 1995) et p38 phosphoryle p53 sur la 

sérine 392 ou sur les sérines 33 et 46 (Bulavin et al., 1999). Cependant, JNK peut se lier à p53 et 

favoriser sa dégradation de façon indépendante de MDM2 lorsque JNK est inactive (Fuchs et al., 

1998). Shieh et al. (1999) suggèrent que le domaine amino-terminal de p53 puisse être 

phosphorylé par un complexe contenant plusieurs kinases. 

 

• Phosphorylation sur la sérine 392 

La phosphorylation de p53 sur la sérine 392 favorise la stabilité du tétramère et par 

conséquent son activité transcriptionnelle (Hao et al., 1996 ; Sakaguchi et al., 1997). Cette 

phosphorylation se fait en général après une exposition de la cellule à des radiations UV qui 

génèrent des lésions importantes sur l’ADN (Kapoor et al., 2000). Les radiations UV induisent la 

phosphorylation de p53 au niveau des sérines des domaines amino et carboxy-terminaux alors que 

les radiations γ induisent une phosphorylation de p53 sur la sérine 15. Les différences de réponses 
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au niveau de p53 face à ces deux types de radiations peuvent s’expliquer par le type de lésions 

provoquées sur l’ADN. Les radiations UV provoquent des dimères de thymine alors que les 

radiations γ induisent des cassures de l’ADN double brin (Lu et al., 1998a). La phosphorylation de 

la sérine 392 peut être médiée par la caséine kinase II (Meek et al., 1990) mais aussi par les 

kinases de la famille de la MAPK comme p38 qui est activée lors de radiations UV (Keller et al., 

1999). Il est supposé que la phosphorylation sur la sérine 392 facilite l’oligomérisation de p53 et 

permet également la phosphorylation sur la sérine 15. De plus, Houser et al. (2001) ont montré que 

la camptothécine et la zéocine induisaient pendant toute la durée du cycle cellulaire une 

accumulation de p53 phosphorylée sur la sérine 392. 

 

• Autres sites de modifications 

L’augmentation de l’affinité de liaison de p53 à l’ADN nécessite une déphosphorylation de 

la sérine 376, ce qui favorise la liaison de p53 à la protéine 14-3-3 et augmente la liaison de p53 à 

l’ADN (Waterman et al., 1998) (Figure 11). Une phosphorylation sur la sérine 46 semble être 

importante dans l’induction de l’apoptose par p53 (Oda et al., 2000b), mais elle empêche la 

phosphorylation de p53 sur la sérine 15 (Bulavin et al., 1999). La phosphorylation de p53 sur la 

thréonine 81 n’est pas suffisante pour induire son activité transcriptionnelle (Buschmann et al., 

2001). L’acétylation de p53 sur les sites 320, 373 et 382 est impliquée dans l’activité 

transcriptionnelle de p53 et semble être dépendante de la phosphorylation de la protéine (Gu et al., 

1997). En effet, la phosphorylation de p53 sur les sérines 33 et 37 favorise l’acétylation de p53 en 

carboxy-terminal et augmente son affinité de liaison à l’ADN (Sakaguchi et al., 1998). 

 

  2.4.3. Rôle de p53 dans l’arrêt du cycle cellulaire 

L’activation de la transition G1/S est caractérisée par l’accumulation et l’activation de la 

protéine p53 dans le noyau. Le rôle de p53 dans la prolifération se fait principalement au niveau de 

la phase G1 du cycle cellulaire par l’induction de l’expression de p21 (Kim, 1997) et l’inhibition 

de l’expression des complexes cycline D/CDK ou cycline E/Cdc2 impliqués dans l’initiation de la 

phase S. Dans ces conditions, pRb ne peut être phosphorylée, ce qui empêche la cellule de 

progresser en phase S (Figure 9). p53 peut également agir sur le cycle cellulaire sans faire 

intervenir les CKI mais en régulant les CAK conduisant à une diminution de l’activité Cdc2 

(Schneider et al., 1998). 

D’autres études montrent également le rôle de p53 dans l’arrêt du cycle cellulaire au niveau 
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du point de transition G2/M (Agarwal et al., 1995). Il s’agit le plus souvent d’une inhibition au 

niveau de l’entrée en mitose lors d’anomalies au niveau de la synthèse d’ADN ou dans la 

répartition des chromosomes (Agarwal et al., 1995). p53 semble agir en diminuant la transcription 

et la synthèse de la cycline B1 (Innocente et al., 1999) ou en agissant sur la protéine 14-3-3 

conduisant à une diminution de l’activité Cdc25 et par conséquent à une diminution de l’activité 

Cdc2 (Hermeking et al., 1997). L’activation par p53 de Gadd45, un élément de la voie de réponse 

aux lésions sur l’ADN, inhibe la réplication de l’ADN jusqu’à ce que la réparation se mette en 

place et participe également à l’arrêt du cycle en G2/M (Sionov et Haupt, 1999). 

De plus, p53 est impliquée dans le bloquage des cellules en phase S de réplication lorsque 

le fuseau mitotique est altéré (Di Leonardo et al., 1997). Cette protéine régule également la 

duplication du centrosome (Fukasawa et al., 1996). 

 

  2.4.4. Rôle de p53 dans l’apoptose 

L’apoptose médiée par p53 est induite par des lésions sur l’ADN, l’hypoxie ou le manque 

de facteurs de croissance. La protéine p53 peut inhiber la transcription de gènes anti-apoptotiques 

comme Bcl-2 ou induire des gènes pro-apoptotiques comme Bax (Miyashita et al., 1994), Fas 

(Owen-Schaub et al., 1995) ou DR5 (Sheikh et al. 1998). 

Mais dans la plupart des cas, son implication dans l’apoptose semble être indépendante de 

son activité transcriptionnelle (Haupt et al., 1995) et est permise par son interaction avec d’autres 

protéines agissant au niveau de la réparation de l’ADN, comme TFIIH (Wang et al., 1996c). En 

effet, l’apoptose médiée par p53 est également induite lorsque la transcription des gènes ou leur 

traduction sont inhibées (Caelles et al., 1994 ; Gao et Tsuchida, 1999). La protéine p53 peut 

également induire l’apoptose en augmentant la production de radicaux libres au niveau de la 

mitochondrie. L’action de p53 au niveau de la mitochondrie pourrait augmenter son action au 

niveau du noyau et donc amplifier son activité pro-apoptotique. La localisation de p53 dans la 

mitochondrie est au niveau de la membrane externe mitochondriale et précède son accumulation 

dans le noyau (Sansome et al., 2001). p53 peut induire l’expression de PIG3, une protéine 

homologue à la NADPH-quinone oxydoréductase, qui génère des radicaux libres oxygénés 

(Polyak et al., 1997). Marchenko et al. (2000) ont décrit que p53 était localisée dans la 

mitochondrie après une hypoxie ou l’induction de lésions sur l’ADN. Cette localisation 

mitochondriale ne se produit pas lors d’une apoptose indépendante de p53 ou lors d’un arrêt du 

cycle cellulaire. Le transfert de p53 dans la mitochondrie est rapide et précède le relargage du 

cytochrome c et l’activation de la procaspase-3. De plus, Mihara et al. (2003) ont montré que p53 
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pouvait induire la perméabilisation de la membrane mitochondriale externe en formant un 

complexe avec les protéines anti-apopotiques Bcl-2 et Bcl-XL. L’interaction de p53 à Bcl-XL se 

fait par le domaine de liaison à l’ADN. 

 

  2.4.5. p63 et p73, protéines homologues de p53 

Les protéines homologues de p53 régulent le cycle cellulaire et l’apoptose par leur activité 

transcriptionnelle. Les protéines p63 et p73, contrairement à p53, sont exprimées sous différentes 

tailles ce qui complique l’analyse de leur fonction (Dietz et al., 2002). Le gène de la protéine p73 a 

été identifié récemment et code pour deux protéines, p73α (699 acides aminés) et p73β (499 acides 

aminés). p73 active la transcription des gènes codant pour p21Waf1 et Bax et entraîne une inhibition 

de la croissance accompagnée d’une induction de l’apoptose (Jost et al., 1997). Elle n’est exprimée 

que dans un nombre limité de cancer comme les neuroblastomes, les ostéosarcomes, les 

adénocarcinomes. La protéine p73 n’est pas induite par des signaux entraînant des lésions sur 

l’ADN, ce qui suppose qu’elle ne soit pas activée par les mêmes mécanismes que p53. La protéine 

p73, comme p53, induit l’expression de MDM2 qui régule négativement l’expression de p73 mais 

de façon différente que pour p53. p73 interagit avec MDM2 par son domaine amino-terminal, ce 

qui altère sa liaison avec les co-activateurs p300 et CBP et empêche son activité transcriptionnelle 

alors que MDM2 favorise la dégradation de p53 par le protéasome (Zeng et al., 1999). D’autres 

protéines homologues à p53 comme p51 et p63 ont également été décrites et ont les mêmes 

propriétés que p53 et p73 (Osada et al., 1998 ; Yang et al., 1998a). Une étude récente montre que 

l’apoptose induite par p53 chez des souris exprimant différentes combinaisons de p53, p63 et p73 

est la conséquence d’une interaction entre les différents membres de la famille p53 (Flores et al., 

2002). 
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III- Les cyclooxygénases 

La réaction inflammatoire est une réaction de défense non spécifique en réponse à une 

lésion, une stimulation cellulaire excessive ou anormale faisant suite à une agression extérieure. 

Lorsque la réaction inflammatoire est dans sa phase aiguë, elle contribue à la réparation de 

l’intégrité physique du sujet, mais si elle persiste elle devient chronique et aboutit à la perte de 

fonctionnalité des tissus et organes concernés. Cette perte de fonctionnalité est décrite dans les 

manifestations rhumatismales articulaires mais ce phénomène pathologique peut être réduit par 

l’utilisation de thérapeutiques anti-inflammatoires comme les corticoïdes ou les anti-

inflammatoires non stéroïdiens (AINS). L’action de ces anti-inflammatoires est basée sur le 

blocage de certaines voies du métabolisme notamment celui du métabolisme de l’acide 

arachidonique. 

1. Métabolisme de l’acide arachidonique 

L’acide arachidonique (AA) ou acide 5, 8, 11, 14-eicosatétraènoïque est un acide gras 

polyinsaturé essentiel synthétisé à partir de l’acide linoléique apporté par l’alimentation. Cet acide 

gras n’est peu ou pas présent à l’état libre dans le cytoplasme des cellules animales. Il est estérifié 

dans les phospholipides membranaires en position β (ou 2-acylglycérol) et se trouve en 

permanence transféré entre les différents compartiments cellulaires et lipides membranaires 

(Chilton et al., 1996). 

La principale voie de libération de l’AA des phospholipides membranaires est médiée par 

les phospholipases A2 ou PLA2 qui sont des estérases hydrolysant la liaison ester des 

phosphoglycérolipides membranaires, permettant ainsi la libération d’un acide gras libre et d’un 

lysophospholipide (Figure 12). La PLA2 cytosolique (cPLA2) est une enzyme de 85 kDa 

principalement impliquée dans la libération de l’AA utilisé au cours de la synthèse des 

eicosanoïdes. Sous l’influence de divers stimuli, l’interaction ligand/récepteur conduit à 

l’activation de la cPLA2 par l’augmentation du flux intracellulaire de calcium, via la voie du 

diacylglycérol (DAG), de l’inositol 1, 4, 5, tri-phosphate (IP3) et l’action de la calmoduline. Cette 

activation implique la translocation de l’enzyme du cytoplasme vers la membrane nucléaire où elle 

se fixe aux phospholipides, grâce à son domaine de liaison et à la présence de calcium. Elle 

catalyse alors la libération de l’AA qui est pris en charge à ce niveau par les différents systèmes de 

synthèse des eicosanoïdes (Chilton et al., 1996 ; Pouliot et al., 1996). 

Les formes solubles des PLA2 (14 kDa) sont sécrétées principalement par les macrophages 
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dans l’espace intercellulaire et sont impliquées dans la libération de l’AA contenu dans les 

membranes altérées du foyer inflammatoire. 

Une fois libéré des phospholipides membranaires, l’AA est métabolisé par divers systèmes 

enzymatiques permettant la synthèse de composés biologiquement actifs nommés eicosanoïdes 

comprenant les prostaglandines et les leucotriènes. Ces composés interviennent au cours des 

manifestations inflammatoires, de l’immunité, de la carcinogénèse ou dans la régulation des 

fonctions biologiques rénales, gastrointestinales ou nerveuses. 

Les principales voies du métabolisme de l’AA sont la voie des cyclooxygénases (COX) et la voie 

des lipoxygénases (LO). Les COX sont responsables de la synthèse des prostaglandines (PG), 

thromboxanes (TX) et prostacyclines et la 5-LO est principalement responsable de la synthèse des 

leucotriènes comme l’indique la Figure 12. 

 

 1.1. Les cyclooxygénases ou COX 

Les cyclooxygénases (prostaglandine endoperoxyde G/H synthases ou PGHS) sont les 

enzymes clés de la synthèse des prostanoïdes à partir d’acides gras polyinsaturés comme l’AA. Le 

terme prostanoïdes désigne l’ensemble des composés issus de la voie des COXs qui sont les 

prostaglandines (PGH2, PGG2, PGD2, PGE2, PGF2α), les thromboxanes (TXA2, TXB2) et les 

prostacyclines (PGI2, 6-céto-PGF1α), et de façon minoritaire le 12-S-hydroxy-5, 8, 10-hepta 

décatriènoïque (12-HHT) et le malondialdéhyde qui a un fort potentiel mutagène (Figure 12). 

 

  1. 1. 1. Les gènes codant pour les COXs 

Les COXs existent sous deux isoformes, de structures et de fonctions proches mais elles 

sont codées par des gènes différents (Smith et al., 2000b). En effet, les gènes des deux COXs ne 

sont pas présents sur le même chromosome et ne contiennent pas le même nombre d’exons et 

d’introns. De plus, le promoteur de COX-2 possède plusieurs éléments de réponse à des facteurs de 

transcription dont les éléments de réponse à NFκB, AP-2 et NF-IL-6, contrairement au promoteur 

de COX-1 qui ne contient que deux éléments cis-régulateurs Sp1 (Yamamoto et al., 1998) (Figure 

13). La COX-1, dont l’expression est constitutive, est codée par un gène dit «domestique» comme 

l’indique la présence d’une séquence riche en paires de bases GC au niveau de son promoteur. La 

COX-2 est codée par un gène inductible, la taille réduite de ce gène caractérise les gènes à réponse 

immédiate et facilite la transcription et la maturation rapide après induction de l’expression. 
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Fig. 12 : Métabolisme de l’acide arachidonique (d’a près Chilton et al., 1996) 
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  1. 1. 2. Structure des protéines COXs 

Les COXs sont des enzymes homodimériques glycosylées contenant un groupement 

protoporphyrine IX à fer ferrique, localisées au niveau du réticulum endoplasmique (Newton et al., 

1998). La COX-2 est également présente dans le noyau. Les protéines COX-1 et COX-2 

glycosylées matures ont un poids moléculaire de 67 kDa et 72 kDa respectivement (Garavito, 

1996). Elles sont constituées de trois domaines : un domaine amino-terminal contenant un site de 

liaison à l’EGF («epidermal growth factor»), un domaine de liaison contenant quatre hélices 

amphipathiques et le site catalytique globulaire (Battu et Beneytout, 1997). Les COXs présentent 

une homologie de séquence de 60% qui traduit une légère variation structurale conduisant à 

d’importantes modifications d’activités enzymatiques et pharmacologiques. Chaque protéine est 

bifonctionnelle et présente une activité cyclooxygénasique et peroxydasique. La première étape de 

la réaction de métabolisation de l’AA correspond à l’insertion de deux molécules d’oxygène 

conduisant à la formation d’un endoperoxyde instable, la PGG2. Sous l’action du site 

peroxydasique de l’enzyme, la PGG2 est réduite en PGH2. Cette dernière, également instable, 

constitue le précurseur de la synthèse des autres prostanoïdes (prostaglandines, thromboxanes et 

prostacyclines) (Figure 12). 

 

  1. 1. 3. Les différentes isoformes de COX 

COX-1 est décrite comme une enzyme exprimée de façon constitutive et est ubiquitaire. 

Les prostanoïdes qu’elle synthétise sont facilement sécrétés et participent au maintien de 

l’homéostasie, à la coagulation, aux fonctions rénales et gastro-intestinales, à la reproduction et à 

la régulation de l’équilibre immunitaire (Vane et al., 1998 ; Harizi et al., 2001). COX-1 est 

fortement exprimée dans les plaquettes, les cellules endothéliales vasculaires, les macrophages, les 

glandes séminales. Le niveau d’expression de COX-1 peut être augmenté en fonction du type 

cellulaire par l’IL-1 et les esters de phorbols. 

COX-2 est la forme inductible, son expression en absence de stimulus particulier comme 

l’inflammation n’est observée que dans certains tissus (cerveau, estomac, rein et endothélium 

vasculaire) (Seibert et al., 1997). En plus d’une localisation dans le réticulum endoplasmique, 

COX-2 est présente dans la membrane nucléaire. Les prostanoïdes synthétisés à ce niveau seraient 

alors directement impliqués dans la régulation des phénomènes de réplication et de différenciation 

cellulaire. 
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Fig. 13 : Promoteur du gène COX-2 et induction du g ène 

(d’après Yamamoto et al., 1998) 
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Cette isoforme est induite par un grand nombre de facteurs comme les facteurs de croissance 

(EGF : «epidermal growth factor», PDGF : «platelet derived growth factor», TGFβ : «transforming 

growth factor β»), les cytokines (IL-1α et β, IL-3, TNFα), les mitogènes (esters de phorbol, 

forskoline), les proliférateurs de peroxysomes, les endotoxines ou le sérum de veau utilisé dans le 

milieu de culture des cellules (de Leval et al., 2000) (Figure 13). Son expression peut être inhibée 

en présence de glucorticoïdes, qui agissent au niveau transcriptionnel et post-transcriptionnel. Les 

différents stimuli qui induisent l’expression de COX-2 agissent par des récepteurs membranaires 

pouvant être des récepteurs tyrosine kinases. Une fois activés, ces récepteurs induisent différentes 

voies de transduction du signal conduisant à la phosphorylation de facteurs trans-régulateurs 

(Figure 13). Ces facteurs peuvent alors se fixer sur certaines séquences du promoteur du gène 

COX-2 et activer sa transcription. De cette façon, l’activation de Ras, des cascades ERK ou JNK 

aboutissent à la phosphorylation de c-Jun puis à l’activation transcriptionnelle de COX-2. 

Les composés synthétisés par la COX-2 sont considérés comme des composés spécifiques des 

phénomènes pathologiques tels que l’inflammation chronique aiguë, les maladies 

cardiovasculaires, la maladie d’Alzheimer ou le cancer du côlon (Battu et Beneytout, 1997). Les 

prostaglandines jouent un rôle important dans la carcinogénèse puisqu’ils affectent la mitose, la 

prolifération cellulaire, l’adhésion cellulaire ou encore l’apoptose (Taketo, 1998). 

Une nouvelle isoforme de COX a récemment été décrite par Chandrasekharan et al. (2002). 

L’existence de cette nouvelle isoforme de COX a été suggérée en 1972 après une étude montrant 

que l’acétaminophène inhibait l’activité COX dans des homogénats de cerveau de chien et non 

dans des homogénats de la rate (Flower et Vane, 1972). Willoughby et al. (2000) ont mis en 

évidence une «COX» qui produisait peu de PGE2 lors de la réaction inflammatoire induite chez le 

rat après injection d’une molécule pro-inflammatoire. Cette réponse inflammatoire n’étant pas 

inhibée par les inhibiteurs connus, ils ont conclut qu’il s’agissait d’une troisième isoforme de COX 

(Gilroy et al., 1999). L’expression de cette troisième isoforme a été mise en évidence par l’équipe 

de Simmons (Chandrasekharan et al., 2002). En effet, ces auteurs ont décrit plusieurs variants de 

COX issus d’épissage alternatif de l’ARNm de COX-1 : l’ARNm de COX-3 et l’ARNm de 

PCOX-1 («partial COX-1»). Les ARNs de COX-3 et de PCOX-1 ne sont pas épissés 

correctement ; l’ARNm qui sera traduit contient la séquence correspondante à l’intron 1. COX-3 

possède des caractéristiques de structure et d’activité voisines de celles de COX-1 et COX-2. 

COX-3 est également localisée dans le réticulum endoplasmique où elle est glycosylée afin d’être 

active. La partie protéique correspondant à l’intron 1 pourrait modifier le repliement et la 

dimérisation de la protéine. Ces modifications au niveau de la protéine pourraient également 
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diminuer son activité enzymatique, ce qui expliquerait l’inhibition de cette enzyme par des 

molécules analgésiques et anti-pyrétiques de faible activité anti-inflammatoire (Schwab et al., 

2003). COX-3 est exprimée majoritairement dans le cerveau, surtout dans le cortex cérébral, chez 

le chien mais aussi chez l’homme (Chandrasekharan et al., 2002). Cependant, l’expression de 

COX-3 chez l’homme nécessite un autre mécanisme permettant l’expression de la protéine puisque 

la séquence correspondant à l’intron 1 n’est pas dans le cadre de lecture permettant la traduction. 

La protéine PCOX-1 est semblable à COX-3 mais l’absence d’une séquence d’acides aminés au 

niveau de son domaine catalytique ne lui confère pas d’activité cyclooxygénasique. Les 

mécanismes de régulation et d’induction de COX-3 ne sont pas encore déterminés mais COX-3 

semble être inhibée de façon spécifique par l’acétaminophène. 

 

 1.2. Les lipoxygénases ou LO 

Les propriétés catalytiques des linoléate oxygène oxydoréductases ou lipoxygénases (LO) 

ont été largement étudiées. Ces enzymes catalysent la dioxygénation du système cis, cis-1,4 

pentadiènique des acides gras polyinsaturés pour former un hydroperoxyde diénique conjugué. 

Les LO animales jouent un rôle essentiel dans les mécanismes inflammatoires et immunitaires. Ces 

enzymes sont maintenant bien répertoriées comme étant des 12-, 15-, 5- et 8-LO selon les sites 

d’oxygénation sur l’AA. En 1974, Hamberg et Samuelsson ont décrit l’existence de la première 

LO animale, une 12-LO, dans les plaquettes humaines et depuis des activités 5-LO et 15-LO ont 

été décrites dans de nombreuses cellules, tissus et organes de différentes espèces animales. Le 

substrat préférentiel des LO animales est l’acide arachidonique. 

 

La 5-LO cytoplasmique est une protéine de 78 kDa, localisée dans les macrophages, les 

mastocytes, les polynucléaires neutrophiles et éosinophiles. Elle est transloquée vers les 

membranes telle que la membrane nucléaire grâce à l’influx calcique provoqué par l’activation 

cellulaire. Sa fixation aux membranes et son activation nécessitent du calcium, de l’ATP et la 

FLAP (pour « five-lipoxygenase-activating-protein »). La 5-LO transforme l’AA à l’aide de la 

FLAP qui est une protéine transmembranaire et qui favorise la fixation de la 5-LO à la membrane 

(Battu et al., 1998b). La 5-LO catalyse successivement la transformation de l’AA en acide 5-

hydroxyperoxyeicosatétraènoïque ou 5-HPETE, lui-même transformé en acide 5,6-

époxyeicosatétraènoïque nommé leucotriène A4 ou LTA4. Sous l’influence de la glutathion 

peroxydase, le 5-HPETE peut être réduit en acide 5-hydroxyeicosatétraènoïque ou 5-HETE 

(Figure 12). Les autres LT vont être synthétisés à partir du LTA4 par deux voies distinctes. La 

LTA4 hydrolase transforme le LTA4 en acide 5,12-dihydroxyeicosatétraènoïque ou LTB4 par 
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rupture de la liaison époxyde grâce à une molécule d’eau (Figure 12). La leucotriène C4 synthétase 

qui est une glutathion-S-transférase transforme le LTA4 en acide 5-hydroxy-6-glutathionyl-

eicosatétraènoïque ou LTC4, premier des sulfidopeptidoleucotriènes avec le LTD4 et LTE4 (Figure 

12). 

 

La 15-LO de réticulocytes humains est une protéine de 74,6 kDa qui présente un caractère 

hydrophile en accord avec sa localisation cytosolique (Sigal et al., 1998). Elle est également 

localisée dans les cellules épithéliales des voies aériennes et dans les macrophages. La 15-LO 

convertit l’AA en acide 15-hydroxyperoxyeicosatétraènoïque ou 15-HPETE mais elle peut aussi 

catalyser la dioxygénation d’autres acides gras polyinsaturés comme l’acide linoléique ou l’acide 

eicosapentaènoïque. Le 15-HPETE peut être transformé en acide 15-hydroxyeicosatétraènoïque 

(15-HETE) par l’action d’une glutathion peroxydase mais aussi en dérivés époxydes, dihydroxylés 

et trihydroxylés (Figure 12). La 15-LO peut également produire du 12-

hydroxyperoxyeicosatétraènoïque (12-HPETE) mais de façon minoritaire. 

 

La 12-LO a été la première LO animale découverte, c’est une protéine d’environ 75 kDa. 

Deux isoformes ont été mises en évidence, la 12-LO de type plaquettaire et la 12-LO de type 

leucocytaire selon leur spécificité de substrat (Yoshimoto et al., 1992). Elle est également présente 

dans les polynucléaires neutrophiles, les macrophages ou les muscles lisses. La 12-LO catalyse la 

transformation de l’AA en 12-HPETE et possède une activité LTA4 synthétase (Yamamoto et al., 

1987). Le 12-HPETE est réduit par une glutathion peroxydase en acide 12-

hydroxyeicosatétraènoïque (12-HETE) (Figure 12). Plus récemment, Kinzig et al. (1997) ont mis 

en évidence une nouvelle isoforme de 12-LO de type épidermal chez la souris. 

 

2. Rôle des cyclooxygénases dans la prolifération des cellules cancéreuses 

et dans l’apoptose 

La cyclooxygénase-2 (COX-2) semble jouer un rôle important dans la carcinogénèse. En 

effet, plusieurs travaux sur différentes lignées cancéreuses mettent en évidence que COX-2 est 

fortement exprimée dans ces cellules (Badawi et Badr, 2002). Cette surexpression altère l’adhésion 

cellulaire, inhibe l’apoptose et altère la réponse aux signaux régulant la croissance cellulaire 

(Tsujii et DuBois, 1995 ; Kimura et al., 2000). De plus, COX-2 augmente le taux de VEGF 

(«vascular-endothelial growth factor») ce qui favorise la vascularisation des tumeurs (Mohan et 

Epstein, 2003). COX-2 diminue également le taux d’expression de la cadhérine E, une molécule 
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d’adhésion favorisant le développement des métastases (Costa et al., 2002). 

 

 2. 1. Surexpression de COX-2 dans les cellules cancéreuses 

  2. 1. 1. Surexpression de COX-2 dans les cancers du côlon 

Plusieurs études ont montré que COX-2 était fortement exprimée dans les cancers de 

l’appareil digestif qui sont très fréquents et très graves malgré les traitements de radiothérapie et de 

chimiothérapie utilisés (Kutchera et al., 1996 ; Hida et al., 1998 ; Fujita et al., 1998) (Figure 14). 

La surexpression de COX-2 dans les cellules cancéreuses de côlon est accompagnée d’une 

augmentation de l’activité de la MMP-2 («matrix metalloprotéinase» de type 2) (Tsujii et al., 

1997). La MMP-2 dégrade de nombreux constituants de la matrice extra-cellulaire, étape cruciale 

dans le développement des métastases. De plus, la surexpression de COX-2 dans les cellules de 

cancer du côlon a récemment été associée à une diminution de l’expression de la phospholipase 

A2, suggérant le rôle d’un dysfonctionnement de la PLA2 dans la carcinogénèse (Dong et al., 

2003). Battu et al. (1998a) ont montré une surexpression de COX-2 dans une lignée cellulaire 

d’adénocarcinome de côlon en absence de sérum, ce qui suggère une expression « constitutive » de 

l’enzyme comme l’ont également montré Kutchera et al. (1996). Le mécanisme d’induction de 

l’expression de COX-2 en absence de stimulation n’est pas connu mais résulte probablement d’une 

surexpression de facteurs trans-régulateurs capables de surexprimer COX-2. Cette expression dite 

« constitutive » serait suffisante pour provoquer une carcinogénèse. 

 

  2. 1. 2. Surexpression de COX-2 dans les autres cancers 

Les cancers gastriques sont étudiés de façon importante et, ces dernières années, plusieurs 

auteurs ont mis en évidence le rôle d’Helicobacter pylori dans la carcinogénèse, mais aussi la 

surexpression de COX-2, de l’HGF («Hepatocyte Growth Factor») et de la gastrine, une hormone 

responsable de la croissance du mucus gastrointestinal (Kim et al., 2000a ; Ohno et al., 2001). De 

plus, Konturek et al. (2003) ont montré que la gastrine induisait l’expression de COX-2 et de 

l’HGF et activait également la protéine anti-apoptotique Bcl-2 lors de la carcinogénèse gastrique 

(Figure 14). 
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Fig. 14 : Surexpression des COXs dans les cancers 
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Dans les cellules de la peau, l’expression de COX-2 est très faible alors que, dans les 

cellules cancéreuses, elle est fortement induite et participe au développement du cancer de la peau 

(Muller-Decker et al., 1999 ; Higashi et al., 2000). La même observation a été faite dans les 

cellules d’ostéosarcome dans lesquelles l’expression importante de COX-2 pourrait s’expliquer par 

une régulation autocrine de l’enzyme par la PGE2 et par d’autres prostaglandines (Wong et al., 

1997) (Figure 14). 

La surproduction de PGE2 a été décrite dans de nombreux autres cancers comme le cancer 

du pancréas (Kokawa et al., 2001), de l’estomac (van Rees et al., 2002), le cancer de la prostate 

(Gupta et al., 2000 ; Fujita et al., 2002), le cancer du poumon (Hasturk et al., 2002 ; Sanchez-

Alcazar et al., 2003), les cancers du sein (Soslow et al., 2000 ; Ristimaki et al., 2002), les cancers 

des ovaires (Matsumoto et al., 2001 ; Denkert et al., 2002) ou le cancer de l’oesophage (Buskens et 

al., 2002) (Figure 14). 

 

  2. 1. 3. Surexpression de COX et taille des tumeurs 

La surexpression de COX-2 dans plusieurs cancers est souvent associée à la taille de la 

tumeur (Figure 14). En effet, Vidal et al. (2003) ont montré qu’il n’y avait pas de corrélation entre 

l’expression de COX-2 et la prolifération des cellules de cancers de l’hypophyse mais que 

l’expression de COX-2 était plus importante dans les adénomes de grosse taille. Cette constatation 

a également été faite sur des polypes adénomateux à l’origine de cancer du côlon ainsi que sur des 

tumeurs de la prostate. Yang et al. (1998b) décrivent que le taux de prostaglandines reste faible 

dans les polypes adénomateux jusqu’à ce que la tumeur grossisse. Une étude faite sur plusieurs 

tumeurs de la prostate montre que COX-1 est fortement exprimée dans ce type de tumeur et que 

COX-2 est plus ou moins exprimée en fonction du stade de différenciation de l’adénocarcinome 

(Yoshimura et al., 2000). Cependant, il ne semble pas y avoir de relation entre la taille ou le stade 

de la tumeur et l’expression de COX-2 dans les cancers des ovaires (Shigemasa et al., 2003). 

 

  2. 1. 4. Surexpression de COX-1 

Une surexpression de COX-1 a été décrite par Dore et al. (1998) dans des adénocarcinomes 

ovariens. De plus, de récentes analyses d’hybridation in-situ et d’immunohistochimie ont montré 

une expression élevée de COX-1 dans plusieurs types de cancers des ovaires (Gupta et al., 2003). 

Cette équipe a rapporté que la production élevée de prostaglandines, dans une lignée cancéreuse 

ovarienne surexprimant COX-1, était réduite par un inhibiteur sélectif de COX-1. De plus, cet 

inhibiteur réduit la sécrétion de VEGF, suggérant que COX-1 joue un rôle dans l’angiogénèse de 
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cancers ovariens (Figure 14). Rioux et Castonguay (2000) ont également décrit une surexpression 

de COX-1 et non de COX-2 après transformation de macrophages par une molécule carcinogène 

extraite du tabac. De plus, cette molécule produit, par différents métabolismes, des radicaux libres 

oxygénés (RLO) qui activent le facteur de transcription NF-κB. 

 

 2. 2. Induction de COX-2 et rôle de la PGE2 dans les cellules cancéreuses 

  2. 2. 1. Induction de COX-2 

L’augmentation d’expression de COX-2 dans les cancers est due à une augmentation de la 

transcription (Kutchera et al., 1996) et de la traduction (Ristimaki et al., 1994). Il est bien connu 

que COX-2 est fortement induite par l’IL-1, cette interleukine agissant en se fixant au récepteur de 

membrane IL-1RI (Figure 15). L’interaction entre IL-1 et son récepteur active une cascade de 

kinases qui va provoquer la phosphorylation de I-κB et par conséquent activer le facteur de 

transcription NF-κB (Zhang et al., 1999). Ce facteur va induire la transcription de COX-2 en se 

liant à l’élément de réponse situé sur le promoteur du gène de COX-2 (Schmedtje et al., 1997). 

Faour et al. (2001) ont montré que la PGE2 exerçait un rétrocontrôle positif sur l’expression de 

COX-2 en activant le récepteur de prostaglandine EP4 et en induisant la voie de signalisation de la 

kinase p38 (Figure 15). Plusieurs auteurs ont montré que la MAPK p38 activait la transcription du 

messager de COX-2 mais augmentait également sa stabilité (Lasa et al., 2000). La séquence en 3’ 

du messager de COX-2 qui est une séquence riche en paire de bases AU appelé ARE (« AU-rich 

element ») joue un rôle important dans la stabilité du messager, dans l’efficacité de la traduction 

ainsi que dans la dégradation rapide de la protéine (Dixon et al., 2000). Le rôle de la stabilité du 

messager dans l’augmentation de l’expression de COX-2 a été également montré dans des cellules 

épithéliales transformées par Ras et stimulées par le TGF-β (Sheng et al., 2000). De plus, Shao et 

al. (2000) ont montré l’implication des voies de signalisation MAPK, PKB et l’importance des 

protéines de la famille Rho dans l’induction de COX-2 dans des lignées de cancer du côlon. De 

plus, des études réalisées in vitro suggèrent que le gène de COX-2 possède un élément de réponse 

à l’hypoxie au niveau de son promoteur. 

Par conséquent, une hypoxie dans des cellules endothéliales vasculaires induit expression 

de COX-2 et favorise alors la vascularisation des tumeurs en activant la production de VEGF 

(Schmedtje et al., 1997). 
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Fig. 15 : Quelques voies d’induction de COX-2 dans les cancers 
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Le mécanisme d’induction de COX-2 et son rôle dans les cancers sont encore indéterminés, 

mais son expression (ARNm et protéine) peut être inhibée par la protéine p53 sauvage comme 

l’ont décrit Subbaramaiah et al. (1999) (Figure 15). Récemment, Shigemasa et al. (2003) ont 

examiné l’expression de COX-2 ainsi que l’accumulation de p53 mutée dans le noyau de cellules 

d’adénocarcinomes ovariens et ont rapporté que ces deux évènements étaient associés. Par 

conséquent, l’augmentation d’expression de COX-2 peut être due à une déficience dans 

l’expression de p53. La même observation a été faite sur des cellules cancéreuses gastriques mais 

le mécanisme par lequel ces deux protéines favorisent la carcinogénèse n’est pas encore connu 

(Shun et al., 2003). 

 

  2. 2. 2. Rôle des métabolites de COX-2 

Les prostaglandines agissent par l’intermédiaire de récepteurs membranaires couplés aux 

protéines G et modulent la quantité d’AMPc (adénosine monophosphate cyclique) et de Ca2+ 

(Badawi et Badr, 2002). Les prostaglandines peuvent favoriser le développement de cancers par 

différents mécanismes. En effet, les prostaglandines contrôlent la prolifération cellulaire (Hakeda 

et al., 1991) et rendent les cellules résistantes à l’induction de l’apoptose (Tsujii et DuBois, 1995 ; 

Kroll et al., 1998). Les prostaglandines sont également impliquées dans l’échappement 

immunitaire associée aux tumeurs, elles favorisent l’angiogénèse et l’adhésion cellulaire (Tsujii et 

DuBois, 1995 ; Bamba et al., 2000). 

Les prostaglandines peuvent agir par des récepteurs de surface comme les récepteurs de la 

PGE2 (EP4) (activation autocrine ou paracrine) mais aussi par des récepteurs nucléaires comme les 

récepteurs de proliférateurs de peroxysome (PPARs) (activation « intracrine ») (Sarraf et al., 

1998 ; Saez et al., 1998) (Figure 15). 

La PGE2 et les autres métabolites produits après induction de COX-2 peuvent accélérer le 

mécanisme de cancérisation ou induire l’apoptose selon le type et l’environnement cellulaire. En 

effet, COX-2 est une oxygénase qui synthétise des composés comme le malondialdéhyde ainsi que 

des radicaux libres oxygénés très réactifs capables d’agir sur des macromolécules comme l’ADN 

(Marnett, 1990 ; Kondo et al., 2001) (Figure 16). L’activité peroxydasique de COX-2 contribue à 

la production d’anions superoxydes qui provoquent de nombreuses altérations dérèglant la 

régulation de la croissance cellulaire et favorisant la transformation des cellules ou l’apoptose 

(Chinery et al., 1998). 
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Fig. 16 : Rôle de COX-2 dans la carcinogénèse et l’apoptose 
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La seconde étape de la réaction réalisée par COX-2 est une réaction de réduction qui nécessite un 

cofacteur. Ce cofacteur est oxydé par la réaction et peut favoriser la carcinogénèse (Degen, 1990) 

(Figure 16). Les produits formés par COX-2 altèrent la croissance cellulaire, l’apoptose ou 

l’angiogénèse (Kim et al., 1993). En effet, l’induction de COX-2 dans les cellules épithéliales de 

l’intestin augmente l’adhésion des cellules ainsi que leur réponse à des stimuli apoptotiques (Tsujii 

et DuBois, 1995). De plus, la PGE2 inhibe la mort cellulaire en induisant l’expression de la 

protéine anti-apoptotique Bcl-2 (Sheng et al., 1998 ; Loro et al., 2002). Il est également possible 

que COX-2 dégrade un agent protecteur et génère un agent oncogénique. Plusieurs travaux ont 

décrit qu’une forte concentration d’AA exogène peut provoquer l’apoptose, indépendamment de la 

formation de prostaglandines (Surette et al., 1996 ; Surette et al., 1999 ; Longo et al., 1999). Il est 

possible que l’expression de COX-2 soit augmentée afin de réduire la quantité d’AA dans la 

cellule et prévenir de l’apoptose. 

 

 2. 3. Rôle de COX-2 dans les maladies neurodégénératives 

L’expression et l’activité de COX-2 sont induites dans les cellules cancéreuses et sont 

inhibées lors de l’apoptose provoquée par des AINS. Cependant, l’expression de COX-2 peut être 

induite au cours de l’apoptose se produisant dans les maladies neurodégénératives. En effet, 

plusieurs travaux ont décrit que l’expression de COX-2 était régulée dans les neurones par 

l’activité synaptique et par les glucocorticoïdes mais que son expression et non celle de COX-1 

était fortement induite dans les neurones de patients atteints de la maladie d’Alzheimer (Yokota et 

al., 2003). Cette constatation suggère que COX-2 pourrait avoir un rôle dans la mort cellulaire des 

neurones (Pasinetti, 1998). Ho et al. (1998) ont décrit une induction de l’expression de l’ARNm de 

COX-2 et non de COX-1 dans les cellules nerveuses apoptotiques in vivo et in vitro. Cette 

induction précède l’apoptose induite par la privation en sérum, ce qui suggère qu’elle aurait un rôle 

dans les mécanismes conduisant à l’apoptose. 

 

 2. 4. Effet de l’inhibition de l’expression de COX-2 par les AINS 

  2. 4. 1. Effet anti-tumoral : mécanisme dépendant ou indépendant de COX-2 ? 

Les inhibiteurs sélectifs de COX-2 et les inhibiteurs non sélectifs peuvent ralentir la 

carcinogénèse ou même l’empêcher en inhibant la prolifération des cellules cancéreuses et en 

induisant l’apoptose dans ces cellules, ce qui met en évidence leur effet anti-tumoral (Qiao et al., 

1997 ; Liu et al., 1998 ; Marnett, 2002). Pour cette raison, les AINS sont très étudiés car ils 
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pourraient augmenter la réussite des traitements de chimiothérapie et de radiothérapie. Cependant, 

l’importance de l’inhibition des COXs dans l’activité anti-cancéreuse des AINS est controversée 

(Elder et al., 1997). En effet, le sulfone de sulindac qui n’inhibe pas les COXs possède également 

des effets anti-prolifératif et pro-apoptotique (Piazza et al., 1997). 

Des études épidémiologiques ont montré que la prise d’AINS réduisait le développement 

du cancer du côlon et le développement tumoral de polypes adénomateux bénins (Gupta et 

DuBois, 2001 ; Xu, 2002). 

Le NS-398, un inhibiteur sélectif de COX-2, réduit la prolifération cellulaire et induit 

l’apoptose dans les cellules d’hépatocarcinomes exprimant COX-2 et non dans celles qui ne 

l’expriment pas (Cheng et al., 2002). Toutefois, Smith et al. (2000a) ont montré que le NS-398 

inhibait la prolifération des cellules cancéreuses de côlon en partie par l’inhibition de COX-2 mais 

ils ont également décrit que l’indométacine exerçait son activité anti-proliférative de façon 

indépendante de COX-2. Sanchez-Alcazar et al. (2003) ont montré que l’indométacine et le NS-

398 inhibaient la production de PGE2 dans les cellules exprimant COX-2. Néanmoins, à de fortes 

concentrations, ces inhibiteurs induisent l’apoptose dans les cellules exprimant ou non COX-2. Le 

NS-398 a le même effet sur différentes cellules du pancréas mais semble agir en partie par une 

voie indépendante de COX-2 (Molina et al., 1999). Cependant, dans les cellules d’ostéosarcomes, 

le NS-398 augmente l’apoptose sans moduler l’expression de COX-2 à de faibles concentrations, 

alors qu’à de fortes concentrations, il induit COX-2 et provoque un ralentissement du cycle 

cellulaire mais diminue le taux de cellules apoptotiques (Moalic et al., 2001b). 

Récemment, Wu et al. (2003) ont montré que l’inhibition de la prolifération de cellules de 

carcinomes et l’induction de l’apoptose par le célécoxib était un mécanisme dépendant de COX-2. 

Cependant, une autre étude montre que le célécoxib induit la voie mitochondriale apoptotique 

indépendamment de sa capacité à inhiber COX-2 (Jendrossek et al., 2003). 

Par conséquent, bien que les AINS aient la capacité d’inhiber COX-2 et/ou COX-1, ils exercent 

leur activité anti-tumorale par différents mécanismes indépendant ou non des COXs. 

 

  2. 4. 2. Induction de différentes voies anti-prolifératives par les AINS 

Les AINS pourraient agir par l’intermédiaire des PPARs ; en effet, l’indométacine qui 

inhibe la prolifération de cellules cancéreuses indépendamment de COX-2, active les récepteurs 

PPARγ (Lehmann et al., 1997). Cette activation pourrait expliquer l’arrêt du cycle cellulaire et 

l’apoptose observés dans ces cellules (Brockman et al., 1998). De plus, un co-traitement avec le 

NS-398 et un activateur du récepteur PPARγ dans des cellules de cancer du sein inhibe la 
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prolifération cellulaire et induit l’apoptose de façon plus importante que lors d’une inhibition de 

COX-2 seule ou d’une activation de PPAR γ seule (Michael et al., 2003). 

Les AINS pourraient également agir en inhibant la protéine kinase C, les kinases de la 

famille des MAPK ou moduler l’activité de IKK (Subbaramaiah et al., 2000 ; Tegeder et al., 

2001). Chan et al. (1998) ont décrit qu’un traitement au sulfide de sulindac ou à l’indométacine sur 

des carcinomes de côlon produisait une quantité importante d’AA stimulant la conversion de la 

sphingomyéline en céramide, un puissant inducteur d’apoptose. 

En outre, Rigas et Shiff (1999) ont montré que plusieurs AINS utilisés à de fortes 

concentrations provoquaient un arrêt du cycle cellulaire en diminuant l’expression de différentes 

cyclines dans les cellules de cancer du côlon. Le traitement des cellules de cancer du côlon par le 

sulindac et le sulfide de sulindac provoque une augmentation de l’expression de p21Waf1 et une 

diminution conséquente du taux de cyclines A et B ainsi qu’une accumulation de la forme 

hypophosphorylée de pRb (Goldberg et al., 1996). Cet arrêt du cycle semble être indépendant de 

l’inhibition des COXs. Cependant, les cellules épithéliales intestinales de rat qui expriment COX-2 

de façon stable ont une phase G1 très longue contrairement aux cellules exprimant peu COX-2 

(DuBois et al., 1996). De plus, ces auteurs ont montré qu’il existait une relation inverse entre 

l’expression de COX-2 et l’expression de la cycline D. Le fait que les cellules restent longtemps en 

phase G1 pourrait éviter à la cellule de rentrer en apoptose. 

 

 2. 5. PPARs et COX-2 

Les peroxysomes sont des organites impliqués dans de nombreuses fonctions cellulaires 

essentiels comme la respiration cellulaire, l’homéostasie du glucose, le métabolisme lipidique ou la 

thermogénèse. Ces organites jouent également un rôle important dans certaines maladies comme le 

diabète, l’athérosclérose, les cancers (Badawi et Badr, 2002). Les inducteurs de la prolifération des 

peroxysomes provoquent une augmentation de la taille et du nombre de peroxysomes. Ces 

inducteurs agissent par des récepteurs nommés PPARs pour « peroxisome proliferator-activated 

receptors ». 

 

  2. 5. 1. Généralités sur les PPARs 

� Classification des PPARs 

Les récepteurs activés par les inducteurs de la prolifération des peroxysomes font partie de 

la superfamille des récepteurs nucléaires des hormones thyroïdiennes, de la vitamine D et de 

l’acide rétinoïque (Gelman et al., 1999 ; Yousef et Badr, 2002). Les PPARs sont des facteurs de 
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transcription qui sont activés par la liaison de certains acides gras et/ou de leurs métabolites 

lipidiques. Ils pourraient ainsi jouer un rôle déterminant en signalant, au niveau de l’expression 

génique, un changement de l’apport nutritionnel et, en particulier, de sa composition lipidique 

(Escher et Wahli, 2000). Activés par la fixation de leurs ligands, les PPARs forment des 

hétérodimères avec les récepteurs de l’acide rétinoïque 9-cis (RXR) et se fixent sur des éléments 

de réponses spécifiques (PPRE ou « peroxisome proliferator response element ») au niveau du 

promoteur de leurs gènes cibles (Kliewer et al., 1992) (Figure 17). Ces éléments de réponse sont 

généralement formés par la répétition directe du motif hexamérique de reconnaissance des 

récepteurs nucléaires (AGGTCA) espacé par un nucléotide. 

La famille des PPARs comprend trois membres distincts, désignés α, β/δ et γ, chacun codé 

par un gène différent. D’un point de vue structural, les PPARs sont constitués, comme la plupart 

des autres récepteurs nucléaires, d’une structure en six domaines fonctionnels (Mangelsdorf et al., 

1995). Ces domaines sont bien conservés pour les trois types de PPARs indiquant qu’ils dérivent 

probablement d’un même gène ancestral. 

 

� Distribution tissulaire des PPARs 

Les différentes formes de PPARs présentent une expression tissulaire spécifique. Chez 

l’homme, PPARα est majoritairement exprimé dans le foie et dans le tissu adipeux brun. L’ARNm 

de PPARβ/δ est retrouvé dans tous les tissus testés chez l’homme, suggérant une répartition 

ubiquitaire avec, peut-être, une expression plus importante dans le côlon par rapport aux autres 

tissus testés. PPARγ est exprimé principalement dans le tissu adipeux et le tractus gastro-intestinal, 

en particulier dans le côlon, alors qu’il est très faiblement représenté dans le foie ou le muscle 

squelettique (Braissant et al., 1996 ; Auboeuf et al., 1997). Les PPARs sont également exprimés 

dans les monocytes/macrophages, les lymphocytes T, ainsi que dans les chondrocytes, les 

synoviocytes et les ostéoclastes (Bordji et al., 2000 ; Fahmi et al., 2002). 
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Fig. 17 : Induction et rôle des PPARs 
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� Ligands des PPARs 

Différents ligands naturels comme les acides gras sont capables de se lier et d’activer les 

PPARs (Kliewer et al., 1997). L’acide linoléique, par exemple, est un bon activateur et peut 

induire l’expression des trois types de PPARs (Yu et al., 1995). Il a ensuite été clairement 

démontré que les eicosanoïdes, en particulier les prostaglandines des séries A, D et J, sont des 

activateurs des PPARs (Yu et al., 1995) (Figure 17). Néanmoins, l’affinité de ces molécules est 

généralement faible, suggérant que les véritables ligands naturels des PPARs sont peut-être des 

métabolites plus rares que les eicosanoïdes. Ainsi, en ce qui concerne PPARγ, la prostaglandine 

15d-désoxy-∆ 12,14 –PGJ2 (15-dPGJ2), issue de la série J, semble être un ligand plus efficace que 

ses précurseurs (Maxey et al., 2000). Pour PPARα, le leukotriène B4 ainsi que le 8(S)-HETE, 

issus de la voie des lipoxygénases, ont été identifiés comme des ligands activateurs naturels 

(Figure 17). Concernant PPARβ, plusieurs acides gras polyinsaturés peuvent l’activer, et la PGI2 

semble être un ligand très efficace. 

Différents types de molécules chimiques sont capables de se lier et d’activer les PPARs. 

Les proliférateurs des peroxysomes comme le fibrate ou les herbicides sont principalement des 

activateurs de PPARα (Yu et al., 1995). Certaines de ces molécules sont même considérées 

comme agonistes spécifiques de PPARα, bien qu’à forte concentration, elles puissent aussi activer 

les autres PPARs. Concernant PPARγ, une classe particulière de molécules anti-diabètiques, les 

thiazolidinediones, ont été identifiées comme des ligands très spécifiques. De plus, certains 

thiazolidinediones comme le pioglitazone, la troglitazone ou la rosiglitazone possèdent des 

propriétés anti-diabètiques en améliorant la sensibilité à l’insuline, suggérant donc fortement que 

PPARγ pourrait jouer un rôle dans l’action de l’insuline et l’insulino-résistance (Lehmann et al., 

1995). Concernant PPARβ/δ, peu de ligands synthétiques ont été décrits. 

Enfin, il faut noter que plusieurs inhibiteurs des cyclooxygénases comme l’indométacine, 

l’ibuprofène et quelques autres AINS sont des ligands et des activateurs des trois types de PPARs 

(Lehmann et al., 1997) (Figure 17). 

 

� Autres mécanismes d’activation des PPARs 

Il a été montré que PPARα et PPARγ peuvent être phosphorylés par les MAP kinases 

(Figure 17). Le site de phosphorylation est situé dans une séquence bien conservée dans les trois 

PPARs, suggérant que PPARβ/δ pourrait être phosphorylé. De façon intéressante, la 

phosphorylation augmente l’activité transcriptionnelle de PPARα (Shalev et al., 1996) et diminue 
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celle de PPARγ (Hu et al., 1996). 

Enfin, il est important de noter que l’interaction avec des co-facteurs est un mécanisme 

fondamental de la régulation de l’activité transcriptionnelle des récepteurs nucléaires (Figure 17). 

En effet, l’activation ou la répression transcriptionnelle du gène cible ne dépend pas que de la 

liaison de l’hétérodimère avec la séquence PPRE mais requiert également la présence de co-

activateurs ou de co-répresseurs. Ceux-ci agissent par interaction avec les hétérodimères et 

permettent de les lier à la machinerie transcriptionnelle, par conséquent les complexes formés 

induisent ou répriment la transcription des gènes cibles. Ces co-facteurs comprennent notamment 

la protéine de choc thermique Hsp70, c-jun, p65 ou la protéine de liaison à PPARγ nommée PBP 

(« PPARγ-binding protein ») (Huang et al., 1994 ; Zhu et al., 1997 ; Delerive et al., 1999). 

 

  2. 5. 2. PPARs, COX-2 et cancers 

Plusieurs études ont été réalisées sur COX-2 et les PPARs pour expliquer leur implication 

dans les cancers (Ota et al., 2002). Quelques ligands des PPARs inhibent l’activité COX et 

provoquent une diminution de la production de PGE2 (Bonazzi et al., 2000 ; Jiang et al., 2000) ; 

les PPARs sont par conséquent associés à la régulation de l’expression de COX-2. Plusieurs 

auteurs ont décrit qu’un ligand de PPARγ, la 15d-PGJ2, provoquait une forte inhibition de l’activité 

de COX-2 (Callejas et al., 1999 ; Inoue et al., 2000). Récemment, Mendez et LaPointe (2003) ont 

montré que l’induction de COX-2 par l’IL-1β était inhibée par la 15d-PGJ2. 

Ces observations suggèrent que les métabolites de la PGD2 comme la 15d-PGJ2 pourraient 

exercer un rétrocontrôle négatif de l’expression de COX-2 (Fahmi et al., 2002). Les métabolites de 

PGD2, comme la 15d-PGJ2, fonctionneraient comme des médiateurs de signalisation 

intracellulaire. La 15d-PGJ2 en se liant aux récepteurs PPARγ /RXR induirait une inactivation de 

NF-κB, empêchant ainsi l’induction de l’expression de COX-2 (Figure 18). En revanche, la PGE2 

pourrait réguler positivement l’expression de COX-2. En effet, une forte expression de COX-2 

permet à la cellule de produire beaucoup de PGE2, celle-ci induirait l’expression de COX-2 grâce 

aux récepteurs de PG (EP2 et EP4) (Figure 18). 
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Fig. 18 : Boucle de régulation COX-2/PPAR 
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Les protéines COX-2 et PPARs pourraient influencer simultanément l’inflammation par 

l’intermédiaire de NF-κB (Straus et al., 2000). L’activation de NF-κB est généralement liée à une 

prolifération cellulaire et à une réponse anti-apoptotique. Les ligands de PPARs inhibent 

l’activation de NF-κB, ce qui entraîne une régulation négative de l’expression de COX-2 et une 

diminution de la production de PGE2. Yang et Frucht (2001) ont montré que l’activation des 

PPARs inhibait l’expression de COX-2 et induisait l’apoptose dans les cellules de cancers du 

côlon. L’inhibition de COX-2 et l’activation de PPARγ réalisées simultanément inhibent la 

prolifération de cellules cancéreuses de façon synergique (Badawi et Badr, 2002). Cependant, 

Meade et al. (1999) ont montré, dans des cellules épithéliales, que des activateurs de PPARs 

induisaient COX-2 grâce à un élément de réponse aux PPARs contenu dans le promoteur du gène 

de COX-2. 
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IV- Les stéroïdes végétaux 

Les premières hormones utilisées en thérapeutique ont été extraites d’organes animaux 

mais les quantités obtenues étaient faibles. En 1939, la diosgénine, un précurseur, a été mise en 

évidence en quantité importante dans une dioscorée mexicaine. Ceci a permis le démarrage d’une 

production industrielle après mise au point d’un processus de dégradation de ce précurseur. La plus 

grande partie des hormones stéroïdiennes produites par l’industrie pharmaceutique sont maintenant 

obtenues par hémisynthèse à partir de substances naturelles : saponosides, phytostérols, cholestérol 

ou acides biliaires. 

Le genre Dioscorea comprend environ 600 espèces souvent tropicales et la plupart de ces espèces 

ont un tubercule amylifère à partir duquel la diosgénine est extraite. Dans les tubercules, la 

diosgénine existe sous la forme de dioscine et d’hétérosides voisins. L’extraction débute par un 

traitement en milieu acide minéral qui provoque l’hydrolyse des hétérosides. Après filtration, la 

fraction insoluble est neutralisée, lavée et traitée par un solvant apolaire qui extrait la diosgénine. 

Actuellement, de nombreux pays tels que la Chine ou l’Inde produisent différentes espèces de 

dioscorées. 

L’hécogénine, une autre molécule intéressante pour la production industrielle d’hormones est 

extraite des feuilles d’agave cultivées principalement en Afrique de l’est. Cette génine se 

différencie de la diosgénine par l’absence de la double liaison en C5 et la présence d’un groupe 

oxo en 12 (Figure 19). Après décortication, les feuilles sont soumises à une fermentation prolongée 

qui permet l’hydrolyse de certains composés. Les boues insolubles, filtrées et séchées, contiennent 

l’hécogénine et les autres génines habituellement présentes dans ce type de matière première 

comme par exemple la tigogénine. 

 

Les stéroïdes végétaux sont de plus en plus étudiés dans le domaine biologique en raison de 

leur diversité structurale, de leurs activités biologiques (anticholestérolémique, anti-tumorale, 

antidiabétique ou anti-inflammatoire) et de leur faible toxicité. 

Les trois stéroïdes végétaux étudiés, la diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine, sont des 

saponines de structures très proches (Figure 19). La tigogénine se différencie de la diosgénine par 

l’absence d’insaturation en 5(6) et l’hécogénine se différencie de la tigogénine par un groupement 

oxo en 12. De ces trois molécules, la diosgénine est la plus étudiée par les scientifiques. 
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Figure 19 : Structure des trois stéroïdes végétaux étudiés : diosgénine, hécogénine, 

tigogénine. 

 

Amigo et al. (1999) ont montré que la diosgénine augmentait la sécrétion du cholestérol 

biliaire et que cette sécrétion était accompagnée d’une augmentation de la concentration dans les 

membranes canaliculaires. Cette observation a été confirmée par Yamaguchi et al. (2003) qui ont 

montré que la diosgénine avait une action cholérétique. 

L’effet de la diosgénine sur l’ostéoporose dans des modèles de rates adultes 

ovariectomisées montre qu’une supplémentation de cette molécule dans l’alimentation pourrait 

réduire significativement l’ostéoporose (Higdon et al., 2001). Benghuzzi et al. (2003) ont montré 
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qu’une supplémentation en diosgénine chez des rates ovariectomisées entraînait une réduction de 

la taille des glandes surrénales. Enfin, la diosgénine protège également les reins contre les 

modifications morphologiques associées aux ovariectomies (Tucci et Benghuzzi, 2003). 

Les stéroïdes végétaux comme la diosgénine présentent également des propriétés 

antioxydantes. En effet, Turchan et al. (2003) ont montré que la diosgénine pouvait diminuer 

significativement les effets des radicaux libres lors de l’infection par le VIH. Un autre travail (Ma 

et al., 2001) a étudié l’effet de trois molécules (sarsasapogénine, hécogénine et tigogénine) sur la 

production de radicaux libres après stimulation de neutrophiles humains, ces auteurs ayant montré 

que la sarsasapogénine diminuait la production de radicaux libres de façon importante. 

De plus, après avoir étudié l’effet du cholestérol et des esters de cholestérol sur le 

métabolisme de l’acide arachidonique dans le laboratoire de Biochimie de la Faculté de Pharmacie 

de Limoges, différents stéroïdes végétaux ont ensuite été testés sur ce métabolisme. En 1995, 

Beneytout et al. ont montré que le traitement de la lignée de cellules érythroleucémiques (HEL) 

par la diosgénine induisait la différenciation de ces cellules en mégacaryocytes, différenciation 

pendant laquelle l’expression de la 15-lipoxygénase était altérée (Nappez et al., 1995). 

L’activité anti-tumorale de plusieurs stéroïdes végétaux a été plus récemment étudiée. Une 

analyse de la prolifération cellulaire a été réalisée avec des dérivés glycosylés de la diosgénine sur 

des cellules leucémiques HL60 montrant que l’effet anti-prolifératif dépend de la structure de la 

molécule étudiée (Mimaki et al., 2001). Deux autres saponines dérivées de la diosgénine, la 

dioscine et la méthyl-protodioscine, provoquent un effet anti-prolifératif sur les cellules HL60 en 

induisant une différenciation et l’apoptose (Wang et al., 2001 ; Cheng et al., 2003), mais aussi sur 

les cellules HeLa en activant les caspases-9 et -3 (Cai et al., 2002). 
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I- Lignées cellulaires, culture et traitements 

Les lignées cellulaires étudiées sont les lignées d’ostéosarcome humain (1547), de 

mélanome humain (M4Beu) et de carcinome de larynx humain (HEp-2). 

Les cellules 1547 sont cultivées dans du milieu minimum essentiel contenant des sels de 

Earle et de l’HEPES (ou N-[2-hydroxyéthyl]pipérazine-N’-[2-éthanesulfonique], 25 mM) (Eagle’s 

MEM, Minimum Essential Medium, GibcoBRL). Ce milieu est complété par de la glutamine (2 

mM, GibcoBRL), par les antibiotiques pénicilline/streptomycine (100 U/ml et 100 µg/ml, 

GibcoBRL) et par 10 % de sérum de veau fœtal décomplémenté (SVF, GibcoBRL). Les cellules 

M4Beu sont cultivées dans du milieu MEM complété par de la glutamine, de la gentamycine (20 

µg/ml, GibcoBRL), des acides aminés non essentiels (1%, GibcoBRL), des vitamines (1%, 

GibcoBRL) et 10% de SVF. Les cellules HEp-2 sont cultivées dans du milieu de Dulbecco 

(DMEM, GibcoBRL) complété par de la glutamine, par les antibiotiques pénicilline/streptomycine 

et 10 % de SVF. Toutes les cellules sont cultivées en atmosphère humide (95 %) avec 5 % de CO2 

dans une étuve thermostatée à 37°C. 

Pour toutes les études réalisées, les cellules sont ensemencées à une densité de 4000 

cellules/cm2 pour les cellules 1547, 5000 cellules/cm2 pour les cellules M4Beu et 3500 cellules/ml 

pour les cellules HEp-2 après avoir été décollées du flacon de culture par de la trypsine (Trypsine-

EDTA, GibcoBRL) pour les cellules 1547 et M4Beu ou par du tampon versène (GibcoBRL) pour 

les cellules HEp-2. Les numérations des cellules viables sont réalisées sur cellule de Malassez par 

le test d’exclusion au bleu trypan (Sigma) (les cellules blanches étant viables). Les cellules 

prolifèrent jusqu'à atteindre leur phase exponentielle de croissance (estimée pour les trois lignées à 

72 h de prolifération), phase à partir de laquelle les cellules sont traitées ou non par des molécules 

contenues dans du milieu à 10 % de SVF. 

Les solutions mères de diosgénine ((25R)-spirost-5-ène-3β-ol, Sigma), d’hécogénine 

((25R)-3β-hydroxy-5α-spirostan-12-one, Sigma) et de tigogénine ((25R)-5α-spirostan-3β-ol, 

Sigma) à 10-2 M sont préparées dans l’éthanol puis diluées dans le milieu de culture à 10 % de SVF 

pour obtenir les concentrations finales voulues (20 à 100 µM). Les cellules contrôles sont traitées 

par le même volume d’éthanol sans jamais dépasser 1 % d’éthanol et le milieu est renouvelé 

(milieu avec ou sans molécules) tous les deux jours. Une solution mère de MG132 (Calbiochem®) 

est préparée dans du diméthylsulfoxide (DMSO, Merck) pour obtenir une concentration finale de 

2,1 mM et ensuite diluée dans le milieu de culture à 10 % de SVF pour travailler à 3 µM 
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(concentration déterminée comme étant l’IC50 inhibant l’activité de NF-κB). La même quantité de 

DMSO est ajoutée dans les cultures contrôles. 

 

II-Etude de la croissance par le test au MTT 

Le test au MTT (Mosmann, 1983) est utilisé pour évaluer le nombre de cellules viables. Il 

est basé sur la transformation du MTT (3-(4,5-diméthylthiazol-2-yl)-2,5-diphényl tétrazolium 

bromide) en cristaux bleus de formazan par une enzyme mitochondriale, la succinate 

déshydrogénase. Les cristaux de formazan formés sont solubilisés et sont ainsi détectables par 

spectrophotométrie à une longueur d’onde de 550 nm. Ce test est utilisé pour comparer la 

croissance des cellules contrôles à celles des cellules traitées par les molécules. 

Les cellules (1547, M4Beu, HEp-2) sont ensemencées en plaques 96 puits selon la densité 

déterminée et cultivées pendant 72 h dans 100 µl de milieu contenant 10 % de SVF avant d’être 

traitées. Pour chaque condition analysée, 6 puits différents sont réalisés (n = 6). Le traitement est 

réalisé pendant la phase de croissance et dure de 24 à 96 h, le milieu étant changé tous les deux 

jours. 

Pour chaque temps étudié, 10 µl de la solution de MTT (Sigma) (5 mg/ml, en tampon PBS) sont 

ajoutés dans chaque puits. Après 3 h d’incubation à 37°C en atmosphère humide, 100 µl d’une 

solution de lyse (SDS : 10 % ; HCl : 0,01 N) sont ajoutés par puits et les plaques sont incubées à 

37°C pendant minimum 3 h afin de libérer les cristaux de formazan formés. L’absorbance est 

mesurée à 550 nm, par un lecteur de plaques ELISA (Multiskan EX, Labsystems). Les blancs de 

lecture correspondent à du milieu à 10 % de SVF contenant du MTT et la solution de lyse. 

Les résultats sont présentés en pourcentage du contrôle : 

(DOmoyenne des cellules traitées / DOmoyenne des cellules contrôles) × 100 ± écart-type 

 

La morphologie des cellules traitées ou non par les stéroïdes a été observée en microscopie 

optique à contraste de phase. Pour cela, les cellules sont ensemencées en plaque 6 puits, cultivées 

pendant 72 h puis traitées par de la diosgénine, de l’hécogénine ou de la tigogénine à 40 µM 

pendant 24 h. Les cellules adhérentes sont rincées par du PBS avant d’être observées au 

microscope à contraste de phase (grossissement × 400). 
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III-Extraction et amplification des ARNs 

1. Extraction des ARNs totaux 

Les ARNs totaux sont extraits des cellules cultivées en milieu à 10% de SVF contenant ou 

non de la diosgénine, de l’hécogénine, de la tigogénine ou du MG132. La concentration étudiée 

pour les trois stéroides est 40 µM avec des temps de traitement de 6, 12 et 24 h pour la diosgénine, 

et 12 et 24 h pour l’hécogénine et la tigogénine. Les cellules sont incubées avec 3 µM de MG132 

pendant 4, 8 et 24 h. Les temps de traitement ont été déterminés en fonction des résultats obtenus 

pour la prolifération cellulaire. 

L’extraction des ARN totaux est réalisée sur environ cinq millions de cellules par le réactif 

TRIZOL (GibcoBRL) selon une méthode basée sur la technique de Chomczynski et Sacchi 

(1987). Avant l’extraction, les cellules flottantes et adhérentes sont récupérées, centrifugées, lavées 

deux fois dans une solution tampon de phosphate de sodium 1X froid (PBS ; pH 7,4) et de nouveau 

centrifugées. Le culot cellulaire est lysé par 1 ml de TRIZOL puis 200 µl de chloroforme sont 

ajoutés avant que le lysat soit agité vigoureusement, laissé à température ambiante pendant 3 min 

et centrifugé (12000 g, 15 min à 4°C). La phase aqueuse supérieure contenant les ARNs est 

récupérée afin de précipiter ceux-ci par 500 µl d’alcool isopropylique (10 min à température 

ambiante) ; l’interface et la phase organique inférieure contenant l’ADN et les protéines ne sont 

pas utilisées ici. Les ARNs sont récupérés par centrifugation (12000 g, 10 min à 4°C), lavés par de 

l’éthanol 75%, centrifugés (7500 g, 5 min à 4°C), et séchés. Ils sont ensuite repris dans de l’eau ne 

contenant pas de RNase avant d’être incubés à 60°C pendant 10 min et dosés par 

spectrophotométrie UV (BioPhotometer, Eppendorf AG). La concentration en ARN (µg/ml) est 

calculée selon la formule : DO260 × dilution × 40. Les ARNs sont conservés à -80°C jusqu’à 

utilisation. 

2. Transcription inverse 

La transcription inverse ou RT (« reverse transcription ») permet de transcrire l’ARN 

messager en ADN complémentaire (ADNc) par la transcriptase inverse qui synthétise le brin 

complémentaire d’ADN à partir d’une amorce polydT hybridée avec la queue polyA des ARNm. 

La RT est réalisée à l’aide du kit «Omniscript Reverse Transcriptase Kit» (Qiagen) à 

partir des ARNs totaux. Pour chaque échantillon, 2 µl de tampon de transcription 10X, 2 µl de 

dNTP (5 mM), 1 µl d’Oligo-dT (0,5 µg/µl), 1 µl d’inhibiteur de RNase (10 U/µl) et 1 µl de 

transcriptase inverse sont mélangés à 2 µg d’ARNs totaux. Chaque mélange est complété à 20 µl 
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avec de l’eau dépourvue de RNase avant d’être incubé 1 h à 37°C puis 5 min à 93°C dans le 

thermocycleur (Tpersonal, Biometra®). Les ADNc ainsi synthétisés sont stockés à -20°C avant 

utilisation. 

 

3. Réaction de polymérisation en chaîne 

La réaction de polymérisation en chaîne ou PCR est une technique développée par Saiki et 

al. (1985) permettant d’amplifier de façon exponentielle un fragment d’ADN déterminé. Ici 

l’amplification se fait sur de l’ADNc et permet donc de détecter le niveau d’expression d’ARNm 

recherché. La PCR est réalisée à l’aide du kit «HotStarTaq™ DNA Polymerase Kit» (Qiagen) à 

partir de 2 µl d’ADNc de chaque échantillon en mélangeant 5 µl de tampon de PCR 10X, 1,5 µl de 

MgCl2 (25 mM), 1 µl de dNTP (10 mM), 1 µl d’amorce 5’ (20 µM), 1 µl d’amorce 3’ (20 µM), 

0,25 µl de HotStarTaq DNA Polymérase. Le volume du mélange est complété à 50 µl avec de 

l’eau stérile et les mélanges sont placés dans le thermocycleur pour subir les étapes suivantes : 

1/ activation de l’enzyme : 15 min à 95°C (1 cycle), 

2/ dénaturation des brins d’ADNc : 45 s à 94°C, 

3/ hybridation spécifique des amorces avec les brins d’ADNc : 45 s à température 

spécifique (Tm) (voir tableau MI), 

4/ élongation des brins nouvellement synthétisés : 1 min à 72°C, 

Ces 3 dernières étapes sont reproduites plusieurs fois selon les fragments à amplifier (voir 

le nombre de cycles dans le tableau MI). 

5/ terminaison de la synthèse des néobrins : 10 min à 72°C (1 cycle). 

L’ADN amplifié est alors stocké à 4°C avant d’être visualisé après électrophorèse en 

tampon Tris-acétate-EDTA 0,5 X ou TAE (Tris-HCl : 10 mM pH 7,4 ; Acétate : 1 mM ; EDTA : 1 

mM) sur gel d’agarose contenant du bromure d’éthydium (BET). Les tailles des fragments 

estimées à l’aide de poids moléculaires (échelle de 100 pb, Invitrogen) sont comparées aux tailles 

des fragments théoriquement attendues (voir tableau MI). L’ADN amplifié est quantifié de façon 

semi-quantitative grâce au logiciel Quantity-One (Bio-Rad). 

Le tableau MI suivant indique la position des amorces sur les séquences correspondantes de 

l’ADNc recherché (n° d’accession), la taille des fragments de PCR, ainsi que le nombre de cycle et 

les températures d’hybridation (Tm) utilisées pour chaque PCR. 
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ADNc N° d’accession 

(« GenBank, NCBI ») 

Position de 

l’oligonucléotide 5’ 

Position de 

l’oligonucléotide 3’ 

β-actine XM_004814 590-611 1132-1158 

p21WAF1/CIP1 AF265443 430-454 849-873 

p53 AH002918 129-151 609-632 

Bcl-2 M14745 1386-1405 1829-1848 

Bax L22473 90-110 541-563 

COX-1 M59 979 521-544 801-824 

COX-2 NM_000963 447-469 867-887 

caspase-3 4757911 68-89 499-521 

caspase-8 4502582 651-671 879-899 

caspase-9 AB020979 380-400 676-695 

PPARalpha 7549810 350-370 1137-1158 

PPARgamma 18034679 667-690 1165-1190 

 

ADNc Taille du produit 

de PCR (pb) 

Nombre de 

cycles de PCR 

Tm (°C) des oligo- 

nucléotides 

β-actine 569 35 65 

p21WAF1/CIP1 444 27 63 

p53 504 30 61 

Bcl-2 463 27 59 

Bax 474 30 66 

COX-1 303 35 61 

COX-2 443 30 59 

caspase-3 454 30 61 

caspase-8 249 30 57,8 

caspase-9 316 30 59 

PPARalpha 809 27 61 

PPARgamma 524 31 64 

 

Tableau MI : Caractéristiques des PCR 
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IV- Analyse de l’expression des protéines 

1. Western blotting 

 1.1 Extraction des protéines totales 

Les cellules sont ensemencées dans des flacons de culture de 150 cm2 selon la densité 

déterminée auparavant. Après 72 h de prolifération, les cellules sont traitées ou non par 40 µM de 

diosgénine, d’hécogénine ou de tigogénine pendant 24 h. Les cellules flottantes et les cellules 

adhérentes sont récupérées, centrifugées, lavées en tampon PBS 1X froid. Les culots cellulaires 

peuvent être congelés à –80°C si nécessaire. Les cellules sont lysées dans du tampon RIPA 

(HEPES : 50 mM pH 7.5 ; Déoxycholate : 1 % ; Nonidet P-40 : 1 % ; SDS : 0,1 % ; NaCl : 150 

mM ; Aprotinine : 20 µg/ml) contenant 40 µl/ml d’une solution d’inhibiteurs de protéases 

(Complete, Roche Diagnostics). Les lysats sont récupérés par centrifugation (12000 rpm, 20 min 

à 4°C) et placés dans la glace ou à -20°C avant de déterminer la concentration protéique par la 

technique colorimétrique de Bradford (1976) utilisant le bleu de Coomassie (Bio-Rad). La lecture 

au spectrophotomètre à 595 nm est effectuée contre une gamme étalon d’albumine sérique bovine 

(BSA : 0 à 12,5 µg/ml). 

 

 1.2. Extraction des protéines cytosoliques, mitochondriales et nucléaires. 

Le fractionnement subcellulaire a été réalisé à partir du kit ‘Mitochondria/Cytosol 

Fractionation (BioVision). Après traitement avec la diosgénine pendant 6 h, les cellules flottantes 

et les cellules adhérentes sont récupérées, centrifugées et lavées en tampon PBS 1X froid. Les 

cellules sont resuspendues dans 500 µl de tampon d’extraction cytosolique et incubées 10 min dans 

la glace avant d’être broyées au potter. Une centrifugation de 10 min à 700 g permet de récupérer 

les protéines cytosoliques et mitochondriales dans le surnageant (S1) et de récupérer les protéines 

nucléaires et les cellules non lysées dans le culot. Le culot contenant entre autre les protéines 

nucléaires est repris dans du tampon d’extraction nucléaire (KCl : 500 mM ; HEPES : 25 mM, pH 

7,8 ; PMSF : 1 mM ; DTT : 100 µM ; glycérol :10%) et centrifugé 10 min à 20000 g ; le 

surnageant de cette centrifugation représente la fraction nucléaire. Le surnageant (S1) contenant les 

protéines cytosoliques et mitochondriales est centrifugé 30 min à 10000 g afin de récolter les 

protéines cytosoliques dans le nouveau surnageant (S2). Le culot de cette centrifugation, repris 

dans du tampon d’extraction mitochondrial, représente la fraction mitochondriale. Les 
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concentrations protéiques de chaque fraction sont déterminées par la technique colorimétrique de 

Bradford (1976). 

 

 1.3. Analyses de l’expression des protéines (totales, cytosoliques, 

mitochondriales et nucléaires). 

20 à 70 µg de protéines sont mélangés à un volume identique de tampon d’échantillon 2X 

(Tris-HCl : 50 mM pH 6,8 ; SDS : 2 % ; Glycerol : 10 % ; dithiothréitol (DTT) : 100 mM ; Bleu de 

Bromophénol : 0,1 %), puis dénaturés 5 min à 100°C dans un bain-marie. Les protéines sont 

ensuite séparées sur un gel d’électrophorèse dénaturant (SDS-PAGE) (10 à 15% selon les 

protéines). La migration s’effectue pendant 2 h (100 V) dans le tampon de migration (Tris-HCl : 

25 mM pH 8,5 ; Glycine : 250 mM ; SDS : 0,1%). 

Après la migration, les protéines sont transférées sur une membrane PVDF (polyvinylidène 

difluoride) (Amersham Pharmacia Biotech). La membrane est préalablement trempée quelques 

secondes dans du méthanol avant d’être rincée à l’eau puis équilibrée quelques minutes dans du 

tampon transfert (Tris : 48 mM ; Glycine : 39 mM ; Méthanol : 20 % ; SDS : 0,03 % ; pH 8,1-8,5). 

Le gel de polyacrylamide est également équilibré quelques minutes dans le tampon de transfert 

avant d’être mis en contact avec la membrane selon les instructions du constructeur (Invitrogen). 

Le transfert s’effectue pendant 1h30 (20V, 100 mA). Pour vérifier l’efficacité du transfert, la 

membrane est colorée au rouge Ponceau (Sigma) afin de faire apparaître les différents bandes de 

protéines. 

Après lavages en tampon PBS 1X-Tween 0,1 %, la membrane est incubée pendant 1 h à 

température ambiante sous agitation avec du tampon de blocage (PBS 1X-caséine 4 % ou PBS 1X-

BSA 3 % selon les Ac utilisés) afin de saturer les sites aspécifiques. Après avoir éliminé le tampon 

de blocage, les membranes sont lavées brièvement avant d’être incubées une nuit à 4°C sous 

agitation avec les anticorps primaires dilués dans le tampon de blocage. 

Les anticorps (Ac) monoclonaux de souris sont dirigés contre les protéines humaines 

suivantes : β-actine (Sigma, 1/5000), Bcl-2 (Dako, 1/1000), Bax (Immunotech, 1/2000), p53 

(Santa Cruz Biotechnology, 1/1000), p21 (Santa Cruz Biotechnology, 1/500), PARP (Santa Cruz 

Biotechnology, 1/100) et cytochrome c (Pharmingen, 1/2500). Les protéines AIF, Bid, PPARα et 

PPARγ sont révélées par des Ac monoclonaux de lapin : respectivement Sigma, 1/1000 ; 

Biosource, 1 µg/ml ; Santa Cruz Biotechnology, 1/500 et Santa Cruz Biotechnology, 1/1000. 

Après incubation, les membranes sont lavées plusieurs fois dans du tampon PBS 1X-Tween 
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0,1% avant d’être incubées avec les anticorps secondaires polyclonaux anti-IgG correspondants 

conjugués à une peroxydase (Ac secondaire anti-IgG de souris (Dako) ou de lapin (Southern 

Biotech). La révélation des complexes antigène-anticorps spécifiques se fait sous agitation 1 h à 

température ambiante en présence de l’Ac secondaire dilué au 1/1000 ou au 1/4000 (selon qu’il est 

anti-souris ou anti-lapin) dans le tampon de blocage. Les membranes sont ensuite lavées dans le 

tampon de lavage afin d’éliminer l’excès d’Ac secondaire. 

La révélation est réalisée par une réaction de chimiluminescence en utilisant le système 

ECL (ECL Western Blotting Detection Reagents, Amersham Pharmacia Biotech) et les 

membranes sont exposées à un film autoradiographique (Hyperfilm ECL, Amersham Pharmacia 

Biotech) selon la technique donnée par le fabricant. 

Le poids moléculaire des bandes spécifiques ainsi révélées est déterminé grâce à la 

migration du marqueur de poids moléculaires connus (Prestained Protein Molecular Weight 

standards, Low range, Invitrogen). L’intensité relative des bandes est déterminée grâce au logiciel 

Kodak 1D (BioLabo). 

 

2. Immunohistochimie de p53-phosphorylée et du fragment de 85 kDa de 

PARP 

Les cellules sont ensemencées en chambre de culture dans les conditions déterminées 

auparavant, puis sont traitées ou non par 40 µM de diosgénine, d’hécogénine ou de tigogénine 

pendant 24 h. Le tapis cellulaire est alors rincé au PBS 1X, pH 7,4 froid avant d’être fixé avec du 

glutaraldéhyde (0,25%)-formaldéhyde (1%) (dans du tampon TBS 1X : Tris-HCl : 10 mM pH 8 ; 

NaCl : 150 mM) pendant environ 2 min. Après plusieurs lavages au TBS froid, les cellules sont 

perméabilisées par du citrate de sodium 0,1%-triton 0,1% pendant 20 min et lavées avant d’être 

incubées 1 h avec du tampon de blocage TBS-BSA 0,1%. Plusieurs lavages sont réalisés avant 

d’incuber les cellules avec l’anticorps primaire (dilué dans le tampon de blocage) pendant 1 nuit à 

4°C. L’anticorps monoclonal de souris anti-p53 phosphorylée (sérine 392) (Calbiochem) est dilué 

au 1/200 et l’anticorps polyclonal de souris anti-fragment de 85 kDa de PARP (Promega) est dilué 

au 1/500. Après plusieurs lavages, les cellules sont incubées avec l’anticorps biotinylé anti-IgG de 

souris (Interchim, 1/200) pendant 40 min puis avec l’anticorps couplé à la streptavidine et au FITC 

(Dako, 1/1000) pendant 40 min à l’obscurité. Après lavages, les cellules sont observées grâce à un 

microscope à fluorescence (Nikon, Eclipse E800) (grossissement × 500). 
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V-Analyse du cycle cellulaire par cytométrie en Flux 

Les cellules sont ensemencées en plaque 6 puits, les cellules de 2 puits sont réunies pour 

l’analyse et chaque condition est réalisée en triplicate. Les cellules 1547 sont traitées ou non par 40 

µM de diosgénine (12, 24 et 48 h), 40 µM d’hécogénine (12 et 24 h) ou 40 µM de tigogénine (12 

et 24 h) et les cellules HEp-2 et M4Beu sont traitées ou non par de la diosgénine à 40 µM (12 et 24 

h). Une fois traitées, les cellules flottantes et les cellules adhérentes sont récupérées, centrifugées et 

lavées une fois en PBS 1X. Le nombre de cellules viables est ensuite déterminé par le test 

d’exclusion au bleu trypan. 106 cellules sont mis dans un nouveau tube, les cellules sont récupérées 

par centrifugation, perméabilisées et fixées dans 1 ml d’éthanol à 50% (pendant une nuit à -20°C) 

ou dans 1 ml d’éthanol à 70% (pendant une semaine à -20°C). Après cette étape à -20°C, les 

cellules sont récupérées par centrifugation avant d’être lavées deux fois en PBS froid, reprises dans 

500 µl de PBS froid contenant de la RNase A (40 U/mg), et incubées 20 min à température 

ambiante. 

Une solution mère de RNase A à 100 mg/ml (Roche diagnostics) est préparée préalablement dans 

du tampon Tris (Tris-HCl : 0,1 M pH 7,6 ; NaCl : 0,1 M) ne contenant pas de DNase (la DNase 

résiduelle a été éliminée par chauffage à 100°C pendant 20 min). Les cellules sont ensuite 

marquées à l’iodure de propidium (IP, 50 µg/ml) juste avant analyse. 

Les analyses sont effectuées par cytométrie en flux à l’aide d’un analyseur-trieur Facs 

Vantage (Becton Dickinson, USA). L’excitation de l’IP est réalisée avec la raie d’un laser à Argon 

à 488 nm et l’émission de fluorescence rouge (IP) est recueillie pour des longueurs d’ondes 

supérieures à 600 nm. Les analyses se font sous forme de cytogramme : pic du signal de 

fluorescence (FSC, Forward Scatter) en fonction de la surface du signal de fluorescence rouge 

(SSC, Side Scatter) afin d’éliminer les évènements correspondants aux débris, agrégats et doublets. 

Un minimum de 2 × 104 cellules est analysé avec une vitesse de passage de 300 cellules/s. 

L’analyse de la distribution des cellules dans les différentes phases du cycle cellulaire est réalisée à 

partir des cytogrammes précédents avec le logiciel ModFit LT (Verity Software, USA). 

 

VI-Analyse quantitative de l’apoptose 

Les cellules sont ensemencées en plaque 6 puits, prolifèrent pendant 72 h avant d’être 

traitées ou non par 40 µM de diosgénine, d’hécogénine ou de tigogénine pendant 6 h (diosgénine), 

12 et 24 h (diosgénine, hécogénine et tigogénine). 



 119 

L’apoptose est quantifiée par le kit « Cell Death Detection ELISAPLUS » (Roche 

Diagnostics). Les lysats cellulaires sont déposés dans les puits d’une plaque d’analyse recouverts 

de streptavidine. Un mélange d’anticorps anti-histones biotinylé et d’anti-ADN conjugué à la 

peroxydase est ensuite ajouté dans les puits. Au cours de l’incubation (2 h sous agitation), les 

mono- et les oligo-nucléosomes formés lors de la fragmentation de l’ADN sont complexés avec les 

Ac anti-histones, eux-même capturés au fond des puits par la streptavidine. De plus, les Ac anti-

ADN réagissent avec l’ADN nucléosomique. Après lavages, une solution d’ABTS (2,2’-azino-di-

[3-éthylbenzothiazoline sulfonate]), substrat de la peroxydase, est ajoutée dans les puits. Au cours 

de l’incubation (15 min sous agitation à température ambiante), une réaction colorimétrique se 

développe entre l’ABTS et la peroxydase portée par les Ac anti-ADN. La quantité d’ABTS oxydé 

correspondant à la quantité d’ADN fragmenté est mesuré à 405 nm à l’aide d’un lecteur de plaque 

ELISA ; le blanc de lecture étant la solution d’ABTS (longueur d’onde de référence 490 nm). 

Après traitement, les cellules flottantes sont récupérées et mélangées aux cellules 

adhérentes fraîchement décollées. Les cellules sont récupérées par centrifugation (1500 rpm, 10 

min à 4°C), puis lavées une fois dans le PBS 1X avant d’être comptées. 5x104 cellules sont alors 

prélevées, centrifugées, et lysées par 200 µl de tampon de lyse avant d’être incubées 30 min à 

température ambiante. Les lysats peuvent être conservés une nuit à -20°C avant le dosage. Après 

centrifugation (10 min à 200 g) des lysats, 20 µl de chaque surnageant sont déposés dans la plaque 

ainsi que 20 µl de contrôle positif (complexe histone-ADN) et 20 µl de contrôle négatif (tampon 

d’incubation), puis 80 µl d’immunoréactif (mélange d’Ac anti-histones et d’Ac anti-ADN 

reconstitués dans le tampon d’incubation) sont ajoutés dans tous les puits. Une incubation de 2 h 

sous agitation (300 rpm) est nécessaire pour la formation des complexes immuns, plusieurs lavages 

avec le tampon d’incubation permettent d’éliminer l’excès d’Ac avant d’ajouter 100 µl 

d’ABTS/puits et de laisser incuber 10 à 15 min sous agitation (250 rpm) à l’obscurité avant les 

lectures à 405 et 490 nm contre le blanc (solution d’ABTS). 

Chaque condition est testée trois fois et les valeurs à 405 nm et 490 nm obtenues pour le 

contrôle négatif sont soustraites aux valeurs obtenues pour chaque échantillon. Les valeurs 

moyennes d’absorbance (405 - 490) sont ensuite déterminées pour chaque échantillon et rapportées 

aux valeurs obtenues pour les contrôles cellulaires (cellules non traitées). Les résultats sont 

exprimés en ratio apoptotique des cellules traitées/cellules non traitées. 
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VII-Etude du potentiel membranaire mitochondrial 

Le potentiel membranaire mitochondriale ou ∆Ψm est estimé en utilisant la sonde JC-1 

(5,5’,6,6’-tétrachloro-1,1’,3,3’-tétraéthylbenzimidazole carbocyanide iodide) (Molecular Probes). 

La sonde JC-1 est un composé fluorescent qui existe sous forme de monomères lorsqu’il est à 

faible concentration et sous forme d’agrégats à forte concentration. La fluorescence des 

monomères est verte alors que la fluorescence des agrégats est rouge. La mitochondrie ayant un 

potentiel membranaire intact concentre JC-1 sous forme d’agrégats qui produisent une 

fluorescence rouge. Au contraire une mitochondrie ayant un potentiel altéré ne peut concentrer JC-

1, les monomères produisent alors une fluorescence verte (Smiley et al., 1991) 

Les cellules sont ensemencées en chambre de culture, prolifèrent pendant 72 h avant d’être 

traitées pendant 6 et 24 h par 40 µM de diosgénine (1547, Hep-2 et M4Beu) ou 40 µM 

d’hécogénine ou de tigogénine (1547). Les cellules adhérentes sont incubées dans 1 ml de milieu 

contenant la sonde JC-1 (1 µg/ml) pendant 30 min à 37°C. Les photos ont été prises grâce à un 

microscope Nikon ECLIPSE E800 (grossissement × 500). 

 

VIII-Dosage des activités caspases-3, -8 et -9 

Le dosage des activités caspases se fait à partir du kit « CaspACE™ Assay System, 

Fluorometric » (Promega) après quelques modifications (Duval et al., 2002). Le dosage est basé 

sur l’activité protéolytique des caspases. En effet, chaque caspase clive son substrat après un motif 

bien précis : DEVD pour la caspase-3, IETD pour la caspase-8 et LEHD pour la caspase-9. Les 

substrats utilisés pour réaliser ce dosage sont rendus lipophiles grâce à un groupement acétyl et 

sont couplés à un peptide, le 7-amino-4-méthylcoumarine (AMC), qui est libéré lorsque le substrat 

est clivé par la caspase. Une fois libéré, l’AMC émet de la fluorescence permettant de quantifier 

l’activité de chaque caspase. 

Les cellules sont cultivées dans des flacons de culture de 150 cm2. Les cellules 1547 sont 

traitées par 40 µM de diosgénine, d’hécogénine ou de tigogénine pendant 12 et 24 h. Les cellules 

HEp-2 et M4Beu sont traitées par 40 µM de diosgénine pendant 12 et 24 h. Les cellules flottantes 

et les cellules adhérentes sont récupérées et lysées dans 0,1 % de citrate de sodium contenant 10 % 

de triton 100X. La concentration des protéines est déterminée par la méthode de Bradford. Les 

essais sont réalisés en plaque de 96 puits opaques (Falcon, Becton Dickinson). 32 µl de tampon 

caspase (10 mM de DTT, 2 % de DMSO) et 75 µg de protéines sont déposés dans les puits. 
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L’inhibiteur non spécifique de caspase, DEVD-CHO, est utilisé à une concentration de 2,5 mM 

pour vérifier que le clivage du substrat est bien dû aux caspases et non à une autre protéine ayant 

un pouvoir protéolytique. La plaque est incubée 30 min à 37°C avant de rajouter les substrats 

respectifs des caspases-3, -8 et -9 (2,5 mM). La fluorescence du bruit de fond est déterminée dans 

les puits contenant seulement le tampon caspase et les substrats. La plaque est de nouveau incubée 

à 37°C pendant 1 h. La fluorescence est alors mesurée à l’aide d’un lecteur de plaque (Fluorolite 

1000, Dynatech Laboratories) en utilisant une longueur d’onde d’excitation de 360 nm et une 

longueur d’onde d’émission de 460 nm. Les résultats sont exprimés en unité relative de 

fluorescence (RUF) qui correspond à la concentration d’AMC libéré et représentent la moyenne de 

trois expériences. 

 

IX-Dosage de l’ATP 

La quantification de la production d’ATP produit par les cellules est réalisé à l’aide du kit 

«ATP Bioluminescence Assay Kit HS II» (Roche Diagnostics). La détection de l’ATP est basée 

sur l’activité oxydante ATP-dépendante de la luciférase. La luciférine est oxydée en présence de 

luciférase et de l’ATP contenu dans les lysats cellulaires. La lumière émise par cette oxydation est 

donc proportionnelle à la quantité d’ATP consommé. 

Les cellules 1547 sont traitées par 40 µM de diosgénine, d’hécogénine ou de tigogénine 

pendant 6, 12 et 24 h. Les cellules HEp-2 et M4Beu sont traitées par 40 µM de diosgénine pendant 

6, 12 et 24 h. Les cellules flottantes et les cellules adhérentes sont récupérées, comptées et 2000 

cellules/ml sont reprises dans du tampon de dilution. 100 µl de cette suspension cellulaire sont 

mélangés à 100 µl de tampon de lyse. Après 5 min d’incubation à température ambiante, 100 µl de 

lysat sont mélangés à 100 µl de luciférase et la quantité d’ATP produit est déterminée grâce à un 

luminomètre Lumat LB 9507 (Berthold) après 1 seconde de délai et 1 seconde d’intégration. Les 

résultats sont exprimés en unité relative de luminescence (URL) par seconde et représentent la 

moyenne de trois expériences. 

 

X-Transformation bactérienne et transfection cellulaire 

1. Transformation bactérienne 

Un plasmide recombinant contenant l’élément de réponse à NF-κB couplé au gène de la 



 122 

luciférase (pGL3-NF-κB-Luc), un plasmide recombinant contenant l’élément de réponse à PPAR 

couplé au gène de la luciférase (pGL3-ACO-PPRE-Luc) et un plasmide recombinant contenant le 

gène de la β-galactosidase sous la dépendance d’un promoteur constitutif (pCMV-β-gal) sont 

amplifiés. Les plasmides possédant le gène de résistance à l’ampicilline sont introduits par choc 

thermique dans une souche bactérienne compétente d’Escherichia coli contenue dans le kit « One 

Shot® Top10 competent cells » (Invitrogen). 10 ng de plasmides sont ajoutés à 50 µl de suspension 

bactérienne. La transformation se fait par choc thermique en incubant le mélange dans la glace 

pendant 30 min avant de le placer à 42°C pendant 30 s puis dans la glace. 250 µl de milieu SOC 

(milieu riche « Bacto-Tryptone » : 2 g ; Extrait de levure : 0,5 g ; NaCl :1 M ; KCl : 1 M ; Mg2+ : 2 

M ; Glucose : 2 M ; qsp 100 ml H2O distillée, pH 7,0) sont ajoutés à ce mélange, et l’ensemble est 

incubé pendant 1 h à 37°C sous agitation. 50 à 150 µl de cette suspension sont étalés sur des boîtes 

de Pétri contenant du milieu Luria Broth (LB) agar (Gibco BRL) et de l’ampicilline (50 µg/ml), 

marqueur de sélection des bactéries transformées. Les boîtes sont ensuite incubées une nuit à 37°C. 

 

2. Création de souchiers 

Une colonie de bactérie isolée transformée par chacun des plasmides (pGL3-NF-κB-Luc, 

pGL3-ACO-PPRE-Luc ou pCMV-β-gal) est repiquée dans 3 ml de milieu LB contenant de 

l’ampicilline (50 µg/ml) et incubée une nuit à 37°C sous agitation. 700 µl de chacune des 

suspensions bactériennes sont mélangés à 300 µl de glycérol afin d’être conservées à -80°C 

(souchiers). Le reste de la suspension est conservé pour l’extraction plasmidique. 

 

3. Amplification et purification de l’ADN plasmidique 

Ces étapes sont réalisées à l’aide du kit « Qiagen® Plasmid Purification Maxi Kit » 

(Qiagen). 500 ml de milieu LB sont ensemencés avec 500 µl de suspension bactérienne 

recombinante et incubés une nuit à 37°C sous agitation. Après centrifugation (6000 g, 15 min à 

4°C), les culots de bactéries sont repris dans 10 ml de tampon P1 (Tris-HCl : 50 mM pH 8,0 ; 

EDTA 10 mM ; RNase A : 100 µg/ml), puis dans 10 ml de tampon P2 (NaOH : 200 mM ; SDS : 

1%). Le mélange est agité 4 à 5 fois par retournement et incubé 5 min à température ambiante. 10 

ml de tampon P3 (acétate de potassium : 3 M, pH 5,5) sont ensuite ajoutés, le mélange est encore 

agité 4 à 5 fois par retournement et incubé 20 min dans la glace. Ce mélange est centrifugé à 20000 

g 30 min à 4°C afin de récupérer les surnageants contenant l’ADN plasmidique. Les surnageants 

sont de nouveau centrifugés à 20000 g 15 min à 4°C. Pendant la centrifugation, la colonne 
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« Qiagen-Tip 500 » est équilibrée avec 10 ml de tampon QBT (NaCl : 750 mM ; MOPS 50 mM 

pH 7,0 ; isopropanol : 15% ; TritonX-100 : 0,15%). Les surnageants sont ensuite déposés sur la 

colonne qui est lavée deux fois avec 30 ml de tampon QC (NaCl : 1 M ; MOPS : 50 mM pH 7,0 ; 

isopropanol : 15%). L’élution de l’ADN plasmidique retenu par le filtre de la colonne est réalisée 

en appliquant 15 ml de tampon QF (NaCl : 1,25 M; Tris : 50 mM ; Tris·Cl pH 8,5 ; isopropanol 

15%). L’ADN récupéré est alors précipité avec 0,7 volume d’isopropanol et ultracentrifugé à 

15000 g 30 min à 4°C. Les surnageants sont éliminés et les culots sont repris par 1 ml d’éthanol à 

70%. Après une dernière centrifugation (15000 g, 10 min à 4°C), le culot est séché sous vide et 

repris par un volume d’eau distillée approprié. L’ADN plasmidique est dosé par 

spectrophotométrie UV (BioPhotometer, Eppendorf AG). La concentration en ADN (µg/ml) est 

calculée selon la formule : DO260 × dilution × 50. Les ADNs sont conservés à -80°C jusqu’à 

utilisation. 

 

4. Transfection cellulaire transitoire par les plasmides pGL3-NF-κB-

Luc/pCMV-β-gal ou pGL3-ACO-PPRE-Luc/pCMV-β-gal 

Les cellules 1547 sont ensemencées en plaque 6 puits à 25000 cellules/puits de manière à 

avoir 80% de la confluence au moment de la transfection 72 h après l’ensemencement. La 

transfection se fait en utilisant la Lipofectamine™2000 (Invitrogen) et selon le protocole suivant : 

l’ADN plasmidique (1 µg par puits : pGL3-NF-κB/ pCMV-β-gal, pGL3-ACO-PPRE/pCMV-β-

gal) est mélangé à 100 µl de milieu 10% de SVF et agité doucement. La lipofectamine est 

également diluée dans 100 µl de milieu 10% de SVF avant d’être incubée 5 min à température 

ambiante. L’ADN plasmidique et la lipofectamine ainsi préparés sont mélangés et incubés pendant 

20 min à température ambiante afin de permettre la formation des complexes ADN 

plasmidique/agent transfectant. Après incubation, 200 µl d’ADN plasmidique complexé à la 

lipofectamine et 300 µl de milieu 10% de SVF sont déposés dans chaque puits de la plaque de 

culture et incubés à 37°C pendant 4 h avant d’être remplacés par 2 ml de milieu 10% de SVF 

jusqu’au moment du traitement (24 h plus tard). Les cellules transfectées sont traitées ou non par 

40 µM de diosgénine, d’hécogénine ou de tigogénine pendant 24 h. Des cellules non transfectées 

sont utilisées comme contrôle de transfection. 
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5. Préparation des lysats cellulaires 

Afin de doser les activités luciférase et β-galactosidase, les cellules sont lysées selon la 

technique décrite par le constructeur (Promega). Les surnageants contenant les cellules flottantes 

sont récupérés et les cellules sont séparées par centrifugation. Les cellules adhérentes sont 

récupérées en grattant le tapis cellulaire à l’aide de 300 µl de solution de lyse ou RLB 1X 

(Reporter Lysis Buffer) ayant agit à température ambiante pendant 15 min sous agitation. Les 

cellules adhérentes et les cellules flottantes sont rassemblées, mises dans la glace, agitées 

vigoureusement 10 à 15 s avant d’être centrifugées (10 000 rpm, 2 min à 4°C). Les lysats sont 

transférés dans de nouveaux tubes avant d’être dosés ou stockés à -80°C. 

 

6. Dosage de l’activité luciférase 

L’activité luciférase de chacun des lysats reflétant l’activation des promoteurs contenant les 

éléments de réponse à NF-κB ou à PPAR (PPRE) est dosée selon le protocole du kit « Luciferase 

Assay System » (Promega) à partir de 40 µl de lysat et 200 µl de réactif. Le dosage se fait à l’aide 

d’un luminomètre à tube unique avec injecteur (Lumat LB 9507, Berthold), la mesure se faisant 

pendant 10 secondes toutes les 3 secondes. Le signal luminescent est produit en oxydant la 

luciférine en oxyluciférine grâce à la luciférase en présence d’ATP et de Mg2+. L’activité 

luciférase est exprimée en unité relative de luminescence émise par sec (URL/seconde). 

 

7. Dosage de l’activité β-galactosidase 

La cotransfection du plasmide pCMV-β-gal et des plasmides pGL3-NF-κB-Luc ou 

pGL3/ACO-PPRE-Luc permet de normaliser l’activité luciférase. Le dosage de la β-galactosidase 

est réalisée en plaque 96 puits à l’aide du kit « β-galactosidase Enzyme Assay System » (Promega) 

selon le protocole indiqué par le fabricant. Une gamme étalon d’activité β-galactosidase allant de 0 

à 5 mU/µl est réalisée afin de déterminer l’activité dans les échantillons. 50 µl de lysats dilués dans 

la solution de lyse RLB ainsi que 50 µl de chaque standard de la gamme sont déposés en plaque 96 

puits et 50 µl de tampon de réaction 2X sont ajoutés. La plaque est incubée à 37°C jusqu'à 

apparition d’une coloration jaune (30 min à 3 h). Dès que la coloration apparaît, c’est-à-dire dès 

que le substrat ONPG (O-nitrophényl-β-D-galactopyranoside) est hydrolysé par la β-galactosidase 

en O-nitrophényl (jaune), la réaction est arrêtée par addition de 150 µl de carbonate de sodium 1M 

et l’absorbance est lue à 420 nm dans un lecteur de plaque. 
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XI-Préparation des extraits nucléaires et étude de 

l’activation de NF-κB et PPAR par des analyses de retard 

sur gel 

Les cellules 1547 sont ensemencées en flacon de culture de 150 cm2, prolifèrent pendant 72 

h et sont traitées ou non par 40 µM de diosgénine, d’hécogénine ou de tigogénine pendant 24 h ou 

par 3 µM de MG132 pendant 4 h. 

1. Préparation des extraits nucléaires 

Les protéines nucléaires sont isolées comme cela a été décrit par Dignam et al. (1983) après 

avoir fait quelques modifications. Les cellules flottantes et les cellules adhérentes sont récupérées, 

centrifugées (1300 rpm, 10 min à 4°C), lavées deux fois en tampon PBS froid. Après 

centrifugation, les cellules sont lysées dans 600 µl d’une solution saline de faible concentration 

(HEPES :10 mM, pH 7,9 ; KCl : 10 mM ; DTT : 1 mM) contenant un cocktail d’inhibiteurs de 

protéases (Complete, Roche Diagnostics) et du nonidet-p40 (NP-40 0,5 %), puis la solution est 

agitée vigoureusement et incubée 20 min dans la glace. Le surnageant correspondant à l’extrait 

cytosolique est récupéré après centrifugation (2000 g, 5 min à 4°C), dosé et conservé à -80°C. Le 

culot de noyaux est alors repris par 50 µl d’une solution saline hautement concentrée (HEPES :10 

mM, pH 7,9 ; NaCl : 420 mM ; DTT : 1 mM) en présence de Complete. Après incubation de 30 

min dans la glace sous agitation (au vortex) intermittente, les débris nucléaires sont éliminés par 

centrifugation (13000 g, 10 min à 4°C). Le surnageant correspondant à l’extrait nucléaire est dosé 

et conservé à -80°C. Le dosage protéique de ces extraits est effectué par la méthode colorimétrique 

de Bradford. 

 

2. Analyse de retard sur gel 

L’effet des stéroïdes végétaux (40 µM) sur l’activation de NF-κB et de PPAR est évalué 

par la technique de retard sur gel. Son principe repose sur l’utilisation d’oligonucléotides marqués 

au 32P contenant l’élément de réponse spécifique au facteur de transcription NF-κB ou au récepteur 

nucléaire PPAR étudié. Les sondes marquées sont incubées en présence des protéines nucléaires et 

la fixation de NF-κB ou de PPAR sur l’ADN est mis en évidence par autoradiographie après 
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séparation des complexes formés par électrophorèse en conditions natives. La fixation de protéine 

sur l’ADN retarde la migration de celui-ci. 

Les séquences nucléotidiques des sondes sens et antisens pour NF-κB sont les sondes 

suivantes :  

-sonde sens : 5’-GAT CC A GTT GAG GGG ACT TT C CCA GGC G-3’ 

-sonde antisens :       3‘-GT CAA CTC CCC TGA AAG GGT CCG CCT AG-5’  

site consensus NF-κκκκB 

Les séquences des sondes sens et antisens pour PPRE sont :  

 - sonde sens : 5’-AGT AAG GAC AAA GGT CA-3’ 

 - sonde antisens :       3’-TCC TGT TTC CAG TAG AG-5’ 

site consensus PPRE 

 

 2.1. Hybridation des sondes monocaténaires 

Les sondes sens et antisens sont reprises dans de l’eau ultra pure afin d’obtenir une 

concentration de 1 µg/µl, puis diluées (10 ng/µl) avant d’être mélangées volume à volume et 

incubées 5 à 10 min dans la glace. 

 2.2. Marquage radioactif des sondes hybridées 

Le radiomarquage des sondes par [α-32P]dCTP utilise le fragment de klenow de l’ADN 

polymérase I qui va intégrer les dNTP complémentaires de la matrice mono-brin des sondes, et en 

particulier l’[α-32P]dCTP. 2 µl des sondes hybridées (ou 10 ng) sont incubés pendant 30 min à 

température ambiante avec 2 µl de tampon de marquage 10 X (tampon de klenow), 0,5 µl 

d’enzyme de klenow (Promega), 2 µl de dNTP 6 mM (sauf les dCTP), 1 µl de [α-32P]dCTP 

(Activité spécifique : 3000 Ci/mmol) (Amersham Pharmacia Biotech), le volume étant complété à 

20 µl avec de l’eau. 

 2.3. Purification 

Deux volumes (40 µl) d’éthanol absolu et 1/10 de volume (2 µl) d’une solution d’acétate de 

sodium (3 M) sont ajoutés à la solution. Après une incubation de 30 min à -20°C, la solution est 

centrifugée (10 000 g, 5 à 10 min à 4°C). Le surnageant est ensuite éliminé et le culot est repris 

dans 20 µl d’eau. Un comptage radioactif est ensuite effectué de manière à avoir un marquage des 

sondes de 2 cps/µl. 
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 2.4. Réaction de fixation 

10 µg d’extraits nucléaires sont pré-incubés pendant 10 min à 4°C avec 2 µl de tampon de 

fixation 10X pour NF-κB ou 5X pour PPRE (tampon de fixation 10X : Tris-HCl 100 mM, pH 7,4 ; 

MgCl2 10 mM ; EDTA 5 mM ; Glycérol 50 % (v/v) ; NaCl 500 mM ; DTT 5 mM ; tampon de 

fixation 5X : Hepes 20 mM, pH 7,9 ; MgCl2 20 mM ; EDTA 4 mM ; Glycérol 40 % (v/v) ; KCl 

160 mM ; DTT 4 mM), 2 µl de poly(dIdC) (1µg/µl), dans un volume final de 20 µl. Les extraits 

nucléaires sont ensuite incubés pendant 30 min supplémentaires à 4°C en présence de 2 µl (1 ng) 

de sonde marquée. Après addition de bleu de charge (2 µl/tube), les échantillons sont déposés sur 

un gel de polyacrylamide à 5%. La migration des complexes ADN-protéine s’effectue en 

conditions natives en tampon TBE 0,5 X (Tris-Borate-Acétate) pendant 45 min à 100-150 V. 

Après migration, le gel est séché et révélé par autoradiographie après avoir été mis au contact d’un 

film pendant une nuit à –80°C. 

Pour s’assurer de la spécificité de la liaison, des études de compétition sont réalisées par 

une pré-incubation des extraits nucléaires en présence soit d’un excès de sonde froide spécifique 

double-brin (non radio-marquée, dont la concentration est 100 fois plus importante que celle de la 

même sonde marquée), soit d’une sonde froide SP-1 non spécifique (élément SP-1 : 5’-

ATTCGATCGGGGCGGGGCGAGC-3’), avant l’addition de la sonde radio-marquée. 

Les protéines présentes au niveau des dimères de NF-κB sont identifiées après une analyse 

de retard sur gel. Pour cela, 1 µg d’anticorps anti-p65 ou anti-p50 (Dako) sont ajoutés au moment 

de la réaction de fixation : 2 µl de tampon de fixation 10 X ; 2 µl de poly(dIdC) (à 1 µg/µl) ; 10 µg 

d’extraits nucléaires ; eau qsp 20 µl ; 1 µg d’anticorps. Le mélange est incubé pendant 30 min à 

4°C. 4 µl de sonde marquée sont ensuite ajoutés au mélange réactionnel qui est incubé pendant 30 

min supplémentaires à 4°C. Ensuite, les échantillons sont déposés comme pour l’analyse de retard 

sur gel. 

 

XII-Etude de l’activité COX-2 par dosage de la PGE2 

Les cellules sont ensemencées en plaques 6 puits selon leur densité respective. Les cellules 

1547 sont traitées ou non après 72 h de prolifération par la diosgénine pendant 6, 12 et 24 h, 

l’hécogénine et la tigogénine à une concentration de 40 µM pendant 12 et 24 h. Les cellules HEp-2 

et M4Beu sont traitées ou non par la diosgénine pendant 6, 12 et 24 h. Chaque condition est 

réalisée trois fois. Après traitement, les surnageants sont prélevés et peuvent être soit testés tout de 
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suite soit congelés à -80°C. Le nombre de cellules vivantes est déterminé par comptage au bleu 

trypan sur cellule de Malassez. 

Le dosage de la PGE2, qui est le premier produit du métabolisme de l’acide arachidonique, 

se fait à l’aide du kit « Prostaglandin E2-monoclonal enzyme immunoassay » (Cayman Chemical). 

Ce dosage est basé sur la compétition entre la PGE2 plus ou moins présente dans nos échantillons 

et entre un traceur (conjugué PGE2-acétylcholinestérase) dont la concentration est constante pour 

une quantité limitée d’Ac monoclonal de souris anti-PGE2. La quantité de traceur capable de se 

fixer à l'Ac anti-PGE2 est inversement proportionnel à la concentration de PGE2 dans le puits. Le 

complexe Ac-PGE2 (libre ou conjugué) se lie aux Ac polyclonaux de chèvre anti-souris fixés dans 

le puits. La plaque est lavée pour éliminer tout ce qui n’a pas été fixé. Afin de déterminer la 

quantité de traceur fixé, le réactif d'Ellman contenant le substrat de l'acétylcholinestérase est ajouté 

à chaque puits. Le produit de la réaction enzymatique est coloré (jaune) et est donc détectable par 

spectrophotométrie à une longueur d’onde de 412 nm. L’absorbance ainsi obtenue est 

proportionnelle à la quantité de traceur fixé et inversement proportionnelle à la quantité de PGE2 

présente dans nos échantillons. La concentration minimale détectable est de 3 pg/ml après 90 min 

d’incubation et la spécificité de ce test est de 100% pour la PGE2. Il existe des réactions croisées 

avec PGI2 (1%), PGF2α (< 0,01%) et TXB2 (< 0,01%).  

Le dosage des échantillons se fait après reconstitution des réactifs (tampon EIA, tampon de lavage, 

traceur, anticorps anti-PGE2) comme l’a indiqué le constructeur. Une gamme standard de PGE2 

allant de 0 à 1 ng/ml est réalisée pour permettre la quantification et plusieurs contrôles doivent être 

faits. Chaque plaque doit contenir 2 blancs (absorbance du réactif d'Ellman), 2 puits TA 

représentant l'activité enzymatique totale du traceur (traceur, réactif d’Ellman), 2 puits NSB ou 

puits de contrôle de liaison non spécifique du traceur (tampon EIA, traceur, réactif d’Ellman), 2 

puits B0 de liaison maximale du traceur (tampon EIA, traceur, Ac anti-PGE2, réactif d’Ellman). 

50 µl de chacun des standards et 50 µl de chacun des échantillons non dilués sont déposés dans les 

puits en présence de 50 µl de traceur et de 50 µl d'Ac anti-PGE2. Les puits NSB contiennent 100 µl 

de tampon EIA et 50 µl de traceur et les puits B0 contiennent 100 µl de tampon EIA, 50 µl de 

traceur et 50 µl d’Ac. La plaque est incubée 18 h à 4°C sous agitation avant d’être vidée et lavée 5 

fois avec le tampon de lavage. Ensuite, 5 µl de traceur sont ajoutés dans les puits TA et 200 µl de 

réactif d'Ellman sont ajoutés dans tous les puits. La plaque est alors incubée à l’obscurité 60 à 90 

min sous agitation avant d’être analysée à 412 nm en lecteur de plaque ELISA. 

Les résultats sont exprimés en quantité de PGE2 par ml (pg/ml) rapporté au nombre de 

cellules viables présentes dans les puits (pg/ml/106 cellules). La concentration de PGE2 est obtenue 
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en tenant compte des valeurs d’absorbance des blancs et en utilisant la courbe de référence 

d’équation standard/B0=f([PGE2]). 

 

XIII-Utilisation du modèle 1547/diosgénine en SdFFF 

1. Principe de la SdFFF (« sedimentation field flow fractionation ») 

La technique de fractionnement par couplage flux-force ou SdFFF (« sedimentation field 

flow fractionation ») a été développée dans les années 60 et est une technique apparentée à la 

chromatographique liquide. Le principe de la SdFFF est basé sur l’élution différentielle de diverses 

espèces dans une phase mobile qui passe dans un canal horizontal de très faible épaisseur soumis à 

un champ externe gravitationnel perpendiculaire au canal. La SdFFF utilise un champ 

mutigravitationnel généré par la rotation du cylindre, elle est préférentiellement utilisée pour 

séparer des espèces de la grandeur du micron comme les cellules. La SdFFF sépare les cellules en 

fonction de leur taille, de leur densité et de leur forme. La SdFFF est largement utilisée dans 

différents domaines comme l’hématologie, la recherche sur le cancer, les analyses bactériennes, la 

neuroscience afin de séparer et de purifier les cellules (Wang et al., 2000 ; Sanz et al., 2002 ; 

Lautrette et al., 2003). La SdFFF sépare les cellules en conservant l’intégrité des cellules. Elle ne 

modifie pas leur viabilité, n’induit pas l’apoptose et n’altère ni le stade de différenciation ni la 

maturation des cellules. 

A densité équivalente (lorsque les cellules ont atteint leur position d’équilibre dans le 

canal), les particules de grande taille sont éluées plus rapidement et sortent donc en premier par 

rapport au particules de petite taille. Le profil d’élution des cellules ou fractogramme dépend des 

caractéristiques cellulaires et est composé d’un volume mort correspondant à des espèces non 

retenues dans le canal, et d’un pic d’absorbance correspondant au plus grand nombre de cellules 

éluées de la même manière. Dans le système SdFFF, la séparation des cellules ne dépend que de 

leur taille et de leur densité car le rapport de rétention (temps d’élution du volume mort/ temps de 

rétention) dépend de la vitesse du flux de la phase mobile et du champ externe. Le temps de 

rétention des cellules obtenu pour chaque condition est comparé, celui-ci étant estimé par le temps 

nécessaire pour atteindre le sommet du pic d’élution. 

Nous avons utilisé le modèle d’induction apoptotique cellules 1547/diosgénine afin de 

montrer que la SdFFF peut être utilisée comme outil de détection rapide de l’apoptose. Nous avons 

comparé le résultat obtenu après SdFFF avec d’autres modèles d’induction connu pour induire 

l’apoptose de façon importante (staurosporine et MG132) et avec l’hécogénine et la tigogénine qui 
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ont une activité pro-apoptotique modérée par rapport à la diosgénine (Corbière et al., 2003). 

 

2. Traitement des cellules 1547 

Les cellules 1547 ont été cultivées en flacon de culture de 150 cm2. Après 72 h de 

prolifération, les cellules sont traitées ou non par la diosgénine (40 µM), l’hécogénine (40 µM), la 

tigogénine (40 µM), la staurosporine (0,1 µM) ou le MG132 (3 µM) pendant 6, 12 et 24 h. Les 

cellules flottantes et les cellules adhérentes sont récupérées, comptées et la viabilité cellulaire est 

déterminée par la méthode d’exclusion au bleu trypan. Les cellules sont lavées deux fois en PBS 

(pH 7,4) et la concentration cellulaire est ajustée à 2 × 106 cellules/ml avant l’analyse en SdFFF. 

 

3. Détection de l’apoptose 

 3.1. Microscopie optique 

Pour l’observation des cellules en microscopie visible, les cellules sont traitées par la 

diosgénine (40 µM), la staurosporine (0,1 µM) ou le MG132 (3 µM) pendant 6 h avant d’être 

fixées dans du PBS contenant 0,25 % de glutaraldéhyde et 1 % de formaldéhyde pendant 2 min à 

37°C. Elles sont ensuite lavées plusieurs fois en PBS avant d’être observées avec un microscope à 

contraste de phase (grossissement × 400). 

 

 3.2. Dosage de la fragmentation de l’ADN 

L’apoptose a également été quantifiée par le kit ELISA de détection des fragments mono- 

et oligo-nucléosomiques (cf. VI) après 24 h de traitement par la diosgénine, l’hécogénine, la 

tigogénine, la staurosporine et le MG132. 

 

 3.3. Marquage des cellules au DAPI 

Le marquage des cellules au DAPI permet d’évaluer la condensation du noyau des cellules 

et donc d’évaluer l’apoptose. Cette technique a été utilisée afin de vérifier que la SdFFF n’induisait 

pas l’apoptose dans nos conditions. Après 24 h de traitement avec la diosgénine, les cellules sont 

incubées dans une solution de DAPI à 0,5 µg/ml avant et après le passage en SdFFF. 
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4. SdFFF et détermination du diamètre des cellules 

Pour l’analyse en SdFFF, 100 µl de suspension cellulaire sont injectés. Les cellules sont 

alors entraînées par la phase mobile constituée de PBS (pH 7,4) dont le débit est réglé sur 0,6 

ml/min par une pompe à chromatographie Spectroflow 400-ABI Kratos (ABI-Kratos, Ramsey, NJ, 

USA). A l’intérieur du canal, les cellules sont soumises à un champ gravitationnel externe de 40 ± 

0,03 g créé par la rotation du canal. L’élution des cellules est mesurée à 254 nm par un détecteur 

d’absorbance Water 484 (Water associate, Milford, MA, USA). Pour chaque condition, trois 

injections sont réalisées afin de comparer les temps de rétention des cellules traitées et des cellules 

contrôles. 

Le diamètre des cellules est déterminé à l’aide d’un compteur de particules ou « Coulter 

Counter ». La suspension cellulaire (2 × 106 cellules) est diluée dans l’Isoton® dans un volume 

final de 15 ml. Les résultats expriment la différence de diamètre entre les cellules traitées et les 

cellules contrôles (en µm) et représentent la moyenne ± écart-type de trois estimations. 

 

XIV-Statistiques 

Les analyses statistiques de différences entre les résultats concernant les cellules traitées et 

les cellules témoins ont été réalisées par des analyses de variances (ANOVA). Une valeur de 

variance inférieure à 0,05 (P<0,05) est considérée comme significative. Toutes les expériences ont 

été réalisées trois fois. 
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Objectifs 

 

 

 

Un travail réalisé au préalable sur les cellules 1547 d’ostéosarcome humain a permis de 

montrer qu’un stéroïde végétal, la diosgénine, avait un effet anti-prolifératif important. Ce travail 

nous a amené à comparer l’effet anti-prolifératif de deux autres stéroïdes végétaux, l’hécogénine et 

la tigogénine avec celui de la diosgénine. Ces trois stéroïdes ont donc été testés sur les cellules 

1547. Une fois cette comparaison établie, nous avons cherché à savoir si la diosgénine avait un 

effet similaire sur deux lignées cellulaires d’origine différente : les cellules HEp-2 

(laryngocarcinome) et les cellules M4Beu (mélanome). La voie d’induction apoptotique 

mitochondriale et l’activité de la cyclooxygénase-2 ont été analysées sur les trois lignées 

cellulaires afin d’établir un mécanisme d’action de la diosgénine. 
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I- Effets de la diosgénine, de l’hécogénine et de la 

tigogénine sur les cellules 1547 

1. Prolifération cellulaire 

 1. 1. Etude de la prolifération cellulaire par le MTT 

Les cellules 1547 sont cultivées dans du milieu contenant 10 % de SVF pendant 72 h avant 

d’être traitées par la diosgénine à 10, 20, 40, 80 ou 100 µM pendant 4 jours afin de déterminer 

l’effet de cette molécule sur la prolifération cellulaire par rapport à un témoin. La prolifération 

cellulaire est estimée par le test au MTT. 

Les résultats obtenus après 24 h de traitement montrent que la diosgénine inhibe la 

prolifération en fonction de la concentration utilisée : 8 %, 13 % et 86 % d’inhibition avec 10, 20 

et 40 µM respectivement (P<0,05). Les concentrations 40, 80 et 100 µM provoquent une 

diminution similaire (86 %) de la croissance cellulaire : pour cette raison, nous avons choisi de 

travailler à la concentration de 40 µM (Figure RI-1). 

Afin de vérifier si des composés voisins de la diosgénine ont les mêmes effets sur les 

cellules 1547, nous avons réalisé un test de prolifération au MTT avec deux molécules de structure 

proche, l’hécogénine et la tigogénine (Fig. 19 p. 107). Les cellules ont été traitées avec ces 

molécules à une concentration de 40 µM afin de comparer leurs effets à celui de la diosgénine à la 

même concentration. 

Nous avons observé une inhibition de la prolifération de 38 % avec l’hécogénine (P<0,05) 

et de 53 % avec la tigogénine (P<0,05) après 24 h de traitement (Figure RI-2). 

Les résultats précédents ont été confirmés par un comptage au bleu trypan afin de 

déterminer la viabilité des cellules après traitement par rapport au contrôle. 

De plus, le test de cytotoxicité basé sur la libération de la lactate déshydrogénase indique que la 

concentration utilisée n’est pas cytotoxique. 
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Figure RI-1 : Effets de la diosgénine sur la prolifération des cellules 1547. 

 

Figure RI-2 : Effets de l’hécogénine et de la tigogénine sur la prolifération des cellules 

1547. 
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 1. 2. Observation des cellules en microscopie optique 

L’observation des cellules 1547 en microscopie optique permet également de voir les 

différences de morphologie induites ou non par les trois stéroïdes végétaux. La figure 

correspondant aux cellules traitées par la diosgénine à 40 µM montre la réduction de la taille des 

cellules, la condensation du cytoplasme et l’apparition de filaments cytoplasmiques entre les 

cellules par rapport aux cellules contrôles. Au contraire, le traitement des cellules 1547 par 

l’hécogénine ou la tigogénine n’induit pas de modification morphologique par rapport aux cellules 

contrôles (Figure RI-3). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure RI-3 : Observation en microscopie optique des cellules 1547 traitées par la 

diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine à 40 µM pendant 24 h (grossissement ×××× 400). 

contrôle diosgénine 

hécogénine tigogénine 
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2. Etude du cycle cellulaire et étude de l’expression de p21 et p53 

L’inhibition de la prolifération cellulaire peut s’expliquer par deux phénomènes qui sont un 

ralentissement ou un arrêt du cycle cellulaire et l’induction de l’apoptose. Nous allons, dans un 

premier temps, étudier le cycle cellulaire des cellules 1547 après traitement par les trois molécules 

et, dans un deuxième temps, nous étudierons l’expression des protéines régulatrices du cycle 

cellulaire : p21 et p53. 

 

 2. 1. Etude du cycle cellulaire par cytométrie en flux 

Les cellules 1547 ont été traitées par 40 µM de diosgénine pendant 12, 24 et 48 h. Après 

12 h de traitement, les cellules 1547 s’accumulent en phase G1 comme l’indique le pourcentage de 

cellules (34 %) par rapport au contrôle (26 %) (P<0,05). Cette accumulation est accentuée à 24 h : 

50 % de cellules sont en phase G0/G1 après traitement par la diosgénine comparé à 35 % pour les 

cellules non traitées. Par conséquent, le nombre de cellules en phase S diminue considérablement 

après traitement ; en effet, seulement 21 % de cellules traitées sont en phase S alors que 46 % de 

cellules non traitées sont en phase de réplication. De plus, une population sub-G1 apparaît après 48 

h de traitement, cette population est le plus souvent associée à des cellules apoptotiques (Figure 

RI-4). 
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Figure RI-4 : Effets de la diosgénine sur la distribution des cellules 1547 dans le cycle 

cellulaire. Les cellules ont été traitées pendant 12, 24 et 48 h par la diosgénine à 40 µM avant 

d’être analysées en cytométrie en flux après un marquage à l’iodure de propidium. Les valeurs 

représentent la moyenne de trois expériences. 

 

L’étude du cycle cellulaire a également été réalisée après traitement par l’hécogénine et la 

tigogénine à 40 µM pendant 12 et 24 h. Comme le montre les résultats obtenus et contrairement à 

la diosgénine, ces deux stéroïdes n’induisent pas d’arrêt du cycle cellulaire, ni à 12 h ni à 24 h 

(Tableau RI-1). 

contrôle 
diosgénine 

contenu en ADN 

200 
12 h 

G0/G1 = 26 ± 2,2 % 
S = 48 ± 2,1 % 
G2/M = 26 ± 0,3 % 

G0/G1 = 34 ± 2,9 % 
S = 36 ± 3,8 % 
G2/M = 30 ± 1 % 

400 
48 h 

sub-G1 

contenu en ADN 

G0/G1 = 54 ± 3,8 % 
S = 17 ± 0,7 % 
G2/M = 11 ± 3,1 % 

G0/G1 = 72 ± 0,2 % 
S = 17 ± 0,1 % 
G2/M = 11 ± 0,2 % 

200 
24 h 

contenu en ADN 

G0/G1 = 35 ± 0,9 % 
S = 46 ± 1,6 % 
G2/M = 19 ± 1,3 % 

G0/G1 = 50 ± 2,1 % 
S = 21 ± 0,1 % 
G2/M = 29 ± 2,1 % 
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 contrôle 12 h hécogénine 12 h tigogénine 12 h 

G0/G1 43 ± 2 % 46 ± 1,2 % 46,2 ± 1,3 % 

S 39 ± 0,5 % 36,5 ± 0,4 % 34,5 ± 0,4 % 

G2/M 18 ± 1,5 % 17,5 ± 1,2 % 19,4 ± 1,2 % 

 

 contrôle 24 h hécogénine 24 h tigogénine 24 h 

G0/G1 39 ± 1,3 % 40 ± 1,4 % 43 ± 1,2 % 

S 48 ± 0,4 % 48 ± 0,8 % 47 ± 1 % 

G2/M 12,5 ± 0,8 % 12 ± 0,8 % 10,4 ± 0,3 % 

 

Tableau RI-1 : Effets de l’hécogénine et de la tigogénine à 40 µM sur le cycle 

cellulaire des cellules 1547. Les cellules ont été traitées pendant 12 et 24 h par l’hécogénine et la 

tigogénine à 40 µM avant d’être analysées en cytométrie en flux après un marquage à l’iodure de 

propidium. Les valeurs représentent la moyenne de trois expériences. 

 

 2. 2. Etude de quelques régulateurs du cycle cellulaire 

  2. 2. 1. Expression de p21 

p21 fait partie de la famille de protéines Cip/Kip qui sont des CKI (inhibiteurs des CDKs) 

régulant la progression du cycle cellulaire. L’expression du transcrit de p21 et de la protéine a été 

analysée après traitement par les trois stéroïdes. 

L’expression de l’ARNm de p21 est augmentée après 24 h de traitement par la diosgénine 

(1,5 fois par rapport au contrôle, P<0,05) mais ne l’est pas après traitement par l’hécogénine et la 

tigogénine (Figure RI-5A). L’étude de l’expression de la protéine montre que les trois stéroïdes 

induisent l’expression de p21 (2 fois plus importante avec la diosgénine et 2,5 fois avec 

l’hécogénine et la tigogénine par rapport au contrôle, P<0,05) (Figure RI-5B). 
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Figure RI-5 : Expression de l’ARNm (A) et de la protéine p21 (B) dans les cellules 

1547 après traitement par les trois stéroïdes (diosgénine, hécogénine, tigogénine). (A) RT-

PCR réalisées sur les cellules 1547 contrôles ou traitées par la diosgénine, l’hécogénine et la 

tigogénine à 40 µM pendant 12 et 24 h. (B) Western blot réalisé sur les cellules 1547 traitées ou 

non (C, contrôle) par la diosgénine (D), l’hécogénine (H) et la tigogénine (T) pendant 24 h. 

L’intensité des bandes a été quantifiée par analyse densitométrique en utilisant la β-actine comme 

contrôle interne (* différence significative par rapport au contrôle, P<0,05). 

 

  2. 2. 2. Expression de p53 

Il est désormais bien connu que la protéine suppresseur des tumeurs p53 inhibe la 

croissance cellulaire en induisant un arrêt du cycle cellulaire et/ou l’apoptose. C’est pourquoi nous 

avons analysé son expression par RT-PCR ainsi que par western blot. 

L’analyse de l’ARNm de p53 montre que la transcription est induite après traitement par la 

diosgénine et par la tigogénine (1,3 fois par rapport au contrôle, P<0,05) et non après traitement 

par l’hécogénine (Figure RI-6A). 
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Les résultats concernant la diosgénine sont corrélés par l’étude de l’expression de la 

protéine qui montre que l’expression est 1,2 fois plus importante lors du traitement par la 

diosgénine par rapport au témoin. Le traitement par l’hécogénine et la tigogénine ne modifie pas 

l’expression de la protéine p53 comparé au contrôle (Figure RI-6B). 

 

Figure RI-6 : Expression de l’ARNm (A) et de la protéine p53 (B) dans les cellules 

1547 après traitement par les trois stéroïdes (diosgénine, hécogénine, tigogénine). (A) RT-

PCR réalisées sur les cellules 1547 contrôles ou traitées par la diosgénine, l’hécogénine et la 

tigogénine à 40 µM pendant 12 et 24 h. (B) Western blot réalisé sur les cellules 1547 traitées ou 

non (contrôle) par la diosgénine (D), l’hécogénine (H) et la tigogénine (T) pendant 24 h. 

L’intensité des bandes a été quantifiée par analyse densitométrique en utilisant la β-actine comme 

contrôle interne. 

La régulation de l’activité de p53 se fait par différents mécanismes dont le plus connu est 

la phosphorylation de la protéine. En effet, la phosphorylation de p53 favorise sa stabilité et son 

activité. L’analyse de la phosphorylation de p53 sur la sérine 392, révélant la stabilité de la 

protéine, montre que seules les cellules 1547 traitées par la diosgénine expriment une p53 active 

(Figure RI-7). 
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Figure RI-7 : Expression de p53 phosphorylée sur la sérine 392 dans les cellules 1547 

après traitement par la diosgénine, l’hécogénine ou la tigogénine. Les cellules 1547 ont été 

traitées ou non (contrôle) par la diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine à 40 µM pendant 24 h. 

Les photographies ont été prises avec un microscope Nikon (grossissement × 500). 

 

Après avoir étudié l’effet des molécules sur le cycle cellulaire, nous avons analysé 

l’apoptose qui est le deuxième mécanisme pouvant expliquer l’effet anti-prolifératif observé. 

 

3. Induction de l’apoptose ; analyse de la fragmentation de l’ADN 

L’apoptose a tout d’abord été évaluée en étudiant la fragmentation de l’ADN qui est un 

évènement se produisant lors de la dernière étape de l’apoptose avant que les cellules ne se 

divisent en plusieurs corps apoptotiques ensuite phagocytés par les cellules environnantes. 

Le test ELISA a été réalisé sur la totalité des cellules (flottantes et adhérentes) traitées ou 

non par 40 µM de diosgénine pendant 6, 12 et 24 h. L’étude de l’induction de la fragmentation de 

l’ADN a également été faite après traitement par l’hécogénine et la tigogénine à la même 

concentration mais uniquement à 24 h étant donné les résultats concernant l’inhibition de la 

prolifération. Le tableau RI-2 suivant montre la fragmentation de l’ADN au cours du traitement. 

Le ratio apoptotique, qui est le rapport de la fragmentation de l’ADN des cellules traitées et celle 

des cellules témoins, indique que la diosgénine induit une plus forte génération 

d’oligonucléosomes que les deux autres stéroïdes. En effet, le ratio est de 5,5 pour les cellules 

hécogénine tigogénine 

diosgénine contrôle 
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traitées par la diosgénine comparé à 2,2 pour la tigogénine et 1,3 pour l’hécogénine à 24 h 

(P<0,05). 

 

Temps (h) diosgénine hécogénine tigogénine 

contrôle 1 1 1 

6 h 0,5 ± 0,1 ND ND 

12 h 2,5 ± 1,2 ND ND 

24 h 5,5 ± 1,2 1,3 ± 0,1 2,2 ± 0,1 

 

Tableau RI-2 : Induction de la fragmentation de l’ADN (ratio apoptotique) dans les 

cellules 1547 après traitement par les trois stéroïdes à 40 µM. (P<0,05 ; ND : non déterminé). 

 

4. Implication de la voie mitochondriale 

Etant donné que les trois stéroïdes induisent l’apoptose, nous avons étudié l’une des voies 

apoptotiques qui est la voie intrinsèque ou mitochondriale. 

 4. 1. Etude de l’expression de Bax et Bcl-2 

Les protéines de la famille Bcl-2 jouant un rôle crucial dans l’induction de l’apoptose par 

la mitochondrie, nous avons étudié l’expression de deux membres de cette famille : Bcl-2 (anti-

apoptotique) et Bax (pro-apoptotique). 

Les techniques de RT-PCR et de western blot nous ont permis d’analyser l’expression de 

Bcl-2 et Bax dans les cellules 1547 après traitement par la diosgénine, l’hécogénine ou la 

tigogénine à 40 µM pendant 12 et 24 h. Les résultats montrent que, après 24 h de traitement, la 

diosgénine provoque une diminution de l’expression des ARNm de bcl-2 et de bax alors que 

l’hécogénine et la tigogénine induisent la transcription du gène bax (1,3 fois par rapport au 

contrôle, P<0,05) sans changer l’expression de bcl-2 (Figure RI-8). 
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Figure RI-8 : Analyse de l’expression des ARNm bax et bcl-2 dans les cellules 1547 

après traitement par la diosgénine, l’hécogénine ou la tigogénine. RT-PCR réalisées sur les 

cellules 1547 contrôles ou traitées par la diosgénine (6, 12 et 24 h), l’hécogénine (12 et 24 h) et la 

tigogénine (12 et 24 h) à 40 µM. L’intensité des bandes a été quantifiée par analyse 

densitométrique en utilisant la β-actine comme contrôle interne. 

 

Le niveau d’expression des protéines anti-apoptotiques (Bcl-2) et pro-apoptotiques (Bax) 

après 24 h de traitement par la diosgénine révèle que le rapport Bax/Bcl-2, déterminant critique de 

l’apoptose, est augmenté par rapport au contrôle (1,53 fois par rapport au contrôle, P<0,05). Les 

résultats de western blot obtenus après traitement par l’hécogénine et la tigogénine confirment 

ceux obtenus par RT-PCR. Le rapport Bax/Bcl-2 est fortement augmenté comparé au contrôle : 3 

et 2,6 fois par rapport au contrôle respectivement (P<0,05) (Figure RI-9). 
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Figure RI-9 : Analyse de l’expression des protéines Bax et Bcl-2 dans les cellules 1547 

après traitement par la diosgénine, l’hécogénine ou la tigogénine. Western blots réalisés sur les 

cellules 1547 traitées ou non (contrôle) par la diosgénine (D), l’hécogénine (H) et la tigogénine 

(T) pendant 24 h. Les histogrammes représentent le rapport Bax/Bcl-2 déterminé après analyse 

densitométrique des bandes. 

 

Nous avons ensuite cherché à vérifier si l’augmentation de l’expression de la protéine Bax 

dans les cellules 1547 provoquait, comme il est connu, une chute du potentiel membranaire 

mitochondrial. 

 

 4. 2. Analyse de la chute de potentiel membranaire mitochondrial (∆Ψm) 

La chute de potentiel membranaire mitochondrial (∆Ψm) a été analysée sur les cellules 

1547 après 6 et 24 h de traitement par la diosgénine, l’hécogénine ou la tigogénine à 40 µM à 

l’aide de la sonde JC-1. La fluorescence obtenue indique les différences de potentiel membranaire 

entre les cellules traitées et les cellules contrôles. Après 6 h de traitement, aucune des trois 

molécules ne provoque de chute de potentiel. Après 24 h de traitement par la diosgénine, la 

fluorescence verte des cellules révèle une chute du ∆Ψm par rapport aux cellules contrôles qui 

présentent une fluorescence rouge (Figure RI-10). Les deux autres stéroïdes n’induisent pas de 

chute du ∆Ψm, même après 24 h de traitement. 
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Figure RI-10 : Chute du ∆Ψm dans les cellules 1547 après 24 h de traitement par la 

diosgénine. La sonde JC-1 utilisée produit une fluorescence rouge lorsque le potentiel 

membranaire est intact car la sonde se retrouve sous forme d’agrégats. Au contraire, lorsque le 

potentiel est altéré, la mitochondrie ne peut concentrer la sonde. Celle-ci se retrouve sous forme de 

monomères qui produisent une fluorescence verte. Les photographies ont été prises avec un 

microscope Nikon (grossissement × 500). 

 

 4. 3. Analyse de la quantité d’ATP dans les cellules après traitement par les 

stéroïdes 

La chute de potentiel membranaire mitochondrial est souvent accompagnée d’une 

diminution de la production en ATP. Celle-ci a été quantifiée dans les cellules 1547 traitées par la 

diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine à 40 µM pendant 6, 12 et 24 h. 

Les histogrammes suivants montrent que la production d’ATP est fortement diminuée par 

la diosgénine (2,2 fois moins importante par rapport au contrôle, P<0,05) et la tigogénine (3,4 fois 

moins importante par rapport au contrôle, P<0,05), mais reste inchangée avec l’hécogénine après 6 

h de traitement. A 12 h, la quantité d’ATP dans les cellules est similaire au contrôle lors du 

traitement par la diosgénine et l’hécogénine et est augmentée par la tigogénine (1,45 fois plus 

importante par rapport au contrôle, P<0,05). Après 24 h de traitement, la quantité d’ATP produite 

par les cellules traitées est similaire à celle produite par les cellules contrôles (Figure RI-11). 

 

 

 

 

contrôle diosgénine 
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Figure RI-11 : Analyse de la production d’ATP dans les cellules 1547 après 

traitement par la diosgénine, l’hécogénine ou la tigogénine. L’ATP produit a été dosé sur les 

cellules 1547 contrôles ou traitées par la diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine à 40 µM 

pendant 6, 12 et 24 h. Les résultats représentent la moyenne de trois expériences et sont exprimés 

en unité relative de luminescence par seconde (URL/seconde). 
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 4. 4. Etude de la redistribution subcellulaire du cytochrome c 

La chute de potentiel membranaire mitochondrial provoque souvent un relargage des 

molécules situées dans l’espace intermembranaire comme le cytochrome c ou l’AIF. La libération 

du cytochrome c dans le cytosol permet la formation de l’apoptosome nécessaire à l’activation de 

la caspase-9. 

Le relargage du cytochrome c a été analysé par western blot réalisé sur les fractions 

cytosolique et mitochondriale des cellules 1547 traitées ou non par la diosgénine à 40 µM. Cette 

étude a été faite après 6 h de traitement car le relargage du cytochrome c est un évènement précoce 

dans l’induction de l’apoptose. De plus, nous n’avons pas réalisé cette étude sur les cellules 

traitées par l’hécogénine et la tigogénine car ces deux molécules ne provoquent pas de chute de 

∆Ψm. 

Les résultats obtenus ne nous permettent pas d’affirmer que la diosgénine a un effet sur la 

libération du cytochrome c de la mitochondrie. En effet, le cytochrome c est présent dans les 

fractions mitochondriales des cellules contrôles et des cellules traitées en quantité similaire alors 

que la quantité devrait être diminuée dans les cellules traitées. De plus, l’analyse des fractions 

cytosoliques montre que le cytochrome c est présent dans le cytosol des cellules contrôles et des 

cellules traitées (Figure RI-12). 

 

Figure RI-12 : Etude du relargage du cytochrome c dans les cellules 1547 après 6 h de 

traitement par la diosgénine. Les protéines cytosoliques (cytosol) et mitochondriales 

(mitochondrie) des cellules contrôles (C) et des cellules traitées par la diosgénine (D) ont été 

extraites puis soumises à une analyse par western blot. 

 

 4. 5. Localisation nucléaire de l’AIF 

L’AIF est une flavoprotéine présente dans la mitochondrie qui peut, sous l’effet de certains 

stimuli, être relarguée dans le cytosol puis être transloquée dans le noyau afin d’induire 

l’apoptose. Une analyse par western blot a été réalisée à partir des extraits cytosoliques, 

mitochondriaux et nucléaires de cellules 1547 traitées ou non par la diosgénine pendant 6 h. 

L’utilisation de la β-actine permet de vérifier que les extractions ont été réalisées correctement. 

C D C D

cytochrome c 
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Comme pour l’analyse du cytochrome c, nous n’avons pas réalisé cette étude sur les cellules 

traitées par l’hécogénine et la tigogénine. 

La figure RI-13 montre que l’AIF est présent en grande quantité dans la mitochondrie 

(EM) par rapport au cytosol (EC) et qu’il est localisé au niveau du noyau (EN) des cellules 

contrôles et des cellules traitées par la diosgénine, à un niveau d’expression similaire. Sa 

distribution subcellulaire n’est donc pas modifiée après traitement par la diosgénine. 

 
 

Figure RI-13 : Localisation de l’AIF dans les cellules 1547 après 6 h de traitement par 

la diosgénine. Les extraits cytosoliques (EC), mitochondriaux (EM) et nucléaires (EN) des 

cellules contrôles et des cellules traitées par la diosgénine ont été soumis à une analyse par 

western blot. 

 

 4. 6. Activation des caspases après traitement des cellules par les stéroïdes 

Les activités des caspases-8, -9 et -3 ont été analysées afin de déterminer si l’apoptose 

induite par les stéroïdes était dépendante des caspases et afin de définir quelle(s) caspase(s) 

pourrait être impliquée dans la mort cellulaire induite par les stéroïdes. 

Une première analyse de l’expression du messager des caspases a été réalisée sur les 

cellules 1547 après traitement par la diosgénine (6, 12 et 24 h), l’hécogénine (12 et 24 h) et la 

tigogénine (12 et 24 h) à 40 µM. L’analyse du niveau d’expression des ARNm des trois caspases 

ne montre pas de différence significative entre la quantité des ARNm exprimés par les cellules 

traitées et ceux exprimés par les cellules contrôles. Pour cette raison, l’étude de l’activité 

enzymatique des caspases est indispensable (Figure RI-14). 
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Figure RI-14 : Analyse des ARNm des caspases-8, -9 et -3 après traitement des 

cellules 1547 par la diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine. RT-PCR réalisées sur les cellules 

1547 contrôles ou traitées par la diosgénine (6, 12 et 24 h), l’hécogénine (12 et 24 h) et la 

tigogénine (12 et 24 h) à 40 µM. L’intensité des bandes a été quantifiée par analyse 

densitométrique en utilisant la β-actine comme contrôle interne. 

 

L’activité des caspases a été dosée après 12 et 24 h de traitement par la diosgénine, 

l’hécogénine et la tigogénine à 40 µM. Un inhibiteur non spécifique des caspases (DEVD-CHO) a 

été utilisé afin de vérifier que la fluorescence obtenue était bien due à l’action des caspases et non 

à l’action d’autres protéases. Après 12 h de traitement par la diosgénine, aucune modification des 

activités des caspases n’est observée par rapport au contrôle. Les activités des caspases-8 et -9 

sont faiblement augmentées alors que l’activité de la caspase-3 est significativement induite (1,4 

fois plus importante par rapport au contrôle, P<0,01) après 24 h de traitement par la diosgénine. 

De façon surprenante, les activités des caspases-8, -9 et -3 sont diminuées après 12 h de traitement 

par l’hécogénine à 40 µM : 1,2 fois, 1,4 fois et 1,2 fois moins importante par rapport aux contrôles 

respectifs (P<0,01). L’hécogénine n’induit pas de variation des activités caspases à 24 h. Après 12 

et 24 h de traitement par la tigogénine, seule l’activité de la caspase-3 est augmentée mais de 

façon modérée (1,2 fois plus importante par rapport au contrôle, P<0,05) (Figure RI-15). 

En résumé, seule la diosgénine induit l’activité des caspases-8 et -9 initiatrices et de la 

caspase-3 exécutrice après 24 h de traitement. La tigogénine augmente de façon modérée l’activité 

de la caspase-3. 
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Figure RI-15 : Analyse des activités des caspases-8, -9 et -3 après traitement des 

cellules 1547 par la diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine. Les activités des caspases ont été 

dosées à partir des lysats cellulaires des cellules 1547 contrôles ou traitées par la diosgénine, 

l’hécogénine et la tigogénine à 40 µM pendant 12 et 24 h. Le dosage a été réalisé à l’aide des 

substrats de la caspase-8 (Ac-IETD-AMC), de la caspase-9 (Ac-LEHD-AMC) et de la caspase-3 

(Ac-DEVD-AMC). Les valeurs représentent la moyenne de trois expériences et sont exprimées en 

unité relative de fluorescence (URF). 
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 4. 7. Etude du clivage de PARP après traitement des cellules par les stéroïdes 

L’activation des caspases représente la phase d’exécution de l’apoptose. Celle-ci est 

caractérisée par le clivage de nombreux substrats des caspases comme celui de la PARP qui est 

une enzyme de réparation. Le clivage de la PARP a été analysé sur les cellules 1547 après 24 h de 

traitement par la diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine à 40 µM. L’étude du clivage s’est fait 

par western blot à l’aide d’un anticorps reconnaissant à la fois la protéine native de 112 kDa et le 

fragment de 85 kDa obtenu après clivage. De plus, une analyse par immunohistochimie a été 

réalisée afin de mettre en évidence la présence du fragment de 85 kDa dans les cellules. 

Bien que la caspase-3 soit induite par la diosgénine, aucun clivage de PARP n’a été 

observé aussi bien par western blot que par immunohistochimie (Figure RI-16A et B). Le 

traitement des cellules par l’hécogénine ou la tigogénine n’induit pas le clivage de PARP comme 

le montre le résultat par western blot. Pour cette raison et en tenant compte du résultat similaire 

obtenu pour la diosgénine, nous n’avons pas réalisé d’immunohistochimie dans ces conditions. 

 
 

Figure RI-16 : Analyse du clivage de PARP dans les cellules 1547 après traitement 

par la diosgénine, l’hécogénine ou la tigogénine. (A) Western blot réalisé sur les cellules 1547 

traitées ou non (contrôle) par la diosgénine (D), l’hécogénine (H) et la tigogénine (T) pendant 24 

h. (B) Immunohistochimie réalisée sur les cellules adhérentes traitées ou non (contrôle) par la 

diosgénine à 40 µM pendant 24 h. Les photographies ont été prises avec un microscope Nikon 

(grossissement × 500). 
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 4. 8. Implication de Bid dans l’apoptose induite dans les cellules 1547 par les 

stéroïdes 

La protéine Bid qui est le plus souvent clivée par la caspase-8 lors de la phase d’initiation 

de l’apoptose a été étudiée par western blot après 6 h de traitement. L’anticorps utilisé reconnaît, 

comme dans le cas de PARP, la protéine native de 22 kDa et la protéine tronquée de 15 kDa. Les 

résultats obtenus sur les cellules 1547 après 6 h de traitement par la diosgénine, l’hécogénine ou la 

tigogénine montre uniquement la présence de la protéine native. Bid ne semble donc pas être 

clivée dans ces cellules (Figure RI-17). 

 

Figure RI-17 : Analyse du clivage de Bid dans les cellules 1547 après traitement par 

la diosgénine, l’hécogénine ou la tigogénine. Western blot réalisé sur les cellules 1547 traitées 

ou non (C, contrôle) par la diosgénine (D), l’hécogénine (H) et la tigogénine (T) pendant 6 h. 

 

5. Expression et activité cyclooxygénase 

L’expression des ARNm de COX-1 et de COX-2 a été analysée par RT-PCR à partir des 

ARNm extraits des cellules traitées ou non par la diosgénine (6, 12 et 24 h), l’hécogénine (12 et 24 

h) et la tigogénine (12 et 24 h) à 40 µM. Les résultats indiquent que l’expression de l’ARNm de 

COX-1 n’est pas modifiée de façon significative au cours du traitement par la diosgénine alors que 

l’expression de l’ARNm de COX-2 est diminuée au cours du temps. Le traitement par 

l’hécogénine diminue l’expression de COX-1 à 24 h et augmente celle de COX-2 tandis que la 

tigogénine provoque une augmentation de l’expression de l’ARNm de COX-1 après 24 h de 

traitement et augmente l’expression de COX-2 au cours du temps (Figure RI-18A). 

L’analyse de l’expression de la protéine COX-2 ne confirme pas les résultats obtenus par 

les RT-PCR. En effet, COX-2 est fortement induite par la diosgénine après 24 h de traitement (3,8 

fois plus importante par rapport au contrôle, P<0,05), elle est diminuée après traitement par 

l’hécogénine (1,5 fois moins importante par rapport au contrôle, P<0,05) et elle est inchangée avec 

la tigogénine (Figure RI-18B). 
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Figure RI-18 : Effet des stéroïdes sur l’expression des COXs dans les cellules 1547. 

(A) RT-PCR réalisées sur les cellules 1547 contrôles ou traitées par la diosgénine (6, 12 et 24 h), 

l’hécogénine (12 et 24 h) et la tigogénine (12 et 24 h) à 40 µM. L’intensité des bandes a été 

quantifiée par analyse densitométrique en utilisant la β-actine comme contrôle interne. (B) 

Western blot de COX-2 réalisé sur les cellules 1547 traitées ou non (C, contrôle) par la diosgénine 

(D), l’hécogénine (H) et la tigogénine (T) pendant 24 h. 

 

Le dosage de la PGE2 a été réalisé par ELISA après 6, 12 et 24 h de traitement par la 

diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine. Après 6 h de traitement par la diosgénine, la production 

de PGE2 est doublée (2,1 fois plus importante par rapport au contrôle, P<0,05) puis elle augmente 

au cours du temps (3,1 fois et 4,6 fois à 12 et 24 h respectivement par rapport au contrôle, 

P<0,05). Contrairement à la diosgénine, la production de PGE2 est fortement diminuée après 24 h 

de traitement par l’hécogénine et la tigogénine : 2,4 fois et 2,8 fois moins élevée respectivement 

par rapport au contrôle (P<0,05) (Figure RI-19). 
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Figure RI-19 : Effet des stéroïdes sur l’activité des COXs dans les cellules 1547. La 

production de PGE2 a été dosée à partir des surnageants des cellules contrôles ou traitées par la 

diosgénine (6, 12 et 24 h), l’hécogénine (12 et 24 h) et la tigogénine (12 et 24 h) à 40 µM. La 

quantité de PGE2 a été ramenée aux nombres de cellules viables. Les valeurs représentent la 

moyenne de trois expériences (* P<0,05) et sont exprimées en pg/ml/106 cellules. 
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6. Rôle de NF-κB et des PPARs dans l’apoptose induite par les stéroïdes 

 6. 1. Rôle de NF-κB 

Afin de déterminer si NF-κB joue un rôle dans l’apoptose induite par les stéroïdes, nous 

avons transfecté les cellules avec un plasmide contenant le gène de la luciférase sous la 

dépendance de l’élément de réponse à NF-κB. Après transfection, les cellules ont été traitées 

pendant 24 h avant que l’activité luciférase ne soit évaluée. Mais les valeurs obtenues après 

traitement par la diosgénine, l’hécogénine ou la tigogénine sont similaires aux valeurs obtenues 

pour les cellules contrôles (Figure RI-20). 

 
 

Figure RI-20 : Induction de NF-κκκκB dans les cellules 1547. Transfection transitoire des 

cellules par les plasmides pGL3-NF-κB-Luc et pCMV-β-gal afin de déterminer l’activité 

luciférase dépendante de NF-κB. Après transfection, les cellules ont été traitées ou non (contrôle) 

par la diosgénine (D), l’hécogénine (H) et la tigogénine (T) à 40 µM pendant 24 h. Un contrôle 

négatif (sans plasmide) a également été réalisé. L’activité luciférase a été rapportée à l’activité de 

la β-galactosidase. Les résultats représentent la moyenne de trois expériences et sont exprimés en 

activité relative de luciférase par seconde (NS, non significatif par rapport au contrôle). 

 

Une analyse de retard sur gel a ensuite été réalisée afin de confirmer l’expérience de 

transfection. Contrairement aux résultats obtenus précédemment, les trois stéroïdes induisent la 

liaison de NF-κB à l’ADN comme le montre la Figure RI-21. Une incubation avec une sonde non 

marquée 100 fois plus concentrée permet de vérifier la spécificité de liaison de NF-κB. De plus, 

les extraits protéiques nucléaires ont été soumis à une analyse par western blot afin de déterminer 

les sous-unités du complexe NF-κB. Cette analyse montre que le complexe activé par la 
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diosgénine est un hétérodimère formé de p50 et de p65 (Figure RI-21A). 

Etant donné que la liaison de NF-κB à l’ADN est élevée dans les cellules contrôles, nous 

avons utilisé un inhibiteur du protéasome 26S, le MG132, connu pour inhiber l’activation de NF-

κB afin de déterminer le rôle de NF-κB sur l’induction de certains gènes. En présence de MG132 

à 3 µM pendant 24 h, l’activation de NF-κB est complètement inhibée comme le montre l’analyse 

de retard sur gel et l’expression des ARNm de p53 et de p21 diminue fortement après 24 h de 

traitement (Figure RI-21A et B). 

 

 

 

Figure RI-21 : Induction de NF-κκκκB dans les cellules 1547 traitées par les stéroïdes. (A) 

Analyse de l’activation de NF-κB par gel retard. Les cellules ont été traitées ou non (contrôle, C) 

par la diosgénine (D), l’hécogénine (H) et la tigogénine (T) à 40 µM pendant 24 h ou par le 

MG132 à 3 µM pendant 4 h. (B) Analyse des ARNm de p53 et p21 après traitement par 3 µM de 

MG132 pendant 4, 8 et 24 h. L’intensité des bandes a été quantifiée par analyse densitométrique 

en utilisant la β-actine comme contrôle interne. 
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 6. 2. Rôle des PPARs 

Plusieurs travaux ont montré que les PPARs jouaient un rôle important dans l’apoptose, 

c’est pourquoi nous avons étudié l’expression des ARNm et des protéines des deux isoformes les 

plus connues, PPARγ et PPARα. Le niveau de transcription de PPARα est fortement augmenté 

après traitement par la diosgénine pendant 24 h (6,3 fois par rapport au contrôle, P<0,05) et induit 

modérément avec l’hécogénine et la tigogénine (1,3 fois et 1,75 fois par rapport au contrôle 

respectivement, P<0,05). Au contraire, l’expression de l’ARNm de PPARγ n’est pas modifiée par 

les différents traitements (Figure RI-22A). 

Contrairement aux résultats des RT-PCR et après 24 h de traitement par les stéroïdes, 

l’expression de la protéine PPARγ est fortement augmentée (1,6 fois, 2,4 fois et 3,3 fois plus 

importante par rapport au contrôle avec la diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine 

respectivement, P<0,05) alors que l’expression de PPARα est inchangée après traitement par les 

stéroïdes (Figure RI-22B). 
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Figure RI-22 : Expression des ARNm et des protéines PPARαααα et PPARγγγγ dans les 

cellules 1547 traitées par la diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine. (A) RT-PCR réalisées 

sur les cellules 1547 contrôles ou traitées par la diosgénine (6, 12 et 24 h), l’hécogénine (12 et 24 

h) et la tigogénine (12 et 24 h) à 40 µM. L’intensité des bandes a été quantifiée par analyse 

densitométrique en utilisant la β-actine comme contrôle interne. (B) Western blot réalisé sur les 

cellules 1547 traitées ou non (contrôle) par la diosgénine (D), l’hécogénine (H) et la tigogénine 

(T) à 40 µM pendant 24 h. L’intensité des bandes a été quantifiée par analyse densitométrique en 

utilisant la β-actine comme contrôle interne. 

 

Afin de déterminer si PPARγ agit en tant que facteur de transcription, nous avons 

transfecté les cellules avec un plasmide contenant le gène de la luciférase sous la dépendance de 

l’élément de réponse PPRE. Après transfection, les cellules ont été traitées par la diosgénine, 

l’hécogénine et la tigogénine à 40 µM pendant 24 h. Le dosage de l’activité luciférase montre 

qu’aucun des stéroïdes n’induit la transactivation de PPARγ (Figure RI-23). De plus, l’analyse de 

retard sur gel a confirmé les résultats obtenus avec les expériences de transfection. 
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Figure RI-23 : Etude de la transactivation de PPARγγγγ dans les cellules 1547. 

Transfection transitoire des cellules par les plasmides pGL3/ACO-PPRE-Luc et pCMV-β-gal afin 

de déterminer l’activité luciférase dépendante de PPAR. Après transfection, les cellules ont été 

traitées ou non (contrôle) par la diosgénine (D), l’hécogénine (H) et la tigogénine (T) à 40 µM 

pendant 24 h. Un contrôle négatif (sans plasmide) a également été réalisé. L’activité luciférase a 

été rapportée à l’activité de la β-galactosidase. Les résultats représentent la moyenne de trois 

expériences et sont exprimés en activité relative de luciférase par seconde (NS, non significatif par 

rapport au contrôle). 

 

7. Utilisation du modèle 1547/diosgénine en SdFFF 

L’induction de l’apoptose par la diosgénine dans les cellules 1547 a été utilisée afin de 

montrer que la SdFFF peut être utilisée comme outil de détection rapide de l’apoptose. 

Le marquage des cellules au DAPI permet de visualiser la condensation des noyaux des 

cellules contrôles et des cellules traitées par la diosgénine pendant 24 h avant et après passage des 

cellules en SdFFF. Les résultats confirment que la SdFFF ne modifie pas le nombre de cellules 

apoptotiques. 

Le dosage de la fragmentation de l’ADN a été réalisé sur les cellules 1547 après traitement 

par la diosgénine (40 µM), l’hécogénine (40 µM), la tigogénine (40 µM), la staurosporine (0,1 

µM) et le MG132 (3 µM) pendant 24 h. La staurosporine induit la plus forte fragmentation (32,4 ± 

2,2, P<0,05), la diosgénine et le MG132 ayant un effet similaire sur la génération de fragments 

oligonucléosomiques (5,5 ± 1,2 et 4,2 ± 1,6 respectivement, P<0,05). L’hécogénine et la 
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tigogénine induisent une fragmentation moins importante comme cela a été décrit au paragraphe 3 

(1,3 ± 0,1 et 2,2 ± 0,1 respectivement, P<0,05). 

De plus, l’observation microscopique des cellules après traitement pendant 6 h par la 

diosgénine, le MG132 et la staurosporine montre que ces molécules provoquent des changements 

morphologiques par rapport aux cellules contrôles. L’hécogénine et la tigogénine n’induisent pas 

de tels changements comme cela a été montré auparavant. De plus, ces modifications ne sont pas 

les mêmes en fonction du traitement comme le montrent les photographies suivantes (Figure RI-

24). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure RI-24 : Observation en microscopie optique des cellules 1547. Les cellules ont 

été traitées pendant 6 h par la diosgénine (40 µM), la staurosporine (0,1 µM) et le MG132 (3 µM) 

(grossissement × 400). 

 

Les fractogrammes obtenus montrent que la diosgénine induit un décalage du pic cellulaire 

vers la droite (Figure RI-25) alors que la staurosporine (Figure RI-25) et le MG132 (Figure RI-26) 

induisent un décalage vers la gauche. Ce décalage se produit après 6 h de traitement et s’accentue 

au cours du traitement. Le temps de rétention des cellules traitées par la diosgénine est donc 

augmenté contrairement aux temps de rétention des cellules traitées par la staurosporine et le 
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MG132. De plus, un pic intermédiaire de cellules apparaît après traitement par le MG132 (Figure 

RI-26). 

Ces différences de profil apparaissent dès 6 h de traitement alors que la tigogénine n’induit 

qu’un faible décalage du pic après 24 h de traitement et que l’hécogénine ne modifie pas le profil 

d’élution (Figure RI-26). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure RI-25 : Fractogrammes des cellules 1547 obtenus après SdFFF. Les cellules ont 

été traitées (en rouge) ou non (contrôle en bleu) pendant 6, 12 et 24 h par la diosgénine (40 µM) et 

la staurosporine (0,1 µM). Les conditions d’élution sont les suivantes : 100 µl de suspension 

cellulaire injectés (2 × 106 cellules/ml), débit de la phase mobile (PBS, pH 7,4) : 0,6 ml/min, force 

du champ multigravitationnel : 40 ± 0,03 g, détection spectrophotométrique λ = 254 nm. 
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Figure RI-26 : Fractogrammes des cellules 1547 obtenus après SdFFF. Les cellules ont 

été traitées (en rouge) ou non (contrôle en bleu) pendant 6, 12 et 24 h par le MG132 (3 µM) et 

pendant 24 h par l’hécogénine (40 µM) et la tigogénine (40 µM). Les conditions d’élution sont les 

suivantes : 100 µl de suspension cellulaire injectés (2 × 106 cellules/ml), débit de la phase mobile 

(PBS, pH 7,4) : 0,6 ml/min, force du champ multigravitationnel : 40 ± 0,03 g, détection 

spectrophotométrique λ = 254 nm. 

 

Si nous considérons travailler dans des conditions de densité équivalente, les différences 

observées pourraient s’expliquer par une modification de la taille des cellules induite par les 

molécules. Nous avons donc mesuré le diamètre des cellules traitées par la diosgénine, la 

staurosporine et le MG132 à l’aide d’un Coulter Counter. La détermination du diamètre des 

cellules montre qu’elles ont toutes une taille plus importante par rapport au contrôle dès 6 h de 
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traitement (Figure RI-27). La staurosporine augmente la taille des cellules de 2 µm après 24 h de 

traitement. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure RI-27 : Variation du diamètre des cellules 1547 au cours de l’apoptose. Les 

cellules ont été traitées ou non pendant 6, 12 et 24 h par la diosgénine (40 µM), la staurosporine 

(0,1 µM) et le MG132 (3 µM). Les résultats correspondent à la différence des moyennes des 

diamètres obtenus entre les cellules traitées et les cellules contrôles. 
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II- Effets de la diosgénine sur deux autres types 

cellulaires : les cellules HEp-2 et M4Beu 

Nous avons précédemment montré que la diosgénine exerçait un effet anti-prolifératif plus 

important que l’hécogénine et la tigogénine sur les cellules 1547. Pour cette raison, nous avons 

uniquement travaillé avec la diosgénine pour la suite de nos travaux réalisés sur deux autres 

lignées cellulaires humaines, les cellules HEp-2 (laryngocarcinome) et les cellules M4Beu 

(mélanome). 

1. Prolifération cellulaire 

 1. 1. Etude de la prolifération cellulaire par le MTT 

Les cellules HEp-2 et M4Beu sont cultivées dans du milieu contenant 10 % de SVF 

pendant 72 h avant d’être traitées par la diosgénine à 40 µM pendant 4 jours afin de déterminer si 

la diosgénine agit de la même façon que sur les cellules 1547. La prolifération cellulaire est 

estimée par le test au MTT. 

Les résultats obtenus après 24 h de traitement montrent que la diosgénine à 40 µM inhibe 

la prolifération de façon importante dans les deux types cellulaires (76 % et 91 % d’inhibition 

pour les cellules HEp-2 et M4Beu respectivement, P<0,05) (Figure RII-1). Le résultat précédent a 

été confirmé par un comptage au bleu trypan afin de déterminer la viabilité des cellules après 

traitement par rapport au contrôle. 
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Figure RII-1 : Effets de la diosgénine sur la prolifération des cellules HEp-2 et 

M4Beu. 

 

 1. 2. Observation des cellules en microscopie optique 

Les différences de morphologie induites ou non par la diosgénine sur les cellules HEp-2 et 

M4Beu ont été observées en microscopie optique. La figure correspondant aux cellules traitées par 

la diosgénine à 40 µM montre la réduction de la taille des cellules, la condensation du cytoplasme 

et l’apparition de cellules arrondies comparées au contrôle (Figure RII-2). 
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Figure RII-2 : Observation en microscopie optique des cellules HEp-2 et M4Beu 

traitées par la diosgénine à 40 µM pendant 24 h. (grossissement × 400). 

 

2. Etude du cycle cellulaire et étude de l’expression de p21 et p53 

 2. 1. Etude du cycle cellulaire par cytométrie en flux 

Les cellules HEp-2 et M4Beu ont été traitées par 40 µM de diosgénine pendant 12 et 24 h. 

Après 12 h de traitement, le nombre de cellules HEp-2 en phase S diminue (26,5 % par rapport au 

contrôle (35 %), P<0,05) alors que la répartition des cellules dans les autres phases du cycle 

cellulaire est similaire à celle des cellules contrôles. La distribution des cellules après 24 h de 

traitement par la diosgénine est significativement modifiée par rapport au contrôle. En effet, le 

nombre de cellules en phase G0/G1 est considérablement diminué : 23,6 % avec la diosgénine par 

rapport à 51,2 % pour les cellules contrôles (P<0,05). A l’opposé, le nombre de cellules en phase 

S et en phase G2/M est fortement augmenté : 49 % de cellules traitées en phase S par rapport à 

32,5 % pour les cellules contrôles (P<0,05) et 27,3 % de cellules traitées en phase G2/M par 

rapport à 16,3 % pour les cellules contrôles (P<0,05). Les cellules HEp-2 sont donc bloquées en 

phase S après traitement par la diosgénine. De plus, une population sub-G1 apparaît après 24 h de 

traitement (Figure RII-3). 
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Figure RII-3 : Effets de la diosgénine sur la distribution des cellules HEp-2 dans le 

cycle cellulaire. Les cellules ont été traitées pendant 12 et 24 h par la diosgénine à 40 µM avant 

d’être analysées en cytométrie en flux après un marquage à l’iodure de propidium. Les valeurs 

indiquées représentent la moyenne de trois expériences. 

 

 

Après 12 h de traitement, le nombre de cellules M4Beu en phase G0/G1 et S n’est pas 

modifié par rapport au contrôle. A l’opposé, le nombre de cellules en phase G2/M est fortement 

augmenté : 17,6 % de cellules traitées par rapport à 7 % pour les cellules contrôles (P<0,05). La 

distribution des cellules après 24 h de traitement par la diosgénine est similaire à celle obtenue à 

12 h mais le nombre de cellules en phase S est diminué (15 % pour les cellules traitées par rapport 

à 28,2 % pour les cellules contrôles, P<0,05) et une population sub-G1 apparaît. Les cellules 

M4Beu s’accumulent donc en phase G2/M après traitement par la diosgénine (Figure RII-4). 
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Figure RII-4 : Effets de la diosgénine sur la distribution des cellules M4Beu dans le 

cycle cellulaire. Les cellules ont été traitées pendant 12 et 24 h par la diosgénine à 40 µM avant 

d’être analysées en cytométrie en flux après un marquage à l’iodure de propidium. Les valeurs 

indiquées représentent la moyenne de trois expériences. 

 

 2. 2. Etude de certains régulateurs du cycle cellulaire 

  2. 2. 1. Expression de p21 

L’expression du transcrit de p21 et de la protéine a été analysée par RT-PCR et western 

blot après traitement par la diosgénine à 40 µM. 

Dans les cellules HEp-2, le traitement des cellules par la diosgénine ne modifie pas 

l’expression de l’ARNm de p21 mais le western blot montre qu’après 24 h de traitement par la 

diosgénine, l’expression de la protéine est diminuée par rapport au contrôle (7 fois moins 

importante, P<0,05) (Figure RII-5). Dans les cellules M4Beu, la diosgénine ne modifie ni 

l’expression de l’ARNm de p21, ni l’expression de la protéine (Figure RII-5). 
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Figure RII-5 : Expression de l’ARNm et de la protéine p21 dans les cellules HEp-2 et 

M4Beu après traitement par la diosgénine. (A) RT-PCR réalisées sur les cellules contrôles ou 

traitées par la diosgénine à 40 µM pendant 6, 12 et 24 h. (B) Western blots réalisés sur les cellules 

traitées ou non (contrôle) par la diosgénine (D) pendant 24 h. L’intensité des bandes a été 

quantifiée par analyse densitométrique en utilisant la β-actine comme contrôle interne (* 

différence significative par rapport au contrôle, P<0,05). 

 

  2. 2. 2. Expression de p53 

L’expression de p53 après traitement par la diosgénine à 40 µM a été analysée dans les 

cellules HEp-2 et M4Beu comme pour les cellules 1547 par RT-PCR ainsi que par western blot. 

De plus, la présence de la forme active de p53 a été étudiée par immunohistochimie. Dans les 
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varie pas par rapport à la quantité obtenue pour les cellules contrôles (Figure RII-6A et B). 
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Cependant, la forme active phosphorylée de p53 est présente dans les cellules HEp-2 traitées par 

la diosgénine pendant 24 h (Figure RII-6C). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure RII-6 : Expression de l’ARNm et de la protéine p53 dans les cellules HEp-2 

après traitement par la diosgénine. (A) RT-PCR réalisées sur les cellules contrôles ou traitées 

par la diosgénine à 40 µM pendant 6, 12 et 24 h. (B) Western blots réalisés sur les cellules traitées 

ou non (contrôle) par la diosgénine (D) pendant 24 h. L’intensité des bandes a été quantifiée par 

analyse densitométrique en utilisant la β-actine comme contrôle interne. (C) Immunohistochimie 

montrant l’expression de p53 phosphorylée sur la sérine 392. Les cellules ont été traitées ou non 

(contrôle) par la diosgénine à 40 µM pendant 24 h. Les photographies ont été prises avec un 

microscope Nikon (grossissement × 500). 

 

Dans les cellules M4Beu, l’expression de l’ARNm de p53 n’est pas modifiée par la 

diosgénine mais la quantité de protéine est diminuée par rapport au contrôle (2 fois moins 

importante comparé au contrôle, P<0,05) (Figure RII-7A et B). Cependant, l’étude de p53 par 

immunohistochimie montre que la forme active phosphorylée de p53 est présente dans les cellules 

M4Beu traitées par la diosgénine (Figure RII-7C). 
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Figure RII-7 : Expression de l’ARNm et de la protéine p53 dans les cellules M4Beu 

après traitement par la diosgénine. (A) RT-PCR réalisées sur les cellules contrôles ou traitées 

par la diosgénine à 40 µM pendant 6, 12 et 24 h. (B) Western blots réalisés sur les cellules traitées 

ou non (contrôle) par la diosgénine (D) pendant 24 h. L’intensité des bandes a été quantifiée par 

analyse densitométrique en utilisant la β-actine comme contrôle interne. (C) Immunohistochimie 

montrant l’expression de p53 phosphorylée sur la sérine 392. Les cellules ont été traitées ou non 

(contrôle) par la diosgénine à 40 µM pendant 24 h. Les photographies ont été prises avec un 

microscope Nikon (grossissement × 500). 

 

3. Induction de l’apoptose ; analyse de la fragmentation de l’ADN 

La fragmentation de l’ADN a été évaluée par un test ELISA réalisé sur la totalité des 

cellules (flottantes et adhérentes) traitées ou non par 40 µM de diosgénine pendant 6, 12 et 24 h. 

Les tableaux suivants montrent la fragmentation de l’ADN dans les cellules HEp-2 et M4Beu au 

cours du traitement. Le ratio apoptotique (fragmentation de l’ADN dans les cellules traitées 

rapportée à celle de l’ADN dans les cellules témoins) indique que la diosgénine induit une forte 

fragmentation dès 6 h (6,7 fois plus importante par rapport au contrôle, P<0,05) dans les cellules 

HEp-2. Puis, le ratio apoptotique diminue mais reste plus important comparé au contrôle : 2,5 pour 

les cellules traitées par la diosgénine pendant 12 et 24 h (P<0,05) (Tableau RII-1). 
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Dans les cellules M4Beu, le ratio apoptotique indique que la diosgénine induit une très 

importante fragmentation dès 6 h (28,8 fois plus importante par rapport au contrôle, P<0,05). Puis, 

le ratio apoptotique augmente avant de revenir à la valeur obtenue après 6 h de traitement : 51,6 et 

23 pour les cellules traitées par la diosgénine pendant 12 et 24 h respectivement comparés aux 

contrôles (P<0,05) (Tableau RII-1). 

 

HEp-2 

Temps (h) 6 h 12 h 24 h 

contrôle 1 1 1 

diosgénine 6,7 ± 1,1 2,5 ± 0,2 2,5 ± 0,5 

 

M4Beu 

Temps (h) 6 h 12 h 24 h 

contrôle 1 1 1 

diosgénine 28,8 ± 11 51,6 ± 17,3 23 ± 7 

 

Tableau RII-1 : Induction de la fragmentation de l’ADN (ratio apoptotique) dans les 

cellules HEp-2 et M4Beu après traitement par la diosgénine à 40 µM. 

 

4. Implication de la voie mitochondriale 

 4. 1. Etude de l’expression de Bcl-2 et Bax 

Les expressions de Bcl-2 (anti-apoptotique) et de Bax (pro-apoptotique) ont été étudiées 

par RT-PCR et western blot après traitement des cellules HEp-2 et M4Beu par la diosgénine à 40 

µM. 

Dans les cellules HEp-2 et après 24 h de traitement, l’expression de l’ARNm de bcl-2 n’est 

pas modifiée par rapport au contrôle alors que l’expression du transcrit de bax est augmentée (2 

fois par rapport au contrôle, P<0,05) (Figure RII-8A). La protéine anti-apoptotique Bcl-2 est 

exprimée de façon équivalente au contrôle alors que l’expression de la protéine pro-apoptotique 

Bax est diminuée après 24 h de traitement par la diosgénine. Par conséquent, le rapport Bax/Bcl-2 

obtenu pour les cellules traitées est moins élevé que celui obtenu pour les cellules contrôles (2,3 

fois moins important par rapport au contrôle, P<0,05) (Figure RII-8B). 
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Dans les cellules M4Beu, l’expression de l’ARNm de bcl-2 est diminuée par rapport au 

contrôle (1,2 fois moins importante par rapport au contrôle, P<0,05) après 24 h de traitement alors 

que l’expression du transcrit de bax est augmentée (2,3 fois par rapport au contrôle, P<0,05) 

(Figure RII-8A). La protéine anti-apoptotique Bcl-2 est exprimée de façon moins importante par 

rapport au contrôle alors que l’expression de la protéine pro-apoptotique Bax est inchangée après 

24 h de traitement par la diosgénine. Le rapport Bax/Bcl-2 obtenu pour les cellules traitées est 

donc plus élevé que celui obtenu pour les cellules contrôles (1,6 fois plus important par rapport au 

contrôle, P<0,05) (Figure RII-8B). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure RII-8 : Analyse des expressions de Bax et Bcl-2 dans les cellules HEp-2 et 

M4Beu après traitement par la diosgénine. (A) RT-PCR réalisées sur les cellules contrôles ou 

traitées par la diosgénine à 40 µM pendant 6, 12 et 24 h. L’intensité des bandes a été quantifiée 

par analyse densitométrique en utilisant la β-actine comme contrôle interne. (B) Western blots 

réalisés sur les cellules traitées ou non (contrôle) par la diosgénine (D) pendant 24 h. Les 

histogrammes représentent le rapport Bax/Bcl-2 déterminé après analyse densitométrique des 

bandes. 
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 4. 2. Analyse de la chute de potentiel membranaire mitochondrial (∆Ψm) 

La chute de potentiel membranaire mitochondrial (∆Ψm) a été analysée sur les cellules 

HEp-2 et M4Beu après 6 et 24 h de traitement par la diosgénine à 40 µM à l’aide de la sonde JC-1. 

Une fluorescence rouge indique que les cellules ont un potentiel membranaire intact alors qu’une 

fluoresence verte montre que les cellules ont un potentiel membranaire qui est altéré. Après 6 h de 

traitement, la diosgénine provoque une chute de potentiel dans les cellules HEp-2 traitées comparé 

aux cellules contrôle comme l’indique la fluorescence verte des cellules. Après 24 h de traitement, 

l’effet de la diosgénine reste similaire à celui obtenu à 6 h (Figure RII-9). 

Contrairement aux cellules HEp-2, la diosgénine ne provoque pas de chute de potentiel 

dans les cellules M4Beu après 6 ou 24 h de traitement. En effet, les cellules contrôles et les 

cellules traitées présentent une fluorescence majoritairement rouge (Figure RII-9). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure RII-9 : Etude du ∆Ψm dans les cellules HEp-2 et M4Beu après traitement par 

la diosgénine. Les cellules HEp-2 ont été traitées pendant 6 h et les cellules M4Beu pendant 24 h. 

La sonde JC-1 utilisée produit une fluorescence rouge lorsque le potentiel membranaire est intact 

car la sonde se retrouve sous forme d’agrégats. Au contraire, lorsque le potentiel est altéré, la 

mitochondrie ne peut concentrer la sonde. Celle-ci se retrouve sous forme de monomères qui 

produisent une fluorescence verte. Les photographies ont été prises avec un microscope Nikon 

(grossissement × 500). 
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 4. 3. Analyse de la quantité d’ATP 

La production d’ATP par les cellules HEp-2 et M4Beu a été quantifiée dans les cellules 

traitées ou non par la diosgénine à 40 µM pendant 6, 12 et 24 h. 

Les histogrammes suivants (Figure RII-10) montrent que la production d’ATP est 

augmentée après 6 h de traitement par la diosgénine dans les deux types cellulaires (1,5 fois et 1,7 

fois plus importante pour les cellules HEp-2 et M4Beu par rapport au témoin, P<0,05). Dans les 

cellules HEp-2, la quantité d’ATP intracellulaire est similaire au contrôle à 12 h mais après 24 h 

de traitement, la quantité d’ATP produite par les cellules traitées est de nouveau plus importante 

que celle produite par les cellules contrôles. Cependant, la production d’ATP par les cellules 

contrôles est très faible, c’est pourquoi nous ne tiendrons pas compte du résultat obtenu après 24 h 

de traitement. Dans les cellules M4Beu, la quantité d’ATP dans les cellules traitées n’est pas 

augmentée de façon significative par rapport au contrôle à 12 et 24 h. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure RII-10 : Analyse de la production d’ATP dans les cellules HEp-2 et M4Beu 

après traitement par la diosgénine. La quantité d’ATP produit a été déterminée dans les cellules 

contrôles ou traitées par la diosgénine à 40 µM pendant 6, 12 et 24 h. Les résultats représentent la 

moyenne de trois expériences et sont exprimés en unité relative de luminescence par seconde 

(URL/seconde). 

 

 4. 4. Etude de la redistribution subcellulaire du cytochrome c 

L’étude, par western blot, des protéines cytosoliques et mitochondriales permet d’analyser 

le relargage du cytochrome c dans les cellules HEp-2 et M4Beu traitées ou non par la diosgénine à 

40 µM pendant 6 h. 
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Les western blots suivants (Figure RII-11) obtenus à partir des cellules HEp-2 et M4Beu 

montrent que le cytochrome c est présent en quantité identique dans les fractions mitochondriales 

des cellules contrôles et des cellules traitées alors que la quantité devrait être diminuée dans les 

cellules traitées. De plus, l’analyse des fractions cytosoliques montre que le cytochrome c est 

présent dans le cytosol des cellules contrôles et des cellules traitées. Les résultats obtenus sur les 

deux types cellulaires ne nous permettent donc pas de conclure que la diosgénine induit la 

libération du cytochrome c de la mitochondrie. 

 

 

 

Figure RII-11 : Etude du relargage du cytochrome c dans les cellules HEp-2 et 

M4Beu après 6 h de traitement par la diosgénine. Les protéines cytosoliques (cytosol) et 

mitochondriales (mitochondrie) des cellules contrôles (C) et des cellules traitées par la diosgénine 

(D) ont été extraites puis soumises à une analyse par western blot. 

 

 4. 5. Localisation nucléaire de l’AIF 

L’analyse de la distribution subcellulaire de l’AIF a été réalisée par western blot à partir 

des extraits cytosoliques, mitochondriaux et nucléaires des cellules HEp-2 et M4Beu traitées ou 

non par la diosgénine pendant 6 h. L’utilisation de la β-actine permet de vérifier que les 

extractions ont été réalisées correctement. 

L’AIF est présent en grande quantité dans la mitochondrie (EM) comparé au cytosol (EC) 

comme le montre la Figure RII-12. Dans les deux types cellulaires et après 6 h de traitement par la 

diosgénine, l’AIF est retrouvé en quantité importante au niveau du noyau (EN) alors qu’il était 

absent ou peu présent dans les noyaux des cellules contrôles. De plus, la quantité d’AIF dans le 

cytosol des cellules traitées est faible comparée au contrôle. 
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Figure RII-12 : Localisation de l’AIF dans les cellules HEp-2 et M4Beu après 6 h de 

traitement par la diosgénine. Les extraits cytosoliques (EC), mitochondriaux (EM) et nucléaires 

(EN) des cellules contrôles et des cellules traitées par la diosgénine ont été soumis à une analyse 

par western blot. 

 

 4. 6. Activation des caspases après traitement des cellules par la diosgénine 

L’expression des ARNm et l’activité des caspases-8, -9 et -3 ont été analysées sur les 

cellules HEp-2 et M4Beu après traitement par la diosgénine. 

Les RT-PCR ont été réalisées à partir des ARNm des cellules traitées ou non par la 

diosgénine à 40 µM pendant 6, 12 et 24 h. Dans les cellules HEp-2, l’expression des ARNm des 

caspases-8 et -9 augmente de façon modérée par rapport au contrôle (1,2 fois et 1,3 fois comparé 

au contrôle, P<0,05) alors que l’expression du transcrit de la caspase-3 ne varie pas après 24 h de 

traitement (Figure RII-13). Dans les cellules M4Beu, l’expression des ARNm des caspases-8 et -9 

diminue de façon modérée par rapport au contrôle (1,6 fois et 1,4 fois comparé au contrôle, 

P<0,05) alors que l’expression du transcrit de la caspase-3 ne varie pas après 24 h de traitement 

(Figure RII-13). 
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Figure RII-13 : Analyse des ARNm des caspases-8, -9 et -3 après traitement des 

cellules HEp-2 et M4Beu par la diosgénine. RT-PCR réalisées sur les cellules contrôles ou 

traitées par la diosgénine à 40 µM pendant 6, 12 et 24 h. L’intensité des bandes a été quantifiée 

par analyse densitométrique en utilisant la β-actine comme contrôle interne. 

 

L’activité enzymatique des caspases a été dosée après 12 et 24 h de traitement par la 

diosgénine à 40 µM. Après 12 h de traitement, aucune modification de l’activité des caspases n’est 

observée par rapport au contrôle dans les cellules HEp-2 mais les activités des caspases-8, -9 et -3 

sont augmentées de façon significative après 24 h de traitement par la diosgénine (respectivement 

1,4 fois, 1,2 fois et 1,6 fois plus importante par rapport aux contrôles, P<0,01) (Figure RII-14). 

Les activités des caspases-8 et -9 sont faiblement augmentées (1,4 et 1,3 fois plus importante 

comparé aux contrôles, P<0,01) dans les cellules M4Beu traitées par la diosgénine pendant 12 h, 

alors que l’activité de la caspase-3 est largement induite par la diosgénine dès 12 h de traitement 

(3,4 fois par rapport au contrôle, P<0,01). Les activités des caspases-8, -9 et -3 sont augmentées de 

façon significative après 24 h de traitement par la diosgénine : respectivement 1,2 fois (P<0,01), 

1,1 fois (P<0,05) et 2,2 fois (P<0,01) plus importante par rapport aux contrôles (Figure RII-14). 
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Figure RII-14 : Analyse des activités des caspases-8, -9 et -3 après traitement des 

cellules HEp-2 et M4Beu par la diosgénine. Les activités des caspases ont été dosées à partir des 

lysats cellulaires des cellules contrôles ou traitées par la diosgénine à 40 µM pendant 12 et 24 h. 

Le dosage a été réalisé à l’aide des substrats de la caspase-8 (Ac-IETD-AMC), de la caspase-9 

(Ac-LEHD-AMC) et de la caspase-3 (Ac-DEVD-AMC). Les valeurs représentent la moyenne de 

trois expériences et sont exprimées en unité relative de fluorescence (URF). 
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 4. 7. Etude du clivage de PARP après traitement des cellules par la diosgénine 

Le clivage de PARP a été analysé sur les cellules HEp-2 et M4Beu après 24 h de 

traitement par la diosgénine à 40 µM. L’étude du clivage s’est faite en révélant, par western blot, 

la présence de la protéine native de 112 kDa et du fragment de 85 kDa. Cette technique a été 

associée à une technique d’immunohistochimie mettant en évidence la présence du fragment de 85 

kDa dans les cellules adhérentes. 

Le western blot suivant (Figure RII-15) montre que PARP est partiellement clivée lors du 

traitement des cellules HEp-2 et M4Beu par la diosgénine pendant 24 h. En effet, la bande 

correspondant à la protéine native est d’intensité comparable à celle des cellules contrôles et la 

bande correspondant au fragment de 85 kDa est présente en faible quantité. Ce résultat a été 

confirmé par immunohistochimie comme le montre le fort marquage obtenu dans les cellules 

traitées par la diosgénine. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure RII-15 : Analyse du clivage de PARP dans les cellules HEp-2 et M4Beu après 

traitement par la diosgénine. (A) Western blots réalisés sur les cellules traitées ou non (contrôle) 

par la diosgénine (D) pendant 24 h. (B) Immunohistochimies réalisées sur les cellules adhérentes 

traitées ou non (contrôle) par la diosgénine à 40 µM pendant 24 h. Les photographies ont été 

prises avec un microscope Nikon (grossissement × 500). 
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 4. 7. Implication de Bid dans l’apoptose induite par la diosgénine 

Le clivage de Bid a été étudié par western blot dans les cellules HEp-2 et M4Beu après 6 h 

de traitement par la diosgénine. L’anticorps utilisé reconnaît la protéine native de 22 kDa et la 

protéine tronquée de 15 kDa. Seule la bande correspondant à la protéine native est présente sur le 

western blot réalisé à partir des protéines des cellules HEp-2 et M4Beu contrôles et des cellules 

traitées par la diosgénine (Figure RII-16). 

 

 

 

Figure RII-16 : Analyse du clivage de Bid dans les cellules HEp-2 et M4Beu après 

traitement par la diosgénine. Western blots réalisés sur les cellules traitées ou non (C, contrôle) 

par la diosgénine (D) à 40 µM pendant 6 h. 

 

5. Expression et activité cyclooxygénase 

L’expression des ARNm de COX-1 et de COX-2 a été analysée par RT-PCR à partir des 

ARNm extraits des cellules HEp-2 et M4Beu traitées ou non par la diosgénine à 40 µM pendant 6, 

12 et 24 h. Les résultats obtenus pour les cellules HEp-2 indiquent que l’expression de l’ARNm de 

COX-1 est faiblement augmentée après 24 h de traitement (1,45 fois par rapport au contrôle, 

P<0,05) alors que l’expression de l’ARNm de COX-2 n’est pas modifiée au cours du traitement 

par la diosgénine (Figure RII-17A). Dans les cellules M4Beu, l’expression de l’ARNm de COX-1 

est diminuée après 24 h de traitement (1,6 fois par rapport au contrôle, P<0,05) alors que 

l’expression de l’ARNm de COX-2 est induite au cours du traitement par la diosgénine (3,7 fois 

après 6 h de traitement et 2 fois après 24 h de traitement comparé au contrôle) (Figure RII-17A). 

L’analyse de l’expression de la protéine COX-2 dans les cellules HEp-2 ne confirme pas 

les résultats obtenus par RT-PCR. En effet, COX-2 est fortement induite par la diosgénine après 

24 h de traitement (60 fois plus importante par rapport au contrôle, P<0,05) (Figure RII-17B). 

L’expression de la protéine COX-2 dans les cellules M4Beu est très fortement induite par la 

diosgénine après 24 h de traitement puisque les cellules contrôles ne l’expriment pas comme le 

montre la Figure RII-17B. 
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Figure RII-17 : Effet de la diosgénine sur l’expression des COXs dans les cellules 

HEp-2 et M4Beu. (A) RT-PCR réalisées sur les cellules contrôles ou traitées par la diosgénine à 

40 µM pendant 6, 12 et 24 h. L’intensité des bandes a été quantifiée par analyse densitométrique 

en utilisant la β-actine comme contrôle interne. (B) Western blots de COX-2 réalisés sur les 

cellules traitées ou non (C, contrôle) par la diosgénine (D) pendant 24 h. 

 

Le dosage de la PGE2 a été réalisé par ELISA après 6, 12 et 24 h de traitement par la 

diosgénine à 40 µM. Dans les cellules HEp-2 et après 6 h de traitement par la diosgénine, la 

production de PGE2 est 2,5 fois plus importante par rapport au contrôle (P<0,05) puis elle 

augmente très fortement au cours du temps (10,2 fois et 85 fois à 12 et 24 h respectivement par 

rapport au contrôle, P<0,05) (Figure RII-18). La production de PGE2 est également augmentée 

dans les cellules M4Beu au cours du traitement par la diosgénine (2,2 fois et 5 fois plus importante 

après 6 et 12 h de traitement par rapport au contrôle (P<0,05) puis elle se stabilise (5 fois plus 

importante après 24 h de traitement par rapport au contrôle, P<0,05) (Figure RII-18). 

M4Beu
A

COX-1

COX-2

ββββ-actine

contrôle 6 h 12 h 24 h
diosgénine

C D

COX-2

B

HEp-2
A

COX-1

COX-2

ββββ-actine

contrôle 6 h 12 h 24 h
diosgénine

B
C D

COX-2

M4Beu
A

COX-1

COX-2

ββββ-actine

contrôle 6 h 12 h 24 h
diosgénine

C D

COX-2

B

M4Beu
A

COX-1

COX-2

ββββ-actine

contrôle 6 h 12 h 24 h
diosgénine

COX-1

COX-2

ββββ-actine

contrôle 6 h 12 h 24 h
diosgénine

C D

COX-2

C D

COX-2

B

HEp-2
A

COX-1

COX-2

ββββ-actine

contrôle 6 h 12 h 24 h
diosgénine

B
C D

COX-2

HEp-2
A

COX-1

COX-2

ββββ-actine

contrôle 6 h 12 h 24 h
diosgénine

B
C D

COX-2

C D

COX-2



 184 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure RII-18 : Effet de la diosgénine sur la production de PGE2 dans les cellules 

HEp-2 et M4Beu.  La production de PGE2 a été dosée à partir des surnageants des cellules 

contrôles ou traitées par la diosgénine à 40 µM pendant 6, 12 et 24 h. La quantité de PGE2 a été 

ramenée aux nombres de cellules viables. Les valeurs représentent la moyenne de trois 

expériences (* P<0,05) et sont exprimées en pg/ml/106 cellules. 
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L’apoptose est un processus physiologique au cours duquel des cellules surnuméraires ou 

dysfonctionnelles sont éliminées de l’organisme. La mort cellulaire programmée est nécessaire au 

développement et au maintien du bon fonctionnement de tout organisme vivant. En effet, elle joue 

un rôle important dans l’embryogénèse, dans les changements morphologiques, dans 

l’homéostasie cellulaire, dans l’atrophie, dans le système immunitaire, dans la réparation des 

tissus mais aussi dans la régression des tumeurs (Raff et al., 1993). Il est très important de 

comprendre les mécanismes de l’apoptose dans les cellules cancéreuses car l’apoptose est l’une 

des principales conséquences de traitement anti-cancéreux. De nombreuses études ont été réalisées 

afin d’induire l’apoptose dans ce type de cellules et favoriser le développement de nouvelles 

stratégies thérapeutiques ou préventives. En effet, des stimuli tels que les radiations (UV, gamma), 

des agents endommageant l’ADN, des antibiotiques (staurosporine, génistéine...) (Kroemer et al., 

1997), des bactéries ou des virus (O’Brien, 1998) ou encore des molécules d’origine végétale ont 

été utilisés pour induire l’apoptose. 

 

Dans cette perspective, nous avons principalement étudié l’effet de la diosgénine, un 

stéroïde végétal, sur la prolifération de trois types de cellules cancéreuses, deux dérivant de 

l’ectoderme ou de l’endoderme (carcinome) et un dérivant du mésoderme (sarcome). Dans un 

premier temps, nous discuterons les résultats obtenus sur l’étude comparative de stéroïdes 

végétaux (la diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine) réalisée sur les cellules humaines 

d’ostéosarcome (1547) puis nous discuterons les effets de la diosgénine obtenus sur les deux 

autres lignées cellulaires HEp-2 (laryngocarcinome) et M4Beu (mélanome). 

 

Afin de vérifier si des composés voisins de la diosgénine ont les mêmes effets, nous avons 

utilisé deux autres stéroïdes végétaux de structure très proche de la diosgénine : la tigogénine qui 

se différencie de la diosgénine par une insaturation sur le carbone 5 (Fig. 19 p. 107) et 

l’hécogénine se différenciant de la diosgénine par une insaturation sur le carbone 5 et par la 

présence d’un groupement oxo sur le carbone 12. 

Les résultats obtenus sur la prolifération des cellules 1547 traitées à la diosgénine nous ont 

amenés à travailler à une concentration de 40 µM, suffisante pour provoquer une forte inhibition 

de la prolifération (86 %) sans être cytotoxique. Les cellules 1547 ont donc été traitées par la 

diosgénine à 40 µM. Elles ont également été traitées par l’hécogénine et la tigogénine à la même 

concentration afin d’évaluer l’effet anti-prolifératif des stéroïdes végétaux utilisés. 
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La comparaison de l’effet anti-prolifératif des trois stéroïdes montre que la diosgénine 

exerce un effet plus important que l’hécogénine et la tigogénine utilisées à la même concentration 

(86 % avec la diosgénine, 38 et 53 % avec l’hécogénine et la tigogénine respectivement). De plus, 

l’observation des cellules en microscopie optique montre que seule la diosgénine altère la 

morphologie des cellules, ces modifications étant vraisemblablement associées à une forte 

diminution de la croissance cellulaire (Corbière et al., 2003). 

 

Pour comprendre les mécanismes par lesquels la diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine 

provoquent une inhibition de la prolifération, nous avons étudié la distribution des cellules traitées 

dans le cycle cellulaire comparée à la distribution des cellules non traitées (contrôles). Nous avons 

également étudié l’apoptose, deuxième mécanisme par lequel ces molécules peuvent exercer leur 

activité anti-proliférative et plus particulièrement la voie mitochondriale ou voie intrinsèque. 

L’inhibition de la prolifération cellulaire provoquée par ces stéroïdes végétaux peut 

s’expliquer par un ralentissement ou un arrêt du cycle cellulaire. Il est clairement établi que la 

protéine de suppression des tumeurs p53 inhibe la croissance cellulaire en induisant un arrêt du 

cycle cellulaire et/ou l’apoptose (Levine, 1997). Cette protéine peut interagir avec d’autres 

protéines ou fonctionner après phosphorylation comme facteur de transcription (El-Deiry et al., 

1993 ; Contente et al., 2002). En effet, l’arrêt du cycle cellulaire en G1 s’effectue en partie par 

l’activation transcriptionnelle de p21 par p53 (El-Deiry et al., 1993). La protéine p21 est un 

inhibiteur du cycle cellulaire (CKI) de la famille Cip/Kip qui contrôle le point de transition G1/S 

en inhibant l’activité des complexes cycline D/CDK (Brugarolas et al., 1995 ; Deng et al., 1995 ; 

Levine, 1997 ; Kim, 1997). 

Dans notre étude, la prolifération des cellules 1547 est inhibée de façon temps-dépendante 

après traitement par la diosgénine à 40 µM. Cette inhibition s’explique par un arrêt du cycle 

cellulaire en G0/G1 qui est accompagné d’une augmentation de l’expression de la protéine p21 

ainsi que d’une augmentation de l’expression de la protéine p53 et de son activité 

transcriptionnelle (p53 phosphorylée) (Moalic et al., 2001a ; Corbière et al., 2003). La 

phosphorylation de p53 joue un rôle important dans la stabilisation de la protéine et dans son 

activation (Shieh et al., 1997). Katayose et al. (1995) ont montré que des cellules transfectées par 

un vecteur exprimant p53 induisaient p21, ainsi qu’un arrêt du cycle cellulaire en G1 et une 

accumulation des cellules en sub-G1 (cellules associées à une population apoptotique). Levine 

(1997) a également décrit que p53 activée provoquait un arrêt du cycle cellulaire en G1 en 

induisant l’expression de p21, protéine qui inhibe l’activité des complexes cycline D/CDK 
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indispensables au déroulement du cycle cellulaire. D’autres travaux ont montré le lien étroit entre 

p53, p21 et l’arrêt du cycle cellulaire. En effet, Gupta et al. (2002) ont démontré qu’un traitement 

des cellules LNCaP par l’apigénine provoquait un arrêt du cycle cellulaire en G1 accompagné 

d’une induction de p21. La régulation de l’expression de p21 par p53 se fait au niveau de la 

transcription. 

Sur la même lignée (cellules 1547), l’hécogénine et la tigogénine entraînent une inhibition 

modérée de la prolifération comparée à celle causée par la diosgénine et ne provoquent pas d’arrêt 

du cycle cellulaire. De plus, la forme phosphorylée de p53 n’est pas présente dans ces cellules 

(Corbière et al., 2003). 

Dans nos conditions expérimentales, p53 semble être fortement impliquée dans l’inhibition 

de la prolifération causée par la diosgénine ; inversement la baisse de prolifération provoquée par 

l’hécogénine et la tigogénine semble être indépendante de p53. 

 

Le fait que l’hécogénine et la tigogénine n’induisent pas d’arrêt du cyle cellulaire 

n’explique pas l’inhibition de la prolifération cellulaire observée. Pour analyser ce phénomène 

ainsi que la forte inhibition de la croissance cellulaire provoquée par la diosgénine, nous avons 

étudié l’apoptose sous l’effet de ces molécules. 

L’analyse de la fragmentation de l’ADN qui est la dernière étape de l’apoptose (Samejima 

et al., 2001) montre que les trois stéroïdes induisent l’apoptose. La diosgénine conduit à une 

fragmentation plus importante que l’hécogénine et la tigogénine (Moalic et al., 2001a ; Corbière et 

al., 2003). Nous pouvons remarquer que la tigogénine, molécule très proche de la diosgénine au 

niveau structural induit une plus forte fragmentation que l’hécogénine qui a une structure plus 

éloignée. L’effet anti-prolifératif modéré de l’hécogénine et de la tigogénine s’explique donc par 

le fait que certaines cellules poursuivent leur cycle cellulaire et que d’autres entrent en apoptose. 

La diosgénine provoque, au contraire, un blocage du cycle cellulaire et une induction de 

l’apoptose expliquant l’importante inhibition de la prolifération. 

Puisque l’apoptose est induite dans les cellules 1547 après traitement par les trois stéroïdes, 

nous avons étudié l’une des voies d’induction de l’apoptose qui est la voie intrinsèque ou 

mitochondriale. Cette voie d’induction est fortement régulée par les protéines anti-apoptotiques et 

pro-apoptotiques de la famille Bcl-2 (Oltvai et al., 1993). Nous avons analysé l’expression de Bcl-

2 (anti-apoptotique) et de Bax (pro-apoptotique) qui sont deux des protéines de cette famille les 

plus étudiées. Nos résultats montrent que les trois stéroïdes augmentent le rapport Bax/Bcl-2 qui 

est un marqueur déterminant de l’apoptose. De plus, l’hécogénine et la tigogénine ont un effet plus 
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important que la diosgénine sur l’expression de ces protéines puisque l’expression de Bcl-2 est 

fortement diminuée alors que celle de Bax est augmentée (Moalic et al., 2001a ; Corbière et al., 

2003). L’apoptose induite par ces molécules est donc dépendante de Bax et l’est davantage lorsque 

les cellules sont traitées par l’hécogénine et la tigogénine. 

Lorsque la protéine Bax est impliquée dans l’apoptose, elle s’insère le plus souvent dans la 

membrane mitochondriale et peut provoquer une chute du potentiel membranaire mitochondrial 

(∆Ψm) (Jürgensmeier et al., 1998 ; Marzo et al., 1998). Curieusement, l’hécogénine et la 

tigogénine induisent fortement l’expression de Bax mais n’induisent pas de chute de ∆Ψm 

contrairement à la diosgénine. Cette dernière n’induit pas la chute de ∆Ψm après 6 h de traitement 

mais après 24 h alors que la perte de fonctionnalité de la mitochondrie est le plus souvent un 

évènement précoce qui initie l’apoptose. En effet, dans plusieurs lignées cellulaires 

lymphoblastoïdes, la dépolarisation de la membrane mitochondriale et la libération du cytochrome 

c sont des étapes précoces de la cascade apoptotique (Liu et al., 1996 ; Yang et al., 1997 ; Kluck et 

al., 1997). Cependant, d’autres travaux ont montré que la staurosporine provoquait 

successivement une augmentation puis une diminution du ∆Ψm (Vander Heiden et al., 1999). 

Dans les cellules d’ostéosarcome 143B, l’apoptose induite par la staurosporine est accompagnée 

d’une augmentation du ∆Ψm (Dey et Moraes, 2000). La modification du ∆Ψm dépend donc de la 

nature du stimulus pro-apoptotique et du type cellulaire étudié. 

De nombreuses études rapportent une diminution de la production d’ATP lors de 

l’induction de l’apoptose. En effet, l’altération du gradient transmembranaire de protons 

normalement maintenu par la mitochondrie provoque une diminution de la quantité d’ATP 

intracellulaire (Kowaltowski et al., 2001). Le traitement des cellules 1547 par la diosgénine et la 

tigogénine provoque une forte diminution de la production d’ATP dès 6 h de traitement alors que 

l’hécogénine ne modifie pas la quantité d’ATP intracellulaire. Le plus souvent, une chute de ∆Ψm 

provoque un découplage de la chaîne respiratoire et donc une diminution de la production d’ATP. 

Cependant, Vander Heiden et al. (1999) suggèrent que la rupture de la membrane mitochondriale 

est une conséquence d’une augmentation du ∆Ψm résultant d’une incapacité d’échange entre 

l’ADP cytosolique et l’ATP mitochondrial. L’apoptose est un processus nécessitant de l’énergie 

pour la formation de l’apoptosome, pour la condensation de la chromatine, pour la fragmentation 

de l’ADN mais aussi pour le transport de protéines vers le noyau (Kass et al., 1996 ; Cain et al., 

2001). Néanmoins, une diminution trop importante d’ATP intracellulaire peut être due à une 

activité plus importante de certaines enzymes ATP-dépendantes comme PARP, enzyme de 

réparation de l’ADN (Tafani et al., 2002). De plus, il a été suggéré que la quantité d’ATP était un 

facteur déterminant dans l’induction de la mort par nécrose ou par apoptose (Bradbury et al., 
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2000). En effet, la cellule meurt par nécrose lorsque le niveau d’ATP diminue de façon très 

importante provoquant la rupture de la membrane plasmique. Lorsque la quantité d’ATP est 

partiellement maintenue dans la cellule, celle-ci induit la mort cellulaire par apoptose (Lemasters 

et al., 2002). 

Lorsque l’apoptose est initiée par la mitochondrie, de nombreuses protéines présentes dans 

l’espace intermembranaire mitochondrial sont libérées (van Gurp et al., 2003). C’est le cas du 

cytochrome c ou de l’AIF. La libération de ces protéines est le plus souvent induite par la chute de 

∆Ψm, c’est pourquoi nous avons étudié cet évènement après 6 h de traitement par la diosgénine. 

L’analyse de l’expression du cytochrome c montre qu’il est présent en faible quantité dans le 

cytosol des cellules contrôles et des cellules traitées. La libération du cytochrome c permet, en 

présence d’ATP, la formation de l’apoptosome et l’activation de la caspase-9. Cependant, 

quelques travaux montrent qu’il peut y avoir une chute de ∆Ψm sans qu’il y ait relargage du 

cytochrome c (Dey et Moraes, 2000 ; Basu et al., 2002). Après traitement des cellules 1547 par la 

diosgénine, l’AIF reste localisé majoritairement dans la mitochondrie. Dans ce type cellulaire, 

l’apoptose n’implique pas le cytochrome c ou la voie que l’on nomme caspase-indépendante qui 

est la voie médiée par l’AIF. 

Afin de comprendre comment l’apoptose est induite dans les cellules 1547, nous avons 

étudié l’activité de certaines caspases : la caspase-9 impliquée dans la voie apoptotique 

mitochondriale, la caspase-8 impliquée dans la voie des récepteurs et enfin la caspase-3 qui est la 

principale caspase exécutrice (Green et Kroemer, 1998). L’expression des ARNm des caspases 

n’est pas modifiée alors que leur activité est induite. Après traitement par la diosgénine, 

l’activation des caspases-8, -9 et -3 est significative mais modérée et n’est observée qu’après 24 h 

de traitement. En général, les caspases-8 et -9 qui sont des caspases initiatrices sont activées plus 

tôt. De plus, le fait qu’il y ait un faible taux de caspase-9 active peut être associé à la faible 

quantité de cytochrome c présent dans le cytosol. En effet, le cytochrome c est localisé dans le 

cytosol des cellules témoins et n’est pas libéré de façon plus importante après traitement. La 

caspase-12 activée après un stress au niveau du réticulum endoplasmique (RE) pourrait être 

impliquée dans l’induction de l’apoptose (Oyadomari et al., 2002). L’apoptose induite par la 

caspase-12 a également été démontrée dans les fibroblastes traités par de l’anisomycine. Il 

semblerait que la caspase-12 active la caspase-3 exécutrice sans faire intervenir le complexe Apaf-

1 et sans qu’il y ait de stress au niveau du RE (Hoppe et al., 2002). Cependant, Morishima et al. 

(2002) ont décrit que le stress au niveau du RE conduisait à une cascade d’activation de caspases 

initiée par la caspase-12 et faisant intervenir la caspase-9 puis la caspase-3 mais sans impliquer le 

cytochrome c. Curieusement, le traitement par l’hécogénine diminue l’activité basale des caspases 
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après 12 h de traitement alors que la tigogénine induit l’activité de la caspase-3 uniquement. 

L’implication d’autres caspases comme la caspase-12 est à envisager pour expliquer l’apoptose 

induite par la tigogénine et l’hécogénine dans les cellules 1547. 

La caspase-8 étant active après traitement par la diosgénine, elle peut initier l’apoptose 

directement ou agir en synergie avec la caspase-9. La protéine Bid est un substrat de la caspase-8 

qui, une fois clivée, sert de médiateur et amplifie l’action de la voie des récepteurs (Luo et al., 

1998 ; Gross et al., 1999). En effet, elle s’insère dans la membrane mitochondriale et permet la 

libération du cytochrome c par un mécanisme indépendant du pore de transition de perméabilité et 

induit l’activation de la caspase-9 (Kim et al., 2000b). D’autre part, Tafani et al. (2002) ont 

montré que Bid pouvait également se transloquer dans la mitochondrie, favoriser l’ouverture du 

pore et induire la libération du cytochrome c lors de l’apoptose induite par Fas. Dans l’apoptose 

induite par TRAIL, l’activation de la caspase-8 provoque le clivage de Bid qui, une fois dans la 

mitochondrie, va provoquer une chute de ∆Ψm et la libération du cytochrome c (Luo et al., 1998 ; 

Suliman et al., 2001). Ainsi Bid relie les deux voies, extrinsèque et intrinsèque. Dans notre étude, 

le traitement des cellules 1547 par la diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine n’induit pas le 

clivage de Bid. Ce résultat était attendu pour la tigogénine et l’hécogénine qui n’activent pas la 

caspase-8. De plus, l’absence de relargage du cytochrome c dans les cellules 1547 lors du 

traitement par la diosgénine pourrait s’expliquer par le fait que Bid ne soit pas clivé par la caspase-

8. Lors de l’apoptose induite par la diogénine, la voie des récepteurs (caspase-8) et la voie 

mitochondriale (caspase-9) pourraient agir indépendamment l’une de l’autre sans que Bid ne soit 

impliquée (Decker et al., 2001). En effet, Zhang et al. (2003) ont décrit que l’IFNγ interagissait 

avec le nouveau récepteur de mort nommé LIGHT, ce qui augmente l’expression des protéines 

pro-apoptotiques de la famille de Bcl-2, diminue l’expression des protéines anti-apoptotiques, 

active les caspases-8, -9 et -3 sans qu’il y ait de clivage de Bid. 

Lors de la phase d’exécution de l’apoptose, de nombreux substrats des caspases sont 

clivés, c’est le cas des lamines (Buendia et al., 1999), de l’inhibiteur du DFF (facteur de 

fragmentation de l’ADN) (Samejima et al., 2001) mais aussi de PARP, enzyme de réparation de 

l’ADN (Green et Amarante-Mendes, 1998 ; Srivastava et al., 1999). Pour réparer l’ADN, la PARP 

utilise le groupement NAD comme cofacteur (Tafani et al., 2002). Une activité enzymatique 

excessive de la PARP provoque alors une diminution du taux de NAD et d’ATP. Katz et al. 

(2001) ont montré que l’apoptose médiée par la voie des récepteurs était la conséquence d’une 

dépolarisation de la membrane mitochondriale et d’une diminution de la production de l’ATP. 

Lors de cette apoptose, le cytochrome c n’est pas relargué et PARP n’est pas clivée. Dans les 

cellules 1547, PARP n’est pas clivée après 24 h de traitement par la diosgénine malgré l’activité 
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de la caspase-3. Les autres traitements n’induisent aucun clivage, ce qui est pour l’hécogénine 

corrélé à l’inactivité de la caspase-3. Le fait que PARP ne soit pas clivée par la diosgénine signifie 

que son activité n’est pas altérée. La consommation d’ATP obtenue avec la diosgénine est corrélée 

à l’activité de la PARP. En effet, l’activation excessive de PARP contribuerait à l’exécution de la 

mort cellulaire en diminuant la quantité intracellulaire de NAD et d’ATP (Ikejima et al., 1987 ; 

D’Amours et al., 1999 ; Simbulan-Rosenthal et al., 1999). 

Les cyclooxygénases ou COXs sont des enzymes clés dans la conversion de l’acide 

arachidonique (AA) en prostanoïdes qui sont impliqués dans l’apoptose, l’inflammation, la 

carcinogénèse et l’immunomodulation. Deux principales isoformes de COX sont étudiées : COX-

1 est la forme dite « constitutive » qui joue un rôle dans les fonctions normales de la cellule et 

COX-2 est la forme dite « inductible » (Seibert et al., 1997 ; Harizi et al., 2001). COX-2 est peu 

exprimée à l’état basal et est fortement induite par des facteurs de croissance, des cytokines ou des 

mitogènes (de Leval et al., 2000). Afin de déterminer l’activité des COXs dans les cellules 1547 

après traitement par les stéroïdes, nous avons quantifié le taux de PGE2 représentant la production 

de prostaglandines (PG) car c’est le principal métabolite synthétisé par la COX-2. L’expression 

des ARNm de COX-1 et de COX-2 est respectivement inchangée ou diminuée par rapport aux 

contrôles après traitement par la diosgénine. Cependant, l’analyse de la protéine COX-2 montre 

qu’elle est très fortement exprimée avec la diosgénine, ce qui est corrélé à la forte production de 

PGE2 observée. En général, l’expression de COX-2 est forte dans les cellules cancéreuses 

(Prescott et Fitzpatrick, 2000 ; Smith et al., 2000a ; Moalic et al., 2001a) et, lorsqu’elle est 

inhibée, l’apoptose peut être induite (Gupta et DuBois, 2001). Nos résultats sont contradictoires 

avec ces données mais, dans les cellules 1547 contrôles, l’expression de COX-2 est très faible 

comme le montre le western blot. Dans la maladie d’Alzheimer, COX-2 semble être impliquée 

dans la dégénérescence des cellules neuronales liée à la production de radicaux libres (Ho et al., 

1998). Nous pouvons supposer que la COX-2 est impliquée dans l’apoptose, mais nous ne 

pouvons déterminer si elle en est la cause ou si l’augmentation de son activité est une conséquence 

de celle-ci. En revanche, COX-2 pourrait également être induite afin de lutter contre l’apoptose 

comme l’ont supposé Surette et al. (1996 et 1999). En effet, ces auteurs ont montré que l’AA 

pouvait stimuler la conversion de la sphingomyéline en céramide (molécule pro-apoptotique) lors 

d’une activation importante de la PLA2. Ils ont émis l’hypothèse que COX-2 serait induite afin de 

métaboliser l’AA en PG et non en céramide et ainsi permettre à la cellule de lutter contre la mort 

cellulaire. De plus, Katz et al. (2001) ont montré que l’induction de l’apoptose dans les 

lymphocytes B immatures de lymphomes était associée à une forte activation de la PLA2 

mitochondriale, à une diminution du ∆Ψm et à une chute importante de l’ATP intracellulaire sans 



 193 

qu’il y ait libération de cytochrome c. L’activation de la PLA2 mitochondriale provoque une 

accumulation de l’acide arachidonique au niveau de la membrane interne mitochondriale, altère la 

perméabilité de la membrane et conduit à une chute de ∆Ψm. Contrairement à la diosgénine, 

l’hécogénine et la tigogénine provoquent une diminution ou ne modifient pas l’expression de la 

protéine COX-2 bien qu’elles augmentent l’expression de son ARNm. La production de PGE2 par 

les cellules 1547 après traitement par ces molécules est corrélée à l’expression de la protéine. Ces 

résultats sont proches des données bibliographiques qui rapportent une diminution de COX-2 et 

une induction de l’apoptose (Qiao et al., 1997 ; Marnett, 2002). Cependant, il faut noter que ces 

deux molécules qui ont un pouvoir pro-apoptotique modéré par rapport à la diosgénine ont un 

effet opposé à celle-ci sur l’expression et l’activité de COX-2. 

Afin de déterminer quelle voie de signalisation était induite par ces molécules, nous avons 

étudié l’activation du facteur de transcription NF-κB et l’implication des récepteurs nucléaires 

PPAR. NF-κB est souvent considéré comme un facteur anti-apoptotique (Baldwin, 1996 ; Barkett 

et Gilmore, 1999) mais parfois il peut favoriser l’apoptose (DeMeester et al., 1997 ; Ryan et al., 

2000). C’est un facteur qui agit sur de nombreux gènes notamment p53 et COX-2. Les PPARs 

sont des récepteurs nucléaires régulant l’expression de nombreux gènes. PPARγ est l’isoforme la 

plus étudiée et est exprimé dans de nombreux types de cancers. En effet, PPARγ est fortement 

exprimé dans les cancers colorectaux et le traitement de cellules de cancer du côlon par des 

ligands spécifiques provoque une forte diminution de la prolifération suggérant une fonction anti-

tumorale de PPARγ (Shimada et al., 2002). D’autres études ont montré que l’activation de PPARγ 

induisait l’apoptose dans des cellules leucémiques (Yamakawa-Karakida et al., 2002), provoquait 

une inhibition de la croissance de cellules cancéreuses du pancréas (Toyota et al., 2002) ou de 

cellules cancéreuses gastriques (Takahashi et al., 1999 ; Sato et al., 2000) ou encore de cellules 

cancéreuses de la glande salivaire (Begum et al., 2002). 

Le traitement des cellules 1547 par la diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine n’induit 

pas la transactivation de NF-κB comme le montrent les résultats obtenus par transfection. 

Cependant, ces trois molécules favorisent la liaison de NF-κB à l’ADN (retard sur gel). NF-κB est 

donc activé dans nos conditions. L’utilisation du MG132 a permis de confirmer qu’il existe un lien 

entre NF-κB et l’induction de p53 et de p21. En effet, il est connu que le MG132 qui est un 

inhibiteur du protéasome 26S bloque l’activation de NF-κB (Tabata et al., 2001). De plus, Ryan et 

al. (2000) ont montré que l’activité de p53 était modulée par NF-κB. Le promoteur du gène de p21 

possède également, en plus de son élément de réponse à p53, un élément de réponse à NF-κB 

(Hellin et al., 2000). La diosgénine active NF-κB et agit par son intermédiaire sur l’expression de 
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p53 et de COX-2. Cependant, l’hécogénine et la tigogénine activent également NF-κB sans 

induire l’expression de p53 et COX-2. Ceci suggère que l’induction de p53 et COX-2 n’est pas 

uniquement régulée par NF-κB. L’apoptose induite par ces deux molécules et par conséquent 

l’inhibition de la prolifération est probablement due à l’activation de NF-κB ainsi qu’aux protéines 

de la famille Bcl-2. 

La diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine induisent l’expression de PPARγ et non celle 

de PPARα. En revanche, aucune des molécules n’induit l’activation de PPARγ comme le 

montrent les résultats obtenus par les études de transfection et de retard sur gel. Récemment, 

Haydon et al. (2002) ont montré que le traitement de quatre lignées cellulaires d’ostéosarcome 

humain par des ligands de PPARγ réduisait de façon significative la prolifération des cellules et 

leur viabilité en induisant l’apoptose. Une autre étude réalisée sur des chondrosarcomes décrit 

cette induction de l’apoptose après traitement des cellules par des ligands de PPARγ (Nishida et 

al., 2002). Cependant, Lucarelli et al. (2002) ont montré que la troglitazone, un agoniste de 

PPARγ, augmentait la survie cellulaire d’ostéosarcome humain. 

 

La comparaison des trois stéroïdes (diosgénine, hécogénine et tigogénine) a permis de 

montrer que la diosgénine avait un effet anti-prolifératif plus important que les deux autres 

stéroïdes. En effet, elle induit un arrêt du cycle cellulaire et une forte apoptose. Ces évènements 

semblent être dépendants de p53 mais aussi de NF-κB. L’apoptose induite par la diosgénine 

pourrait impliquer la mitochondrie comme le montrent la chute de ∆Ψm et la chute d’ATP. 

Cependant, l’activation de la caspase-9 observée n’est probablement pas due à la formation de 

l’apoptosome Apaf-1/cytochrome c/procaspase-9 puisque le cytochrome c est très peu libéré de la 

mitochondrie. L’activation de la caspase-9 et de la caspase-3 pourrait s’expliquer par l’induction 

d’une autre voie comme celle du réticulum endoplasmique. De plus, la diosgénine induit une forte 

expression de COX-2 et augmente la production de PGE2, cette activité pouvant être la cause ou la 

conséquence de cette mort cellulaire. 

La forte activité pharmacologique de la diosgénine semble être liée à la présence de la 

double liaison en C5 puisque les deux molécules de structure voisine ont une activité modérée 

comparée à celle de la diosgénine. La tigogénine provoque une inhibition de la prolifération plus 

importante que celle induite par l’hécogénine. Une étude est actuellement en cours, en 

collaboration avec le laboratoire de Biophysique de la Faculté de Pharmacie, sur la structure des 
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molécules dans l’espace afin de déterminer une relation entre l’effet anti-prolifératif et la structure 

de ces stéroïdes. 

Après avoir montré que la diosgénine avait un effet anti-prolifératif beaucoup plus 

important que l’hécogénine et la tigogénine, nous avons étudié son effet sur deux autres lignées 

cancéreuses, les cellules HEp-2 et les cellules M4Beu. Comme pour les cellules 1547, les effets de 

la diosgénine sur ces deux types cellulaires ont été étudiés sur la prolifération, le cycle cellulaire et 

l’apoptose (voie mitochondriale), ainsi que sur l’activité des cyclooxygénases. 

Comme pour les cellules 1547, la diosgénine provoque dans les deux autres lignées une 

forte inhibition de la prolifération (respectivement 76 et 91 % pour les cellules HEp-2 et M4Beu). 

Les cellules HEp-2 sont des cellules qui proliférent en amas contrairement aux cellules 1547 et 

M4Beu. Elles sont donc moins exposées à la molécule, ce qui peut expliquer l’inhibition de 76 %. 

De plus, les observations en microscopie optique révèlent que la morphologie des cellules HEp-2 

et M4Beu est altérée après traitement par la diosgénine (condensation du cytoplasme, cellules 

arrondies se décollant du flacon de culture). 

La diosgénine agit sur ces cellules comme sur les cellules 1547 en bloquant le cycle 

cellulaire et en induisant l’apoptose. En effet, les cellules HEp-2 sont bloquées en phase S et les 

cellules M4Beu en phase G2/M. Une population sub-G1 apparaît après 24 h de traitement dans les 

deux types cellulaires. La diosgénine provoque un arrêt du cycle cellulaire dans les trois lignées 

mais ne bloque pas les cellules dans les mêmes phases puisque le cycle cellulaire des cellules 1547 

est arrêté en phase G0/G1. Contrairement aux cellules 1547 dans lesquelles p21 est fortement 

exprimée après traitement par la diosgénine, p21 ne semble pas impliquée dans cet arrêt du cycle 

cellulaire étant donné que son expression est diminuée (cellules HEp-2) ou inchangée (cellules 

M4Beu). De plus, l’expression de la protéine p53 est peu ou pas modifiée par la diosgénine dans 

ces cellules. La régulation de l’activité de p53 se fait par différents mécanismes dont le plus connu 

est sa phosphorylation (Meek, 1998), c’est pourquoi nous avons analysé l’une des 

phosphorylations de p53 (phosphorylation sur la sérine 392). Les résultats montrent que la forme 

phosphorylée active est bien présente quel que soit le type cellulaire. 

Les phases de transition du cycle cellulaire sont hautement régulées par les complexes 

cyclines/CDK (MacLachlan et al., 1995). En effet, les complexes cycline D/CDK 4 ou 6 régulent 

le point de transition G1/S, les complexes cycline E/Cdc2 contrôlent l’entrée des cellules en phase 

S et le complexe cycline A/Cdc2 initie la réplication de l’ADN (Sherr, 1993 ; Sherr et Roberts, 

1999 ; Pucci et al., 2000). Dans les cellules HEp-2, la diosgénine pourrait modifier l’expression 
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des complexes cyclines/CDK impliqués dans le déroulement de la phase S. Elle pourrait 

également agir sur la protéine pRb. Sous sa forme phosphorylée, pRb permet la transition des 

cellules en phase S (Zheng et Lee, 2001). La diosgénine pourrait empêcher la phosphorylation de 

pRb et ainsi bloquer cette transition. De plus, la stabilité de ces complexes peut être régulée 

négativement par des inhibiteurs de CDK comme les membres de la famille Cip/Kip (p21, p27) 

qui inhibent les complexes cycline E/Cdc2 et cycline A/Cdc2 ou les membres de la famille INK4 

(p16) qui empêchent la liaison de la cycline D au CDK4 ou 6 (Harper et Elledge, 1996 ; Shapiro et 

al., 2000). L’arrêt du cycle cellulaire en G2/M provoqué par la diosgénine sur les cellules M4Beu 

pourrait s’expliquer par l’inhibition de l’expression des complexes cyclines/CDK impliqués dans 

la poursuite du cycle en mitose (cycline B/Cdc2). De plus, Hermeking et al. (1997) ont montré 

que l’induction du facteur 14-3-3 par p53 était impliqué dans l’arrêt du cycle cellulaire en G2/M. 

La protéine p53 est probablement impliquée dans l’arrêt du cycle cellulaire provoqué par la 

diosgénine mais elle n’induit pas l’expression de p21. Cependant, p53 peut induire l’expression 

d’autres régulateurs comme p27, la cycline D ou le cofacteur 14-3-3 (Bargonetti et Manfredi, 

2002). En effet, p53 est impliquée dans le contrôle de l’entrée en mitose lorsque l’ADN des 

cellules en G2 est endommagé ou lorsqu’elles sont arrêtées en phase S lors de l’altération de la 

synthèse d’ADN (Taylor et Stark, 2001). L’un des mécanismes par lequel p53 bloque le cycle 

cellulaire en G2 est l’inhibition de Cdc2, une CDK indispensable à l’entrée des cellules en mitose. 

Cdc2 est inhibée simultanément par Gadd45, p21 et 14-3-3 qui sont des protéines dont 

l’expression est régulée par p53 (Taylor et al., 2001). Frey et Singletary (2001) ont montré que la 

génistéine, une isoflavone, provoquait un arrêt du cycle cellulaire en G2/M par l’induction de p53, 

de p27, de p21 et de Cdc2. De plus, p53 a un rôle important dans l’induction de l’apoptose. 

Plusieurs auteurs ont montré que divers signaux apoptotiques étaient médiés par p53 afin d’induire 

la mort cellulaire (Moll et Zaika, 2001 ; Blagosklonny, 2002). En effet, en réponse à différents 

stress, p53 est activée et va induire l’expression de nombreux gènes impliqués dans l’arrêt du 

cycle cellulaire, dans la réparation de l’ADN mais aussi dans l’induction de l’apoptose (Oren, 

2003). 

L’apoptose est caractérisée par une condensation de la chromatine et une fragmentation de 

l’ADN (Hengartner, 2000). Le niveau de fragmentation de l’ADN montre que la diosgénine 

provoque une importante formation de mono- ou d’oligo-nucléosomes dans les cellules HEp-2 et 

M4Beu dès 6 h de traitement. Puisque cette molécule induit l’apoptose dans les cellules HEp-2 et 

M4Beu comme dans les cellules 1547, nous avons étudié la voie apoptotique mitochondriale dans 

ces deux types cellulaires afin de déterminer si son mode d’action était similaire à celui induit 

dans les cellules 1547. L’implication de Bcl-2, Bax et Bid, la chute de ∆Ψm, la production d’ATP, 
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l’implication du cytochrome c et de l’AIF, l’activité des caspases ont donc été analysées après 

traitement par la diosgénine. 

Le rapport Bax/Bcl-2 déterminé à partir de l’expression des protéines donne des résultats 

opposés en fonction de la lignée cancéreuse. En effet, l’expression de la protéine Bax diminue 

dans les cellules HEp-2 contrairement aux cellules M4Beu qui présentent, comme les cellules 

1547, un rapport Bax/Bcl-2 élevé par rapport au contrôle. Les résultats obtenus sur les cellules 

M4Beu suggèrent qu’il existe une corrélation entre un rapport Bax/Bcl-2 élevé et une forte 

fragmentation de l’ADN. Une observation similaire montrant que l’apoptose médiée par le 

récepteur Fas était corrélée au rapport Bax/Bcl-2 a été rapportée dans d’autres cellules de 

mélanomes (Raisova et al., 2001). Contrairement aux cellules M4Beu, Bax ne semble pas 

impliquée dans l’apoptose induite par la diosgénine dans les cellules HEp-2. Cependant, sa 

répartition subcellulaire permettrait de confirmer ou non cette hypothèse. En effet, l’expression de 

la protéine Bax peut être inchangée alors qu’elle se transloque dans la mitochondrie et induit une 

chute de ∆Ψm (Park et al., 2003). 

Malgré la forte expression de Bax dans les cellules M4Beu traitées par la diosgénine, 

aucune chute de ∆Ψm n’a été observée alors que les cellules HEp-2 traitées à la diosgénine 

pendant 6 h possèdent déjà des mitochondries altérées. Contrairement aux cellules 1547 qui 

présentent une chute de ∆Ψm après 24 h de traitement, la chute de ∆Ψm se produit plus tôt dans 

les cellules HEp-2. Etant donné que la protéine Bax est peu exprimée dans les cellules HEp-2, 

nous pouvons supposer que d’autres protéines de la famille Bcl-2 sont impliquées dans la chute de 

∆Ψm. En effet, plusieurs auteurs ont décrit que des protéines de la famille Bcl-2 telles que Bim et 

Bak induisaient l’apoptose (Kiefer et al., 1995 ; O’Connor et al., 1998). 

La corrélation obtenue entre la chute de ∆Ψm et la production d’ATP dans les cellules 

1547 n’est pas retrouvée pour les cellules HEp-2. En effet, malgré une chute de ∆Ψm se 

produisant rapidement, la production d’ATP est augmentée dans ces cellules. Un taux important 

d’ATP est nécessaire pour induire et exécuter l’apoptose, contrairement à la nécrose. Mais le 

potentiel membranaire mitochondrial est très souvent diminué lors de l’induction de l’apoptose. 

Oberdanner et al. (2002) ont montré que le ∆Ψm des cellules était diminué lors de l’apoptose 

induite par une thérapie photodynamique alors que la quantité d’ATP intracellulaire était 

maintenue pendant les premières heures suivant le traitement. De plus, ce traitement active la 

caspase-3 et induit une fragmentation importante de l’ADN. Ces auteurs ont également montré 

que la glycolyse anaérobie permettait de maintenir la quantité d’ATP cellulaire à un niveau 

suffisant pour induire l’apoptose lorsque la production d’ATP par la mitochondrie était altérée 
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(chute de ∆Ψm) (Colquhoun et Schumacher, 2001). La diosgénine n’induisant pas de chute de 

∆Ψm dans les cellules M4Beu, il n’est pas surprenant d’obtenir une forte production d’ATP dans 

ces cellules. 

L’induction de l’apoptose par la voie mitochondriale est très souvent dépendante de la 

libération du cytochrome c de l’espace intermitochondrial vers le cytosol (Martinou et al., 2000). 

Dans les cellules HEp-2 et M4Beu comme dans les cellules 1547, le cytochrome c ne semble pas 

impliqué dans l’induction de l’apoptose par la diosgénine. Une autre protéine, l’AIF, peut être 

libérée de la mitochondrie et agir indépendamment de la voie mitochondriale (Susin et al., 1999 ; 

Daugas et al., 2000). Contrairement aux résultats obtenus pour les cellules 1547, la diosgénine 

induit une redistribution de l’AIF dans les cellules HEp-2 et M4Beu. En effet, les analyses par 

western blot montrent que l’AIF est fortement présent dans les noyaux des cellules traitées. 

Récemment, Diaz et al. (2003) ont montré que la chlorophylline provoquait une diminution de 

∆Ψm sans entraîner de libération du cytochrome c mais en provoquant la libération de l’AIF et sa 

translocation dans le noyau. Les mêmes phénomènes se produisent dans les cellules HEp-2 traitées 

par la diosgénine. Dans ces cellules, la diosgénine induit donc une apoptose indépendante des 

caspases mais impliquant la mitochondrie puisque le ∆Ψm est altéré. La présence de l’AIF dans 

les noyaux des cellules HEp-2 et M4Beu traitées par la diosgénine pourrait expliquer la forte 

fragmentation de l’ADN observée dès 6 h de traitement. La mitochondrie participe également à 

l’apoptose induite dans les cellules 1547 mais son rôle reste encore à déterminer dans les cellules 

M4Beu. 

Après avoir étudié le rôle de la mitochondrie dans l’induction de l’apoptose, nous avons 

analysé l’expression et l’activité de la caspase-9 lors de l’induction de la voie mitochondriale 

(Salvesen et Dixit, 1997) ainsi que la caspase-3 exécutrice (Alnemri et al., 1996). Nous avons 

également analysé l’activité de la caspase-8 impliquée dans la voie apoptotique des récepteurs 

(Amarante-Mendes et Green, 1999 ; Gupta, 2003). Le traitement des cellules HEp-2 par la 

diosgénine augmente l’activité des caspases-9 et -3 de façon modérée après 24 h alors que la chute 

de ∆Ψm se produit dès 6 h. De plus, l’activité de la caspase-8 est augmentée. La diosgénine induit 

donc, dans ces cellules, une apoptose dépendante des caspases et une apoptose indépendante des 

caspases comme le montre le résultat obtenu pour l’AIF. La même conclusion peut être faite pour 

les cellules M4Beu puisque l’AIF est présent dans le noyau des cellules traitées et que les 

caspases-8, -9 et -3 sont fortement activées. En effet, bien que l’expression des ARNm ne soit pas 

augmentée, l’activité des trois caspases est augmentée par rapport aux contrôles dès 12 h de 

traitement. Cette forte activité peut expliquer la forte inhibition de la prolifération. Dans ces deux 

types cellulaires comme dans les cellules 1547, l’activation de la caspase-9 n’est pas dépendante 
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du cytochrome c. Récemment, il a été montré qu’un inhibiteur de la protéine kinase C, la 

rottlérine, induisait la libération de l’AIF de la mitochondrie, augmentait l’activation de la 

caspase-9 et de la caspase-8 sans que le cytochrome c ne soit relargué (Basu et al., 2002). De plus, 

Susin et al. (1999) ont décrit que l’AIF induisait la libération de la caspase-9 par des 

mitochondries purifiées. Il est donc possible que l’AIF induise une boucle de régulation activant 

cette caspase. L’AIF qui est un facteur indépendant des caspases pourrait amplifier la voie 

dépendante des caspases par une boucle de régulation positive. Marzo et al. (2001) ont suggéré 

que l’apoptose induite par la cladribine se déroulait en deux étapes. Premièrement, un facteur 

caspase-indépendant agirait au niveau de la mitochondrie et provoquerait une réduction partielle 

du ∆Ψm suffisante pour induire la mort des cellules. Ensuite, après la libération d’une faible 

quantité de cytochrome c, les caspases-9 et -3 seraient activées ce qui amplifierait la chute de 

∆Ψm et provoquerait une libération importante d’AIF et une activation encore plus importante des 

caspases. Ainsi, les caspases s’engageraient dans une boucle d’amplification (Chen et al., 2000). Il 

est également possible que d’autres caspases comme la caspase-12 soient impliquées. En effet, Xie 

et al. (2002) ont montré que la thapsigargine provoquait l’apoptose de lignées de cellules 

hépatiques en induisant une activation de la caspase-12 et une activation des caspases-3 et -7 sans 

qu’il y ait de chute du ∆Ψm. Cette hypothèse est à envisager pour expliquer les résultats obtenus 

sur les cellules M4Beu. 

Comme dans les cellules 1547, la protéine Bid ne semble pas impliquée dans l’apoptose 

induite par la diosgénine dans les cellules HEp-2 et M4Beu. La voie des récepteurs est 

probablement induite par la diosgénine étant donné que la caspase-8 est activée dans les trois types 

cellulaires, sans être amplifiée par la voie mitochondriale puisque Bid n’est pas clivée. Cependant, 

les deux voies peuvent être induites sans interagir. En effet, Park et al. (2003) ont montré que la 

phytosphingosine provoquait une fragmentation de l’ADN et un clivage de PARP en activant les 

caspases-8, -9 et -3 sans impliquer la protéine Bid. 

Il est désormais bien connu que PARP, une enzyme de réparation de l’ADN, est clivée et 

inactivée par la caspase-3 lors de l’apoptose (Nicholson, 1999). Nos résultats montrent qu’il existe 

un lien entre l’activité de la caspase-3 dans les cellules HEp-2 et M4Beu traitées par la diosgénine 

et le clivage de PARP. Ces résultats sont en opposition avec ceux obtenus pour les cellules 1547 

mais plusieurs études ont montré une corrélation entre l’activation de la caspase-3 et le clivage de 

PARP (Jiang et al., 2001 ; Yang et al., 2003). 

Le rôle éventuel des COXs dans l’apoptose induite par la diosgénine dans les cellules HEp-

2 et M4Beu a été étudié comme dans les cellules 1547. Dans les cellules HEp-2 traitées, 

l’expression de l’ARNm de COX-1 augmente alors que celle de COX-2 n’est pas modifiée. 
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Cependant, la protéine COX-2 est fortement exprimée et est corrélée à une forte production de 

PGE2. La diosgénine provoque une diminution de l’expression de l’ARNm de COX-1 et une 

augmentation de celle de COX-2 dans les cellules M4Beu, l’expression de la protéine COX-2 

confirmant le résultat obtenu par RT-PCR. Comme dans les cellules 1547 et HEp-2, la production 

de PGE2 est fortement induite dans les cellules M4Beu dès 6 h de traitement. Le fait que 

l’expression de COX-2 soit induite après traitement par la diosgénine dans trois types cellulaires 

différents et que la production de PGE2 soit très élevée suggère que les COXs ont réellement un 

rôle dans l’apoptose induite par la diosgénine. Dans notre modèle, les COXs pourraient favoriser 

l’apoptose (contrairement aux données bibliographiques) ou être induites pour lutter contre 

l’apoptose. L’inhibition de l’activité COX permettrait de préciser le rôle joué par ces enzymes lors 

de l’apoptose induite par la diosgénine. 

 

Nous avons donc montré que la diosgénine provoquait une inhibition importante de la 

prolifération des cellules HEp-2 et M4Beu. Cette inhibition s’explique par un arrêt du cycle 

cellulaire et l’induction de l’apoptose et semble être dépendante de l’activation de p53. De plus, 

l’action de la diosgénine dans ces cellules dépend de la caspase-3 et de l’AIF. Elle agit 

différemment en fonction du type cellulaire sur l’expression de Bax et Bcl-2 et sur la chute de 

∆Ψm. En revanche, quel que soit le type cellulaire étudié (1547, HEp-2 et M4Beu), l’apoptose 

induite par la diosgénine est dépendante de p53 et des caspases, indépendante du cytochrome c et 

n’implique pas la protéine Bid. De plus, l’expression et l’activité des COXs est fortement 

augmentée lors de l’apoptose induite par la diosgénine. Nous avons également observé cette 

augmentation de la production de PGE2 après traitement par la diosgénine dans deux autres types 

cellulaires : les cellules cancéreuses HEL qui sont des cellules en suspension et les synoviocytes 

provenant de cultures primaires. 

 

Remarque :  

Concernant l’étude réalisée en SdFFF, nous avons démontré qu’il y avait une corrélation 

entre le profil d’élution obtenu par SdFFF et l’induction de l’apoptose. Ainsi, la SdFFF pourrait 

être utilisée comme outil de détection rapide de l’induction de l’apoptose puisque le profil 

d’élution peut être différent très tôt dans le traitement. Les différences de profil d’élution sont 

corrélées à des modifications biophysiques (taille, densité, forme) des cellules traitées par les 

molécules étudiées. La taille des cellules traitées par les molécules est significativement 
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augmentée alors que les trois molécules ont un effet opposé sur le temps d’élution. On peut alors 

supposer que les densités et les formes cellulaires sont différentes en fonction du traitement. Ces 

différences de modifications résultent peut être d’une différence d’induction des voies 

apoptotiques. La staurosporine induit le plus souvent l’apoptose en induisant l’expression de Bax 

et sa translocation vers la mitochondrie ainsi que la chute de ∆Ψm et le relargage du cytochrome c 

(Hsu et al., 1997). Le MG132 induit l’apoptose en inhibant l’activation de NF-κB contrairement à 

la diosgénine (Corbiere et al., 2003). De plus, il agit de façon dépendante ou indépendante de p53 

(Fan et al., 2001) alors que la diosgénine active p53 (Corbière et al., 2003). En outre, le MG132 

provoque le grossissement du réticulum endoplasmique, la vacuolisation du cytoplasme et de 

nombreuses autres altérations, ces modifications semblant être caspase-indépendantes 

(Wagenknecht et al., 2000). La diosgénine agit en réduisant le cytoplasme des cellules, en 

provoquant une condensation du noyau et en faisant apparaître des filaments cytoplasmiques entre 

les cellules. De plus, son action est dépendante des caspases et des protéines de la famille Bcl-2 

mais indépendante du cytochrome c. 
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L’apoptose joue un rôle important dans l’embryogénèse, dans l’homéostasie cellulaire, 

dans le système immunitaire mais aussi dans la régression des tumeurs. La plupart des cellules 

cancéreuses sont incapables d’entrer en apoptose, c’est pourquoi le but de la recherche 

fondamentale en cancérologie est de comprendre les altérations génétiques et physiologiques 

survenues dans une cellule cancéreuse. De plus, l’induction de l’apoptose dans les cellules 

cancéreuses est largement étudiée car elle est l’un des principaux objectifs des nouvelles stratégies 

thérapeutiques. 

Dans cette perspective, nous avons tout d’abord testé trois stéroïdes végétaux, la 

diosgénine, l’hécogénine et la tigogénine sur la prolifération des cellules 1547 d’ostéosarcome 

humain. Nous avons mis en évidence que la diosgénine avait un effet anti-prolifératif plus 

important que les deux autres stéroïdes. En effet, la diosgénine exerce son effet en provoquant un 

blocage du cycle cellulaire et en induisant une forte apoptose alors que l’hécogénine et la 

tigogénine induisent uniquement l’apoptose dans ces cellules. De plus, le mode d’action de ces 

stéroïdes semble être différent. La diosgénine agit de façon dépendante de p53 et de la 

mitochondrie comme le montrent la chute de potentiel membranaire mitochondrial, la diminution 

de l’ATP intracellulaire ainsi que l’activation de la caspase-9. Au contraire, les deux autres 

molécules induisent l’apoptose de façon indépendante de p53. En revanche, le facteur de 

transcription NF-κB est activé par ces trois molécules alors que les récepteurs nucléaires PPARs 

ne sont pas impliqués dans l’apoptose induite par les trois stéroïdes. Contrairement aux données 

bibliographiques, l’expression et l’activité de COX-2 est fortement augmentée au cours de 

l’apoptose induite par la diosgénine. En revanche, l’hécogénine ou la tigogénine provoquent une 

diminution de l’expression et de l’activité de COX-2 au cours de l’apoptose. Par conséquent, les 

résultats obtenus sur la comparaison des trois stéroïdes révèlent l’importance de la structure de la 

diosgénine quant à son effet anti-prolifératif. 

Après avoir montré que la diosgénine avait un effet anti-prolifératif plus important sur les 

cellules 1547 que l’hécogénine et la tigogénine, nous avons étudié son effet sur deux autres 

lignées cancéreuses humaines : les cellules HEp-2 (laryngocarcinome) et les cellules M4Beu 

(mélanomes). Les différentes analyses réalisées montrent que la diosgénine inhibe la prolifération 

de ces deux types cellulaires de façon similaire en bloquant le cycle cellulaire et en induisant 

l’apoptose. Malgré quelques différences au niveau du blocage du cycle cellulaire ainsi que dans 

les évènements d’induction de l’apoptose, la diosgénine active p53. Elle induit également 

l’activité des caspases et implique l’AIF dans les cellules HEp-2 et M4Beu. Quel que soit le type 

cellulaire, la diosgénine bloque le cycle cellulaire et induit l’apoptose de façon dépendante de p53 
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et des caspases mais n’implique pas le relargage du cytochrome c ou le clivage de Bid. Comme 

dans les cellules 1547, la diosgénine induit l’expression et l’activité de la cyclooxygénase-2, ce 

qui suppose que cette enzyme pourrait jouer un rôle dans l’apoptose induite par la diosgénine. 

Nos résultats confirment toute la complexité du processus d’induction de l’apoptose qui 

apparaît lors de l’étude bibliographique. En effet, la diosgénine peut induire plusieurs voies 

apoptotiques dans une même lignée cellulaire mais aussi induire l’apoptose de manière différente 

en fonction du type cellulaire étudié. 

 

Afin de comprendre le mécanisme d’induction de l’apoptose par la diosgénine, il serait 

intéressant de savoir si cette molécule pénètre dans la cellule ou si elle se fixe sur des récepteurs 

membranaires comme le suggère l’activité de la caspase-8. Nous avons également montré que la 

caspase-9 était activée dans ces cellules sans qu’il y ait de relargage du cytochrome c. Cette 

observation pourrait s’expliquer par l’induction d’une autre voie caspase-dépendante, celle de la 

caspase-12 initiée ou non par un stress au niveau du réticulum endoplasmique. De plus, la 

diosgénine provoque un arrêt du cycle cellulaire dans les trois types cellulaires étudiés mais ne 

bloque pas le cycle de la même façon. Pour cette raison, l’étude approfondie de l’expression des 

complexes cyclines/CDK et des régulateurs du cycle cellulaire comme pRb semble indispensable 

pour comprendre ces différences. L’accumulation de p53 dans la mitochondrie et l’expression des 

protéines homologues de p53, p63 et p73, restent à étudier afin de déterminer leur implication 

dans l’apoptose induite par la diosgénine. Par ailleurs et contrairement à ce qui est décrit dans la 

bibliographie, l’expression et l’activité des cyclooxygénases sont fortement augmentées par la 

diosgénine dans les trois lignées cellulaires étudiées. L’utilisation d’inhibiteurs sélectifs de 

cyclooxygénases permettrait probablement de connaître le rôle réel joué par ces enzymes dans 

l’apoptose induite par la diosgénine. 
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Résumé 
L’apoptose est un mécanisme physiologique jouant un rôle important dans le développement 

de tout organisme vivant, mais il est défectueux dans de nombreuses pathologies comme les cancers. 
Dans notre étude, nous comparons l’effet anti-prolifératif de trois stéroïdes végétaux de structure 
proche - diosgénine, hécogénine, tigogénine – sur la lignée 1547 d’ostéosarcome humain. Nos résultats 
montrent que la diosgénine provoque une forte inhibition de la prolifération cellulaire en induisant un 
arrêt du cycle cellulaire et une forte apoptose, contrairement à l’hécogénine et la tigogénine qui 
induisent uniquement une faible apoptose. L’apoptose induite par ces trois stéroïdes est dépendante de 
NF-κB. 

La diosgénine étant la molécule la plus active, nous avons poursuivi son étude sur les lignées 
humaines HEp-2 (laryngocarcinome) et M4Beu (mélanome). La diosgénine induit, comme dans les 
cellules 1547, une forte inhibition de la prolifération des deux types cellulaires en bloquant le cycle 
cellulaire et en induisant l’apoptose. Dans les trois lignées cellulaires, ce stéroïde altère la 
mitochondrie, active p53 et les caspases-8, -9 et -3 sans induire le relargage du cytochrome c ou le 
clivage de Bid. En fonction du type cellulaire, la diosgénine provoque l’augmentation de l’expression 
de Bax, la chute du potentiel membranaire mitochondrial, la libération de l’AIF, la diminution de 
l’ATP intracellulaire ou le clivage de PARP. En revanche, quel que soit le type cellulaire et 
contrairement à ce qui est connu, l’expression et l’activité de COX-2 sont fortement augmentées lors 
de l’apoptose induite par la diosgénine. 

Mots clés : diosgénine, hécogénine, tigogénine, 1547, HEp-2, M4Beu, cycle cellulaire, p53, 
apoptose, mitochondrie, caspases, NF-κB, cyclooxygénase-2. 

              

Abstract 
“Anti-proliferative effect of the three plant steroid (diosgenin, hecogenin, tigogenin) on 

the human 1547 cell line. Mitochondria and cyclooxygenase-2 involvement in diosgenin-induced 
apoptosis in the human cell lines 1547, HEp-2 (laryngocarcinoma) and M4Beu (melanoma).” 

 
Apoptosis plays an important role in normal development and is impaired in many types of 

cancer. In our study, we compared antiproliferative effect of three structurally close plant steroïds– 
diosgenin, hecogenin and tigogenin – on the human osteosarcoma 1547 cell line. Our results showed 
that among the three steroïd, diosgenin was the most effective in inhibiting proliferation. Indeed, 
diosgenin blocked the cell cycle and induced apoptosis whereas hecogenin and tigogenin only induced 
apoptosis. Cell death induced by these steroïds is NF-κB dependent but did not involve the nuclear 
receptor PPAR. 

Since diosgenin led to an important inhibition of 1547 cell proliferation, we studied its effect 
on two other human cancer cell lines : HEp-2 (laryngocarcinoma) and M4Beu (melanoma). As in 1547 
cells, diosgenin inhibited proliferation of both cell lines by inducing cell cycle arrest and apoptosis. In 
1547, HEp-2 and M4Beu cells, diosgenin altered mitochondria, activated p53 and caspases-8, -9 and -
3 but did not involve cytochrome c release or Bid cleavage. Apoptosis induced by diosgenin in HEp-2 
and M4Beu cells also involved the caspase-independent factor AIF. Increased Bax expression, a fall in 
∆Ψm, decreased ATP or PARP cleavage were cell line specific. But, whatever the cell line, diosgenin 
increased cyclooxygenase-2 expression and activity. 

Keywords : diosgenin, hecogenin, tigogenin, 1547, HEp-2, M4Beu, cell cycle, p53, 
apoptosis, mitochondria, caspases, NF-κB, cyclooxygenase-2. 


