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1. Introduction

Notre génome est particulièrement vulnérable lors de la phase S du cycle cellulaire, qui correspond au
cycle de synthèse de l’ADN. Au cours de ce processus, les deux brins de la double-hélice sont séparés et les
brins complémentaires sont synthétisés de manière fidèle afin que la cellule mère puisse transmettre deux
copies identiques du génome aux cellules filles. Cette tâche est exécutée par des milliers de micromachines
moléculaires appelées réplisomes, qui polymérisent l’ADN au niveau des fourches de réplication [1, 2]. Ce
processus est initié au niveau d’éléments génétiques bien définis appelés origines de réplication [3]. Il dépend
de l’assemblage de complexes pré-réplicatifs sur les origines pendant la phase G1 du cycle cellulaire et leur
activation en phase S sous le contrôle des kinases CDK et DDK [4, 5, 6]. L’activation des origines permet le
recrutement du complexe hélicase CMG, constitué de la protéine CDC45, l’hexamère MCM2-7 et le complexe
tétramérique GINS. L’hélicase CMG interagit avec le complexe de protection des fourches de réplication
(Claspin, Timeless, Tipin), ainsi qu’avec les ADN polymérases , , , et divers facteurs accessoires du réplisome [1,
7, 8]. Les origines de réplication sont activées séquentiellement pendant toute la durée de la phase S, suivant
un programme spatio-temporel précis [9, 10]. Les fourches de réplication progressent à la vitesse de 1 à 2
kb par minute le long des chromosomes jusqu’à ce qu’elles rencontrent des fourches progressant en sens
opposé ou atteignent l’extrémité des chromosomes [11]. Les deux réplisomes sont alors désassemblés suivant
un processus appelé terminaison de la réplication [12]. L’exécution correcte du programme spatial et temporel
de réplication permet que chaque portion du génome soit répliquée une fois et une seule au cours de la phase
S et assure une transmission fidèle du patrimoine génétique aux cellules filles. Cependant, les fourches de
réplication rencontrent divers obstacles durant leur progression le long des chromosomes, ce qui induit ce que
l’on appelle communément un stress réplicatif [13].

2. Mécanismes de réponse au stress réplicatif

Le blocage des fourches de réplication peut induire des cassures et des réarrangements chromosomiques.
En effet, les défauts de réplication représentent la source majeure d’instabilité génétique endogène à l’origine
des cancers. Les fourches bloquées sont des structures instables qui doivent être rapidement stabilisées et re-
démarrées afin d’éviter la formation d’intermédiaire de recombinaison toxiques et l’induction de réarrange-
ments chromosomiques [11]. Au cours de l’évolution, des mécanismes de surveillance complexes sont appa-
rus chez les cellules eucaryotes, le principal étant le point de contrôle ou « checkpoint » de phase S médié par
les protéines ATR et CHK1 [14].

La kinase ATR est recrutée aux fourches via sa sous-unité ATRIP qui interagit avec RPA, un complexe qui
protège l’ADN simple-brin. ATR est activée par TopBP1, un facteur recruté aux jonctions entre ADN simple brin
et double brin [15]. Une fois activée, ATR phosphoryle la kinase effectrice CHK1 ce qui permet l’amplification et
la propagation du signal de stress. Ce processus est médié par la protéine Claspin, qui fait partie du complexe de
protection des fourches de réplication [16, 17, 18]. La voie ATR-CHK1 agit à plusieurs niveaux pour coordonner
les processus de réparation des fourches, empêcher l’entrée prématurée en mitose et permettre de terminer la
réplication de l’ADN [14].

Le redémarrage des fourches dépend de l’action concertée de nombreuses enzymes incluant des facteurs de
recombinaison homologue, des hélicases, des nucléases, des translocases et des remodeleurs de chromatine
[19]. En situation de stress, ces facteurs assurent un remodelage extensif de la structure de la fourche. Cela
implique notamment un rappariement des brins d’ADN naissants pour former une jonction à quatre voies
appelée fourche réversée [20, 21]. La réversion de la fourche permet la dégradation contrôlée des brins d’ADN
naissants par les nucléases MRE11, DNA2 et EXO1 [22] et le recrutement de la recombinase RAD51 afin
d’engager la réparation de la fourche par recombinaison homologue [23]. La résection excessive des brins
naissants est empêchée par BRCA1 et BRCA2, deux protéines de réparation fréquemment mutées dans les
cancers du sein et de l’ovaire [24, 25]. L’incapacité des cellules à répondre efficacement au stress réplicatif
entraîne une instabilité génomique chronique et contribue à la tumorigenèse.
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3. Principales sources de stress réplicatif

Les mécanismes cellulaires de réponse au stress réplicatif ont été particulièrement étudiés en présence de
drogues telles que l’hydroxyurée (HU) ou l’aphidicoline, qui bloquent la réplication en induisant respective-
ment une déplétion des pools de nucléotides ou en inhibant l’activité des ADN polymérases. Un stress réplica-
tif est également induit par la plupart des drogues couramment utilisées en chimiothérapie, comme les agents
alkylants, les antimétabolites et les inhibiteurs de topoisomérases [26]. Ces drogues induisent un découplage
entre l’activité des hélicases et des polymérases et augmentent la présence d’ADN simple-brin, qui est reconnu
comme un signal universel de stress par la kinase ATR [13, 27]. Des données récentes indiquent que l’HU peut
également ralentir la progression de la fourche indépendamment des pools de dNTP en induisant un stress
oxydatif et en déplaçant Timeless du réplisome [28, 29].

En condition normale de croissance, les cellules sont également exposées à un stress réplicatif endogène. Ce
stress peut provenir de complexes protéiques fortement associés à l’ADN, de structures secondaires de l’ADN
(G-quadruplex, structure en épingle à cheveux. . .), ou de lésions induites par des produits du métabolisme cel-
lulaire [13, 19]. En condition normale de croissance, ces obstacles sont correctement gérés par la cellule et leur
impact sur la réplication reste limité. Un problème plus complexe concerne la disponibilité en désoxyribonu-
cléotides (dNTPs) lors de la phase S. En effet, la production de dNTPs doit être étroitement coordonnée avec la
synthèse d’ADN pour garantir une progression optimale des fourches de réplication [11]. Ainsi, il a été montré
qu’un déficit en dNTPs ralentit les fourches et un excès accroit leur vitesse [30]. Un pool de dNTPs trop im-
portant ou déséquilibré peut aussi augmenter la fréquence de mutations. Le maintien d’un pool équilibré de
dNTPs pendant toute la durée de la phase S nécessite un couplage étroit entre le cycle cellulaire et le métabo-
lisme cellulaire [31]. Ainsi, les cellules doivent être à même de détecter la réplication en cours afin de produire
les dNTPs au bon moment, ce qui est une fonction essentielle de la voie ATR-CHK1 [32]. De plus, des ribonu-
cléotides (rNTPs) peuvent être incorporés par erreur lors de la synthèse d’ADN. Ces ribonucléotides sont nor-
malement éliminés par le facteur RNase H2 [33, 34, 35]. En absence de cette enzyme, l’excision des ribonucléo-
tides par la topoisomérase I (TOP1) génère des lésions non réparables de l’ADN entrainant des délétions et des
cassures double-brin [36].

Une autre source majeure de stress réplicatif endogène résulte de conflits entre réplication et transcription.
En effet, les polymérases à ADN et à ARN doivent partager le même substrat d’ADN lorsqu’elles se déplacent
le long des chromosomes, ce qui rend les conflits inévitables [37]. Ces conflits peuvent se manifester de
différentes façons, comme par exemple des collisions frontales entre les machineries de transcription et de
réplication, l’accumulation de stress topologique le long de l’ADN ou via la formation de R-loops [38]. Les
R-loops sont des structures d’acides nucléiques à trois brins qui se forment au cours de la transcription
lorsque l’ARN naissant se réassocie avec le brin d’ADN matrice, laissant le brin non codant non apparié [39,
40]. Des données récentes indiquent que les R-loops représentent des obstacles pour la réplication, mais les
mécanismes moléculaires impliqués dans cette interférence sont encore mal connus [38].

En condition normale de croissance (Figure 1A), le faible niveau de stress réplicatif endogène est correc-
tement géré par la cellule. En effet, elle n’entre en phase S que lorsque son état métabolique le permet, elle
régule les pools de dNTPs et coordonne les programmes de transcription et de réplication afin de limiter les
conflits [11]. En revanche, l’activation aberrante d’oncogènes dans les cellules pré-tumorales perturbe cette
coordination (Figure 1B). Le stress réplicatif endogène augmente, ce qui induit de l’instabilité génétique et
contribue au développement de cancers [41].

4. Stress réplicatif induit par les oncogènes

Il a été montré que l’expression aberrante d’oncogènes tels que Ras, Myc ou CycE peut perturber la
réplication de différentes manières, par exemple en dérégulant les pools de dNTPs, en augmentant les conflits
réplication-transcription ou en provoquant une entrée prématurée des cellules en phase S [39, 41, 42, 43]. Ce
stress réplicatif induit par les oncogènes représente une épée à double tranchant pour les cellules cancéreuses.
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Figure 1 – Principales sources de stress de réplication endogène dans les cellules normales et cancéreuses. (A) La
progression de la fourchette de réplication dépend d’un apport constant de désoxyribonucléotide triphosphate

(dNTP) pour alimenter l’activité des ADN polymérases α, δ et ‹. La cellule doit également éviter les collisions entre
les fourches de réplication et les complexes de transcription (RNAPII). Dans des conditions de croissance normales,

cette coordination est obtenue par un couplage étroit entre les programmes de réplication et de transcription, la
progression du cycle cellulaire et le métabolisme cellulaire. (B) La dérégulation des voies oncogènes augmente la
transcription et la formation de la boucle R, modifie la transition G1/S et perturbe le métabolisme cellulaire. Cela
entraîne une dérégulation des pools de dNTP, une augmentation des conflits de réplication-transcription et une

accumulation de réarrangements chromosomiques.
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Bien qu’il contribue au développement du cancer en favorisant l’instabilité génétique, il ralentit également
la prolifération des cellules tumorales et active des barrières anticancéreuses conduisant à l’apoptose ou à
la sénescence [44, 45, 46, 47]. Pour continuer à proliférer, les cellules cancéreuses doivent contourner ces
barrières, tout en limitant les effets délétères du stress réplicatif sur la réplication de leurs chromosomes.
Pour se faire, ces cellules développent une addiction à la voie ATR-CHK1 [48, 49, 50]. Elles parviennent
également à s’adapter au stress réplicatif induit par les oncogènes en surexprimant des composants du
complexe de protection des fourches de réplication tels que Claspin et Timeless, indépendamment d’ATR
[51]. Cette surexpression est observée dans les carcinomes primaires du colon, du sein et du poumon et est
généralement associée à un mauvais pronostic. De manière étonnante, la surexpression de Claspin et Timeless
apparait spontanément dans des fibroblastes humains immortalisés exprimant l’oncogène H-RasV12 et leur
permet d’échapper au stress réplicatif et à la sénescence [51].

5. Conflits réplication-transcription et cancer

Les conflits réplication-transcription contribuent de manière prépondérante au stress réplicatif détecté
dans les cellules tumorales [43]. Etant donné que les complexes de transcription et de réplication progressent
sensiblement à la même vitesse, les conflits les plus graves résultent de collisions frontales [52, 53]. Afin de
limiter les effets délétères des conflits frontaux, le génome d’espèces bactériennes telles que Bacillus subtilis
a évolué de manière ce que la plupart des gènes soient orientés de manière codirectionnelle par rapport aux
fourches de réplication [54]. En revanche, les gènes associés à la pathogenèse et à la résistance au stress sont
orientés en sens opposé à la réplication, ce qui augmente localement les dommages à l’ADN et favorise une
évolution ciblée de ces gènes [55, 56].Cette organisation codirectionnelle de la réplication et de la transcription
n’est pas retrouvée chez les eucaryotes car contrairement aux chromosomes bactériens, qui ne présentent
qu’une seule origine de réplication, les chromosomes eucaryotes peuvent en porter plusieurs milliers. D’autre
part, la diversité des programmes d’expression génique chez les métazoaires ne permet pas de définir une
organisation unique qui serait adaptée à tous les types cellulaires. Les eucaryotes ne sont pas pour autant
démunis face aux effets délétères des conflits transcription-réplication. En effet, dans le contexte dynamique
de la différenciation cellulaire, les cellules humaines utilisent une astuce consistant à promouvoir l’initiation de
la réplication en amont des gènes fortement transcrits [57, 58, 59], ce qui permet à la plupart des gènes d’être
répliqués codirectionnellement. Ainsi, le profil moyen de direction des fourches est positif (codirectionnel)
entre le site de démarrage (TSS) et de terminaison (TTS) de la transcription dans les cellules HeLa (Figure 2A).
Il est intéressant de noter que le sens de progression des fourches s’inverse à la fin des gènes, ce qui indique que
les fourches de réplication initiées en aval des gènes convergent avec la transcription au niveau des TTS [60].

Une autre question importante concerne l’impact des R-loops sur les conflits réplication-transcription.
L’utilisation de méthodes telles que le DRIP-seq, qui consistent à immunoprécipiter les R-loops avec un
anticorps reconnaissant spécifiquement les hybrides ADN :ARN et à séquencer les acides nucléiques associés, a
permis de montrer que les R-loops sont très abondantes et peuvent occuper jusqu’à 5% du génome humain [61,
62]. Ces structures jouent des rôles physiologiques importants, tels que le contrôle de l’expression des gènes,
la recombinaison des gènes d’immunoglobulines et la réplication de l’ADN mitochondrial [39]. La question se
pose alors de savoir si toutes les R-loops sont intrinsèquement difficiles à répliquer, ou si une classe particulière
de R-loops est particulièrement toxique pour les fourches de réplication.

L’analyse de la distribution de marqueurs de stress réplicatif tel que le substrat d’ATR phospho-RPA32-S33
montre que la plupart des R-loops ne sont pas associées à un stress réplicatif dans le génome humain [60].En ef-
fet, les R-loops cotranscriptionnelles sont principalement localisées au niveau des sites d’initiation (TSS) et de
terminaison (TTS) de la transcription, alors qu’un enrichissement en phospho-RPA32-S33 n’est détecté qu’au
niveau des TTS (Figure 2A). Etant donné que ces régions sont en moyenne répliquées en direction opposée au
sens de la transcription, cela signifie que les conflits réplication-transcription ont lieu préférentiellement au
niveau du TTS de gènes fortement transcrits et enrichis en R-loops, lorsque les machineries de réplication et
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Figure 2 – Organisation fonctionnelle du génome humain et conflits réplication-transcription. (A) Distribution de
la direction de la fourche de réplication (bleu), des boucles R (rouge) et d’un marqueur de stress de réplication

(p-RPA32-S33, noir) au niveau d’un métagène (16 000 gènes humains) aligné entre les sites de début de
transcription (TSS) et de fin de transcription (TTS). Une direction de fourche de réplication positive indique que la
fourche progresse dans le même sens que la transcription. (B) Représentation schématique de la distribution des

origines de réplication et des boucles R (1), ainsi que des ARN polymérases avant la réplication (2), lorsque la
réplication est initiée en amont du TSS (3), et lorsque la réplication et la transcription convergent au niveau du TTS,

induisant un stress de réplication (étincelle jaune) et une accumulation de phospho-RPA32-S33 (4).

de transcription convergent (Figure 2B). Il est important de noter que ces conflits n’induisent pas automatique-
ment une cassure chromosomique, ces événements n’étant détectés que dans les cellules déplétées en Top1,
qui n’arrivent pas à gérer les problèmes topologiques induits par la convergence de la réplication et de la trans-
cription (Figure 3A). De plus, le stress réplicatif observé en absence de Top1 est supprimé par la surexpression
de RNase H1, une enzyme impliquée dans la dégradation des hybrides ADN :ARN, ce qui atteste du fait que les
R-loops contribuent aux conflits réplication-transcription [60, 63].

En conclusion, l’organisation fonctionnelle du génome humain permettrait de réduire l’instabilité géné-
tique associée aux conflits réplication-transcription en limitant ces conflits à des zones bien définies en aval
des gènes. Par contre, cette régulation ne peut opérer si l’initiation de la réplication a lieu à l’intérieur des
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Figure 3 – Modèle de conflit de réplication-transcription impliquant la formation d’hybrides ARN :ADN
post-réplication. (A) La convergence du réplisome et des ARN polymérases (RNAPII) au niveau des sites de

terminaison de la transcription (TTS) induit l’accumulation d’un surenroulement d’ADN positif, ce qui provoque
l’arrêt de la fourche de réplication et l’activation de la kinase ATR. La libération de cette contrainte topologique est
médiée par Top1. (B) L’ATR favorise l’élimination des ARN polymérases bloquant la fourche. Dans le même temps,
l’hybride ADN :ARN est dégradé par la RNase H pour éliminer la boucle R. (C) En l’absence de RNase H, l’hélicase

réplicative progresse au-delà de la position de la boucle R, transférant l’hybride ADN :ARN derrière la fourchette et
s’arrête au RNAPII suivant. (D) ARN : les hybrides d’ADN situés derrière la fourche interfèrent avec les mécanismes

post-réplication tels que la résection de l’ADN naissant et empêchent le redémarrage de la fourche.
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gènes, ce qui ne se produit que très rarement en conditions physiologiques normales. Il est d’ailleurs intéres-
sant de noter qu’une nouvelle classe d’origines de réplication a été identifiée à l’intérieur des gènes en situation
de stress oncogénique [64]. Cette initiation intragénique est associée à des réarrangements chromosomiques
dans les cancers, possiblement car elle ne permet pas de gérer les conflits réplication-transcription de manière
optimale.

6. R-loops et hybrides ADN-ARN post-réplicatifs

La cellule est bien équipée pour gérer les conflits entre réplication et transcription. D’une part, la fourche
de réplication est capable de déplacer les complexes de transcription qui bloquent son passage (Figure 3B) en
mobilisant différents facteurs coordonnés par la kinase ATR [65, 66, 67, 68]. D’autre part, la cellule dispose
de toute une panoplie d’enzymes capable de dégrader ou déplacer les hybrides ADN :ARN au niveau des
R-loops [40]. Il s’agit notamment des RNases H1 et H2, qui dégradent spécifiquement la partie ARN des
hybrides ADN :ARN [69, 70, 71]. La RNase H2 est fréquemment mutée dans une interféronopathie sévère
appelée le syndrome d’Aicardi-Goutières [72, 73]. D’autres acteurs clés comprennent des hélicases telles que
Senataxin [74, 75] et FANCM [76]. Pourtant, malgré cette redondance de mécanismes de réparation, certaines
R-loops interfèrent avec la réplication, suivant un mécanisme qui reste à élucider.

Il est généralement admis que les hybrides ADN :ARN sont intrinsèquement difficiles à répliquer et qu’ils
bloquent la progression des fourches. Cependant, quand réplication et transcription convergent, l’hybride
ADN :ARN est positionné sur le brin opposé à l’hélicase réplicative (CMG), ce qui ne devrait pas bloquer
sa progression (Figure 3C). Des données récentes dérivées d’un système de réplication in vitro indiquent
d’ailleurs que les hybrides ADN :ARN ne bloquent pas les fourches dans cette configuration, à moins que le
brin d’ADN déplacé soit capable de former une structure secondaires de type G4 [77]. Alternativement, les
hybrides ADN :ARN pourraient interférer avec des mécanismes post-replicatifs agissant derrière les fourches
pour permettre leur redémarrage [78, 79]. Ce modèle est supporté par des données non publiées de l’équipe,
montrant qu’en absence de RNase H2, la résection des brins d’ADN naissants est inhibée par la persistance
d’hybrides ADN :ARN non dégradés. Etant donné que la résection des fourches contribue à leur redémarrage
[23, 80], ces hybrides ADN :ARN post-réplicatifs pourraient induire un stress réplicatif pas uniquement en
bloquant les fourches, mais surtout en empêchant le redémarrage des fourches bloquées (Figure 3D). Ce
modèle est en accord avec des données récentes de l’équipe de Massimo Lopes [81], mettant en évidence par
microscopie électronique la présence d’hybrides ADN :ARN derrière les fourches de réplication.

Ces récentes découvertes nous ont conduit à proposer un modèle dans lequel les R-loops et les complexes
transcriptionnels ne représenteraient pas seulement un obstacle pour la fourche de réplication, mais que la
progression limitée de l’hélicase réplicative au niveau du site de conflit pourrait convertir la R-loop en hybride
ADN :ARN toxique, interférant avec le redémarrage de la fourche s’il n’est pas rapidement dégradé par la
RNase H2 (Figures 3C,D). Ce modèle souligne l’importance pour la cellule d’éliminer de manière coordonnée
le complexe de transcription et la R-loop afin d’éviter la formation d’un hybride ADN :ARN post-réplicatif. Il
est intéressant de noter que les cellules pourraient être particulièrement sensibles aux conflits transcription-
réplication lorsque les fourches de réplication sont ralenties par HU ou le stress oxydatif [29] Différents
mécanismes pourraient d’ailleurs opérer lorsque la progression de la fourche est bloquée. En effet, il a été
rapporté que le redémarrage de la fourche au niveau des lésions CPT dans les cellules humaines implique
le clivage des fourches bloquées par MUS81 [82]. Chez la levure S. pombe, le redémarrage de la fourche aux
lésions CPT, ainsi qu’à la barrière de la fourche de réplication RTS1 dépend de la dégradation par la RNase H
des amorces ARN sur les fragments d’Okazaki [83].

7. Conclusion et perspectives

En conclusion, les données rassemblées par différentes équipes au cours des dernières années éclairent
d’un jour nouveau les mécanismes moléculaires à l’origine de l’instabilité génétique dans les cancers. Il appa-
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rait maintenant que malgré une organisation fonctionnelle optimale du génome et une redondance des méca-
nismes de réparation, les conflits réplication-transcription représentent une source majeure d’instabilité géné-
tique, notamment quand des voies oncogéniques sont dérégulées. Les R-loops contribuent significativement à
ces conflits, mais les mécanismes moléculaires impliqués s’avèrent plus complexes qu’initialement envisagés.
En effet, ces structures n’agiraient pas seulement comme des barrières de réplication, mais aussi comme des
hybrides ARN :ADN postréplicatifs pour interférer avec le redémarrage des fourches bloquées. De telles struc-
tures ont récemment été imagées par microscopie électronique [81], mais le mécanisme de leur formation reste
mal compris. De nouvelles technologies telles que le séquençage par nanopores pourraient aider à déterminer
la position relative de l’ADN naissant et des hybrides ARN :ADN au niveau de la molécule unique. Une ques-
tion importante qui reste à élucider est de savoir si ces hybrides post-réplicatifs préexistent avant l’arrivée de
la fourche, comme indiqué à la figure 3, ou s’ils sont synthétisés de novo par des polymérases à ARN agissant
derrière la fourche bloquée. De ce point de vue, il est intéressant de noter que des hybrides ADN :ARN sont éga-
lement détectés au niveau des cassures double-brin de l’ADN et que ces structures interfèrent avec la résection
de l’ADN, affectant ainsi les mécanismes de réparation par recombinaison homologue [84]. Enfin, il est main-
tenant bien établi que les mécanismes de réparation des fourches et des cassures chromosomiques génèrent
de petits fragments d’ADN qui s’accumulent dans le cytoplasme, activent la voie cGAS-STING et induisent une
réponse inflammatoire [85, 86]. Une étude très récente montre également que les hybrides ADN :ARN issus
de R-loops après clivage par des enzymes de réparation peuvent également activer la voie cGAS-STING [87].
Ces données indiquent que le stress réplicatif engendré par les conflits réplication-transcription et les R-loops
induit des réponses cellulaires agissant au-delà des limites de la cellule. Ce stress endogène pourrait ainsi sti-
muler l’élimination des cellules anormales par le système immunitaire, ouvrant des perspectives prometteuses
pour la mise au point de nouvelles thérapies contre le cancer.
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