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Abstract 

Objective    To  investigate  the  expression  variation  of  RAR‐β2,  RASSF1A,  and  CDKN2A  gene  in  the 
process of nickel‐induced carcinogenesis.   

Methods    Nickel subsulfide (Ni3S2) at dose of 10 mg was given to Wistar rats by intramuscular injection. The 
mRNA  expression  of  the  three  genes  in  induced  tumors  and  their  lung metastasis were  examined  by 
Real‐time PCR. The methylation status of  the 5’  region of  these genes were detected by Quantitative 
Real‐time methylation specific PCR.   

Results    The mRNA  expressions of  the  three  genes both  in muscle  and  lung  tumor were decreased 
distinctly in comparison with normal tissue. But hypermethylation was found only in muscle tumor. 

Conclusion    These findings suggest that loss of function or decrease of RAR‐β2, RASSF1A, and CDKN2A, as 
well as the hypermethylation of 5’ region of these genes, are related with nickel exposure.   
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INTRODUCTION 

s  a  natural  metallic  element  in  earth’s 
crust,  nickel  is  widely  distributed  and  is 
industrially applied  in many  forms. As an 

important  material  in  a  number  of  processes  of 
modern  industry,  such  as  electroplating,  welding, 
and  alloy  production,  nickel  compounds  may  be 
released  into  the  environment with  relatively  high 
amounts  at  all  stages  of  production,  recycling,  and 
disposal[1‐2].  The  chronic  exposure  to  nickel 
compounds  can  lead  to asthma,  inflammation,  lung 
fibrosis,  and  kidney  disease,  but  the most  serious 
concerns  are  related  to  the  carcinogenic  activity of 
nickel.  Epidemiological  studies  have  clearly 
implicated nickel compounds as human carcinogens 

based  upon  a  higher  incidence  of  lung  and  nasal 
cancer  among  nickel mining,  smelting  and  refinery 
workers.  In  various  kinds  of  animal models,  nickel 
compounds  induce  tumors  at  virtually  any  site  of 
administration.  Additionally,  insoluble  nickel 
compounds  like  nickel  subsulfide  efficiently 
transform  rodent  and human  cells  in  vitro[3]. Based 
on  these observations,  the  International Agency  for 
Research  on  Cancer  (IARC)  evaluated  the 
carcinogenicity of nickel in 1990[4]. And it is also one 
of the top 50 substances on the 1997 ATSDR priority 
list  (ATSDR  2001)[5].  Although  the  molecular 
mechanisms  for  which  nickel  compounds  cause 
cancer  are  still  under  intense  investigation,  it  is 
noteworthy  that  the  carcinogenic  actions  of  nickel 
compounds are  thought  to  involve oxidative  stress, 

A 
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genomic  DNA  damage,  epigenetic  effects,  and  the 
regulation of gene expression by activation of certain 
transcription  factors related to corresponding signal 
transduction  pathways[2].  There  is  strong  evidence 
that the mechanisms of many toxic effects of nickel 
are associated with the production of oxidative DNA 
damage  and  the  inhibition  of  DNA  repair  activity. 
Additionally,  nickel  can  activate  sensitive 
transcription  factors  or  hypoxic  signaling  pathways 
by  inducing  oxidative  stress.  It  is  noteworthy  that 
epigenetic  changes  exerted  by  nickel  compounds 
such as DNA methylation and histone deacetylation 
would lead to the inherited inactivation of the tumor 
suppressor genes and additionally contribute  to the 
carcinogenic mechanism[3]. 

The  low  mutagenic  and  high  carcinogenic 
activity  of  nickel  compounds  suggests  that 
epigenetic  events might  play  an  important  role  in 
nickel carcinogenesis. Alterations of CpG island (DNA 
hypermethylation)  and  chromatin modifications  have 
been widely documented  in human cancers[6‐7]. The 
hypermethylation  of  the  promoter  of  the  tumor 
suppressor  gene  (TSGs),  P16,  was  observed  in  all 
tumors[8].  Changes  in  DNA  methylation  leading  to 
the  inactivation  of  gene  expression  following  the 
exposure  to  nickel  compounds were  initially  found 
using  the  transgenic  E.  coli  GPT  gene  in  Chinese 
hamster G12 cells as a model[9].   

Although  these  studies  in  vitro  display  that 
nickel could induce some TSGs silencing, the detailed 
mechanism  of  nickel  carcinogenesis  needs  to  be 
further  studied.  In  consideration  of  the  known 
mechanisms  of  nickel  carcinogenesis,  we 
hypothesized that the inactivation of hypoxia related 
genes and tumor suppressor genes which have been 
found  to  be  frequently  hypermethylated  in  human 
cancer  might  play  an  important  role  in  nickel 
induced tumor.   

To  test  this  hypothesis, we  first  examined  the 
mRNA  level  of  a  set  of  genes  including  RAR‐β2, 
RASSF1A,  CDKN2A,  DAPK1,  HIF1‐α,  VEGF‐α,  DICER, 
TXN2 DNMT1, and MGMT in primary muscle tumors 
of  nickel‐injected  rats.  Interestingly,  despite  robust 
expression in normal tissues, we found that RAR‐β2, 
RASSF1A,  and  CDKN2A  expression  was 
down‐regulated  significantly  in  tumor  tissue.  In 
order  to  determine  the  potential  cause  of  the 
silencing of these three genes, we used a new highly 
specific,  sensitive,  and  quantitative  method, 
methylation  specific  quantitative  PCR  (MSQP)[10]  to 
detect the methylation status of the 5’ region of the 
three TSGs in primary and lung metastasis tumors of 

nickel‐injected rats. 

MATERIALS AND METHODS 

Animals 

A total of 40 male Wistar rats were used  in this 
study,  of  which  30  rats  in  experimental  group 
received  intramuscular  injection  of  10 mg  of  Ni3S2 
(Sigma‐Aldrich,  U.S.A.)  suspended  in  0.2  mL  of 
Chloromycetin  solution at 10 weeks of age and  the 
rest  10  rats  in  the  control  groups  were  given 
Chloromycetin solution only, as a solvent, in the right 
hind  leg  (the  triceps  surae muscle).  The  rats were 
then  observed  for  an  additional  32  weeks[11].  A 
necropsy  was  performed  on  all  tumor‐bearing  or 
moribund and deceased animals, or rats at terminal 
sacrifice.  The  injection  site muscle  tissues  and  lung 
tissues were  excised  and  a  portion  of  the  samples 
were fixed in 10% neutral buffered formalin for 48 h, 
embedded in paraffin, sectioned at 5 nm and stained 
with hematoxylin and eosin for histological analysis. 
The  remaining  tissues  were  stored  properly  for 
subsequent  analyses.  At  the  termination  of 
experiment,  muscle  and  lung  samples  of  normal 
controls, muscle  tumor  and  lung metastasis  tumor 
samples of experimental groups were collected and 
used  to  assess  the  expressions  of  genes  and  the 
methylation  status  of  the  5’region  of  RAR‐β2, 
RASSF1A, and CDKN2A. 

Isolation of RNA and Real‐time PCR Quantification 

Total  RNA  from  tissue was  extracted  by  Trizol 
(Invitrogen, U.S.A  ).  cDNA was  generated  from  1 
μg  total  RNA  per  sample  by  RNA  reverse 
transcription  kit  (Fermentas,  Canada),  following 
manufacturer's protocol. The primer sequences and 
PCR product sizes are showed in Table 1. The relative 
2(△△CT) quantification  approach was used[12].  β‐actin 
was  used  as  an  internal  reference  gene  and  PCR 
cycling  and  analysis  were  performed  on  the 
Rotor‐Gene 3 000 TM  (Corbett Research, Mortlake, 
Australia), 100 ng of cDNA in a total volume of 25 μL. 
The reactions were heated at 94 °C for 10 s, followed 
by 35  cycles of 5  s  at 94  °C, 20  s  at 60  °C, 15  s  at     
72 °C. 

Sodium Bisulfite Conversion 

Genomic  DNA  was  prepared  from  tissue  and 
blood  using Wizard®  Genomic  DNA  Purification  Kit 
(Promega,  U.S.A),  according  to  manufacturer's 
instructions.  Genomic  DNA  (1  μg)  was  bisulfite 
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modified by  the CpGenome™ DNA Modification  Kit 
(Chemicon®  International,  U.S.A),  following 
manufacturer's protocol. Modified DNA was purified, 
and then re‐suspended in 80 μL TE buffer (pH 8). 

Quantitative Real‐time Methylation Specific PCR 

After  sodium  bisulfite  conversion, 
methylation‐specific  quantitative  PCR  was 
performed  to  analyze  methylation  status  of  the 
three  genes  (RAR‐β2,  RASSF1A  and  CDKN2A)  using 
the  EASY  Dilution  (for  Real  Time  PCR)  SYBR  green 
PCR Kit  (TaKaRa, China). For each gene,  two sets of 
primers, designed  specifically  according  to  the CpG 
island  prediction  (Figure  1)  for  bisulfite  converted 
DNA, were used: a methylated set and unmethylated 
set (i.e. RAR‐β2‐M, RAR‐β2‐U). The primer sequences 
and  PCR  product  sizes  are  showed  in  Table  2.  PCR 
cycling  and  analysis  were  performed  on  the 
Rotor‐Gene  3000TM  (Corbett  Research,  Mortlake, 
Australia). 20 ng of bisulfite modified DNA  in a total 

volume of 25 μL. The reactions were heated at 94 °C 
for 10 s, followed by 40 cycles of 5 s at 94 °C, 20 s at 
57  °C,  15  s  at  72  °C.  The  PCR  products  were 
subcloned and then sequenced. 

DNA  that  was  completely  methylated  by  SssI 
methylase  (New  England  Biolab,  Beverly, MA) was 
mixed with  that  of  samples where  no methylation 
was detected (from a healthy donor) with ratios (0%, 
5%, 10%, 20%, 30%, 40%, 50%, 60%, 70%, 80%, 90%, 
and  100%)  to  represent  the  linear  relationship 
between the percentage of methylated DNA and the 
threshold  cycle  (CT).  Then,  CT  of  each  tumor  and 
normal samples were measured and substituted into 
the liner relationship obtained above which can give 
a  semi‐quantitative  idea  of  the  amount  of 
methylated‐unmethylated DNA. 

Statistical Analysis 

Statistical  significance  of  data  presented  as 
mean±SE was analyzed by t‐test. 

Table 1. Real‐time PCR Primer Sequences 
Target 
Gene 

Primer Sequence 
Product 
Size(bp) 

Target Gene Primer Sequence 
Product 
Size (bp) 

β‐actin  F 5’‐gccactgccgcatcctctt‐3’  91  RASSF1A  F 5’‐gagacacctgatctttccca‐3’  161 

  R 5’‐ggcatcggaaccgctca‐3’      R 5’‐ctggaaggcactgaaaca‐3’   

RAR‐β2  F 5’‐ tggccttaccctaaatcgaac‐3’  198  CDKN2A  R 5’‐tagagcggggacatca‐3’  134 

  R 5’‐ggctcttggagcttgtctac‐3’      F 5’‐gggttggcctcgaagt‐3’   

 

 

Figure 1. The Distribution of CpG  Island  in  the Promoter Region.  (A) There are  four CpG  islands  from 
transcription initiation site downstream to the first exon of RAR‐β2. Island 1 (49‐226, 178 bp); Island 2 
(262‐361, 100 bp);  Island 3  (383‐640, 258 bp)  and  Island  4  (694‐857, 164 bp).  Island  4  selected  for 
QRMSP. (B) There is only one CpG island in the rage from 2000 bp upstream of transcription initiation 
site  to  the  first  exon  of  CDKN2A  gene  (‐30‐78,  108  bp).  (C)  Island  1  (‐1087‐‐933,  155  bp),  island  2 
(‐159‐211, 371 bp) of RASSF1A gene. Island 2 analyzed by QRMSP. ▼Transcriptional start site. 
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Table 2. Quantitative Real‐time Methylation Specific PCR Primers Sequences 

Target Gene  Primer Sequence  Product Size (bp) 

RAR‐β2‐ M  F 5’‐ ggttgggaaaaagattaatagtttac ‐3’  222 

  R 5’‐ ctcctacaacatacaaaaaaacgaa ‐3’   

RAR‐β2‐ U  F 5’‐ tgggaaaaagattaatagtttatgt ‐3’  219 

  R 5’‐ ctcctacaacatacaaaaaaacaaa ‐3’   

RASSF1A‐M  F 5’‐ gcggagttagaatttattgaattac ‐3’  164 

  R 5’‐ acaaactaaaaacgataaccacgac ‐3’   

RASSF1A‐U  F 5’‐ tggagttagaatttattgaattatga ‐3’  163 

  R 5’‐ acaaactaaaaacaataaccacaac ‐3’   

CDKN2A‐M  F 5’‐tgtagatagattagttagggtagcgg‐3’  102 

  R 5’‐gaccgaaaatattcgaaacgtt‐3’   

CDKN2A‐U  F 5’‐tgtagatagattagttagggtagtgg‐3’  104 

  R 5’‐tacaaccaaaaatattcaaaacatt‐3’   

 
RESULT 

Pathological Examination 

A  complete  necropsy  was  performed  on  3 
moribund  animals  from  the  experiment  group  and 
37  at  terminal  sacrifice. None  of  the  rats  from  the 
control group had  tumor  formation at  injection site   

or  in  lung metastases.  In  the experiment group, 17 
tumor‐bearing  animals, with  tumors  formed  at  the 
injection  sites,  and  8  of  the  17,  including  the  3 
moribund  rats  mentioned  above,  were  also 
inspected for tumor formation  in  lungs. But the rest 
13 rats were examined  for tumor  formation neither 
at injection sites nor in lung metasistases.

 

 
Figure 2. The Histological Section of the Normal or Tumor Muscle and Lung Tissues. Paraffin embedded 
tissue sections were counter stained with hematoxylin. The photomicrograph shows (A) Normal striated 
muscle tissue in control group; (B) Primary rhabdomyosarcoma from the triceps surae muscle which was 
injected by nickel  compounds  (Ni3S2);  (C) Normal  lung  tissue  in  control group;  (D) Rhabdomyosarcoma 
lung metastases from the striated muscle of the rat which was injected by nickel compounds (Ni3S2) (A‐ D, 
original magnific ation ×200).   
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Histopathological examination revealed that the 
majority  of  tumors  after  injections  were 
rhabdomyosarcomas.  It  showed  that  the  muscle 
tumors were  primary  rhabdomyosarcomas  and  the 
lung  lesions  were  the  rhabdomyosarcoma 
metastases  (Figure  2).  Figure  2(A)  showed  the 
normal  striated  muscle  cells.  Rhabdomyosarcoma 
cells,  giant  cells  (blue  arrow)  and  more  intensive 
nutrition  blood  vessels  (red  arrow)  were  found  in 
Figure 2(B). Figure 2C showed the normal lung tissue, 
while  the metastasis  tumor  cells  could be  found  in 
Figure  2(D)  (blue  arrow).  They  were  disorder  and 
honeycomb‐like with a pathological karyokinesis. 

Expression  Studies  of  RAR‐β2,  RASSF1A,  and 
CDKN2A 

In order to determine whether CpG methylation 
caused  down‐regulation  of  RAR‐β2,  RASSF1A,  and 
CDKN2A  expression,  mRNA  was  evaluated  by   

Real‐time  PCR  quantification  (the  relative2(△△CT) 
quantification)[13].  The  mRNA  expressions  of  these 
genes  were  down  regulated  in  muscle  and  lung 
tumors corresponding to the morphologically normal 
tissues  (Figure 3). We observed  that  the expression 
of  RAR‐β2  was  0.108±0.093  and  0.23±0.15  fold  in 
muscle tumor and lung tumor respectively compared 
with  their  corresponding  normal  tissues  (n=8, 
P<0.01).  Similarly,  compared with  expression  levels 
in  normal  tissues,  RASSF1A  were  also 
down‐regulated  (0.483±0.318  in muscle  tumor  and 
0.23±0.08  fold  in  lung  tumor,  respectively).  As  to 
CDKN2A, it was expressed 0.073±0.108 and 0.38±0.2 
fold  in muscle  tumor  and  lung  tumor  respectively 
than in their corresponding normal samples. 

The differential express of the three genes were 
detected  by  Real‐time  PCR.  The  graph  shows  a 
significantly higher expression of the  three genes  in 
tumor  samples  than  in  corresponding  normal 
samples (P< 0.01). 

 

Figure  3. mRNA  Expression  of  RAR‐β2,  RASSF1A,  and  CDKN2A  in muscle  or  lung  tumor  and  normal 
tissues. 

CpG Island DNA Methylation Analysis 

To find out whether the promoter hypermethylation 
is the main cause of RAR‐β2, RASSF1A, and CDKN2A 
repression  in  cancer  caused  by  nickel  compounds, 
the  normal  and  tumor  samples  were  subjected  to 
the  Quantitative  Real‐time  Methylation  Specific 
PCR  .This assay allows detection of methylated DNA 
after the modification of DNA by sodium bisulfite[10]. 
We  measured  the  CT  of  each  tumor  and  normal 
samples and substituted those values into the graphs 
obtained  with  the  percentages  above,  and  got  a 
semiquantitative  idea  of  the  amount  of 
methylated‐unmethylated DNA. From  the Figure 4, 
RAR‐β2,  RASSF1A,  and  CDKN2A  showed  a  higher 
methylation status in muscle tumors (83.27%±9.29%, 

73.63%±10.88%,  and  66.75%±8.5%,  respectively) 
than  in  normal  samples  (49.27%±8.37%, 
40.41%±8.84%, and 27.26%±4.72%, respectively, n=8, 
P<0.01).  But  there  are  no  significant  differences  in 
lung  samples.  All  the  three  genes  had  the  similar 
methylation status between normal lung tissues and 
lung metastases  tumors  (Figure  5).  In  normal  lung 
tissues,  the  methylated  DNA  of  RAR‐β2,  RASSF1A, 
and  CDKN2A  was  47.78%±6.97%,  77.2%±11.24%, 
and  46.17%±6.97%  respectively,  which  was 
53.56%±15.68%, 77.8%±14.47%,  and 50.56%±8.72% 
in  corresponding  meta  stases  tumors.  The  same 
result was obtained by MSP assay either. 

The  percentages  of  average  methylated  DNA 
present  of  the  three  genes  were  detected  by 
Quantitative Real‐time Methylation Specific PCR. The 
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graph  shows a highly % methylated DNA  in muscle 
tumor  (P<0.01)  but  not  a  significant  difference  in 
lung tumor. 

To  verify  these  results,  we  performed  a MSP 
assay[14] and bisulfite sequencing for analysis of DNA 
methylation  (RAR‐β2) which were  consistent  to  the 
QMSP (Figures 5 and 6). 

These  findings  suggest  that methylation of  the 
5' region of RAR‐β2, RASSF1A, and CDKN2A gene by 
nickel‐induced may contribute to gene silencing and 
that methylation of this region may be an important 
event in primary tumorigenesis. And other factors or 
pathways may  exist  leading  to  the  silence of  these 
three genes expression in tumor metastasis process. 

 

Figure 4. Percentages of Average Methylated DNA Present of RAR‐β2, RASSF1A,   
and CDKN2A Genes in Samples. 

 

 

 

 

Figure 5. Hypermethylation Analysis by Methylation Special PCR, MSP. (A)‐(D) MSP results of RAR‐β2 in 
normal tissue of lung, tumor of lung, normal tissue of muscle and tumor of muscle, respectively; U: PCR 
with primers specific for the unmethylated sequence; M: PCR with primers specific for the methylated 
sequence.1‐9: nine parallel samples of normal tissues from nine animals respectively; A‐I: nine parallel 
samples of tumor from nine animals respectively. 
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Figue 6. Bisulfite Genomic Sequencing Analyse. The PCR products were subcloned and then sequenced. 
(A)the sequence for the methylated product. (B) the sequence for the unmethylated product. 

DISCUSSION 

Nickel  compounds  have  been  confirmed  as 
human  carcinogen with  the  growing evidence  from 
epidemiological studies and  laboratory  investigation 
in  the  last  several  decades.  Many  experiments  in 
vivo and  in vitro have confirmed that gene silencing 
is  an  important  event  in  nickel‐induced 
carcinogenesis.  The  loss  of  expression  of  tumor 
suppressor and  senescence genes  is a critical event 
in chemical carcinogenesis[15]. We have found  in our 
study that the hypermethylation of RAR‐β2, RASSF1A, 
and  CDKN2A  promoter  may  be  related  to  nickel 
exposure. 

Promoter  hypermethylated  mediated  gene 
silencing  has  been  reported  for  several  genes  in 
cancers.  These  genes  play  an  important  role  in 
regulation  of  DNA  repair,  cell  cycle,  apoptosis, 
cell‐cell  adhesion,  metastasis,  tissue  and  organ 
architecture and various signaling pathways[16].   

RAR‐β2, RASSF1A, and CDKN2A are all known to 
be  widely  hypermethylated  in  various  human 
cancers[17]. 

RAR‐β is a potent tumor suppressor gene, and is 
also a member of  the nuclear  receptor  superfamily 
with  the main  function  to  convey  retinoid  signaling 
into target gene transcription in the nucleus. Loss of 
expression  of  RAR‐β,  primarily  mediated  by 
promoter  methylation  induced  gene  silencing  has 
been  reported  in breast, cervical,  lung,  thyroid, and 
other carcinomas[18‐22].   

RASSF1A  is  one  of  the  most  frequently 
inactivated proteins ever identified in human cancer 
which lacks apparent enzymatic activity but contains 

a Ras association  (RA) domain and  is potentially an 
effecter of the RAS oncoprotein. RASSF1A modulates 
multiple  apoptotic  and  cell  cycle  checkpoint 
pathways.  Because  the  gene  remains  intact  but 
dormant  in most  tumors,  reactivation  by promoter 
demethylation would  present  a  novel  approach  to 
therapy[22]. 

The  tumor  suppressor  protein  CDKN2A 
regulates  the G1  to  S  phase  transition  of  the  cerll 
cycle  through  its  inhibition  of  the  interaction 
between CDK 4/6 and CYCLIN D1. Other studies have 
detected  that  the  inactivation of  the CDKN2A  gene 
creates a hyperproliferative process as  the  result of 
loss of cell cycle control[23]. 

It was shown in our study that RAR‐β2, RASSF1A, 
and  CDKN2A  were  repressed  in  both  primary  and 
metastases cancer tissues examined. The expression 
rates of the three genes were much lower in tumors 
compared with  the  normal  samples  in muscle  and 
lung,  respectively.  However,  an  interesting 
phenomenon we have  found  is  that  the  repression 
was  associated  with  promoter  hypermethylation 
only  in muscle primary  tumors but  lung metastases 
tumors.  These  strongly  suggest  that  promoter 
methylation  be  the  epigenetic  cause  of  RAR‐β2, 
RASSF1A, and CDKN2A repression  in  the early stage 
of nickel exposure, rather than in the late period. It is 
also reported by D J Smiraglia that in head and neck 
squamous cell carcinoma, many loci methylated in a 
patient’s primary tumor are no longer methylated in 
the  metastatic  tumor  of  the  same  patient[24].  We 
infer that DNA methylation might be an early event 
in nickel–induced carcinogenesis. 

As  we  speculate,  other  factors  or  pathways 
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might  lead  to  the  silence  of  the  three  genes’ 
expression in both primary and metastasis tumor.   

DNA methylation and histone modifications are 
dynamically  linked  in the epigenetic control of gene 
expression  and  it  play  an  important  role  in 
tumorigenesis[25].  Observations  of  others  have 
shown  that  the  decrease  of  RAR‐β2  is more  often 
because of the methylation of affecting the RAR‐β P2 
promoter  of  one  or  more  RAR‐β  alleles[26‐28]. 
However,  in  the presence of RA, a normal RAR‐β  is 
activated  first  by  RARα/RXR  heterodimers  and 
cofactors  and  subsequently  by  RARβ2/RXR 
heterodimers  via  dynamic  histone  acetylation[29]. 
Moreover, Sirchia et al. showed that by  inducing an 
appropriate level of RAR‐β P2 acetylation they could 
restore  RAR‐β2  transcription  from  both 
unmethylated and methylated RAR‐β P2 promoters 
in RAR‐β2‐negative carcinoma cells of breast[30]. 

As  the  study  of  Lan  et  al.[31]  has  shown,   
CDKN2A  can  be  regulated  indirectly  by  has‐let‐7, 
which  can  directly  regulate  C‐MYC.  let‐7  is 
underexpressed  in  various    cancers,  and  its 
restoration  can  limit  cancer  growth  by  targeting 
oncogenes  such  as  C‐MYC, multiple  cell‐cycle‐  and 
proliferation‐associated genes such as CDK6.  It could 
be  inferred  that  the  down‐regulation  of  let‐7  in 
cancers can trigger the  lower expression of CDKN2A 
in metastatic  tumors. Meanwhile, hypoxic  signaling 
pathways activated by nickel may also be concerned 
with  the  repression of  this gene. Nickel  is a potent 
inducer of hypoxia inducible factor‐1 (HIF‐1) activity, 
which may stimulate the cell proliferation[3]. And the 
weak  genotoxic  effects  of  nickel  that  primarily 
originate  from oxidative stress may be amplified by 
both  epigenetic  modifications  and  HIF‐1  signaling. 
Meanwhile,  Box  and  Demetrick  reported  that 
CDKN2A mRNA expression  is reduced under hypoxic 
condition in WI‐38, HMECs, and HTB‐30 cells[32]. 

The elucidation of mechanisms of nickel‐induced 
carcinogenesis is essential for the risk assessment of 
nickel  compounds  to protect human health  as well 
as  the design of  chemotherapies  for nickel  induced 
carcinogenic effects. 
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