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Modélisation	du	syndrome	d’Andersen	dans	les	cellules	souches	pluripotentes	
induites	:	implication	du	canal	potassique	Kir2.1	dans	la	morphogenèse	osseuse.	

	
Le	 syndrome	 d’Andersen	 est	 une	 maladie	 rare,	 caractérisée	 par	 une	 triade	 de	

symptômes	:	 paralysies	 périodiques,	 des	 arythmies	 ventriculaires	 et	 des	 défauts	 de	

développement.	Une	seule	protéine	a	été	associée	à	cette	pathologie,	 le	canal	potassique	à	

rectification	entrante	Kir2.1,	codée	par	le	gène	KCNJ2.	Ce	canal	est	impliqué	principalement	

dans	le	maintien	du	potentiel	de	repos	dans	les	tissus	excitables.		

Afin	 d’étudier	 la	 physiopathologie	 du	 syndrome	 d’Andersen,	 nous	 avons	 généré	 des	

cellules	 souches	 pluripotentes	 induites	 (iPS)	 à	 partir	 de	 biopsies	 d’individus	 sains	 et	 de	

patients.	 Les	 cellules	 iPS	 générées	 présentent	 toutes	 les	 caractéristiques	 des	 cellules	

souches	 embryonnaires	:	 expression	 des	 marqueurs	 de	 la	 pluripotence	 et	 capacité	 de	

différentiation	en	cellules	des	trois	feuillets	embryonnaires	(Stem	Cells	Dev		25:	151-159).	

Nous	 avons	 ensuite	 différencié	 les	 cellules	 iPS	 générées	 en	 cellules	 souches	

mésenchymateuse	(MSC).	Ces	MSC	présentent	une	forte	expression	des	marqueurs	typiques	

des	MSC,	une	absence	d’expression	des	marqueurs	hématopoïétiques	ainsi	que	 la	capacité	

de	 se	 différencier	 en	 adipocytes.	 Cependant,	 les	 cellules	 MSC	 de	 patients	 présentent	 une	

capacité	 de	 différenciation	 en	 ostéoblastes	 diminuée.	 En	 effet,	 la	 production	 de	 matrice	

extracellulaire	est	 réduite	 chez	 les	patients	par	 rapport	 aux	 cellules	 contrôles.	De	plus,	 au	

cours	de	la	différentiation,	les	cellules	de	patients	ont	une	expression	de	RUNX2	et	d’Osterix	

(les	gènes	«	master	»	de	la	différentiation	ostéoblastique)	très	fortement	réduite	par	rapport	

aux	contrôles,	 ce	qui	entraîne	une	expression	 très	 faible	des	gènes	sous	 le	contrôle	de	ces	

deux	master	genes,	et	donc	une	efficacité	de	différentiation	réduite.		

Nous	 avons	 également	 étudié	 la	 différenciation	 chondrocytaires	 des	 cellules	 MSC	

contrôle	et	Andersen.	De	manière	surprenante,	 les	MSC	de	patients	se	différencient	moins	

en	chondrocytes	par	 rapport	aux	cellules	contrôles,	avec	une	 faible	production	de	matrice	

cartilagineuse	et	une	expression	des	marqueurs	chondrocytaires	réduite.	

L’ensemble	 de	 mes	 travaux	 de	 thèse	 montre	 que	 le	 canal	 potassique	 Kir2.1	 n’est	 pas	

important	 pour	 la	 reprogrammation	 en	 cellules	 iPS,	 ni	 pour	 la	 différentiation	 en	 cellules	

mésodermiques	telles	que	les	MSC	et	les	adipocytes.	En	revanche,	la	faible	capacité	des	MSC	

de	patients	à	se	différencier	en	ostéoblastes	et	en	chondrocytes	montre	qu’un	canal	Kir2.1	

fonctionnel	 est	 essentiel	 au	 développement	 osseux.	 Ces	 défauts	 de	 différentiation	

ostéoblastique	et	chondrocytaire	observés	avec	les	cellules	de	patients	pourraient	expliquer	

les	dysmorphies	associées	avec	le	syndrome	d’Andersen.	
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I. Le	Syndrome	d’Andersen.	
	

Le	syndrome	d’Andersen	est	une	maladie	génétique	rare	à	mode	de	transmission	

autosomique	 dominant.	 Cette	 pathologie	 présente	 une	 triade	 caractéristique	 de	

symptômes	:	arythmie	ventriculaire,	paralysie	périodique	et	anomalies	dysmorphiques.	

La	prévalence	exacte	du	syndrome	d’Andersen	est	inconnue,	mais	une	estimation	

de	1	cas	sur	1	000	000	a	été	 faite	(Rajakulendran	et	al.,	2010;	Schulze-Bahr,	2012).	Le	

degré	 de	 manifestation	 des	 symptômes	 associés	 au	 syndrome	 d’Andersen	 est	

extrêmement	variable.	En	effet,	la	pénétrance	est	réduite,	signifiant	que	tous	les	patients	

atteints	 par	 le	 syndrome	 d’Andersen	 n’ont	 pas	 les	 mêmes	 symptômes	 et	 certaines	

personnes	pouvant	porter	la	mutation	ne	développent	jamais	la	maladie.	De	même,	des	

membres	de	 la	même	 famille	portant	donc	 la	même	mutation	n’ont	pas	 forcément	 les	

mêmes	manifestations	cliniques	(Plaster	et	al.,	2001).	La	première	description	clinique	

des	combinaisons	de	symptômes	associés	avec	 le	syndrome	d’Andersen	 fut	publiée	en	

1963.	 Le	 patient	 souffrait	 de	 paralysies	 périodiques	 et	 d’arythmie	 ventriculaire.	

Cependant,	les	malformations	osseuses	associées	au	syndrome	d’Andersen	n’y	sont	pas	

été	décrites	(Klein	et	al.,	1963).	

La	 première	 description	 complète	 de	 la	 triade	 de	 symptômes	 fut	 reportée	 en	

1971	par	le	docteur	Ellen	Damgaard	Andersen	et	ses	confrères.	Chez	un	enfant	de	8	ans,	

plusieurs	 anomalies	 développementales	 furent	 reportées	 peu	 après	 la	 naissance	:	 un	

crâne	large	et	mou	avec	une	minéralisation	incomplète	des	os	frontaux	et	pariétaux,	un	

défaut	 de	 formation	 du	 palais	 (fente	 palatine),	 ainsi	 que	 des	 anomalies	 au	 niveau	 de	

l’extrémités	 des	membres	 (Andersen	 et	 al.,	 1971).	 Trois	mois	 après	 la	 naissance,	 des	

extrasystoles	 furent	détectées	sans	autres	problèmes	cardiaques	notables.	A	 l’âge	de	7	

ans,	 le	 patient	 fut	 admis	 à	 l’hôpital	 pour	 des	 épisodes	 de	 paralysie	 périodique.	 Il	

présentait	 également	 des	 signes	 d’un	 développement	 anormal.	 En	 effet,	 l’enfant	 était	

plus	 petit	 que	 la	moyenne,	 avait	 une	 implantation	 des	 oreilles	 basses,	 une	 hypoplasie	

des	 mandibules	 ainsi	 qu’un	 front	 allongé.	 Ces	 mains	 étaient	 petites	 et	 il	 souffrait	 de	

clinodactylie	et	de	syndactylie	 (Andersen	et	al.,	1971).	Cependant,	 ce	n’est	qu’en	1994	

que	 les	 symptômes	 complets	 associés	 à	 cette	 pathologie	 furent	 décrits	 par	 le	 docteur	

Tawil	et	ses	collègues,	grâce	à	la	description	de	nombreux	patients	(Tawil	et	al.,	1994).	

En	 2003,	 il	 a	 été	 suggéré	 de	 renommer	 le	 syndrome	 d’Andersen	 en	 syndrome	
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d’Andersen-Tawil,	en	reconnaissance	du	travail	clinique	de	Tawil	dans	cette	pathologie	

(Bendahhou	et	al.,	2003).	Aujourd’hui,	l’appellation	de	syndrome	d’Andersen-Tawil	a	été	

largement	accepté,	bien	que	syndrome	d’Andersen	soit	également	utilisé.	

Les	 caractéristiques	phénotypiques	associées	 au	 syndrome	d’Andersen	 incluent	

des	anomalies	crâniennes,	faciales,	des	anomalies	du	muscle	squelettique	ainsi	que	des	

manifestations	 cardiaques	 (ondes	 U	 proéminentes)	 (Tristani-Firouzi	 and	 Etheridge,	

2010).	

	

A. Manifestation	cardiaque	

Le	cœur	est	un	muscle	spécialisé	dont	la	fonction	est	de	permettre	la	circulation	

sanguine	dans	tout	le	corps	le	corps	à	travers	ses	contractions	rythmiques.	Comme	pour	

tous	 les	muscles,	 la	 contraction	mécanique	dépend	de	 l’activité	électrique	des	cellules.	

Pour	 assurer	 un	 fonctionnement	 normal,	 le	 cœur	 doit	 enchainer	 une	 séquence	

d’événements	appelée	cycle	cardiaque	(Westbury,	1971).	

Les	évènements	électriques	du	début	du	cycle	cardiaque	commencent	au	niveau	

d’une	cellule	pacemaker	dans	le	nœud	sinusal,	situé	au	sommet	de	l’oreillette	droite.	Le	

potentiel	 d’action	 généré	 se	 propage	 alors	 lentement	 dans	 les	 cellules	 atriales	

provoquant	 la	 contraction	 des	 oreillettes.	 Le	 potentiel	 d’action	 se	 propage	 ensuite	 à	

travers	le	nœud	auriculo-ventriculaire,	puis	le	faisceau	de	Hys	et	le	réseau	de	Purkinje,	

jusqu’à	 la	 pointe	 du	 cœur,	 provoquant	 la	 contraction	 des	 ventricules	 (Figure	 1	;	

Westbury,	1971).	

	

	
Figure	1:	Représentation	schématique	du	cœur	
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Il	 est	 possible	 d’enregistrer	 l’activité	 électrique	 du	 cœur	 grâce	 à	 un	

électrocardiogramme	 (ECG).	 Grâce	 à	 des	 électrodes,	 l’ECG	 permet	 d’enregistrer	 une	

succession	de	séquence	électrique	du	cœur,	représenté	par	des	ondes	nommées	P,	QRS	

et	 T.	 L’onde	 P	 est	 celle	 des	 oreillettes	 au	 moment	 de	 leur	 contraction	;	 l’onde	 QRS	

correspond	à	la	contraction	des	ventricules	et	l’onde	T	reflète	la	repolarisation	(retour	à	

la	phase	de	repos)	des	ventricules	(Figure	2).	

	

	
Figure	2:	Représentation	schématique	d'un	tracé	d'électrocardiogramme	

	

Une	onde	U,	 intervenant	 après	 l’onde	T	ou	 fusionné	avec	 celle-ci	 est	 également	

présente,	mais	sa	signification	n'est	pas	bien	connue;	elle	pourrait	correspondre	à	l’onde	

T	 de	 repolarisation	 des	 cellules	 de	 Purkinje	 (repolarisation	 plus	 longue	 que	 celle	 des	

cellules	 ventriculaires),	 à	 la	 repolarisation	 tardive	 des	 cellules	 du	 myocarde-moyen		

ou	dans	 certains	 cas	à	 des	 post-dépolarisations	 tardives	 (Ritsemavaneck	 et	 al.,	 2005).	

Lorsque	 la	 formation	 ou	 la	 conduction	 de	 l’excitation	 électrique	 sont	 perturbées,	 on	

parle	alors	d’arythmie.	

La	première	observation	d’un	problème	cardiaque	chez	 les	patients	Andersen	a	

été	une	élongation	de	l’intervalle	QT	(Figure	3),	retrouvée	sur	l’ECG	des	patients	(Figure	

4A).	 Du	 fait	 de	 cette	 élongation,	 le	 syndrome	 d’Andersen	 a	 d’abord	 été	 classé	 comme	

étant	 un	 syndrome	 du	 long	 QT	 (LQT7).	 Cependant,	 chez	 la	 majorité	 des	 patients,	

l’intervalle	QT	est	en	 fait	 faiblement	prolongé.	De	plus,	 tous	 les	patients	ne	présentent	

pas	un	intervalle	QT	supérieur	à	la	normale	(Zhang,	2005).	
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Figure	3	:	Représentation	schématique	de	l’élongation	de	l’intervalle	QT.	

	

Une	 analyse	 approfondie	 des	 ECG	 des	 patients	 Andersen	 a	 montré	 que	 ces	

derniers	présentaient	plutôt	une	onde	U	proéminente,	par	rapport	à	des	individus	sains	

(figure	4B,	4C).	Cette	onde	U	proéminente	est	visible	dans	le	nœud	précordial	antérieur	

de	 l’ECG.	 Même	 si	 de	 telles	 ondes	 U	 sont	 observables	 chez	 des	 individus	 sains	 à	 des	

fréquences	 cardiaques	 faibles,	 leur	 présence	 à	 des	 hautes	 fréquences	 cardiaques	 est	

considérée	 comme	 un	 symptôme	 associé	 à	 la	 maladie	 (Tristani-Firouzi	 et	 al.,	 2002).	

Dans	une	étude	de	96	patients	atteints	du	syndrome	d’Andersen	et	issus	de	33	familles	

différentes,	41%	des	patients	ont	montré	des	arythmies	cardiaques	sur	leur	ECG	(Zhang,	

2005).	Cependant,	un	problème	de	 l’onde	T-U	a	été	observé	dans	91%	des	cas,	que	ce	

soit	 un	 prolongement	 terminal	 de	 l’onde	 T,	 une	 jonction	 T-U	 large,	 des	 ondes	 U	

biphasiques	ou	des	ondes	U	élargies.	Ces	patterns	montrent	que	le	problème	cardiaque	

majoritaire	chez	les	patients	atteints	du	syndrome	d’Andersen	touche	la	phase	finale	de	

repolarisation	 du	 potentiel	 d’action	 cardiaque,	 à	 travers	 une	modification	 de	 l’onde	U	

(Nguyen	et	al.,	2013).	La	première	classification	du	syndrome	d’Andersen	en	syndrome	

du	QT	 long	était	en	 fait	due	à	 l’inclusion	de	 l’onde	U	dans	 la	mesure	de	 l’intervalle	QT	

(Yoon	et	al.,	2006).	

D’autres	 anomalies	 cardiaques	 peuvent	 être	 retrouvées	 chez	 les	 patients,	 avec	

une	sévérité	variable.	Des	extrasystoles	ou	des	contractions	ventriculaires	prématurées	

(PVC)	 peuvent	 avoir	 lieu	 occasionnellement,	 ou	 en	 alternance	 avec	 des	 battements	

cardiaques	 normaux	 (Figure	 4C	;(Zhang,	 2005).	 Des	 tachycardies	 ventriculaires	

polymorphiques	(PVT)	peuvent	également	être	observées	chez	les	patients	(Figure	4D),	

ainsi	que	des	torsades	de	pointe	dans	de	rares	cas.	
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Figure	4	:	Manifestations	cardiaques	observées	chez	les	patients	atteints	par	le	syndrome	

d’Andersen	

A	:	ECG	démontrant	la	prolongation	de	l’intervalle	QT,	chez	un	patient	Andersen	

B	:	ECG	normal	observé	chez	un	individu	sain	

C	:	Onde	U	proéminente	observée	pendant	le	deuxième	nœud	précordial	(flèche)	chez	les	patients	

D	:	Alternation	entre	battement	cardiaque	normal	et	contraction	ventriculaire	prématurée	(astérisques)	

E	:	Tachycardie	ventriculaire	bidirectionnelle.	Notez	l’alternance	du	complexe	QRS	tous	les	battements	cardiaques	

(Adaptée	de	Nguyen,	2013)	

	

Chez	 les	 patients	 Andersen,	 les	 ectopies	 ventriculaires	 et	 les	 tachycardies	 sont	

généralement	bidirectionnelles,	signifiant	que	l’axe	de	l’onde	QRS	s’inverse	après	chaque	

complexe	QRS,	et	non	soutenues,	ce	qui	signifie	que	cette	tachycardie	dure	moins	de	30	

secondes	(Tristani-Firouzi	and	Etheridge,	2010).	De	plus,	 il	y	a	une	différence	entre	 la	

sévérité	des	manifestations	observées	sur	l’ECG	et	les	symptômes	clinique	des	patients.	

En	 effet,	 les	 anomalies	 retrouvées	 sur	 l’ECG	 des	 patients	 peuvent	 être	 complétement	

asymptomatiques,	 accompagnées	 par	 des	 palpitations	 et	 des	 épisodes	 de	 syncopes,	

voire	 associées	 à	 des	 arrêts	 cardiaques	 (Donaldson	 et	 al.,	 2004).	 Cependant,	

contrairement	 aux	 autres	 types	 de	 syndrome	 du	 QT	 long,	 la	 fréquence	 des	 crises	

cardiaques	 est	 relativement	 faible,	 due	 à	 une	 faible	 fréquence	 de	 torsades	 de	 pointe	

(Donaldson	et	al.,	2004;	Sacher	et	al.,	2006;	Zhang,	2005).	
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Les	symptômes	cardiaques	associés	au	syndrome	d’Andersen	sont	 relativement	

modérés,	ce	qui	explique	que	le	diagnostic	des	patients	se	fait	tardivement.	Par	ailleurs,	

les	 ectopies	 ventriculaires	 bidirectionnelles	 sont	 des	 formes	 d’ectopies	 extrêmement	

rares	 décrites	 dans	 uniquement	 trois	 maladies	:	 le	 syndrome	 d’Andersen,	 les	

intoxications	digitaliques	(à	 la	digoxine)	et	 la	 tachycardie	ventriculaire	polymorphique	

catécholaminergique	(Yoon	et	al.,	2006),	ce	qui	rend	le	syndrome	d’Andersen	difficile	à	

diagnostiquer	uniquement	sur	le	phénotype	cardiaque.	

	

B. Manifestations	musculaires	:	paralysies	périodiques		

Les	paralysies	périodiques	sont	des	maladies	rares,	qui	affectent	principalement	

le	muscle	squelettique.	Ces	maladies	sont	des	canalopathies,	ce	qui	signifie	qu’elles	sont	

dues	à	des	mutations	dans	des	gènes	codant	pour	des	canaux	ioniques.	Ces	canaux	sont	

responsables	de	l’activité	électrique	des	cellules	excitables,	et	permettent	la	contraction	

musculaire.	Les	paralysies	périodiques	sont	caractérisées	par	des	faiblesses	musculaires	

et	 peuvent	 être	 associées	 ou	non	 à	 des	 variations	de	 la	 concentration	 sérique	 en	 ions	

potassiums	 (K+):	 les	 paralysies	 périodiques	 hyperkaliémiques,	 hypokaliémiques	 et	

normokaliémiques		(Bendahhou,	2009).	

La	paralysie	périodique	hyperkaliémique	(hyperKPP)	est	un	 trouble	musculaire	

caractérisé	 par	 des	 épisodes	 de	 faiblesse	musculaire	 associés	 à	 une	 augmentation	 du	

taux	de	potassium	sérique.	La	prévalence	est	estimée	à	1/200	000.	La	transmission	est	

autosomique	 dominante	 avec	 une	 pénétrance	 presque	 complète.	 Les	 attaques	 de	

faiblesse	 musculaire	 débutent	 généralement	 pendant	 l'enfance	 (avant	 10	 ans).	 Elles	

touchent	 généralement	 les	 muscles	 des	 bras	 et	 des	 jambes	 et	 épargnent	 les	 muscles	

faciaux	et	respiratoires.	Les	paralysies	périodiques	hyperKPP	peuvent	être	associées	à	

des	myotonies	(contractions	involontaires	des	muscles).	

La	paralysie	périodique	hypokaliémique	(hypoPP)	est	caractérisée	par	des	accès	

de	 paralysie	 musculaire	 de	 durée	 variable	 (de	 quelques	 heures	 à	 24-48	 heures)	

s'accompagnant	d'une	chute	du	taux	de	potassium	sanguin.	La	prévalence	de	la	maladie	

est	 de	 l'ordre	 de	 1/100	000.	 La	 paralysie	 touche	 le	 plus	 souvent	 les	 quatre	membres	

aboutissant	alors	une	tétraplégie.	La	maladie	débute	en	général	au	cours	de	la	seconde	

décennie.	 Le	 mode	 de	 transmission	 de	 l'hypoKPP	 est	 autosomique	 dominant;	 sa	

pénétrance	est	 incomplète,	particulièrement	 chez	 la	 femme.	Des	 cas	 sporadiques	ainsi	

que	des	néo-mutations	ont	été	rapportées.	
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Ces	 différentes	 formes	 de	 paralysies	 périodiques	 sont	 retrouvées	 chez	 les	

patients	 Andersen.	 Les	 paralysies	 périodiques	 associées	 à	 cette	 pathologie	

correspondent	 à	 des faiblesses	 musculaires	 épisodiques	 de	 durée	 variable	 (quelques	
heures	à	quelques	jours)	survenant	à	des	intervalles	de	1-2	semaines	à	1-2	mois.	Deux	

tiers	 des	 patients	 Andersen	 présentent	 des	 paralysies	 périodiques	 hypoKPP	

(Bendahhou,	2009).	

Plusieurs	 facteurs	 déclencheurs	 ont	 été	 identifiés	 tels	 que	 des	 exercices	

physiques,	un	repos	prolongé	après	exercices	et	le	stress	(Nguyen	et	al.,	2013).	De	plus,	

il	 a	 été	 rapporté	 qu’une	 exposition	 au	 froid	 ou	 à	 la	 chaleur	 pouvaient	 également	

déclencher	les	épisodes	paralytiques	(Haruna	et	al.,	2007;	Yoon	et	al.,	2006).	

L’étude	 de	 plusieurs	 patients	 Andersen	 ainsi	 que	 de	 leur	 famille	 a	 révélé	 que	 les	

épisodes	 paralytiques	 apparaissaient	 généralement	 pendant	 la	 première	 ou	 seconde	

décade	de	la	vie	(Canún	et	al.,	1999;	Tawil	et	al.,	1994;	Yoon	et	al.,	2006).	Les	faiblesses	

musculaires	affectent	les	membres	supérieurs	et	inférieurs.	De	plus,	chez	de	nombreux	

patients,	 des	 faiblesses	 au	 niveau	 de	 l’épaule	 ou	 de	 la	 ceinture	 pelvienne	 ont	 été	

observées	 	 (Sansone	 et	 al.,	 1997).	 Les	 reflexes	 sont	 généralement	normaux	mais	 dans	

certains	 cas	 une	 augmentation	 ou	 une	 diminution	 voire	 absence	 de	 reflexes	 ont	 été	

observées	 (Sansone	 et	 al.,	 1997).	 En	 revanche,	 les	 paralysies	 périodiques	 retrouvées	

chez	 les	 patients	 atteints	 du	 syndrome	 d’Andersen	 ne	 sont	 jamais	 associées	 à	 des	

myotonies	(Meola	et	al.,	2009;	Tawil	et	al.,	1994).	

Des	atrophies	ainsi	que	des	pertes	de	masse	musculaire	ont	été	rapportées	dans	

un	 faible	 nombre	 de	 patients	 et	 les	muscles	 affectés	 sont	 différents	 entre	 les	 patients	

(Sansone	et	al.,	1997).	D’autres	études	ont	mentionné	pour	certains	patients	une	perte	

de	 masse	 musculaire	 au	 niveau	 des	 muscles	 supérieurs	 des	 pectoraux	 ainsi	 que	 du	

muscle	sternocléidomastoïdien	(Child	et	al.,	2013).	

Le	 développement	 musculaire	 est	 donc	 normal	 chez	 la	 majorité	 des	 patients	

atteints	par	le	syndrome	d’Andersen.	Cependant,	l’étude	de	biopsie	musculaire	a	révélé	

que	des	 agrégats	 tubulaires	 étaient	 présents	 chez	de	nombreux	patients.	 Ces	 agrégats	

peuvent	être	retrouvés	dans	des	sections	de	muscles	squelettiques,	et	provoquent	une	

perturbation	 de	 l’homéostasie	 calcique.	 Ces	 agrégats	 sont	 des	 caractéristiques	 non	

spécifiques	 de	 très	 nombreuses	 pathologies	 musculaires	 telles	 que	 les	 paralysies	

périodiques	 (Schubert	 et	 al.,	 2007).	 Aucune	 corrélation	 entre	 ces	 agrégats	 et	 les	

faiblesses	musculaires	 retrouvées	 chez	 les	 patients	 Andersen	 n’a	 pu	 être	 faite	 car	 un	
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patient	avec	des	faiblesses	musculaires	considérables	présentait	une	biopsie	musculaire	

tout	à	fait	normale	(Sansone	et	al.,	1997).	

Des	 évaluations	 électromyographiques	 (EMG)	 ont	 révélé	 que	 les	 patients	

Andersen	présentaient	les	mêmes	troubles	de	contractilité	musculaire	que	des	patients	

avec	 des	 mutations	 dans	 les	 canaux	 calciques.	 En	 effet,	 lors	 de	 tests	 à	 l’effort,	

l’enregistrement	des	potentiels	d’action	musculaires	montre	qu’après	un	exercice	court,	

l’amplitude	des	potentiels	d’action	ne	change	pas	entre	les	individus	sains	et	les	patients	

Andersen	 (Figure	 5A,	 B	 et	 C).	 Cependant,	 après	 un	 exercice	 long,	 une	 diminution	 de	

l’amplitude	des	potentiels	d’action	est	observée	chez	 les	patients	Andersen	;	 alors	que	

celle-ci	est	absente	chez	des	individus	sains	(Figure	5D,	E	et	F	;	Bendahhou	et	al.,	2005).	

	

	
Figure	5	:	Evaluations	électromyographiques	des	patients	Andersen	

Les	potentiels	d’action	(PA)	des	muscles	abducteurs	du	petit	orteil	(abductor	digiti	minimi	ADM)	ont	été	enregistrés	

après	stimulation	du	nerf	ulnaire,	avant	et	après	exercices	physiques.	Les	enregistrements	pré	(trace	du	haut)	et	post-

exercices	(traces	en	dessous)	effectués	après	la	stimulation	(Ex)	sont	montrés	à	différent	temps	

A-B	:	Test	de	l’AMD	gauche	chez	un	individu	sain	(A)	et	un	patient	Andersen	(B)	après	un	exercice	court	

D-E	:	test	de	l’AMD	droit	chez	un	individu	sain	(D)	et	un	patient	Andersen	(E)	après	un	exercice	long.		

Echelle	entre	deux	points	:	5ms,	5mV	

C-F	:	 Changement	 dans	 l’amplitude	 des	 PA	 du	 muscle	 ADM,	 après	 exercices	 courts	 (C)	 ou	 longs	 (D).	 (Adapté	 de	

Bendahhou,	2005)	
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Ce	 profil	 électromyographique	 est	 caractéristique	 des	 patients	 atteints	 de	

paralysie	périodique,	et	qui	présentent	des	mutations	dans	les	gènes	CACNA1S	et	SCN4A,	

codant	 pour	 le	 récepteur	 à	 la	 dihydropyridine	 et	 le	 canal	 sodique	 voltage	 dépendant	

Nav1.4,	 spécifiques	 du	 muscle	 squelettique	 (Bendahhou	 et	 al.,	 2005;	 Fournier	 et	 al.,	

2004).		

Les	 paralysies	 périodiques	 ainsi	 que	 les	 arythmies	 cardiaques	 sont	 dues	 à	 des	

mutations	dans	des	canaux	ioniques,	ce	qui	altère	les	propriétés	électriques	des	cellules	

excitables.	 Cependant,	 les	 mutations	 responsables	 des	 paralysies	 périodiques	 sont	

retrouvées	 dans	 des	 canaux	 spécifiques	 du	muscle	 ou	 du	 coeur.	 En	 effet,	 il	 existe	 des	

isoformes	 différents	 des	 canaux	 ioniques	 du	 muscle	 et	 du	 cœur.	 Cependant,	 les	

mutations	 dans	 ces	 canaux	 n’expliquaient	 pas	 les	 problèmes	 développementaux	

retrouvés	chez	les	patients	Andersen.	

	

C. Anomalies	du	développement	osseux	

Un	 autre	 symptôme	 associé	 avec	 le	 syndrome	 d’Andersen	 est	 les	 dysmorphies	

que	 l’on	 retrouve	 chez	 les	 patients	 (Haruna	 et	 al.,	 2007;	 Yoon	 et	 al.,	 2006).	 Ces	

dysmorphies	sont	dues	à	des	déformations	squelettiques	qui	peuvent	être	observées	dès	

l’enfance.	

La	 première	 description	 clinique	 du	 syndrome	 d’Andersen	 mentionnait	 que	 le	

patient	 était	 plus	 petit	 que	 la	 moyenne,	 plus	 maigre,	 avait	 un	 crâne	 allongé	

(scaphocéphalie	ou	dolichocéphalie),	avec	des	yeux	écartés	(hypertélorisme)	et	un	nez	

large,	une	hypoplasie	mandibulaire,	une	ptose	bilatérale,	et	des	cheveux	fins	(Andersen	

et	al.,	1971).		

En	 2006,	 les	 anomalies	 développementales,	 associées	 au	 syndrome	 d’Andersen	

furent	élargies	afin	d’y	inclure	les	dysmorphies	craniofaciales	(Yoon	et	al.,	2006).	Celles-

ci	 se	 traduisent	 par	 une	 petite	 tête	 (microcéphalie)	 avec	 des	 yeux	 écartés	

(hypertélorisme),	 un	 crâne	 allongé	 (dolichocéphalie),	 un	 front	 large	 avec	 une	

minéralisation	 incomplète	 des	 os	 pariétaux,	 des	 défauts	 du	 palais	 (palais	 ogival,	 fente	

palatine),	 une	 implantation	 des	 oreilles	 basse,	 un	 long	 nez,	 une	 chute	 de	 la	 paupière	

supérieure	 (ptose),	 des	 cheveux	 fins	 et	 un	 petit	menton	 (micrognathie).	 Un	 retard	 du	

développement	des	dents	de	lait	ou	une	absence	de	certaines	dents	(hypoplasie)	et	une	

mâchoire	 rejetée	 en	 arrière	 (rétrognathisme)	 peuvent	 être	 observés	 chez	 les	 patients	

(Plaster	et	al.,	2001).	



	
	

28	

Ces	 derniers	 sont	 en	 général	 de	 petite	 taille	 due	 à	 un	 retard	 de	 croissance	 du	

squelette,	et	peuvent	présenter	une	scoliose	et	des	côtes	graciles	 (de	 forme	élancée	et	

fines)	(Yoon	et	al.,	2006).	Les	membres	sont	de	petite	taille	(phocomélie)	et	les	doigts	ou	

orteils	 peuvent	 être	 accolés	 (syndactylie),	 déviés	 latéralement	 (clinodactylie),	 absents	

(aplasie),	 ou	 encore	 raccourcis	 (brachydactylie)	 (Yoon	 et	 al.,	 2006).	 Les	 syndactylies	

sont	généralement	observées	entre	les	orteils	2	et	3,	et	les	clinodactylies	sont	présentes	

sur	les	cinq	doigts	(Nguyen	et	al.,	2013).	

La	 dolichocéphalie,	 due	 à	 une	 inhibition	 de	 la	 croissance	 latérale	 du	 crâne	 en	

raison	d’une	 fusion	prématurée	de	 la	suture	sagittale,	a	été	rapportée	dans	 le	premier	

patient	 décrit.	 Cependant,	 les	 études	 suivantes	 n’ont	 jamais	 mentionnée	 de	 telle	

anomalie	chez	les	patients,	sauf	pour	des	cas	isolés.	La	majorité	des	patients	présentent	

un	 front	 large,	 phénotype	 retrouvé	 chez	 les	 patients	 dolichocéphaux	 (Haruna	 et	 al.,	

2007;	Yoon	et	 al.,	 2006).	D’autres	 symptômes	ont	 été	décrits	dans	des	patients	 isolés,	

comme	les	cheveux	fins	(Andersen	et	al.,	1971),	un	décollement	de	l’omoplate	(Yoon	et	

al.,	2006),	et	des	index	courts	(Canún	et	al.,	1999;	Sansone	et	al.,	1997).		

D’après	 toutes	 les	 études	 menées	 sur	 les	 cohortes	 de	 patients,	 il	 apparaît	 que	

71%	des	patients	Andersen	ont	des	clinodactylies,	un	front	large,	une	microcéphalie	et	

une	micrognathie,	 une	 hypoplasie	mandibulaire,	 un	 hypertélorisme,	 une	 implantation	

basse	des	oreilles,	des	clinodactylies	et	des	syndactylies	(Figure	6;	Sansone	and	Tawil,	

2007).	
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Figure	6	:	Anomalies	développementales	chez	les	patients	Andersen	

A-B	:	 Patient	 Andersen	 ayant	 une	 implantation	 basse	 des	 oreilles,	 un	 hypertélorisme,	 une	 micrognathie,	 une	

hypoplasie	mandibulaire	et	un	crâne	large.	

C	:	Anomalies	dentaires	retrouvées	chez	les	patients	

D	:	Clinodactylie	des	cinq	doigts	retrouvée	chez	les	patients.	(Adapté	d’Andersen,	1971)	

	

Tout	 comme	 pour	 les	 arythmies	 cardiaques	 et	 les	 paralysies	 périodiques,	 la	

présence	de	dysmorphies	chez	les	patients	Andersen	est	hétérogène,	allant	de	multiples	

anomalies	 à	 l’absence	 totale	 de	 phénotype	 développemental.	 Cette	 variabilité	 peut	 se	

manifester	entre	des	patients	issus	de	familles	différentes	ou	au	sein	de	la	même	famille,	

ce	 qui	 rend	 le	 diagnostic	 de	 la	 pathologie	 encore	 plus	 complexe.	 Dans	 tous	 les	 cas,	

l’identification	 des	 anomalies	 de	 développement,	 en	 association	 avec	 les	 phénotypes	

cardiaques	ou	musculaires	rend	le	diagnostic	clinique	plus	facile.	

	

D. Phénotypes	additionnels	

Nous	ne	disposons	à	nos	 jours	que	de	peu	d’informations	sur	 les	complications	

psychologiques	 et	 cognitives	 chez	 les	 patients	 Andersen.	 Quelques	 études	 montrent,	

cependant,	 que	 les	 patients	 atteints	 par	 le	 syndrome	 d’Andersen	 ont	 des	 atteintes	
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neurologiques.	 La	première	d’entre	elle	 a	 été	 conduite	 au	Royaume-Uni,	par	Davies	 et	

ses	 collaborateurs.	 Ils	 décrivent	 trois	 patients	 qui	 ont	 des	 difficultés	 d’apprentissage	

(Davies	 et	 al.,	 2005).	 Dans	 une	 autre	 étude,	 quatre	 patients	 ont	mentionné	 avoir	 des	

problèmes	de	mémoire	ou	de	concentration.	De	plus,	deux	d’entre	eux	se	sont	plaints	de	

sauts	d’humeur	(Tan	et	al.,	2012).	Enfin,	dans	une	étude	des	troubles	neurocognitifs,	il	a	

été	rapporté	que	les	patients	Andersen	avaient	des	difficultés	pour	compléter	des	tâches	

nécessitant	 une	 organisation,	 des	 problèmes	 complexes	 ou	 abstraits,	 des	 difficultés	

d’attention	et	de	concentration,	ainsi	que	des	problèmes	de	gestion	du	temps	(Yoon	et	

al.,	2006).	Malgré	un	QI	normal,	les	patients	ont	de	grandes	difficultés	à	l’école,	comparé	

à	des	 individus	 sains,	notamment	en	mathématiques	et	 en	 science	 (Yoon	et	 al.,	 2006).	

L’ataxie	est	un	autre	problème	neurologique	rencontré	chez	quelques	patients.	En	effet,	

des	 cas	 de	 mouvements	 involontaires	 ont	 été	 décrits	 (Davies	 et	 al.,	 2005).	 Quelques	

patients	souffrent	de	convulsions,	et	de	dysfonction	de	la	thyroïde	(Haruna	et	al.,	2007).	

A	 l’heure	 actuelle,	 deux	 études	 ont	 identifié	 des	 problèmes	 rénaux	 chez	 les	

patients	 Andersen,	 tels	 qu’une	 hypoplasie	 rénale	 unilatérale	 chez	 un	 patient	

(Andelfinger	et	al.,	2002)	et	des	défauts	 tubulaires	chez	un	autre	 (Davies	et	al.,	2005).	

D’autre	 part,	 des	 malformations	 cardiaques	 ou	 cardiovasculaires	 ont	 également	 été	

associées	 au	 syndrome	 d’Andersen	 (Davies	 et	 al.,	 2005).	 Enfin,	 des	 anomalies	 de	 la	

phonation	(voix	aiguë)	ont	été	décrites	chez	des	patients,	 sans	qu’aucune	anomalie	du	

palais	 n’y	 soit	 associée	 (Davies	 et	 al.,	 2005).	 Tous	 ces	 phénotypes	 restent	 cependant	

rares	et	ont	été	observés	dans	un	faible	nombre	de	patients.	D’autres	études	incluant	un	

plus	grand	nombre	de	patients	doivent	être	menées	avant	d’inclure	ces	phénotypes	aux	

symptômes	du	syndrome	d’Andersen.	

	

E. Traitements	actuels	

Le	 traitement	 du	 syndrome	 d’Andersen	 est	 axé	 sur	 la	 réduction	 du	 nombre	

d’arythmies,	et	la	prévention	des	épisodes	de	paralysie.		

	

1. Traitements	des	arythmies	cardiaques	

Les	 arythmies	 cardiaques	 sont	 traitées	 avec	 des	 bloquant	 ß	 adrénergiques	 (ß	

bloquant),	comme	le	propanolol.	Cependant,	le	traitement	par	des	ß	bloquants	est	dans	

de	 nombreux	 cas	 inefficace	 (Junker	 et	 al.,	 2002).	 C’est	 pourquoi,	 de	 la	 flécaïnide	 est	

souvent	administrée,	en	association	avec	les	ß	bloquants	(Fox	et	al.,	2008;	PellizzóN	et	
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al.,	 2007)	 .	 La	 flécaïnide	 est	 un	 inhibiteur	 non	 sélectif	 	 du	 canal	 sodique	 cardiaque	

Nav1.5.	 Celui	 ci	 est	 responsable	 de	 l’entrée	 de	 sodium	 pendant	 le	 potentiel	 d’action	

cardiaque.	 Ainsi,	 la	 flécaïnide	 réduit	 la	 fréquence	 des	 arythmies	 chez	 les	 patients	

Andersen	 lors	de	traitement	courts,	mais	permet	également	de	traiter	 les	 tachycardies	

ventriculaires	polymorphiques,	lors	de	traitement	long	(Fox	et	al.,	2008;	PellizzóN	et	al.,	

2007).	

D’autres	 inhibiteurs	 des	 canaux	 ioniques	 peuvent	 être	 utilisés	 pour	 traiter	 les	

arythmies.	 En	 effet,	 le	 traitement	 avec	 l’inhibiteur	 des	 canaux	 calciques	 vérapamil	

permet	 de	 supprimer	 les	 tachycardies	 ventriculaires	 bidirectionnelles	 et	 diminue	 la	

fréquence	 des	 contractions	 ventriculaires	 prématurées	 (Kannankeril	 et	 al.,	 2004;	

Sumitomo	et	al.,	2008).	

	

2. Traitements	des	faiblesses	musculaires	et	paralysies	périodiques	

Les	 inhibiteurs	 de	 l’anhydrase	 carbonique	 (CAI),	 tels	 que	 les	 sulphonamides,	

l’acétazolamide	(AZA)	et	 le	dichlorphenamide	(DCPA)	sont	utilisés	de	manière	efficace	

pour	 traiter	 toutes	 les	 formes	 de	 paralysies	 périodiques,	 retrouvées	 chez	 les	 patients	

Andersen	ou	d’autres	pathologies	(Rajakulendran	et	al.,	2010;	Sansone	and	Tawil,	2007).	

Il	semblerait	que	les	traitements	avec	les	CAIs	traitent	les	paralysies	périodiques	par	un	

autre	 moyen	 que	 l’inhibition	 des	 anhydrases	 carboniques.	 En	 effet,	 les	 CAIs	 sont	

capables	d’activer	les	canaux	potassiques	activés	par	le	calcium	(canaux	BK)	retrouvés	

dans	le	muscle	squelettique	(Airey	et	al.,	2009).	Malheureusement,	les	CAIs	ne	peuvent	

pas	 être	 administrés	 à	 des	 patients	 souffrant	 	 d’allergies,	 et	 avec	 des	 risques	 de	

développer	des	problèmes	rénaux.	

Le	 phénotype	 clinique	 du	 syndrome	 d’Andersen	 est	 complexe.	 D’une	 part,	 les	

patients	peuvent	présenter	différents	phénotypes	associés	à	la	pathologie.	D’autre	part,	

tous	 les	 patients	 ne	 présentent	 pas	 les	 mêmes	 symptômes	 cliniques.	 En	 effet,	 le	

syndrome	d’Andersen	est	caractérisé	par	un	haut	degré	de	variabilité	phénotypique	et	

un	 fort	 degré	 clinique	 de	 non-pénétrance.	 Ceci	 rend	 le	 diagnostique	 clinique	 difficile	

dans	 certains	 cas,	 notamment	 lorsque	 les	 patients	 ne	 présentent	 qu’un	 seul	 des	 trois	

symptômes	associés	à	 la	pathologie.	En	se	basant	sur	ces	données,	un	diagnostique	de	

syndrome	 d’Andersen	 est	 fait	 si	 un	 individu	 possède	 1)	 deux	 des	 trois	 symptômes	

typiques	 du	 syndrome	 d’Andersen	:	 paralysie	 périodique,	 symptômes	 cardiaques	

typiques	ou	dysmorphies	caractéristique	de	la	pathologie	ou	2)	un	des	trois	symptômes	
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et	 une	 histoire	 familiale	 avec	 les	 autres	 symptômes	 (Donaldson	 et	 al.,	 2003;	 Tristani-

Firouzi	 et	 al.,	 2002).	 La	 nécessité	 de	 traiter	 deux	 types	 d’affections	 (paralysies	

périodiques	 et	 arythmie)	 rend	 le	 syndrome	 d’Andersen	 difficile	 à	 soigner	 car	 les	

différentes	médications	ne	doivent	pas	interférer	les	unes	avec	les	autres.	

	

F. Gènes	et	mutations	associés	au	syndrome	d’Andersen	

La	coexistence	de	symptômes	musculaires,	cardiaques	et	développementaux	chez	

les	 patients	 Andersen,	 a	 d’abord	 fait	 penser	 que	 cette	 maladie	 était	 multigénique	 et	

affectait	la	fonction	de	plusieurs	protéines	(Sansone	et	al.,	1997).	En	effet,	chaque	tissu	

possède	un	 isoforme	particulier	d’un	canal	 ionique,	ce	qui	 favorisait	 l’hypothèse	d’une	

maladie	 multigénique.	 De	 plus,	 des	 mutations	 du	 canal	 sodique	 Nav1.4	 et	 du	 gène	

HSPG2,	codant	pour	 la	perlecan	qui	est	 le	principal	composant	de	 la	matrice	cellulaire,	

ont	 été	 identifiés	 dans	 le	 syndrome	 de	 Schwartz-Jampel,	 une	 pathologie	 similaire	 au	

syndrome	d’Andersen	car	elle	combine	des	anomalies	musculaires,	et	des	anomalies	de	

développement	(Rüdel	et	al.,	1989).		

En	2001,	 le	gène	KCNJ2,	codant	pour	le	canal	potassique	à	rectification	entrante	

Kir2.1,	 a	 été	 identifié	 comme	 étant	 associé	 au	 syndrome	 d’Andersen	 (Plaster	 et	 al.,	

2001).	Le	gène	KCNJ2	est	localisé	sur	le	bras	long	du	chromosome	17.	Ce	gène	contient	2	

exons,	mais	 c’est	 uniquement	 l’exon	 2	 qui	 contient	 la	 séquence	 codante	 pour	 le	 canal	

Kir2.1.	

Des	 mutations	 dans	 ce	 gène	 ont	 été	 retrouvées	 dans	 70%	 des	 patients.	 Ces	

patients	 ont	 été	 classés	 en	 syndrome	 d’Andersen	 de	 type	 I	 (Yoon	 et	 al.,	 2006).	

Aujourd’hui,	plus	de	cinquante	mutations	ont	été	 identifiées	sur	ce	canal	 (Figure	7)	et	

toutes	ces	mutations	conduisent	à	une	perte	de	fonction,	avec	un	effet	dominant	négatif		

(Bendahhou	et	al.,	2007;	Plaster	et	al.,	2001).		
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Figure	7	:	Représentation	des	mutations	sur	le	canal	Kir2.1	associé	avec	le	syndrome	

d’Andersen.	

Les	astérisques	représentent	les	mutations	dans	les	résidus	important	pour	la	liaison	avec	le	PIP2	

Les	 mutations	 associées	 avec	 le	 syndrome	 d’Andersen	 (rouge),	 la	 mutation	 associée	 avec	 la	 tachycardie	

polymorphique	ventriculaire	catécholaminergique	(CPVT,	en	vert),	et	en	les	mutations	associées	avec	le	syndrome	du	

QT	court	(bleu),	conduisant	à	un	gain	de	fonction	du	canal	Kir2.1.	(Adapté	de	Nguyen,	2013).	

	

Cependant,	 dans	 30%	des	 patients,	 aucune	mutation	 sur	 le	 canal	 Kir2.1	 n’a	 pu	

être	 identifiée,	 suggérant	 que	 d’autres	 protéines	 peuvent	 être	 impliquées	 dans	 la	

physiopathologie	de	cette	maladie.	Ces	patients	ont	été	classés	en	syndrome	d’Andersen	

de	type	II	(Yoon	et	al.,	2006).	

Récemment,	une	mutation	sur	 le	gène	KCNJ5,	 codant	pour	 le	canal	potassique	à	

rectification	 entrante	 activé	 par	 des	 protéines	 G	 Kir3.4,	 a	 été	 associée	 au	 syndrome	

d’Andersen.	 Cependant,	 cette	 mutation	 a	 un	 effet	 inhibiteur	 sur	 le	 canal	 potassique	

Kir2.1	 (Kokunai	et	 al.,	 2014).	Le	 canal	potassique	Kir2.1	est	donc	 la	protéine	 centrale,	

dont	le	dysfonctionnement	est	responsable	du	syndrome	d’Andersen.	

	

II. Les	canaux	potassiques	à	rectification	entrante	Kir2.x.	
Lors	de	 l’ouverture	de	canaux	sélectifs	pour	 les	 ions	potassium,	 la	différence	de	

concentration	 de	 cet	 ion	 chargé	 positivement	 crée	 un	 gradient	 électrochimique	
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favorable	à	 leur	sortie.	Ceci	crée	ainsi	un	déficit	de	charges	positives	à	 l’intérieur	de	la	

cellule	appelée	hyperpolarisation.	Progressivement	l’accumulation	de	charges	négatives	

à	 l’intérieur	 de	 la	 cellule	 s’oppose	 à	 la	 sortie	 du	 potassium.	 La	 sortie	 massive	 d’ions	

potassium	continue	jusqu’à	ce	que	le	gradient	chimique	favorable	soit	compensé	par	le	

gradient	électrostatique	défavorable.	La	différence	de	potentiel	générée	par	cet	équilibre	

peut	être	calculée	par	l’équation	de	Nernst	(Figure	8).		

	

	
Figure	8	:	Transport	de	l’ion	potassium	et	établissement	du	potentiel	de	repos	

	
La	pompe	Na+/K+	ATPase	 transporte	 les	 ions	K+	à	 l’intérieur	de	 la	cellule	grâce	à	 l’hydrolyse	de	 l’ATP,	et	est	ainsi	

responsable	 de	 sa	 forte	 concentration	 intracellulaire.	 L’ion	 K+	 sort	 de	 la	 cellule	 par	 l’intermédiaire	 des	 canaux	

ioniques	selon	son	gradient	électrochimique.	

	

Il	 existe	 une	multitude	 de	 courants	 potassiques	 présentant	 des	 cinétiques,	 une	

pharmacologie	 et	 pour	 certains	 des	 seuils	 d’activation	 très	 variés.	 Il	 est	 cependant	

possible	 de	 distinguer	 deux	 grandes	 classes	 de	 courants	 potassiques	 à	 partir	 de	 leur	

sensibilité	au	potentiel	de	membrane	:	les	courants	sensibles	aux	variations	du	potentiel	

et	les	courants	ne	dépendant	pas	du	potentiel	de	membrane.		



	
	

35	

Contrairement	aux	courants	dépendant	du	potentiel,	 les	courants	ne	dépendant	pas	du	

potentiel	de	membrane	ne	présentent	pas	de	cinétique	d’activation	et	sont	responsables	

du	potentiel	de	repos.	On	distingue	deux	types	de	courants	potassiques	indépendants	du	

potentiel	:	

• Les	 courants	 potassiques	 à	 rectification	 entrante,	 laissant	 plus	 facilement	

passer	 les	 ions	potassium	dans	 le	 sens	entrant	dans	 la	 cellule	en	 conditions	

physiologiques.	

• Les	courants	de	fond	qui	sont	ouverts	à	tous	les	potentiels	de	membrane.	

Au	 cours	 de	 ma	 thèse,	 je	 me	 suis	 intéressé	 aux	 courants	 potassiques	 à	

rectification	 entrante.	 C’est	 pourquoi,	 je	 ne	 vais	 aborder	 ni	 les	 canaux	 potassiques	

sensibles	au	voltage,	ni	les	canaux	de	fond.	

	

A. Généralité	sur	les	canaux	Kir.	

Les	 courants	 potassiques	 à	 rectification	 entrante	 (Kir)	 furent	 premièrement	

identifiés	dans	 le	muscle	squelettique	(Katz,	1949).	Au	lieu	d’une	rectification	sortante	

prédite	par	l’équation	de	Nernst,	ces	courants	ont	montré	une	forte	entrée	de	potassium	

à	l’intérieur	de	la	cellule	plutôt	qu’à	l’extérieur	de	celle-ci.	Les	courants	Kir	ont	ainsi	été	

décrits	 comme	 des	 courants	 potassiques	 anormaux.	 En	 effet,	 leur	 relation	 avec	 le	

potentiel	de	membrane	suit	le	gradient	électrochimique	du	potassium	(Hagiwara	et	al.,	

1976a).	 Ainsi,	 en	 conditions	 physiologiques,	 les	 canaux	 Kir	 génèrent	 une	 large	

conductance	potassique	à	des	potentiels	inférieurs	au	potentiel	d’équilibre	du	potassium	

(Ek	=-80	mV),	mais	cette	conductance	est	réduite	à	des	potentiels	supérieur	à	EK	(Figure	

9	;	Hagiwara	et	al.,	1976;	Miyazaki	et	al.,	1974;	Noble,	1965;	Sakmann	and	Trube,	1984).		
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Figure	9	:	Courbes	représentant	l’intensité	en	fonction	du	voltage	(I/V)	des	courants	à	

rectification	sortante	et	entrante.	

Les	courbes	en	bleu	représentent	un	courant	à	rectification	sortante	 :	plus	 la	membrane	plasmique	est	dépolarisée	

plus	l’intensité	de	l’efflux	de	potassium	est	importante.	La	courbe	rouge	représente	un	courant	à	rectification	entrante	

:	plus	la	membrane	plasmique	est	dépolarisée,	plus	l’efflux	de	potassium	diminue.	

	

Les	cellules	exprimant	une	forte	conductance	Kir	ont	un	potentiel	de	repos	(Eres)	

proche	 de	 Ek	 et	 ne	 présentent	 aucune	 activité	 électrique.	 Ceci,	 ainsi	 que	 leur	

indépendance	au	voltage	permet	aux	canaux	Kir	de	jouer	un	rôle	clé	dans	le	maintien	du	

potentiel	 de	 repos	 (Eres)	 et	 la	 régulation	 de	 la	 durée	 du	 potentiel	 d’action	 dans	 les	

cellules	 excitables	 (Hagiwara	 et	 al.,	 1976a;	Miyazaki	 et	 al.,	 1974;	 Sakmann	and	Trube,	

1984).	 L’augmentation	 du	 courant	 après	 une	 hyperpolarisation	 est	 ainsi	 affiliée	 à	

l’activation.	 De	 la	 même	 manière,	 la	 diminution	 du	 courant	 à	 des	 potentiels	 positifs	

(dépolarisation)	 a	 généralement	 été	 décrite	 comme	 la	 déactivation	 ou	 rectification	

(Nichols	and	Lopatin,	1997).	La	rectification	signifie	que	la	conductance	du	canal	change	

en	 fonction	 du	 voltage	 membranaire.	 Ces	 caractéristiques	 des	 courants	 Kir	 résultent	

d’un	blocage	de	l’ouverture	du	pore	du	canal	par	des	cations	(Mg2+)	intracellulaires	ainsi	

que	d’autres	molécules	(polyamines).	

Les	 canaux	 Kir	 sont	 exprimés	 dans	 de	 très	 nombreuses	 cellules	:	 myocytes	

cardiaques		(Beeler	and	Reuter,	1970),	neurones	(Brown	et	al.,	1990),	cellules	sanguines	

(Lewis	 et	 al.,	 1991),	 ostéoclastes	 (Sims	 and	 Dixon,	 1989),	 ostéoblastes	 (Sacco	 et	 al.,	

2015),	cellules	endothéliales	(Silver	and	DeCoursey,	1990),	cellules	gliales	(Kuffler	and	

Nicholls,	1966),	et	oocytes	 (Hagiwara	et	al.,	1978).	A	 l’heure	actuelle,	15	gènes	codant	
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pour	 des	 sous-unités	 des	 canaux	 Kir	 ont	 été	 identifié	 et	 classé	 en	 7	 sous-familles	 qui	

peuvent	elles-mêmes	être	classées	en	4	groupes	fonctionnels	(Figure	10)	:		

• Les	canaux	Kir	classiques	Kir2.x	qui	sont	constitutivement	actifs,		

• Les	canaux	Kir	activés	par	des	protéines	G	Kir3.x/KG	qui	sont	régulés	par	des	

récepteurs	couplés	aux	protéines	G	(GCPR),		

• Les	canaux	potassiques	sensibles	à	l’ATP	Kir6.x/KATP	qui	sont	étroitement	lié	

au	métabolisme	cellulaire,	

• Les	canaux	transporteurs	de	potassium	Kir1.x,	Kir4.x,	Kir5.x,	Kir7.x.	

	

	
Figure	10	:	Phylogénie	des	canaux	Kir	

	

Les	 canaux	 Kir	 n’ont	 donc	 pas	 seulement	 un	 simple	 rôle	 dans	 le	 maintien	 du	

potentiel	 de	 repos	 des	 cellules.	 Ils	 orchestrent	 les	 propriétés	 électriques	 de	 la	 cellule,	

mais	ils	sont	aussi	impliqués	dans	la	signalisation	des	récepteurs	couplés	aux	protéines	

G	 (GPCR),	 ainsi	 que	 dans	 le	 lien	 entre	 l’état	 métabolique	 des	 cellules	 et	 l’excitabilité	

membranaire	in	vivo.		

	

B. Structure	des	canaux	Kir2.x.	

Les	 premiers	 canaux	 Kir	 furent	 clonés	 en	 1993.	 Le	 canal	 ATP-dépendant	

ROMK1/Kir1.1	 (Ho	 et	 al.,	 1993)	 et	 le	 canal	 Kir2.1	 (Kubo	 et	 al.,	 1993)	 furent	 isolés	

respectivement	 de	 la	 médulla	 rénale	 de	 rats	 et	 d’une	 lignée	 de	 macrophage	 murin.	

Comparée	aux	autres	canaux	potassiques,	 la	structure	des	canaux	Kir	est	 relativement	

simple	(Figure	11).	Leur	structure	primaire	possède	deux	segments	transmembranaires,	
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TM1	et	TM2,	liés	par	une	région	extracellulaire	formant	le	pore	du	canal	(H5),	ainsi	que	

deux	domaines	amino	(NH2)	et	carboxy	(COOH)-terminaux	(Figure	11).	

	
Figure	11	:	Structure	basique	d’une	sous-unité	d’un	canal	Kir.	

Chaque	sous-unité	contient	deux	domaines	transmembranaires	(TM1	et	TM2),	une	boucle	extracellulaire	formant	le	

pore	 (H5)	 et	 un	 domaine	 cytosolique	 NH2	 et	 COOH	 terminal	 En	 comparaison,	 une	 sous-unité	 du	 canal	 potassique	

voltage	dépendant	(KV)	possède	six	régions	transmembranaires	(TM1	à	TM6).	Adapté	de	Hibino,	2010.	

	

Cette	structure	primaire	est	commune	à	tous	les	canaux	Kir.	La	région	H5	sert	de	

filtre	 de	 sélectivité	 ionique	 (Heginbotham	 et	 al.,	 1994).	 Tous	 les	 canaux	 potassiques	

partagent	une	même	séquence	pour	le	filtre	de	sélectivité,	à	savoir	la	séquence	[T-X-G-

Y(F)-G]	(Bichet	et	al.,	2003).	

Il	est	important	de	noter	que	les	canaux	Kir2.x	n’ont	pas	de	segment	S4	dans	leur	

structure.	Ce	segment	S4	est	appelé	le	segment	«	voltage	senseur	»,	et	est	conservé	dans	

les	 canaux	 Na+,	 Ca2+,	 et	 K+	 sensibles	 au	 voltage.	 En	 effet,	 ce	 segment	 détecte	 la	

dépolarisation	 et	 permet	 l’ouverture	 du	 canal.	 Ainsi,	 en	 l’absence	 de	 ce	 segment,	 les	

canaux	 Kir	 sont	 insensibles	 aux	 variations	 de	 potentiel	 membranaire,	 activant	 ces	

canaux	 à	 tous	 les	 potentiels	 de	 membranes,	 sauf	 intervention	 de	 mécanismes	 de	

régulation	 particuliers	 (ATP	 fermant	 les	 canaux	 KATP	 ou	 les	 protéines	 G	 activant	 les	

canaux	KG	par	exemple).	

Pour	 former	 un	 canal	 fonctionnel,	 la	 structure	 primaire	 des	 deux	 segments	

transmembranaires	 est	 insuffisante	 et	 nécessite	 donc	 l’assemblage	 de	 quatre	 sous-

unités	 (Figure	12B)	 (Glowatzki	et	al.,	1995;	Yang	et	al.,	1995).	La	simplicité	et	 la	 forte	

homologie	de	 la	sous-unité	de	base	des	canaux	Kir	permettent	donc	un	assemblage	du	
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canal	en	homo	ou	hétéro	tétramère.	Cependant,	l’hétéromérisation	ne	se	fait	en	général	

qu’entre	 les	membres	 d’une	même	 sous-famille.	 Ainsi,	 Kir2.1	 peut	 s’associer	 avec	 les	

autres	membres	de	la	sous-famille	Kir2.x	à	savoir	Kir2.2,	Kir2.3	ou	Kir2.4	(Preisig-Müller	

et	al.,	2002;	Schram	et	al.,	2002).	

Depuis,	 la	 cristallographie	 aux	 rayons	 X	 a	 fourni	 de	 plus	 amples	 détails	 sur	 la	

structure	 tridimensionnelle	 des	 canaux	Kir,	 au	niveau	 atomique	 (Inanobe	 et	 al.,	 2007;	

Kuo	et	al.,	2003;	Nishida	and	MacKinnon,	2002;	Pegan	et	al.,	2005).Une	vue	générale	de	

la	structure	des	canaux	Kir	est	montrée	dans	la	figure	12A	et	12B.	

	

	
Figure	12	:	Architecture	moléculaire	des	canaux	Kir.	

A	:	 Représentation	 schématique	 de	 la	 structure	 générale	 des	 canaux	 Kir.	 Les	 canaux	 Kir	 possèdent	 une	 région	

transmembranaire	 et	 un	 domaine	 cytoplasmique.	 Les	 domaines	 NH2	 et	 COOH	 terminaux	 sont	 cytosoliques	 et	

contribuent	ensemble	à	la	formation	du	domaine	cytoplasmique.	

B	:	Assemblage	en	tétramère	des	canaux	Kir,	représenté	en	cartoon.	Seulement	deux	sous	unités	ont	été	représentées	

pour	plus	de	clarté.	L’organisation	en	tétramère	permet	la	formation	du	pore	du	canal.	

Adapté	de	Hibino,	2010	

	

Les	 domaines	 NH2	 et	 COOH	 terminaux	 des	 sous-unités	 des	 canaux	 Kir	 sont	

associés	ensemble	pour	former	le	domaine	cytoplasmique,	lui-même	lié	avec	le	domaine	

transmembranaire	 (Figure	 12A).	 Celui-ci	 est	 majoritairement	 responsable	 de	 la	

sélectivité	aux	ions	et	de	l’ouverture	des	canaux	Kir.	Le	domaine	cytoplasmique	joue	un	

rôle	de	régulation	de	l’ouverture	du	pore.		

	



	
	

40	

C. Rectification	et	activation	des	canaux	Kir2.x.	

Les	 canaux	Kir	 ont	un	 rôle	dans	 le	maintien	du	potentiel	 de	 repos	des	 cellules.	

Leur	 ouverture	 étant	 insensible	 au	 voltage	 membranaire,	 plusieurs	 molécules	

interviennent	afin	de	réguler	la	fonction	de	ces	canaux.	

1. Les	polyamines	et	le	Magnésium	(Mg2+)	intracellulaire	

La	rectification	entrante	observée	dans	 le	courant	des	canaux	Kir	est	 le	résultat	

d’un	blocage	du	canal	par	le	Magnésium	(Mg2+)	et	les	polyamines	lorsque	le	potentiel	de	

membrane	 est	 plus	 dépolarisé	 que	 le	 potentiel	 d’équilibre	 du	 potassium.	 Cette	

interaction	 bloque	 physiquement	 le	 passage	 des	 ions	 K+	 (Figure	 13).	 Les	 résidus	

responsables	 de	 ce	 blocage	 sont	 retrouvés	 dans	 le	 domaine	 transmembranaire	 et	

cytoplasmique	des	canaux	Kir2.x.	

	

	
Figure	13	:	Représentation	schématique	du	mécanisme	de	la	rectification	des	canaux	Kir.	

	

Les	 polyamines	 (spermine,	 spermidine,	 putrescine	 et	 cadaverine)	 (Figure	 14)	

sont	des	métabolites	polyvalents,	de	longueur	variable	et	flexibles	Elles	possèdent	deux	

groupements	amines	ou	plus	et	sont	présentes	dans	quasiment	toutes	les	cellules.	Elles	

ont	 un	 rôle	 important	 dans	 la	 synthèse	 protéique,	 la	 division	 et	 la	 prolifération	

cellulaire.	 La	 synthèse,	 l’incorporation	 et	 la	 dégradation	 des	 polyamines	 sont	 des	

processus	très	contrôlés	(Pegg,	1986;	Tabor	and	Tabor,	1984).	
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Figure	14	:	Structure	des	polyamines	endogènes	

	

Les	polyamines	ont	une	origine	endogène,	mais	elles	peuvent	également	être	apportées	

par	l’alimentation.	

Les	premières	études	sur	les	canaux	Kir	ont	permis	de	mettre	en	évidence	que	la	

rectification	entrante	était	une	propriété	extrinsèque		(Lopatin	et	al.,	1994).	En	effet,	la	

force	 de	 la	 rectification	 peut	 être	 réduite	 ou	 complétement	 abolie	 lorsque	 ces	 canaux	

sont	retirés	de	leur	environnement	cellulaire.	Cette	rectification	peut	être	restaurée	par	

l’ajout	 de	 polyamines	 à	 des	 concentrations	 de	 l’ordre	 du	 submicromollaire,	 du	 côté	

intracellulaire	(Fakler	et	al.,	1995;	Ficker	et	al.,	1994;	Lopatin	et	al.,	1994;	Yamada	and	

Kurachi,	1995).	Ainsi,	 il	 est	aujourd’hui	admis	que	 le	mécanisme	de	gating	des	canaux	

Kir	est	dû	au	blocage	et	déblocage	lent	du	pore	des	canaux	par	les	polyamines.	En	effet,	

celles-ci	 peuvent	 entrer	dans	 le	 pore	du	 canal	 et	 réduire	 le	 flux	 ionique	 (Baronas	 and	

Kurata,	2014).	

Les	polyamines	provoquent	une	rectification	réversible	et	dépendante	du	voltage	

des	 canaux	 Kir.	 L’affinité	 du	 canal	 ainsi	 que	 la	 rectification	 change	 en	 fonction	 de	 la	

charge	 de	 la	 polyamine.	 Ainsi,	 la	 spermine	 (une	 tétramine)	 est	 plus	 puissante	 que	 la	

spermidine	 (une	 triamine),	et	 considérablement	plus	puissante	que	 la	putrescine	 (une	

diamine).	 De	 nombreux	 résidus	 impliqués	 dans	 ce	 blocage	 ont	 été	 identifiés	 dans	 le	

domaine	 transmembranaire	 et	 cytoplasmique	 des	 canaux	 Kir2.x	 (Fujiwara	 and	 Kubo,	

2006;	Guo	and	Lu,	2003).	

Des	études	de	structure-fonction	ont	démontré	qu’un	seul	résidu	dans	le	domaine	

transmembranaire	était	crucial	pour	 la	grande	affinité	et	 le	blocage	voltage	dépendant	

des	 canaux	Kir	par	 la	 spermine	et	 les	 autres	polyamines.	Pour	 le	 canal	Kir2.1,	 il	 s’agit	
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d’un	acide	aspartique	(D)	en	position	172.	La	mutation	de	cet	acide	aminé	provoque	une	

diminution	de	 l’affinité	pour	 la	spermine	et	donc	une	diminution	de	 la	rectification.	Le	

rôle	 important	 de	 ce	 résidu	 dans	 la	 rectification	 lui	 a	 valu	 le	 nom	 de	 «	contrôleur	 de	

rectification	»	(Lopatin	and	Nichols,	1996).	La	localisation	spécifique	de	ce	«	contrôleur	

de	 rectification	»	 est	 maintenant	 connue	 grâce	 à	 l’analyse	 de	 la	 structure	

cristallographique	 de	 plusieurs	 canaux	 Kir.	 Celui-ci	 se	 situe	 au	 centre	 de	 la	 cavité	

centrale,	entre	le	filtre	de	sélectivité	et	la	zone	de	croisement	(Figure	15).		

	

	
Figure	15	:	Agrandissement	de	la	région	transmembranaire,	avec	l’acide	aspartique	(Asp	

ou	D)	«	contrôleur	de	rectification	»	(D172)	pour	le	canal	Kir2.1,	le	filtre	de	sélectivité	

(vert),	et	la	zone	de	croisement	(bundle	crossing,	rouge).	

Adapté	de	(Baronas	and	Kurata,	2014)	

	

Un	acide	aspartique	de	chacune	des	quatre	sous	unités	créait	ainsi	un	anneau	de	

charge	 négative	 avec	 lequel	 une	 ou	 plusieurs	 polyamines	 peuvent	 interagir	 (Baronas	

and	Kurata,	2014).	

Malgré	 sa	 forte	 influence	 sur	 les	 propriétés	 de	 rectification,	 le	 «	contrôleur	 de	

rectification	»	 n’a	 pas	 un	 effet	 tout	 ou	 rien.	 En	 effet,	 le	 remplacement	 de	 l’acide	

aspartique	172	par	une	asparagine	électro-neutre	(D172N)	diminue	la	rectification	mais	

ne	 l’abolit	 pas.	 Ainsi,	 d’autres	 résidus	 sont	 importants	 pour	 la	 liaison	 avec	 les	

polyamines	(Xu	et	al.,	2009).		
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Des	études	de	protéines	chimériques	ont	permis	de	mettre	en	évidence	que	des	

résidus	dans	 le	domaine	cytoplasmique	sont	également	 importants	pour	 le	blocage	du	

canal	par	les	polyamines.	En	effet,	l’échange	du	domaine	cytoplasmique	du	canal	Kir2.1	

avec	le	canal	Kir1.1	(à	faible	rectification)	permet	à	ce	dernier	d’avoir	une	rectification	

plus	forte	(Taglialatela	et	al.,	1994).	Des	études	plus	approfondies	ont	permis	d’identifier	

deux	 anneaux	 de	 charges	 ayant	 un	 rôle	 important	 pour	 la	 rectification	 (Figure	 16	;	

Fujiwara	and	Kubo,	2006;	Guo	and	Lu,	2003;	Taglialatela	et	al.,	1995).	

	

	
Figure	16	:	Agrandissement	du	domaine	cytoplasmique,	où	deux	anneaux	de	charge	sont	

identifiés	(«	upper	ring	»	en	jaune	et	«	lower	ring	»	en	vert).	

Adapté	de	(Baronas	and	Kurata,	2014)	

	

Les	deux	anneaux	de	charge	«	upper	ring	»,	constitué	par	E224/E299,	et	«	lower	ring	»,	

formé	 par	 D255/D259/F254,	 contrôlent	 la	 cinétique	 de	 blocage	 par	 la	 spermine.	

Cependant,	 seuls	 les	 résidus	E224	et	E299	 sont	 capables	d’influencer	 la	 stabilité	de	 la	

liaison	 de	 la	 spermine	 (par	 l’intermédiaire	 de	 l’interaction	 avec	 le	 «	contrôleur	 de	

rectification	»	 du	 domaine	 transmembranaire).	 Cette	 caractéristique	 est	 due	 à	 la	

proximité	du	«	upper	ring	»	avec	le	domaine	transmembranaire	(Robertson	et	al.,	2008).	

Les	 ions	 Mg2+	 ont	 également	 été	 décrits	 pour	 avoir	 un	 rôle	 important	 sur	 la	

rectification.	 En	 effet,	 ces	 cations	 intracellulaires	 sont	 capables	 de	 se	 lier	 aux	mêmes	

résidus	que	les	polyamines,	et	de	ce	fait	ont	le	mode	d’action	(Stanfield	et	al.,	1994)	.	
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Le	blocage	par	les	polyamines	et	le	magnésium	intracellulaire	est	un	mécanisme	

capable	de	générer	une	forte	dépendance	au	voltage	des	canaux	ioniques	dans	les	tissus	

excitables.	Des	mutations	dans	des	sites	de	fixations	des	polyamines	ont	un	fort	effet	sur	

la	 rectification	 des	 canaux	 Kir,	 et	 affecte	 les	 propriétés	 électriques	 des	 cellules	

excitables.	Cependant	d’autres	molécules	sont	capables	d’interagir	avec	 les	canaux	Kir,	

afin	de	réguler	leur	fonction,	telles	que	les	phosphoinositides.	

	

2. Régulation	des	canaux	Kir2.x	par	les	phosphoinositides	

Les	 phosphoinositides	 sont	 des	 dérivés	 phosphorylés	 du	 phosphatidylinositol	

(PtdIns).	Le	PtdIns	est	un	phospholipide,	composé	d’un	acide	phosphatique	(deux	acides	

gras	estérifiant	une	molécule	de	glycérol,	elle-même	liée	à	un	acide	phosphorique)	dont	

le	 groupement	 phosphate	 est	 associé	 à	 une	 molécule	 volumineuse	 myo-inositol.	 La	

phosphorylation	 réversible	 de	 ce	 groupement	 en	 position	 3,	 4	 ou	 5	 résulte	 en	 la	

formation	 de	 sept	 phosphoinositides	 différents	 (Figure	 17)	 (Di	 Paolo	 and	 De	 Camilli,	

2006).	

	

 

Figure	17	:	Métabolisme	des	phosphoinositides	

A	gauche,	structure	générique	d’un	PtdIns	

A	 droite,	 réaction	 métaboliques	 conduisant	 à	 la	 génération	 des	 sept	 espèces	 de	 phosphoinositides.	 DAG=	

diacylglycérol	

 

De	 tous	 les	 phosphoinositides,	 le	 phosphatidylinosytol-4,5-bisphosphate	

(PtdIns(4,5)P2	ou	PI(4,5)P2)	est	le	modulateur	de	l’activité	des	canaux	ioniques	le	mieux	

caractérisé.	 Ce	 phosphoinositide,	 chargé	 négativement,	 contient	 trois	 groupements	



	
	

45	

phosphate	 et	 son	 clivage	 par	 la	 phospholipase	 C	 (PLC)	 en	 second	 messager	 inositol	

1,4,5-triphosphate	(IP3)	et	diacylglycérol	(DAG))	peut	affecter	la	fonction	de	canaux	par	

l’activation	 de	 voie	 de	 signalisation	 ou	 le	 recrutement	 de	 protéines	 spécifiques.	

Cependant,	 le	 PI(4,5)P2	 a	 un	 effet	 direct	 sur	 la	 fonction	 	 des	 canaux	 Kir	 (Fürst	 et	 al.,	

2014).	 En	 effet,	 lors	 d’expérience	 de	 patch	 clamp,	 l’activité	 des	 canaux	 Kir	 diminue	

progressivement	lorsque	celui	ci	est	sorti	de	son	environnement	membranaire.	Ceci	est	

connu	 comme	 étant	 le	 «	run-down	».	 L’ajout	 d’ATP	 et	 de	 Mg2+	 du	 côté	 intracellulaire	

permet	de	restaurer	le	pool	de	PI(4,5)P2,	restaurant	l’activité	du	canal.	Le	PI(4,5)P2	est	

donc	nécessaire	pour	que	les	canaux	Kir	fonctionnent	(Fürst	et	al.,	2014;	Hansen,	2015).	

L’analyse	de	la	structure	cristallographique	du	canal	Kir2.2	a	révélé	qu’il	existait	

un	site	de	 fixation	du	PI(4,5)P2	à	 l’interface	du	domaine	cytoplasmique	et	du	domaine	

transmembranaire	 (Figure	 18A).	 Le	 PI(4,5)P2	 ne	 se	 fixe	 pas	 à	 l’intérieur	 du	 canal,	

comme	les	polyamines,	mais	il	interagit	avec	le	site	de	fixation	situé	vers	l’extérieur	du	

canal	(Figure	18A).	

 

Figure	18	:	La	fixation	du	PI(4,5)P2	au	niveau	du	domaine	transmembranaire	des	canaux	

Kir	provoque	un	changement	conformationnel	qui	ouvre	celui-ci	

A	:	 Structure	 cristallographique	 au	 rayon	 X	 du	 canal	 Kir2.2	 (en	 gris),	 lié	 avec	 le	 PIP2.	 La	 bicouche	 lipidique	 est	

représentée	par	les	deux	traits	gris.	Quatre	molécules	de	PI(4,5)P2	sont	représentées	en	bâton	et	colorée	par	atome	:	

rouge	:	oxygène,	jaune	:	carbone,	orange	:	phosphate.	L’aspartate	172	et	la	lysine	220	sont	représentées	par	les	boules	

bleues	

B	 :	 vue	 détaillée	 du	 site	 de	 liaison	 au	 PI(4,5)P2.	 La	 fixation	 du	 PI(4,5)P2	 est	 coordonnée	 par	 des	 résidus	 situés	 à	

l’interface	 des	 domaines	 cytoplasmique	 et	 transmembranaire.	 Les	 résidus	 chargés	 positivement,	 impliqué	 dans	 la	

liaison	au	PI(4,5)P2,	sont	 indiqués	en	bleus,	et	numéroté	selon	 la	numérotation	du	canal	Kir2.1.	Les	résidus	en	vert	

sont	impliqués	dans	la	liaison	énergétique	tandis	que	les	résidus	en	rouge	sont	impliqués	dans	les	transitions	d’état	

du	canal.	(D’après	Hansen,	2015) 
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Ce	 site	 de	 fixation	 est	 composé	 d’acides	 aminés	 chargés	 positivement,	 tels	 que	

des	lysines	(K)	ou	des	arginines	(R),	ce	qui	forme	une	bande	de	charges	positives,	juste	

en	dessous	de	l’hélice	TM2	(Figure	18B).	Une	molécule	de	PI(4,5)P2	se	lie	à	chacune	des	

quatre	sous	unités	(Hansen	et	al.,	2011).	

Le	site	de	fixation	du	PI(4,5)P2	comprend	des	acides	aminés	des	deux	structures	

principales	du	 canal	:	 le	 groupement	 inositol	 interagit	 avec	 le	domaine	 cytoplasmique,	

tandis	que	le	reste	de	la	molécule	interagit	avec	le	domaine	transmembranaire	(Hansen	

et	al.,	2011).	Cette	fixation	provoque	un	changement	conformationnel	en	faisant	bouger	

le	domaine	cytoplasmique	vers	le	domaine	transmembranaire	(Figure	19)	(Hansen	et	al.,	

2011).	

	

	

Figure	19	:	Schéma	du	mécanisme	d’ouverture	du	canal	Kir2.1	par	le	PI(4,5)P2	

Les	canaux	Kir	perdent	progressivement	leur	activité	lorsqu’ils	sont	sortis	de	leur	environnement	membranaire	:	c’est	

le	 run-down	 (R).	 Ce	 run-down	 continue	 jusqu’à	 la	 fermeture	 des	 canaux	 (C=closed).	 L’ajout	 de	 PI(4,5)P2,	 ou	 le	

PI(4,5)P2	 membranaire	 interagit	 avec	 des	 acides	 aminés	 chargé	 positivement	 dans	 le	 domaine	 cytoplasmique,	
provoquant	un	changement	conformationnel	de	celui-ci,	et	l’ouverture	du	canal	(O=Open).		(D’après	Xie,	2007).	

	

En	absence	de	PI(4,5)P2,	le	domaine	cytoplasmique	des	canaux	Kir	est	éloigné	de	

la	 slide	 helix	 et	 la	 structure	 servant	 à	 lier	 l’hélice	 TM2	 et	 le	 domaine	 cytoplasmique	

(linker)	est	allongé.	Dans	cette	conformation,	les	résidus	nécessaires	à	la	liaison	du	PIP2	

sont	trop	éloignés	pour	permettre	cette	fixation.	Lorsque	le	PI(4,5)P2	se	fixe,	le	linker	se	

contracte	et	devient	organisé	en	hélice	α,	ce	qui	permet	au	domaine	cytoplasmique	de	se	

déplacer	vers	le	domaine	transmembranaire,	ouvrant	ainsi	le	pore	du	canal	(Hansen	et	

al.,	2011).	Le	mécanisme	d’ouverture	du	canal	est	schématisé	sur	la	figure	19.	

Le	PI(4,5)P2	active	les	canaux	Kir	par	une	interaction	directe	avec	ces	derniers.	Il	

n’agit	 donc	 pas	 comme	 un	 second	 messager	 activant	 une	 voie	 de	 signalisation	

particulière	mais	comme	un	ligand	dont	l’interaction	directe	avec	le	canal	est	nécessaire	
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à	 son	 ouverture.	 Une	molécule	 est	 considérée	 comme	 un	 ligand	 lorsque	 la	 liaison	 de	

celle-ci	 à	 une	 protéine	 est	 réversible,	 spécifique	 et	 dose-dépendante.	 La	 fixation	 du	

PI(4,5)P2	avec	les	canaux	Kir	a	toutes	les	caractéristiques	d’un	ligand.	En	effet,	le	pool	de	

PI(4,5)P2	est	finement	régulé	:	une	cascade	de	signalisation	peut	rapidement	changer	la	

concentration	en	PI(4,5)P2,	afin	d’ouvrir	ou	de	 fermer	un	canal	 (Murata	and	Okamura,	

2007;	Rossignol	and	Jones,	2006).	Des	mutations	dans	les	sites	de	fixation	du	PI(4,5)P2	

provoquent	 la	 perte	 de	 fonction	 du	 canal	 et	 sont	 associées	 à	 différentes	 pathologies,	

dont	le	syndrome	d’Andersen.		

Plusieurs	 études	 ont	montré	 que	 dans	 les	 cellules	 de	mammifères,	 le	 PI(4,5)P2	

étaient	 concentrés	 dans	 les	 fractions	 membranaires	 de	 faible	 densité,	 suggérant	 que	

celui-ci	 se	 trouvaient	 dans	 les	 zones	 riches	 en	 cholestérol	 (Casey,	 1996;	 Rosenhouse-

Dantsker	et	al.,	2014).	Le	cholestérol	est	le	principal	lipide	retrouvé	dans	les	membranes	

plasmiques	et	celui-ci	est	capable	d’inhiber	l’activité	des	canaux	Kir,	possiblement	en	les	

maintenant	dans	un	état	fermé	(D’Avanzo	et	al.,	2011;	Romanenko	et	al.,	2004).	Certains	

des	résidus	importants	pour	la	fixation	du	PI(4,5)P2	sont	également	importants	pour	la	

fixation	du	cholestérol,	suggérant	un	mécanisme	commun	de	régulation	des	canaux	Kir	

(Rosenhouse-Dantsker	et	al.,	2014).	

L’activité	 des	 canaux	 Kir	 est	 finement	 régulée,	 par	 des	 processus	 contrôlés.	

Cependant,	 les	 canaux	 étant	 des	 structures	 membranaires,	 différentes	 protéines	 sont	

également	impliquées	dans	le	transport	et	la	répartition	spatiale	des	canaux	Kir2.x.	

D. Trafic	et	localisation	des	canaux	Kir2.x	

Les	canaux	Kir2.x,	comme	toutes	les	protéines,	sont	synthétisés	dans	le	réticulum	

endoplasmique	(RE).	 Ils	possèdent	une	séquence	en	acides	aminés	qui	est	responsable	

de	leur	recrutement	à	la	sortie	du	RE,	jusqu’à	la	membrane	plasmique.	Ce	signal	d’export	

du	 RE	 est	 conservé	 à	 travers	 tous	 les	 canaux	 Kir2.x	 et	 correspond	 à	 la	 séquence	

phénylalanine	 (F)-cystéine	 (C)-tyrosine	 (Y)-glutamate	 (E)-	 asparagine	 (N)-glutamate	

(E),	au	niveau	de	 la	région	C-terminale	du	domaine	cytoplasmique	(Stockklausner	and	

Klocker,	2003;	Zerangue	et	al.,	1999).	La	mutation	de	ces	motifs	provoque	la	rétention	

des	canaux	Kir2.x	dans	le	cytosol.	

Après	 leur	 synthèse	 dans	 le	 RE,	 la	 majorité	 des	 protéines	 membranaires	 sont	

transportées	 vers	 l’appareil	 de	 Golgi	 afin	 de	 subir	 les	 modifications	 post-

traductionnelles	 nécessaires	 à	 leur	 fonctionnement,	 avant	 d’être	 transportées	 à	 la	
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membrane.	 Pour	 le	 canal	 Kir2.1,	 une	 région	 particulière	 de	 la	 région	 N-terminale	 du	

domaine	cytoplasmique	a	été	 identifiée	 comme	étant	 responsable	de	 l’export	du	canal	

du	Golgi	vers	la	membrane.	En	effet,	la	double	mutation	de	l’acide	aminé	arginine	(R)	en	

position	44	et	46	provoque	une	absence	du	canal	Kir2.1	de	la	membrane,	et	sa	rétention	

dans	 le	 Golgi	 (Stockklausner	 et	 al.,	 2001).	 En	 plus	 de	 séquences	 particulières,	 le	

repliement	du	 canal	dans	 le	Golgi	 est	 également	 important	pour	 son	export	 jusqu’à	 la	

membrane	 plasmique.	 En	 effet,	 la	 structure	 tertiaire	 du	 canal	 Kir2.1	 présente	 un	

ensemble	 de	 résidus	 (incluant	 les	 résidus	R44	 et	R46),	 situés	 au	 niveau	de	 l’interface	

entre	 les	 régions	 N-	 et	 C-terminales	 du	 domaine	 cytoplasmique,	 qui	 créaient	 un	 site	

d’interaction	pour	 le	 complexe	adaptin	AP1.	Ce	 site	particulier	permet	aux	 canaux	Kir	

correctement	assemblés	d’être	incorporés	dans	des	vésicules	de	clathrines	au	niveau	du	

trans-Golgi,	afin	d’être	exportés	à	la	membrane	(Ma	et	al.,	2011).	Des	mutations	altérant	

ce	site	de	fixation	provoquent	la	rétention	du	canal	au	niveau	du	cytoplasme.	

Comme	 décrit	 précédemment,	 les	 canaux	 Kir	 sont	 situés	 dans	 des	 régions	

membranaires	 riches	 en	 cholestérol.	 Cette	 localisation	 membranaire	 particulière	 fait	

intervenir	différents	partenaires,	afin	de	positionner	les	canaux	Kir	correctement	au	sein	

de	 la	 membrane	 plasmique.	 Cette	 localisation	 dans	 des	 domaines	 membranaires	 est	

assurée	par	l’interaction	des	canaux	Kir2.1	avec	des	protéines	partenaires.	En	effet,	il	a	

récemment	été	montré	que	les	canaux	Kir2.1	peuvent	interagir	avec	la	cavéoline-1	(cav-

1)	et	la	cavéoline-3	(cav-3).	Ces	canaux	possèdent	deux	séquences	consensus	de	liaison	

avec	 les	 cavéolines.	 Le	 premier	 est	 situé	 à	 l’interface	 entre	 l’hélice	 externe	

transmembranaire	 TM1	 et	 la	 région	 N-terminale	 du	 domaine	 cytoplasmique	;	 le	

deuxième	 est	 situé	 proche	 de	 la	 région	 extracellulaire	 du	 canal.	 L’interaction	 avec	 les	

cavéolines	 permet	 au	 canal	 de	 se	 retrouver	 exprimé	 au	 sein	 des	 cavéoles,	 région	

membranaire	riche	en	cholestérol	(Han	et	al.,	2014;	Vaidyanathan	et	al.,	2013).	

La	 localisation	 cellulaire	des	 canaux	Kir	 est	 également	 assurée	par	 l’interaction	

avec	 des	 protéines	 chaperonnes.	 Ainsi,	 la	 localisation	 des	 canaux	 Kir2.x	 au	 sein	 des	

cellules	est	assurée	par	leur	interaction	avec	des	protéines	à	domaines	PDZ.	Ce	domaine	

particulier	est	constitué	de	différents	acides	aminés,	et	 leur	séquence	définit	différents	

types	de	domaines	PDZ.	Les	canaux	Kir2.x	possèdent	un	site	PDZ	de	type	I,	ce	qui	 leur	

permet	 d’interagir	 avec	 des	 protéines	 telles	 que	 Post	 Synaptic	Density	 95	 (PSD95),	 la	

chapsyne	 110	 (PSD93)	 ou	 encore	 Synapse	 Associated	 Protein	 (SAP)	 97	 (Cohen	 et	 al.,	

1996;	Leyland	and	Dart,	2004;	Nehring	et	al.,	2000;	Vaidyanathan	et	al.,	2010).	
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L’interaction	 des	 canaux	 Kir2.1	 avec	 ses	 protéines	 chaperonnes	 est	 donc	

primordiale	afin	d’assurer	une	bonne	localisation	et	un	bon	fonctionnement	du	canal,	au	

sein	 de	 l’organisme.	 En	 effet,	 les	 canaux	Kir2.x	 sont	 exprimés	 dans	 de	 très	 nombreux	

tissus,	 et	 leur	 rôle	 primordial	 dans	 le	maintien	 du	 potentiel	 de	 repos	 des	 cellules	 est	

nécessaire	au	bon	fonctionnement	des	tissus	excitables	mais	également	non	excitables.	

	

E. Rôles	physiologiques	des	canaux	Kir2.x	

1. Cœur	

Comme	décrit	brièvement	au	début	de	ce	manuscrit,	le	cœur	est	un	organe	dont	

la	 contraction	 dépend	 de	 l’activité	 électrique	 des	 cellules	 qui	 le	 composent	 dans	 les	

différents	compartiments.	Cette	activité	électrique	conduit	à	 la	génération	de	potentiel	

d’action	 cardiaque.	 Celui-ci	 est	 composé	 de	 cinq	 phases	 dans	 le	 compartiment	

ventriculaire,	 chacune	 d’entre	 elles	 étant	 caractérisée	 par	 un	 courant	 ionique	 (Figure	

20).	

	

	
Figure	20	:	Potentiel	d’action	cardiaque	ventriculaire,	et	courants	ioniques	associés	

(rouge	:	entrant,	bleu	:	sortant).	

	

Lorsqu’elle	est	stimulée	(par	l’influx	électrique	produit	au	niveau	du	tissu	nodal),	

la	 cellule	 cardiaque	 se	 dépolarise	 c'est-à-dire	 que	 la	membrane	 du	 cardiomyocyte	 va	

devenir	 positive	 à	 l’intérieur	 et	 négative	 à	 l’extérieur	:	 c’est	 la	 phase	 0	 portée	 par	
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l’ouverture	des	canaux	sodiques,	ce	qui	provoque	une	entrée	massive	d’ions	sodium	Na+	

(INa)	à	 l’intérieur	de	 la	cellule.	La	phase	1	correspond	à	 la	repolarisation	 initiale,	due	à	

l’inactivation	rapide	des	canaux	Na+.	En	phase	2	ou	plateau,	la	repolarisation	est	ralentie	

par	 l’ouverture	 des	 canaux	 calciques	 Ca2+	 (ICaL	 INa/Ca).	 Ce	 calcium	 sera	 nécessaire	 à	 la	

contraction	des	cardiomyocytes.	La	phase	3	correspond	à	la	repolarisation	:	 les	canaux	

Ca2+	se	ferment	et	les	canaux	potassiques	sensibles	au	voltage	s’activent,	permettant	la	

sortie	 d’ions	 potassium	 K+.	 	 La	 phase	 4	 correspond	 au	 retour	 rapide	 au	 potentiel	 de	

repos,	 du	 au	 canaux	 Kir2.x,	 responsable	 du	 courant	 IK1	 (Dhamoon	 and	 Jalife,	 2005;	

Nichols	and	Lopatin,	1997).	

L’allure	et	la	durée	des	potentiels	d’action	enregistrées	entre	les	oreillettes	et	les	

ventricules	 sont	 assez	 distinctes.	 Ces	 différences	 sont	 attribuées	 à	 une	 expression	

différentielle	des	courants	ioniques,	incluant	le	courant	IK1	(Figure	21A	;	Dhamoon	and	

Jalife,	2005).	

	

	
Figure	21	:	Excitabilité	des	cardiomyocytes	

A	:	Variation	régionale	des	potentiels	d’action	cardiaque.	Leur	relation	avec	un	ECG	classique	est	représentée	en	bas.	

B	:	Comparaison	des	potentiels	d’action	dans	différentes	régions	du	cœur.		(D’après	Hibino,	2010).	

	

Le	courant	IK1	est	pratiquement	absent	dans	les	cellules	du	nœud	sinusal.	Le	potentiel	de	

repos	dans	les	nœuds	sinusal	(SA)	et	auriculo-ventriculaire	(AV)	n’est	pas	autant	hyper	

polarisé	que	dans	les	autres	régions	cardiaques.	En	effet,	ces	cellules	ont	un	potentiel	de	

membrane	d’environ	-50	mV	tandis	que	les	cellules	des	ventricules,	où	le	courant	IK1	est	

fort,	 ont	 un	 potentiel	 de	 repos	 de	 -80	mV	 (Figure	 21B,	 (Schram	 et	 al.,	 2002).	 Dans	 le	
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nœud	 sinusal,	 l’absence	 du	 courant	 IK1	 permet	 un	 petit	 courant	 entrant,	 ce	 qui	

dépolarise	 lentement	 la	 membrane	 pendant	 la	 diastole	 (décontraction	 du	 cœur).	 Le	

potentiel	de	membrane	dans	le	nœud	sinusal	présente	une	phase	4	de	dépolarisation	qui	

permet	d’initier	le	potentiel	d’action	suivant	(Hibino	et	al.,	2010).	

A	 l’inverse	 du	 nœud	 sinusal,	 les	 cardiomyocytes	 auriculaires	 et	 ventriculaires	

présentent	 un	 courant	 IK1	 (Figure	 22B).	 Cependant,	 les	 propriétés	 de	 ce	 courant	 sont	

différentes	entre	 les	oreillettes	et	 les	ventricules	(Lopatin	and	Nichols,	2001).	En	effet,	

l’intensité	 du	 courant	 IK1	 est	 plus	 importante	 dans	 les	 ventricules	 que	 dans	 les	

oreillettes,	 ce	 qui	 entraîne	 un	 potentiel	 de	 repos	 plus	 hyper	 polarisé	 et	 une	

repolarisation	en	phase	trois	plus	rapide	(Dhamoon	and	Jalife,	2005).	

La	conductance	des	canaux	Kir2.x	est	donc	responsable	du	maintien	du	potentiel	

de	repos	dans	le	tissu	cardiaque.	Cette	conductance	présente	un	large	courant	entrant	à	

des	potentiels	inférieur	à	EK	et	un	courant	sortant	lorsque	le	potentiel	de	membrane	est	

supérieur	à	EK	(Figure	22).		

	

	
Figure	22	:	Représentation	schématique	de	la	courbe	I/V	du	courant	IK1	

La	conductance	du	potassium	est	forte	à	des	potentiels	inférieurs	à	EK	et	faible	à	des	potentiels	supérieurs	à	EK.	Les	

canaux	Kir	présentent	plus	de	courants	entrants	que	de	courants	sortants.	(D’après	Dhamoon,	2005).	

Cette	 caractéristique	 est	 nécessaire	 afin	 de	 stabiliser	 le	 potentiel	 de	 repos	 des	

cardiomyocytes	proches	de	EK.	La	rectification	entrante	des	canaux	Kir2.x	provoque	une	

diminution	 progressive	 du	 courant	 IK1	 lors	 de	 la	 dépolarisation.	 Cette	 diminution	
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progressive	 permet	 de	 maintenir	 la	 dépolarisation	 pendant	 la	 phase	 de	 plateau	 du	

potentiel	 d’action	 cardiaque	 (Dhamoon	 and	 Jalife,	 2005).	 Lorsque	 la	 repolarisation	

s’initie,	 le	retour	au	potentiel	de	repos	est	rapide	grâce	à	l’action	combinée	des	canaux	

potassiques	 sensibles	 au	 voltage	 et	 des	 canaux	 Kir2.x	 (Hibino	 et	 al.,	 2010).	 Ainsi,	 les	

canaux	Kir2.x	et	le	courant	IK1	sont	essentiels	au	bon	déroulement	du	potentiel	d’action	

cardiaque	car	ils	maintiennent	le	potentiel	de	repos	et	provoquent	un	retour	rapide	à	ce	

potentiel,	lors	de	la	phase	tardive	de	la	repolarisation	cardiaque,	permettant	la	mise	en	

place	du	potentiel	d’action	suivant.	

	

2. Vaisseaux	sanguins.	

Les	 constituants	 majoritaires	 du	 système	 vasculaire	 sont	 les	 cellules	

endothéliales	et	les	cellules	du	muscle	lisse.	Des	études	électrophysiologiques	ont	révélé	

que	ces	deux	types	de	cellules	expriment	les	canaux	Kir2.x	(Adams	and	Hill,	2004;	Nilius	

and	 Droogmans,	 2001).	 Dans	 les	 cellules	 vasculaires	 endothéliales,	 les	 canaux	 Kir2.x	

sont	 les	 canaux	 les	 plus	 importants.	 L’expression	 de	 ces	 canaux	 impose	 aux	 cellules	

endothéliales	un	potentiel	de	repos	négatif,	ce	qui	permet	l’influx	de	calcium	au	travers	

des	 canaux	 calciques.	 En	 effet,	 le	 blocage	des	 canaux	Kir2.x	 inhibe	 l’influx	 de	 calcium,	

mais	également	la	vasodilatation	causée	par	la	production	d’oxyde	d’azote	(NO)	induite	

par	le	calcium	(Kwan	et	al.,	2003;	Wellman	and	Bevan,	1995).	En	effet,	l’augmentation	de	

la	concentration	intracellulaire	de	Ca2+	active	des	enzymes	telles	que	la	NO	synthase	et	

la	 phospholipase	 A2	 (PLA2),	 ce	 qui	 induit	 la	 sécrétion	 de	 facteurs	 vasoactifs.	 Ainsi,	 le	

contrôle	du	potentiel	de	membrane	par	les	canaux	Kir2.x	dans	les	cellules	endothéliales	

est	 un	 des	 mécanismes	 de	 régulation	 clés	 du	 tonus	 vasculaire	 (Hibino	 et	 al.,	 2010).	

Cependant,	la	composante	moléculaire	des	canaux	Kir2.x	dans	les	cellules	endothéliales	

n’a	pas	été	complétement	élucidée.	En	effet,	dans	les	cellules	endothéliales	de	l’aorte,	les	

canaux	Kir2.1	et	Kir2.2	sont	exprimés	mais	des	expériences	de	patch	clamp	et	de	blocage	

chimique	de	ces	canaux	suggèrent	que	le	canal	dominant	est	le	canal	Kir2.2	(Fang	et	al.,	

2005).	D’autres	études	sont	nécessaires	afin	de	déterminer	précisément	la	fonction	des	

canaux	Kir2.x	dans	les	cellules	endothéliales.	

Dans	les	cellules	vasculaires	du	muscle	lisse,	il	a	été	suggéré	que	les	canaux	Kir2.x	

contribuent	à	la	vasodilatation	en	réponse	à	une	augmentation	de	la	concentration	en	K+	

extracellulaire	 (Edwards	et	 al.,	 1988;	Knot	 et	 al.,	 1996;	McCarron	and	Halpern,	1990).	

Bien	qu’une	élévation	forte	de	cette	concentration	dépolarise	habituellement	les	cellules	
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du	muscle	 lisse	 et	 a	 un	 effet	 de	 constriction	 sur	 les	 vaisseaux	 sanguins,	 une	 élévation	

intermédiaire	 de	 la	 concentration	 de	 potassium	 extracellulaire	 (de	 6	 à	 15	 mM)	

hyperpolarise	les	cellules,	ce	qui	dilate	les	artères	coronaires	et	cérébrales	(Knot	et	al.,	

1996;	 McCarron	 and	 Halpern,	 1990;	 Nelson	 et	 al.,	 1995).	 Le	 potentiel	 de	 repos	 des	

artères	des	muscles	est	aux	alentours	de	-45mV	et	une	élévation	de	la	concentration	de	

potassium	 extracellulaire	 jusqu’à	 15	 mM	 hyperpolarise	 le	 potentiel	 de	 membrane	 à	

environ	-60	mV,	en	augmentant	la	conductance	potassique	(Knot	et	al.,	1996;	Nelson	et	

al.,	 1995).	 Cette	 hyperpolarisation	 entraîne	 la	 fermeture	 des	 canaux	 calciques	 voltage	

dépendant,	réduisant	la	concentration	en	calcium,	provoquant	une	vasodilatation	(Knot	

et	 al.,	 1996).	 Le	 blocage	 des	 canaux	 Kir2.x	 prévient	 l’hyperpolarisation	 induite	 par	 le	

potassium	et	 la	vasodilatation	des	artères	 coronaires	et	 cérébrales	 (Knot	et	al.,	1996).	

Les	 cellules	 vasculaires	 du	 muscle	 lisse	 expriment	 le	 canal	 Kir2.1,	 mais	 pas	 le	 canal	

Kir2.2	ni	Kir2.3,	indiquant	que	ce	canal	est	le	principal	responsable	du	courant	Kir	dans	

ces	cellules	(Bradley	et	al.,	1999).	

L’activité	 des	 canaux	 Kir	 est	 également	 importante	 pour	 la	 contraction	 et	 la	

relaxation	du	muscle	lisse	de	la	trachée.	En	effet,	il	a	été	rapporté	que	la	neurokinine	A	

(un	 neuropeptide)	 est	 capable	 d’inhiber	 les	 canaux	Kir2.x	 dans	 les	 cellules	 du	muscle	

lisse	de	 la	 trachée,	ce	qui	provoque	une	dépolarisation	des	cellules,	et	une	contraction	

trachéale.	Ce	mécanisme	pourrait	être	impliqué	dans	des	pathologies	respiratoires	telles	

que	l’asthme	(Nakajima	et	al.,	1995).	

	

3. Rôle	des	canaux	Kir2.x	dans	les	neurones.	

Des	études	électrophysiologiques	ont	permis	de	détecter	des	 courants	Kir	dans	

les	 neurones	 de	 l’hippocampe	 et	 dans	 des	motoneurones	 spinaux	 de	 rats	 (Takahashi,	

1990).	 Ces	 courants	 sont	 extrêmement	 importants	 pour	 le	 maintien	 du	 potentiel	 de	

repos	et	la	régulation	de	l’excitabilité	des	neurones.	En	effet,	le	blocage	de	ces	canaux	Kir	

dans	 des	 neurones	 isolés	 provoque	 une	 dépolarisation	 et	 entraîne	 une	 initiation	 du	

potentiel	d’action	(Day	et	al.,	2005a).	

Des	expériences	d’hybridation	in	situ	et	de	d’immunohistochimie	ont	montré	que	

les	canaux	Kir2.x	sont	exprimés	abondamment	dans	le	cerveau.	En	effet,	le	canal	Kir2.1	

est	 exprimé	dans	 tout	 le	 cerveau,	 tandis	que	 l’expression	du	canal	Kir2.2	est	modérée	

dans	 le	 prosencéphale	 et	 forte	 dans	 le	 cervelet.	 Enfin,	 le	 canal	 Kir2.3	 est	 fortement	
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exprimé	 dans	 le	 prosencéphale	 et	 le	 bulbe	 olfactif	 (Horio	 et	 al.,	 1996;	 Inanobe	 et	 al.,	

2011;	Karschin	et	al.,	1996;	Prüss	et	al.,	2005).	

	La	 fonction	 des	 canaux	 Kir2.x	 dans	 le	 cerveau	 est	 modulée	 par	 des	

neurotransmetteurs.	En	effet,	les	canaux	Kir2.x	peuvent	être	inhibés	par	l’isoprotérénol,	

un	 agoniste	 ß-adrénergique	 (Ito	 et	 al.,	 1997).	 Cet	 effet	 est	 dû	 à	 l’augmentation	 de	 la	

concentration	 en	 AMP	 cyclique	 (AMPc)	 et	 en	 GMPc.	 Cependant,	 la	 signalisation	

responsable	de	cet	effet	dans	le	cerveau	n’a	pas	encore	été	complétement	élucidée.	

	

4. Rôle	des	canaux	Kir2.x	dans	le	muscle	squelettique.	

Un	 des	 déterminants	 majeurs	 du	 potentiel	 de	 repos	 dans	 le	 muscle	 est	 une	

conductance	chlore	 (Cl-)	 (Hoffman,	1995).	Cependant,	 les	ARN	messagers	 (ARNm)	des	

tous	 les	 canaux	 Kir2.x	 sont	 retrouvés	 dans	 le	muscle	 squelettique	 (Kubo	 et	 al.,	 1993;	

Périer	et	al.,	1994;	Raab-Graham	et	al.,	1994;	Takahashi	et	al.,	1994;	Töpert	et	al.,	1998).	

Ainsi,	les	canaux	Kir2.x	participent	également	à	l’établissement	du	potentiel	de	repos	en	

l’amenant	 vers	 des	 valeurs	 plus	 négatives.	 Le	 rôle	 central	 du	 canal	 Kir2.1	 dans	 le	

fonctionnement	 du	 muscle	 squelettique	 a	 été	 mis	 en	 évidence	 dans	 le	 syndrome	

d’Andersen	(Plaster	et	al.,	2001).	En	effet,	 comme	décrit	au	début	de	ce	manuscrit,	 les	

patients	atteints	par	ce	syndrome	souffrent	de	paralysies	périodiques.	La	réduction	du	

courant	 Kir2.1	 provoque	 une	 dépolarisation	 de	 la	 membrane,	 activant	 les	 canaux	

sodiques	 voltage	 dépendant	 Nav1.4	 lorsque	 ceux-ci	 devraient	 être	 inactifs.	 Ainsi,	 lors	

d’un	influx	nerveux,	les	canaux	Nav1.4	ne	sont	plus	disponibles	pour	initier	et	propager	

les	potentiels	d’action.	

Lors	de	la	myogenèse,	des	cellules	précurseurs	du	muscle	ou	cellules	satellites	se	

différencient	 en	 myoblastes.	 Ces	 myoblastes	 prolifèrent	 puis	 fusionnent	 en	 cellules	

multinuclées	du	muscles	squelettique,	les	myotubes.	L’unité	contractile	du	muscle	est	le	

sarcomère,	un	assemblage	de	filaments	d’actine	et	de	myosine.	Lors	de	la	maturation	des	

myotubes,	le	sarcomère	s’assemble	afin	de	permettre	la	contraction	musculaire	(Figure	

23	;	Gullberg,	2003).	



	
	

55	

	
Figure	23	:	Formation	du	muscle	

D’après,	Gullberg,	2003	

	

Outre	 son	rôle	dans	 le	 fonctionnement	du	muscle,	 l’expression	 fonctionnelle	du	

canal	Kir2.1	semble	être	nécessaire	pour	la	différentiation	des	myoblastes	(Konig	et	al.,	

2004)	mais	également	pour	la	fusion	des	myoblastes	mononuclés	en	fibres	musculaires	

multinuclées	 (Fischer-Lougheed	 et	 al.,	 2001).	 Ces	 deux	 processus	 sont	 dépendants	 du	

Ca2+	et	sont	essentiels	pour	le	développement,	la	croissance	et	la	réparation	du	muscle	

squelettique.	 Pendant	 le	 développement,	 le	 potentiel	 de	 repos	 des	 myoblastes	

s’hyperpolarise	 progressivement	 jusqu’à	 -70	 mV	 (Liu	 et	 al.,	 1998),	 sous	 l’effet	 de	

l’augmentation	 de	 l’expression	 du	 canal	 Kir2.1	 (Fischer-Lougheed	 et	 al.,	 2001).	 Cette	

hyperpolarisation	permet	 l’ouverture	des	canaux	Ca2+	ce	qui	 favorise	 la	différentiation	

et	la	fusion	des	myoblastes.	De	plus,	la	différentiation	est	en	partie	due	à	l’expression	et	

l’activité	de	facteurs	de	transcription	myogénique,	tels	que	la	myogénine	et	le	myocyte	

enhancer	 factor	 2	 (MEF-2).	 Leur	 expression	 est	 déclenchée	 par	 l’hyperpolarisation	

induite	par	les	canaux	Kir2.1	(Konig	et	al.,	2004).	

Bien	que	des	anomalies	de	développement	musculaire	n’ont	pas	été	 rapportées	

de	façon	évidente	chez	les	patients	atteints	du	syndrome	d’Andersen,	leur	morphologie	

élancée	pourrait	être	du	à	un	défaut	modéré	du	développement	musculaire	causé	par	le	

dysfonctionnement	du	canal	Kir2.1	(Jongsma	and	Wilders,	2001).	

	



	
	

56	

5. Rôle	du	canal	Kir2.1	dans	le	tissus	osseux	

Les	canaux	Kir2.x	ont	un	rôle	crucial	dans	le	maintien	du	potentiel	de	repos	dans	

les	cellules	excitables,	telles	que	les	cellules	musculaires	ou	les	neurones.	L’impact	de	la	

perte	de	 fonction	de	ces	canaux	dans	ces	cellules	est	donc	 facilement	compréhensible.	

Cependant,	 le	 phénotype	 développemental	 retrouvé	 chez	 les	 patients	 atteints	 par	 le	

syndrome	d’Andersen	suggère	un	rôle	du	canal	Kir2.1	dans	le	tissus	osseux	(Andersen	et	

al.,	 1971;	 Tristani-Firouzi	 and	 Etheridge,	 2010).	 Les	 différents	 modèles	 animaux	 du	

syndrome	d’Andersen	présentent	également	des	problèmes	de	développement	osseux.	

Ces	différents	modèles	seront	abordés	plus	tard	dans	ce	manuscrit.	Les	ARNm	du	canal	

Kir2.1	sont	exprimés	dans	les	structures	osseuses	de	la	tête,	des	membres	et	du	corps,	

chez	 le	 rat,	 au	 jour	 embryonnaire	 12	 (Karschin	 et	 al.,	 1996).	 Enfin	 des	 études	

électrophysiologiques	 ont	 révélé	 la	 présence	 d’un	 courant	 rectifiant	 entrant	 dans	 les	

ostéoblastes	et	les	ostéoclastes	(Sims	and	Dixon,	1989;	Weidema	et	al.,	2000).	

La	 morphogénèse	 et	 l’homéostasie	 osseuse	 sont	 des	 processus	 complexes,	 qui	

seront	 abordés	 en	 détail	 plus	 loin	 dans	 ce	 manuscrit.	 Les	 cellules	 stromales	

mésenchymateuses	 ou	 cellules	 souches	 mésenchymateuse	 (MSC)	 sous	 l’action	 de	

différents	 facteurs,	 se	 différencient	 en	 ostéoblastes,	 qui	 vont	 produire	 la	 matrice	

osseuse.	 Les	 ostéoclastes,	 provenant	 des	 monocytes,	 vont	 résorber	 cette	 matrice	

osseuse,	et	ainsi	assurer	l’homéostasie	du	tissu	osseux	(Caetano-Lopes	et	al.,	2007).	

Très	 peu	 d’étude	 in	 vitro	 et	 in	 vivo	 se	 sont	 intéressées	 aux	 conséquences	

fonctionnelles	de	la	perte	de	fonction	du	canal	Kir2.1	pendant	le	développement	osseux.	

Les	 MSC	 sont	 le	 précurseur	 commun	 des	 myoblastes	 et	 des	 ostéoblastes.	 Ainsi,	 les	

myoblastes	 sont	 capables	de	 se	différencier	 in	vitro	 en	ostéoblastes	 (Grigoriadis	 et	 al.,	

1988;	Katagiri	et	al.,	1994).	Utilisant	cette	capacité,	il	a	été	récemment	montré	que	des	

myoblastes	 Andersen	 présentent	 une	 capacité	 de	 différentiation	 en	 ostéoblastes	 très	

fortement	 réduite	 par	 rapport	 à	 des	 myoblastes	 contrôles.	 Ainsi,	 le	 canal	 Kir2.1	 est	

requis	pour	l’ostéoblastogenèse	in	vitro	(Sacco	et	al.,	2015).	En	effet,	l’absence	de	canal	

Kir2.1	fonctionnel	conduit	à	une	absence	de	production	de	matrice	extracellulaire	chez	

les	cellules	de	patients	(Sacco	et	al.,	2015).	La	restauration	d’un	canal	Kir2.1	fonctionnel	

par	 surexpression	 de	 celui-ci	 restaure	 la	 capacité	 des	 myoblastes	 de	 patients	 à	 se	

différencier	 en	 ostéoblastes	 (Sacco	 et	 al.,	 2015),	 démontrant	 ainsi	 le	 rôle	 clé	 du	 canal	

Kir2.1	dans	le	développement	osseux.		
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F. Pathologies	liées	à	une	dysfonction	du	canal	Kir2.1	

	

1. Perte	de	fonction	:	syndrome	d’Andersen	de	type	I	

La	perte	de	fonction	du	canal	Kir2.1	a	été	associée	avec	le	syndrome	d’Andersen	

(Plaster	et	al.,	2001).	Plus	de	cinquante	mutations	ont	été	identifiées	sur	le	canal	Kir2.1	

et	associées	au	syndrome	d’Andersen	(voir	Figure	7	;	Nguyen	et	al.,	2013).	

Ces	mutations	sont	des	pertes	de	fonction	du	canal	Kir2.1,	avec	un	effet	dominant	

négatif.	En	effet,	ce	canal	étant	un	tétramère,	il	suffit	d’une	seule	sous-unité	mutée	pour	

rendre	le	canal	silencieux	(Bendahhou	et	al.,	2003,	2005;	Lange	et	al.,	2003).		

Ces	mutations	 sont	 situées	 aussi	 bien	 dans	 le	 domaine	 transmembranaire	 que	

dans	le	domaine	cytoplasmique,	bien	qu’il	semble	que	la	région	C-terminale	du	domaine	

cytoplasmique		soit	plus	fréquemment	mutée	chez	les	patients.	De	plus,	certains	résidus	

semblent	être	des	«	hotspots	»	de	mutations,	en	particulier	les	arginines	R	en	position	67	

dans	 la	 région	N-terminale	 du	 domaine	 cytoplasmique,	 R82	 dans	 le	 premier	 segment	

transmembranaire	 et	 R218	 dans	 la	 région	 C-terminale	 du	 domaine	 cytoplasmique	

(Davies	et	al.,	2005;	Eckhardt	et	al.,	2007;	Plaster	et	al.,	2001).	Des	glycines	G	en	position	

144	 et	 146,	 dans	 la	 boucle	 formant	 le	 pore	 du	 canal,	 ont	 également	 été	 identifiées	

comme	souvent	mutées	chez	 les	patients	Andersen	(Donaldson	et	al.,	2003;	Lim	et	al.,	

2010;	Zhang,	2005).	

Les	 mutations	 associées	 avec	 le	 syndrome	 d’Andersen	 affectent	 le	

fonctionnement	du	canal,	aussi	bien	que	son	acheminement	à	la	membrane	(trafficking),	

ou	 son	 repliement	 (folding).	 Des	 mutations	 ont	 été	 identifiées	 dans	 des	 résidus	

importants	pour	la	liaison	avec	le	PIP2	(Figure	7,	résidus	avec	un	astérisque)	qui	est	un	

activateur	des	canaux	Kir2.1	(Ballester	et	al.,	2007;	Donaldson	et	al.,	2003;	Lopes	et	al.,	

2002;	 Tristani-Firouzi	 et	 al.,	 2002).	 Ces	 mutations,	 affectant	 majoritairement	 un	 seul	

résidu,	 ont	 pour	 effet	 de	 diminuer	 l’affinité	 du	 canal	 avec	 le	 PIP2,	 diminuant	 ainsi	 la	

probabilité	de	fixation	de	celui-ci	et	le	nombre	de	canaux	ouverts	à	la	membrane,	ce	qui	

réduit	le	courant	rectifiant	entrant	(Donaldson	et	al.,	2003;	Lopes	et	al.,	2002).	

D’autres	mutations	affectent	la	boucle	formant	le	pore	du	canal.	Cette	région	est	

extrêmement	importante	pour	la	fonction	du	canal.	Les	mutations	retrouvées	dans	cette	

région	provoquent	un	changement	de	conformation	du	filtre	de	sélectivité,	ce	qui	réduit	

fortement	 le	 courant	 potassique	 retrouvé	 dans	 les	 canaux	 Kir2.1	 (Bendahhou	 et	 al.,	

2003;	Donaldson	et	al.,	2003).	
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Enfin,	des	délétions	de	quelques	acides	aminés	entraînent	un	mauvais	repliement	

du	canal	ou	perturbent	son	acheminement	à	 la	membrane,	ce	qui	réduit	 le	nombre	de	

canaux	 exprimés.	 La	mutation	 ∆95-98	 provoque	 la	 délétion	 d’une	 partie	 de	 la	 région	

transmembranaire	 TM1,	 perturbant	 la	 formation	 de	 l’hélice	 α	 de	 ce	 segment,	 ce	 qui	

altère	son	insertion	dans	la	membrane	(Bendahhou	et	al.,	2005).	La	mutation	∆314-315,	

dans	la	région	C-terminale	du	domaine	cytoplasmique,	provoque	une	rétention	du	canal	

au	 niveau	 de	 l’appareil	 de	 Golgi,	 empêchant	 celui-ci	 d’être	 acheminé	 à	 la	 membrane	

((Bendahhou	et	al.,	2003;	Ma	et	al.,	2011).	

Des	 mutations	 dans	 le	 canal	 Kir2.1	 ont	 été	 retrouvées	 dans	 environ	 70%	 des	

patients	Andersen.	Cependant,	dans	30%	des	cas,	aucune	mutation	sur	le	gène	KCNJ2	n’a	

été	 identifié,	 suggérant	que	des	protéines	partenaires	peuvent	être	 impliquées	dans	 la	

pathophysiologie.	Ces	patients	ont	été	classés	en	syndrome	d’Andersen	de	 type	 II.	Les	

symptômes	de	ces	patients	sont	identiques	à		ceux	des	patients	de	type	I.	Différents	gène	

candidats	furent	étudiés	afin	d’expliquer	le	syndrome	d’Andersen	de	type	II	(Donaldson	

et	al.,	2004).	

Les	premiers	gènes	examinés	furent	des	gènes	dont	la	fonction	était	similaire	au	

canal	 Kir2.1	 et	 qui	 contribuaient	 au	 courant	 IK1,	 ou	 dont	 la	 perte	 de	 fonction	 pouvait	

entraîner	un	retard	dans	la	repolarisation	cardiaque.	Ainsi,	des	analyses	ont	été	menées	

sur	les	gènes	KCNJ12,	KCNJ4	et	KCNJ14,	codant	pour	les	canaux	Kir2.2,	Kir2.3	et	Kir2.4,	

respectivement	(Donaldson	et	al.,	2004).	Bien	que	 le	profil	d’expression	de	ces	canaux	

ne	soit	pas	tout	à	fait	identique	à	celui	du	canal	Kir2.1	dans	le	cœur,	des	mutations	dans	

les	autres	membres	de	la	famille	Kir2.x	devraient	avoir	le	même	effet	que	des	mutations	

dans	le	canal	Kir2.1.	Cependant,	aucune	mutation	dans	ces	canaux	ne	fût	retrouvée	dans	

des	patients	Andersen	de	type	II	(Donaldson	et	al.,	2004).	

Des	mutations	 dans	 des	 protéines	 chaperonnes	 ont	 également	 été	 recherchées.	

Ces	 protéines	 interagissent	 avec	 le	 canal	 Kir2.1	 afin	 de	 faciliter	 son	 fonctionnement.	

Ainsi,	 des	 mutations	 dans	 ces	 protéines	 devraient	 réduire	 le	 nombre	 de	 canaux	

fonctionnels,	 engendrant	 la	maladie.	 Comme	décrit	 dans	 la	 partie	 II-D,	 le	 canal	 Kir2.1	

interagit	 avec	 de	 nombreuses	 protéines	 chaperonnes,	 afin	 d’assurer	 son	 bon	

fonctionnement	et	 localisation,	 telles	que	SAP97,	PSD95	ou	PSD93	(Cohen	et	al.,	1996;	

Leyland	 and	 Dart,	 2004;	 Nehring	 et	 al.,	 2000;	 Vaidyanathan	 et	 al.,	 2010).	 Cependant,	

comme	pour	les	premiers	gènes	candidats,	aucune	mutation	dans	les	gènes	codant	pour	
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les	protéines	partenaires	du	canal	Kir2.1	n’a	été	retrouvée.	A	ce	jour,	la	cause	génétique	

du	syndrome	d’Andersen	de	type	II	n’a	pas	été	identifiée.	

	

2. Gain	de	fonction	:	syndrome	du	QT	court	et	fibrillation	auriculaire.	

Des	mutations	dans	 le	gène	KCNJ2	peuvent	également	avoir	un	effet	de	gain	de	

fonction.	 Ces	 types	 de	mutations	 sont	 relativement	 rares,	 et	 ont	 été	 associées	 avec	 le	

syndrome	du	QT	court	de	type	3	(SQT3	;	(Deo	et	al.,	2013;	Hattori	et	al.,	2012;	Priori	et	

al.,	2005)	et	avec	la	fibrillation	auriculaire	familiale	de	type	3	(AF3	;	voir	Figure	7	;	Xia	et	

al.,	 2005).	 Ces	mutations	 altèrent	 la	 rectification	 du	 canal	 Kir2.1,	 ce	 qui	 provoque	 un	

raccourcissement	de	l’intervalle	QT.	

Les	 conséquences	 fonctionnelles	 de	 la	 perte	 ou	 du	 gain	 de	 fonction	 du	 canal	

Kir2.1	ont	été	principalement	étudiées	in	vitro	(Bendahhou	et	al.,	2003;	Ma	et	al.,	2011;	

Plaster	et	al.,	2001;	Priori	et	al.,	2005;	Xia	et	al.,	2005),	notamment	grâce	à	l’utilisation	de	

molécules,	qui	ont	permis	de	comprendre	le	fonctionnement	du	canal	Kir2.1,	ou		ex	vivo,	

sur	des	cellules	de	patients	(Sacconi	et	al.,	2009).	

	

G. Pharmacologie	

Des	 bloqueurs	 et	 activateurs	 spécifiques	 des	 canaux	 Kir2.x	 sont	 très	 peu	

disponibles.	 Les	 bloqueurs	 les	 plus	 couramment	 utilisés	 sont	 le	 barium	 (Ba2+)	 et	 le	

césium	(Cs+)	 (French	and	Shoukimas,	1985;	Hagiwara	and	 Jaffe,	1979;	Hagiwara	et	al.,	

1976b,	1978).	

Bien	 que	 des	 concentrations	 élevées	 de	 Ba2+	 peuvent	 également	 bloquer	 les	

canaux	 potassiques	 voltage	 dépendant	 (Kv),	 l’utilisation	 de	 ce	 cation	 dans	 des	

concentrations	 de	 l’ordre	 de	 la	 centaine	 de	 micromolaire	 est	 spécifique	 aux	 canaux	

Kir2.x	(Franchini	et	al.,	2004;	Quayle	et	al.,	1993).	L’ajout	de	Ba2+	ou	de	Cs+	supprime	les	

courant	Kir	de	manière	voltage	dépendante.	Ainsi,	l’inhibition	des	canaux	Kir2.x	est	plus	

forte	lorsque	la	membrane	est	hyperpolarisée	(French	and	Shoukimas,	1985;	Hagiwara	

and	Jaffe,	1979;	Hagiwara	et	al.,	1978).	

Le	 blocage	 des	 canaux	 Kir2.1	 par	 le	 Ba2+	 se	 fait	 en	 deux	 étapes	 successives.	

Premièrement,	 le	Ba2+	 se	 fixe	au	niveau	d’un	site	de	 liaison	peu	profond,	puis	migre	à	

l’intérieur	du	pore	du	canal,	vers	un	site	de	liaison	profond,	où	il	bloque	physiquement	le	

passage	des	ions	K+	(Alagem	et	al.,	2001).	L’interaction	avec	le	Ba2+	se	fait	au	niveau	de	
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deux	résidus	très	importants.	Il	s’agit	de	l’acide	glutamique	(E)	en	position	125	et	de	la	

thréonine	(T)	en	position	141	(Figure	24	;	Alagem	et	al.,	2001).	

	

	

Figure	24	:	Représentation	en	cartoon	d’une	sous	unité	du	canal	Kir2.1	montrant	les	deux	

résidus	importants	pour	le	blocage	du	canal	par	le	Ba2+.	

Adapté	de	Alagem,	2001.	

	

Ces	deux	résidus	ont	des	rôles	distincts	dans	le	mécanisme	de	blocage	des	canaux	

Kir2.x	par	 le	Ba2+.	En	effet,	 le	 résidu	E125	participe	à	 l’entrée	du	Ba2+	dans	 le	pore	du	

canal	 tandis	 que	 le	 résidu	 T141	 stabilise	 la	 fixation	 du	 Ba2+	 dans	 ce	 site	 de	 liaison	

profond	 (Alagem	et	al.,	2001).	Le	Ba2+	et	 le	Cs+	ont	été	 largement	utilisés	 in	vitro,	 afin	

d’étudier	les	caractéristiques	du	courant	IK1,	dans	les	cellules	de	mammifères.	En	effet,	

très	 peu	 d’études	 se	 sont	 intéressées	 aux	 conséquences	 fonctionnelles	 de	 la	 perte	 de	

fonction	du	canal	Kir2.1	in	vivo.	

Récemment,	 un	 nouvel	 inhibiteur	 a	 été	 décrit	 pour	 les	 canaux	 Kir,	 le	 ML133.	

Celui-ci	 semble	 être	 spécifique	 des	 canaux	Kir2.x	 (Wang	 et	 al.,	 2011).	 Cependant,	 son	

effet	inhibiteur	est	de	courte	durée,	et	je	ne	l’ai	donc	pas	utiliser	au	cours	de	ma	thèse.	

H. Modèles	d’étude	in	vivo	

1. Zebrafish	

Le	poisson	zèbre	ou	zebrafish	est	un	organisme	modèle	en	biologie	pour	étudier	

le	 développement.	 En	 effet,	 ce	 poisson	 a	 un	 temps	 de	 génération	 très	 rapide,	 et	 il	 est	

transparent	 pendant	 l’embryogenèse,	 ce	 qui	 permet	 d’analyser	 facilement	 les	 étapes	
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précoces	 du	 développement	 (Dooley	 and	 Zon,	 2000).	 Le	 zebrafish	 a	 été	 utilisé	

récemment	afin	de	modéliser	le	syndrome	d’Andersen	(Leong	et	al.,	2014).		

L’analyse	bioinformatique	du	génome	du	zebrafish	a	révélé	que	celui-ci	possédait	

un	gène	orthologue	au	gène	KCNJ2	humain,	situé	sur	le	chromosome	12	(kcnj2-12),	dont	

le	profil	d’expression	est	similaire	à	celui	de	l’homme	(Leong	et	al.,	2014).		

L’expression	 transitoire	 de	 la	 mutation	 ∆95-98	 kcnj2-12	 (équivalent	 de	 la	

mutation	 ∆95-98	 chez	 l’homme)	 dans	 des	 embryons	 de	 zebrafish	 entraîne	 des	

phénotypes	développementaux	(Leong	et	al.,	2014).	En	effet,	les	embryons	injectés	avec	

la	 forme	 mutée	 de	 la	 protéine	 présentent	 une	 queue	 malformée.	 L’effet	 dominant	

négatif,	 retrouvé	 chez	 l’homme,	 semble	 également	 être	 présent	 chez	 le	 zebrafish,	

puisque	la	co-injection	de	la	forme	mutante	∆95-98	kcnj2-12	et	de	la	forme	sauvage	WT	

kcnj2-12,	provoque	le	même	phénotype	que	l’injection	de	la	forme	mutante	seule	(Leong	

et	al.,	2014).	Cependant,	des	malformations	au	niveau	du	cartilage	ou	des	os	n’ont	pas	

été	observées	dans	 tous	 les	embryons	 injectés	avec	 la	 forme	mutée	du	gène	ou	en	co-

injection	avec	la	forme	sauvage	(Leong	et	al.,	2014).	

	

2. Drosophile	

La	drosophile	 est	un	autre	organisme	de	 choix	pour	 l’étude	du	développement.	

En	effet,	sa	simplicité	d’élevage	ainsi	que	la	forte	homologie	avec	notre	génome	(61%)	

permettent	d’étudier	des	mécanismes	de	développement	précoce.	De	plus,	 les	voies	de	

signalisation	 développementales	 sont	 bien	 conservées	 avec	 l’homme.	 Le	 canal	 Kir2.1	

possède	 trois	 homologues	 chez	 la	 drosophile,	 le	 canal	 Irk1,	 Irk2	 et	 Irk3.	Des	 analyses	

électrophysiologiques	ont	révélé	que	ces	canaux	avaient	un	fonctionnement	similaire	au	

canal	Kir2.1	humain	(Döring	et	al.,	2002).		

La	perte	de	fonction	de	ces	canaux	entraîne	un	défaut	dans	le	développement	de	

l’aile.	 En	 effet,	 les	 drosophiles	mutantes	 pour	 les	 canaux	 Irk	 présentent	 un	 défaut	 de	

formation	 du	 système	 veineux,	 par	 rapport	 à	 des	 drosophiles	 contrôles	 (Figure	 25A):	

bifurcation	 des	 veines	 L3	 et	 L4	 (Figure	 25B),	 apparition	 de	 poils	 à	 la	 base	 de	 l’aile	

(Figure	25C).	Ces	phénotypes	disparaissent	lorsqu’un	canal	Irk	fonctionnel	est	exprimé	

(Figure	25D),	suggérant	ainsi	un	rôle	de	ce	canal	dans	le	développement	de	l’aile	(Dahal	

et	al.,	2012).	
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Figure	25	:	L’invalidation	du	canal	Irk2	chez	la	drosophile	provoque	un	défaut	de	

développement	de	l’aile	

A	:	Aile	d’une	drosophile	Wild-Type	pour	le	canal	Irk2,	montrant	les	veines	longitudinales	L2	à	L5	;	a	:	antérieur	et	p	:	

postérieur	

B	:	Bifurcation	de	la	veine	L3,	chez	les	drosophiles	invalidées	pour	irk2	

C	:	Apparition	de	poil	et	veine	L5	incomplète,	chez	les	drosophiles	invalidées	pour	irk2	

D	:	Le	rescue	du	canal	Irk2	entraîne	un	développement	de	l’aile	normal.	(Adapté	de	Dahal,	2012).	

	

Les	phénotypes	développementaux	observé	chez	les	mutants	Irk2	sont	similaires	

aux	 mutants	 Decapentaplegic	 (Dpp).	 Ce	 morphogène	 est	 un	 analogue	 de	 la	 Bone	

Morphogenetic	 Protein	 (BMP)	 retrouvé	 chez	 les	 mammifères.	 En	 effet,	 la	 perte	 de	

fonction	 des	 canaux	 Irk	 entraîne	 une	 réduction	 de	 la	 signalisation	 Dpp.	 Cette	

signalisation	 est	 extrêmement	 importante	 pour	 la	 mise	 en	 place	 de	 l’aile	 chez	 la	

drosophile.	La	délétion	simultanée	des	canaux	Irk	et	de	Dpp	aggrave	la	malformation	de	

l’aile	 (Figure	 26C),	 suggérant	 que	 d’autres	 protéines	 sont	 importantes	 en	 plus	 des	

canaux	Irk	pour	la	signalisation	Dpp	(Dahal	et	al.,	2012).	
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Figure	26	:	L’invalidation	simultanée	de	Irk2	et	de	la	voie	Dpp	aggrave	la	malformation	de	

l’aile	

A	:	Aile	d’une	drosophile	Wild-Type	pour	le	canal	Irk2,	montrant	les	veines	longitudinales	L2	à	L5	;	a	:	antérieur	et	p	:	

postérieur	

B	:	Veine	L5	incomplète	chez	les	drosophiles	invalidées	pour	Irk2	

C	:	L’invalidation	de	 Irk	et	de	Dpp	provoque	une	réduction	de	 la	 taille	de	 l’aile	et	une	absence	de	veine	 (Adpaté	de	

Dahal,	2012).	

	

Les	canaux	 	 Irk	semblent	donc	être	 important	pour	avoir	une	signalisation	Dpp	

correcte	 et	 une	 formation	 de	 l’aile	 normale.	 Le	Dpp	 étant	 l’analogue	 du	BMP	 chez	 les	

mammifères,	 le	 canal	 Kir2.1	 pourrait	 être	 important	 pour	 la	 signalisation	 BMP.	

Cependant,	chez	la	drosophile,	l’invalidation	individuelle	des	trois	homologues	du	canal	

Kir2.1	 provoque	 un	 phénotype	 mineur.	 Seule	 l’invalidation	 des	 trois	 homologues	 du	

canal	 entraîne	 un	 phénotype	 développemental	 majeur,	 indiquant	 la	 difficulté	 de	

modéliser	le	syndrome	d’Andersen	dans	la	drosophile.	

	

3. Souris	

Les	souris	invalidées	(KO)	pour	le	canal	Kir2.1	et	Kir2.2	ont	été	générées	dans	les	

années	 2000,	 par	 délétion	 de	 la	 séquence	 codante	 des	 gènes	 KCNJ2	 et	 KCNJ12	

respectivement.	Les	souris	KO	pour	le	canal	Kir2.1	meurent	quelques	heures	(entre	8	à	

12	heurs)	après	la	naissance	dû	à	une	fente	palatine	(Figure	27),	ce	qui	empêche	l’animal	

de	s’alimenter	et	de	respirer	correctement,	alors	que	les	souris	KO	pour	le	canal	Kir2.2	

sont	 viables,	 fertiles	 et	 ne	présentent	 aucune	 anomalie	 développementale	 (Zaritsky	 et	

al.,	2000).	En	raison	de	la	létalité	de	l’invalidation	du	gène	kcnj2,	 les	différentes	études	

sur	la	souris	KO	Kir2.1	ont	été	menées	sur	des	nouveau-nés.	
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Figure	27	:	Les	souris	Ko	pour	le	canal	Kir2.1	présentent	une	fente	palatine	

Les	souris	homozygotes	pour	le	KO	du	canal	Kir2.1	présentent	une	fente	palatine	(à	droite)	qui	n’est	jamais	retrouvée	

chez	 les	 animaux	 hétérozygotes	 ou	 wild	 type.	 La	 mâchoire	 inférieure	 a	 été	 retirée	 pour	 une	 meilleure	 visibilité.	

(Adapté	de	Zaritsky,	2000).	

	

Chez	 les	 souris	 KO	 pour	 le	 canal	 Kir2.1,	 aucun	 courant	 Ik1	n’a	 été	 détecté	 lors	

d’études	électrophysiologiques,	signifiant	que	ce	canal	est	le	constituant	majoritaire	du	

courant	Ik1	(Zaritsky	et	al.,	2001).	Cependant,	une	réduction	de	50%	de	ce	courant	a	été	

observée	chez	les	souris	KO	pour	le	canal	Kir2.2,	suggérant	que	dans	le	cœur,	les	canaux	

Kir2.1	et	Kir2.2	s’assemblent	en	hétérotétramères	fonctionnels	afin	de	former	le	courant	

Ik1.	La	durée	du	potentiel	d’action	dans	les	myocytes	ventriculaires	est	plus	longue	chez	

ces	 animaux,	 comparé	 à	 des	 souris	 contrôles.	 L’ECG	 des	 souris	 KO	 n’a	 révélé	 aucun	

battement	 cardiaque	 ectopique,	 indiquant	 que	 ces	 souris	 n’avaient	 aucune	 anomalie	

dans	la	stimulation	cardiaque	(Zaritsky	et	al.,	2001).	

La	délétion	du	gène	kcnj2	chez	la	souris	entraîne	des	défauts	de	développement	

similaires	à	ceux	retrouvés	chez	les	patients	Andersen.	En	effet,	ces	souris	présentent,	en	

plus	de	la	fente	palatine,	un	os	vomer	de	taille	réduite.	Cet	os	constitue	la	partie	postéro-

inférieure	de	la	cloison	nasale	(Dahal	et	al.,	2012).	Des	défauts	de	formation	des	pattes	

sont	 	 également	 retrouvés	 chez	 ces	 animaux	 (Figure	 28),	 qui	 sont	 équivalents	 aux	

clinodactylies	et	syndactylies	retrouvées	chez	les	patients.	
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Figure	28	:	Les	souris	KO	pour	le	canal	Kir2.1	présentent	des	anomalies	digitales.	

A-B	:	Patte	antérieure	d’une	souris	WT	(A)	et	Kir2.1	KO	(B),	montrant	les	anomalies	de	développement.	

C-D	:	Vue	ventrale	de	la	patte	antérieure	des	souris	WT	(C)	et	Kir2.1	KO	(D).	

E-F	:	Coloration	de	la	patte	antérieure,	montrant	l’absence	de	phalanges	sur	certains	doigts	et	une	polydactylie	pré-

axiale	chez	les	souris	KO	(F),	comparé	aux	souris	WT	(E).	(Adapté	de	Dahal,	2012).	

	

L’ensemble	des	défauts	développementaux	associés	avec	la	perte	de	fonction	du	

canal	Kir2.1	chez	la	souris	n’est	pas	encore	complétement	caractérisé.	De	plus,	la	létalité	

des	souris	à	la	naissance,	l’obligation	d’invalider	plusieurs	gènes	chez	la	drosophile,	ou	la	

variabilité	 phénotypiques	 entre	 les	 individus	mutants	 chez	 le	 zebrafish	démontrent	 la	

difficulté	d’étude	des	conséquences	fonctionnelles	de	la	perte	de	fonction	du	canal	Kir2.1	

in	 vivo.	 Cependant,	 toutes	 les	 études	 in	 vivo	 démontrent	 une	 altération	 de	 la	

squelettogénèse,	 suggérant	 que	 la	 perte	 de	 fonction	 du	 canal	 Kir2.1	 interférent	 avec	

l’ostéogénèse,	pendant	le	développement	embryonnaire.	

III. Les	tissus	osseux	et	cartilagineux	
	

Au	cours	de	ma	thèse,	je	me	suis	intéressé	aux	mécanismes	de	formation	de	l’os	et	du	

cartilage,	 ainsi	 qu’au	 rôle	 du	 canal	 Kir2.1	 dans	 ces	 processus.	 C’est	 pourquoi	 je	
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n’aborderai	pas	dans	le	détail	le	processus	de	remodelage	osseux,	faisant	intervenir	les	

ostéoclastes.	

Le	 tissu	 osseux	 est	 d’une	 importance	 capitale	 pour	 l’organisme,	 tant	 sur	 le	 plan	

biomécanique	 que	 métabolique.	 Ce	 tissu	 hautement	 spécialisé	 est	 caractérisé	 par	 sa	

solidité,	cependant	il	n’en	est	pas	pour	autant	figé.	Au	contraire,	le	tissus	osseux	est	en	

constant	remodelage	:	il	est	constitué	par	les	ostéoblastes	issus	de	la	différenciation	des	

cellules	 souches	 mésenchymateuses	 (MSC),	 contrôlées	 par	 les	 ostéocyes,	 des	

ostéoblastes	 emprisonnés	 dans	 la	 matrice	 osseuse,	 et	 résorbé	 par	 les	 ostéoclastes	

provenant	 de	 la	 différenciation	 des	 monocytes	 issus	 de	 la	 circulation	 sanguine.	 Ce	

remodelage	 osseux	 est	 un	 processus	 physiologique,	 assurant	 en	 permanence	 le	

renouvellement	de	 la	matrice	osseuse	et	dure	environ	 trois	mois	chez	 l’homme	adulte	

(Toppets,	2004).	

Le	remodelage	osseux	commence	par	le	recrutement	des	monocytes	à	la	surface	de	l’os.	

Cette	phase	d’activation	est	suivie	par	une	phase	de	résorption,	où	les	monocytes	vont	se	

différencier	 en	 ostéoclastes	 et	 résorber	 la	 matrice	 osseuse.	 Une	 fois	 la	 résorption	

terminée,	les	ostéoclastes	ont	formé	une	lacune	de	résorption	et	sont	remplacés	par	des	

macrophages,	dont	le	rôle	est	de	lisser	la	lacune	:	c’est	la	phase	d’inversion.	Suite	à	cela,	

des	 cellules	 ostéoprogénitrices	 provenant	 de	 la	 moelle	 osseuse	 se	 différencient	 en	

ostéoblastes,	 qui	 vont	 combler	 la	 lacune	 de	 résorption	 avec	 une	 nouvelle	 matrice	

osseuse	:	 c’est	 la	 phase	 de	 reconstruction	 ou	 de	 formation.	 Une	 fois	 ce	 processus	

terminé,	 les	 ostéoblastes	 rentrent	 soit	 en	 quiescence	 et	 deviennent	 des	 cellules	

bordantes,	 soit	 meurent	 par	 apoptose,	 ou	 s’enfouissent	 dans	 l’os	 et	 deviennent	 des	

ostéocytes	(Figure	29	;	De	Vernejoul	and	Marie,	1993;	Eriksen,	2010).	
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Figure	29	:	Représentation	schématique	du	cycle	du	remodelage	osseux.	

Le	 long	de	 la	surface	osseuse	 inactive	recouverte	de	cellules	bordantes,	ou	ostéoblastes	quiescents,	 surviennent	 les	

précurseurs	mononucléés	des	ostéoclastes.	Cette	phase	d'activation	est	suivie	de	 la	phase	de	résorption	 lorsque	 les	

ostéoclastes	 résorbent	 l'os	 ancien.	 Lorsque	 les	 ostéoclastes	 ont	 terminé	 leur	 travail	 de	 résorption	 et	 creusé	 une	

lacune,	ils	sont	remplacés	par	des	macrophages	;	c'est	la	phase	d'inversion	qui	précède	la	phase	de	reconstruction	ou	

ostéoformation	 ;	 les	ostéoblastes	surviennent	alors	dans	 la	 lacune	et	 la	comblent	en	apposant	une	nouvelle	matrice	

osseuse.	Certains	ostéoblastes	s'enfouissent	dans	la	matrice	qu'ils	ont	synthétisée	et	deviennent	alors	des	ostéocytes.	

	

Le	tissu	cartilagineux	est	quant	à	lui	un	tissu	conjonctif	non	vascularisé.	Au	cours	de	

l’embryogenèse,	ce	tissu	sert	de	support	pour	la	formation	du	tissu	osseux	et	constitue	la	

plus	 grande	 partie	 du	 squelette.	 A	 l’âge	 adulte,	 ce	 tissu	 est	 très	 peu	 présent,	 et	 sert	

surtout	 de	 support	 au	 niveau	 des	 articulations.	 Le	 cartilage	 est	 constitué	 par	 les	

chondrocytes,	 cellules	 dérivées	 des	 cellules	 MSC,	 qui	 ont	 la	 capacité	 de	 sécréter	 une	

matrice	extracellulaire.	

	

A. Le	tissu	osseux	

Au	cours	de	l’embryogenèse,	la	formation	du	squelette	débute	par	la	convergence	et	

la	 condensation	 de	 cellules	 mésenchymateuses	 à	 l’endroit	 où	 les	 futures	 structures	

osseuses	seront	formées,	formant	des	zones	cellulaires	de	forte	densité	qui	déterminent	

la	forme	et	la	taille	du	futur	os	(Hall	and	Miyake,	1992).	
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Trois	 régions	 de	 l’embryon	 vont	 être	 à	 l’origine	 du	 squelette.	 Le	 squelette	

appendiculaire	(membres)	dérive	du	mésoderme	de	la	plaque	latérale,	le	squelette	axial	

(colonne	vertébrale	et	cage	thoracique)	provient	des	somites	et	le	squelette	cranio-facial	

est	majoritairement	 formé	par	des	 cellules	originaires	de	 la	 crête	neurale	 (Figure	30	;	

(Karsenty,	 1998).	 La	 morphogenèse	 de	 tous	 ces	 éléments	 nécessite	 des	 séquences	

d’événements	précises,	qui	mettent	en	jeu	la	prolifération,	la	différentiation,	la	migration	

cellulaire	et	l’apoptose	(Zelzer	and	Olsen,	2003).	

	

 
Figure	30	:	Diagramme	illustrant	la	contribution	de	la	crête	neurale,	des	somites	et	du	

mésoderme	de	la	plaque	latérale,	pour	la	squelettogenèse.	

(Adapté	de	Berendsen,	2015)	

	

Deux	mécanismes	distincts	permettent	la	formation	de	l’os.	Les	os	plats,	comme	

ceux	du	crâne	ou	la	partie	latérale	des	clavicules,	se	forment	selon	un	processus	appelé	

ossification	directe	ou	intramembranaire	tandis	que	tout	le	squelette	appendiculaire	(os	

longs	des	membres),	et	 le	 squelette	axial,	 se	 forment	selon	un	processus	d’ossification	

endochondrale,	 processus	 d’ossification	majeurs	 chez	 les	 vertébrés	 supérieurs	 (Ducy,	

2001;	 Toppets,	 2004).	 Les	 origines	 embryonnaires	 des	 cellules	 semblent	 être	

importantes	 pour	 leur	 processus	 d’ossification.	 En	 effet,	 les	 cellules	 issues	 de	 la	 crête	

neurale	subissent	un	processus	d’ossification	directe	tandis	que	les	cellules	dérivées	du	

mésoderme	 subissent	 un	 processus	 d’ossification	 endochondrale	 (Figure	 31	;	 (Franz-

Odendaal,	2011).	
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Figure	31	:	Représentation	schématique	des	os	formés	par	ossification	directe	et	dérivés	

de	la	crête	neurale	chez	l’homme.	

(Adapté	de	Franz-Obendaal,	2011)	

	

Les	 deux	 processus	 d’ossification	 sont	 contrôlés	 par	 l’action	 de	 nombreux	

facteurs	de	croissance,	dont	l’absence	se	traduit	par	une	altération	du	squelette.	

	

1. L’ossification	intra-membranaire	ou	directe.	

Le	mécanisme	d’ossification	directe	 est	 similaire	 entre	 les	 os,	 peu	 importe	 leur	

origine	 embryonnaire.	 Lors	 de	 ce	 processus,	 l’élaboration	 du	 tissu	 osseux	 se	 fait	

directement	 à	 partir	 des	 tissus	 mésenchymateux	 environnants.	 Les	 cellules	

mésenchymateuses	prolifèrent	d’abord	au	sein	de	la	condensation	puis	se	différencient	

in	situ	en	ostéoblastes	(Figure	32).	
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Figure	32	:	Représentation	schématique	des	différentes	étapes	de	l’ossification	directe	

(D’après	Franz-Obendaal,	2011)	
	

L’ossification	 directe	 passe	 par	 trois	 phases	:	 l’induction	 des	 cellules	 dans	 le	

lignage	ostéogénique,	 la	 formation	des	 condensations	et	 la	différentiation	des	 cellules.	

La	production	de	la	matrice	osseuse	intervient	lorsque	toutes	ces	étapes	sont	franchies	

(Franz-Odendaal,	2011).	

Les	cellules	de	la	crête	neurale	s’engagent	dans	le	lignage	ostéogénique	pendant	

leur	 migration	 sur	 le	 site	 de	 formation	 de	 l’os	 (Figure	 32).	 Une	 fois	 arrivée	 à	 leur	

destination	 finale,	 une	 interaction	 entre	 l’épithélium	 et	 le	 mésenchyme	 provoque	

l’induction	 du	 lignage	 ostéogénique.	 Ce	 processus	 requiert	 une	 signalisation	 entre	 les	

cellules	 mésenchymateuses	 et	 les	 cellules	 épithéliales	 afin	 de	 former	 l’ébauche	 du	

squelette	 (Helms	 et	 al.,	 2005).	 Une	 fois	 les	 cellules	 engagées	 dans	 le	 lignage	

ostéogénique,	les	interactions	avec	l’épithélium	ne	sont	plus	requises.	
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Les	cellules	mésenchymateuses	s’agrègent	ensuite	pour	former	une	condensation	

squelettogénique	(Figure	32).	Cette	condensation	requiert	une	augmentation	du	nombre	

de	 cellules	 au	 sein	 de	 la	 condensation	 ou	 une	 diminution	 du	 nombre	 de	 cellules		

environnantes	 (Franz-Odendaal,	 2011).	 Des	 études	 ont	 montré	 que	 la	 migration	 de	

cellules	 vers	 le	 centre	 ou	 l’absence	 de	 sorties	 des	 cellules	 de	 la	 condensation	 était	

responsable	 de	 sa	 formation,	 plutôt	 qu’une	 altération	 de	 la	 prolifération	 cellulaire,	 de	

l’apoptose	ou	du	cycle	cellulaire	(Franz-Odendaal,	2008)		

Pour	 engager	 la	 différenciation,	 les	 condensations	 doivent	 atteindre	 une	 taille	

critique.	 Cette	 différenciation	 requiert	 d’une	 part	 la	 régulation	 négative	 (down-

regulation)	de	gènes	associés	avec	l’adhésion,	la	migration	et	la	prolifération	;	et	d’autre	

part	 la	 régulation	 positive	 (up-regulation)	 de	 gènes	 associés	 avec	 la	 différentiation	

osseuse	(Franz-Odendaal,	2011).	

En	 résumé,	 la	 condensation	 est	 une	 étape	 critique	 dans	 l’ostéogenèse,	

responsable	 de	 la	 structuration	 du	 squelette	 et	 nécessaire	 à	 la	 différenciation	 des	

cellules.	Une	fois	 les	condensations	formées,	 les	cellules	MSC	se	différencient	 in	situ	en	

ostéoblastes,	et	sécrètent	de	la	matrice	osseuse.	

	

2. L’ossification	endochondrale	

L’élaboration	du	 tissu	 osseux	 commence	par	 une	 ébauche	 cartilagineuse	 qui	 se	

calcifie	et	sera	progressivement	détruite	pour	être	remplacée	par	du	tissu	osseux	(Ducy,	

2001;	 Toppets,	 2004).	 Les	 étapes	 d’ossification	 sont	 identiques	 entre	 l’ossification	

endochondrale	et	directe.	En	effet,	 les	 cellules	migrent	dans	un	premier	 temps	vers	 la	

zone	 où	 le	 futur	 os	 sera	 formé,	 prolifèrent	 et	 se	 condensent	 (Figure	 32).	 Cependant,	

contrairement	 à	 l’ossification	 intra-membranaire,	 le	 développement	 endochondral	

nécessite	 des	 étapes	 supplémentaires	 dont	 le	 déroulement	 est	 contrôlé	 au	 niveau	

génétique,	cellulaire	et	tissulaire	(Figure	33).	
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Figure	33	:	Représentation	schématique	des	différentes	étapes	l’ossification	

endochondrale	

Les	 cellules	mésenchymateuse	après	prolifération	 se	différencient	d’abord	en	 chondrocytes.	 S’en	 suit	une	phase	de	

maturation	 pendant	 laquelle	 les	 chondrocytes	 prolifèrent	 et	 deviennent	 hypertrophiques.	 Ils	 secrètent	 alors	 une	

matrice	cartilagineuse	qui	après	vascularisation	est	résorbé	par	les	ostéoclastes.	Les	cellules	de	la	périphérie	ou	du	«	

bone	 collar	 »	 se	 différencient	 alors	 en	 ostéoblastes	 et	 remplace	 la	matrice	 cartilagineuse	 par	 une	matrice	 osseuse.	

(D’après	Ducy,	2001).	

	

L’ossification	endochondrale	passe	également	par	trois	phases	:	production	d’un	

modèle	cartilagineux,	formation	de	chondrocytes	hypertrophique	et	mise	en	place	de	la	

plaque	de	croissance,	vascularisation	et	résorption	du	modèle	cartilagineux.	

Après	 une	 étape	 de	 prolifération,	 les	 cellules	 mésenchymateuses	 de	 chaque	

condensation	vont	se	différencier	en	 fonction	de	 leur	position	(Figure	33)	:	 ce	sont	 les	

cellules	 périphériques	 et	 les	 cellules	 centrales.	 En	 périphérie,	 elles	 vont	 prendre	 un	

aspect	 allongé	 et	 s’organiser	 en	 plusieurs	 couches	 serrées.	 Cette	 structure	 lamellaire	

sera	 à	 l’origine	 du	 périchondre	 (tissu	 conjonctif	 formé	 de	 fibroblastes	 et	 d’un	 réseau	

dense	de	 fibres	de	collagène)	et	de	 la	structure	primitive	entourant	 la	région	médiane	

des	 futurs	os,	appelé	 le	bone	collar	 (dont	 les	cellules	se	différencieront	ultérieurement	

en	ostéoblastes).	A	l’inverse,	les	cellules	du	centre	de	la	condensation	vont	s’arrondir	et	

s’entourer	d’une	matrice	abondante,	 riche	en	protéoglycans	et	en	collagène	de	 type	 II,	

caractéristique	d’une	différenciation	en	chondrocyte	(Ducy,	2001).		
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Une	fois	les	chondrocytes	formés,	une	organisation	spatiale	particulière	se	met	en	

place	:	c’est	 la	plaque	de	croissance,	une	suture	cartilagineuse	qui	persistera	 jusqu’à	 la	

puberté	chez	l’homme	et	dont	la	fonction	est	primordiale	pour	la	croissance	des	os	longs	

(Figure	34).	

	

	
Figure	34	:	Représentation	schématique	de	l’organisation	de	la	plaque	de	croissance	chez	

les	mammifères	

(D’après	Karaplis,	2002)	
	

La	plaque	de	croissance	est	divisée	en	quatre	zones	fonctionnelles.	Dans	la	zone	

de	 réserve,	 les	 chondrocytes	 vont	 proliférer,	 formant	 des	 colonnes	 de	 cellules	

juxtaposées,	 appelée	 la	 zone	 proliférative	 (Figure	 34).	 Les	 cellules	 situées	 à	 la	 partie	

inférieure	des	colonnes	vont	ensuite	s’élargir	et	leur	production	de	collagène	II	diminue,	

remplacée	par	du	collagène	de	type	X.	Ces	cellules	forment	la	zone	préhypertrophique.	

Après	maturation,	ces	chondrocytes	deviennent	hypertrophiques	(Ducy,	2001;	Karaplis,	

2002).	Ces	chondrocytes	vont	ensuite	entrer	en	apoptose,	ce	qui	forme	des	lacunes,		qui	

serviront	à	 la	différentiation	en	ostéoblastes	des	cellules	mésenchymateuses	(Karaplis,	

2002).	

Une	 fois	 leur	maturation	achevée,	 les	 chondrocytes	 sont	emprisonnés	dans	une	

matrice	 calcifiée	 enrichie	 en	 collagène	 X.	 Ils	 vont	 également	 sécréter	 du	 Vascular	

Endothelial	Growth	Factor	(VEGF),	qui	est	une	angiogène	permettant	la	vascularisation.	



	 74	

Ainsi,	 de	 nouveaux	 vaisseaux	 sanguins	 envahissent	 la	 partie	 basse	 de	 la	 zone	

hypertrophique,	 ce	 qui	 permet	 la	 migration	 des	 ostéoclastes,	 cellules	 d’origine	

myéloïdes,	 dont	 la	 fonction	 est	 de	 résorber	 la	 matrice	 osseuse	 ou	 cartilagineuse.	 La	

vascularisation	permet	également	 l’arrivée	de	cellules	mésenchymateuses	de	 la	moelle	

osseuse,	qui	se	différencieront	en	ostéoblastes	et	vont	produire	une	matrice	osseuse,	à	la	

place	de	la	matrice	cartilagineuse	(Ducy,	2001;	Karaplis,	2002).	

	

B. 	Le	tissu	cartilagineux	

Le	 tissu	 cartilagineux	 est	un	 tissu	 conjonctif	 dépourvu	de	nerfs	 et	 de	 vaisseaux	

sanguins	:	l’apport	nutritif	se	fait	à	partir	du	périchondre,	un	tissu	conjonctif	vascularisé	

entourant	le	cartilage,	et	à	partir	du	liquide	synovial	pour	le	cartilage	articulaire.		Il	est	

composé	 de	 cellules,	 les	 chondrocytes,	 et	 d’une	 matrice	 extracellulaire	 (MEC)	 non	

minéralisée	 et	 très	 hydratée	 (Mallein-Gerin	 and	 Van	 der	 Rest,	 1996).	 La	 MEC	 est	

composée	 principalement	 par	 les	 collagènes	 de	 type	 II,	 IX,	 XI	 pour	 les	 chondrocytes	

articulaires,	 et	 de	 collagène	 X	 pour	 les	 chondrocytes	 hypertrophiques.	 En	 plus	 de	 ces	

fibres	de	collagène,	la	MEC	contient	également	des	protéoglycans,	chargés	négativement,	

tels	que	l’agrécan,	ainsi	que	des	protéines	non	collagéniques	telles	que	COMP	(Cartilage	

Oligomeric	Matrix	Protein).	Leur	rôle	sera	abordé	plus	loin	dans	ce	manuscrit.	

Chez	 l’homme	 adulte,	 il	 existe	 trois	 types	 de	 cartilage,	 selon	 la	 nature	 de	 leur	

MEC	:	 le	 cartilage	 hyalin,	 fibreux	 et	 élastique	 (Figure35	;	 Bruckner	 and	 van	 der	 Rest,	

1994).	
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Figure	35	:	Topographie	du	cartilage	chez	l’homme	adulte	

(D’après	Mallein-Gerin,	1996)	

	

Le	 cartilage	 hyalin	 est	 le	 plus	 abondant,	 et	 est	 constitué	 d’une	 MEC	 riche	 en	

protéoglycans	 et	 en	 fibres	 de	 collagènes.	 Dans	 ce	 tissu,	 les	 fibres	 de	 collagènes,	 très	

élastique,	 s’opposent	 à	 la	 grande	 pression	 osmotique	 due	 à	 la	 charge	 négative	 des	

protéoglycans,	pour	 former	un	 système	biologique	amortisseur	de	 choc	au	niveau	des	

articulations	 (Van	 der	 Rest,	 1987).	 Le	 fibrocartilage	 ou	 cartilage	 fibreux	 est	 un	

intermédiaire	 entre	 le	 tissu	 conjonctif	 et	 le	 cartilage	 hyalin.	 Il	 est	 riche	 en	 fibre	 de	

collagène	 qui	 lui	 confère	 une	 très	 grande	 résistance	 aux	 tractions	 et	 compressions	 et	

constitue	 ainsi	 les	 zones	 d’insertion	 de	 certains	 tendons	 et	 disques	 intervertébraux	

(Hall,	2014).	Le	cartilage	élastique	est	caractérisé	par	 la	présence	de	 fibre	élastique	et	

constitue,	par	exemple,	le	pavillon	de	l’oreille	(Figure	35).	

Au	 cours	 du	 développement	 embryonnaire,	 le	 tissu	 cartilagineux	 joue	 un	 rôle	

majeur.	En	effet,	 le	 squelette	 embryonnaire	est	 composé	majoritairement	de	 cartilage.	

Après	la	naissance,	ce	cartilage	se	trouve	restreint	au	niveau	de	la	plaque	de	croissance	

des	os	longs,	pour	permettre	la	croissance	de	l’individu.	Cette	plaque	de	croissance	est	

résorbée	 après	 l’adolescence,	 lorsque	 la	 croissance	 s’arrête.	 Enfin,	 à	 l’âge	 adulte,	 le	
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cartilage	 est	 très	 peu	 représenté,	 et	 sert	 de	 support	 pour	 les	 os,	 au	 niveau	 des	

articulations.	

Le	 cartilage	 est	 composé	 exclusivement	 par	 les	 chondrocytes,	 qui	 dérivent	 des	

cellules	mesenchymateuses.	Cette	différentiation	se	traduit	par	l’expression	de	protéines	

spécifiques	comme	le	collagène	de	type	II	ou	le	protéoglycan	Agrecan.	Ce	phénotype	est	

maintenu	de	façon	stable	dans	les	cartilages	permanents,	comme	le	cartilage	articulaire.	

Lors	 de	 l’ossification	 endochondrale,	 les	 chondrocytes	 acquièrent	 un	 phénotype	

hypertrophique,	 caractérisé	 par	 l’expression	 du	 collagène	 de	 type	 X,	 avant	 d’être	

remplacés	par	les	oséoblastes.	Ce	processus	de	différentiation	sera	abordé	dans	le	détail	

plus	loin	dans	ce	manuscrit.	La	formation	du	squelette	est	donc	un	processus	complexe,	

faisant	 intervenir	 différents	 types	 cellulaires,	 chacun	 ayant	 un	 rôle	 bien	 précis	 dans	

l’ostéogenèse.	 Le	 cartilage	 joue	 également	un	 rôle	 central	 au	 cours	du	développement	

osseux,	en	formant	l’ébauche	des	os,	lors	de	l’ossification	endochondrale.	

	

C. Acteurs	de	l’ostéogenèse	

Le	 tissu	 osseux	 est	 en	 constante	 évolution	 au	 cours	 de	 la	 vie	 d’un	 individu.	 En	

effet,	 ce	 tissu	 contient	 différents	 types	 de	 cellules	 qui	 participent	 activement	 à	 son	

homéostasie	 et	 à	 son	 remodelage.	 Au	 sein	 du	 tissu	 osseux	 adulte,	 on	 distingue	

principalement	 trois	 types	 cellulaires	 différents	:	 les	 cellules	 mésenchymateuses,	 qui	

vont	 se	 différencier	 en	 ostéoblastes,	 et	 les	 ostéoclastes,	 issus	 de	 la	 différentiation	 de	

monocytes.	

Le	 tissu	 cartilagineux	 quant	 à	 lui,	 a	 un	 rôle	 de	 support	 au	 sein	 de	 l’organisme	

adulte.	 Il	 est	 composé	de	 chondrocytes,	 qui	 vont	 former	 la	matrice	 cartilagineuse.	 Ces	

chondrocytes	sont	également	dérivés	de	cellules	mésenchymateuses.	

	

1. Cellules	Souches	Mésenchymateuses	(MSC)	

Dans	 la	 littérature,	 les	 MSC	 sont	 appelées	 soit	 cellules	 stromales	

mésenchymateuses	 soit	 cellules	 souches	 mésenchymateuses,	 car	 leur	 caractéristique	

souche	 est	 encore	 controversée.	 Dans	 ce	manuscrit,	 je	 les	 nommerai	 cellules	 souches	

mésenchymateuse	ou	MSC.	

Les	MSC	ont	été	décrites	pour	la	première	fois	en	1966	(Friedenstein	et	al.,	1966).	

Ces	 cellules,	 dérivées	 de	 la	 moelle	 osseuse	 de	 souris,	 étaient	 clonales,	 adhérentes	 au	

plastique	 et	 capables	 de	 se	 différencier	 en	 ostéoblastes,	 adipocytes	 et	 chondrocytes.	
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Depuis,	ces	cellules	MSC	furent	 isolées	de	nombreux	tissus	tels	que	 le	tissu	adipeux,	 la	

membrane	synovial,	le	muscle	squelettique,	le	derme,	les	os,	le	sang	de	cordon	ombilical,	

le	foie,	 la	rate…		(Bianco	et	al.,	2008;	Chen	et	al.,	2006;	Mimeault	and	Batra,	2008).	Les	

MSC	 isolées	 des	 différents	 tissus	 présentent	 des	 caractéristiques	 phénotypiques	

similaires.	Cependant,	 in	vitro,	elles	montrent	différentes	propensions	à	proliférer	ou	à	

se	 différencier,	 en	 réponse	 à	 la	 stimulation	 par	 des	 facteurs	 de	 croissance	 (Liu	 et	 al.,	

2009).	Les	MSC	isolées	des	différents	tissus	pourraient	ne	pas	être	 les	mêmes	cellules,	

même	si	elles	sont	similaires.	

Les	MSC	 sont	 des	 cellules	 d’aspect	 fibroblastique,	 aujourd’hui	 caractérisées	par	

un	panel	de	marqueurs,	ainsi	que	leur	capacité	de	différentiation.	Les	critères	minimaux	

afin	de	qualifier	une	population	cellulaire	de	MSC	sont	 l’adhésion	au	plastique	 in	vitro,	

l’expression	des	marqueurs	CD90,	CD73	et	CD105	dans	plus	de	95%	de	la	population	et	

une	expression	des	marqueurs	hématopoïétiques	CD34,	CD45,	CD14,	CD11b,	et	HLA-DR	

dans	maximum	5%	de	la	population	et	enfin,	une	capacité	de	différentiation	en	cellules	

osseuses	 (ostéoblastes),	 cartilagineuses	 (chondrocytes)	 et	 graisseuses	 (adipocytes)	

(Dominici	 et	 al.,	 2006).	Ainsi,	 les	 cellules	MSC	seraient	 les	précurseurs	des	 cellules	du	

lignage	mésodermique,	de	par	leur	capacité	à	se	différencier	en	ostéoblastes,	adipocytes,	

chondrocytes,	 myocytes,	 cardiomyocytes	 mais	 également	 de	 cellules	 d’origines	 non-

mésodermiques,	telles	que	des	hépatocytes,	cellules	ß	pancréatiques	ou	neurones	(Jiang	

et	 al.,	 2002).	 Les	 MSC	 sont	 caractérisées	 par	 leur	 capacité	 d’auto-renouvellement	

(prolifération	sans	se	différencier),	car	elles	prolifèrent	de	façon	clonale,	et	leur	capacité	

à	se	différencier	en	plusieurs	types	de	cellules	(Figure	36).		
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Figure	36	:	Les	cellules	MSC	sont	capables	de	se	différencier	en	cellules	d’origine	

mésodermique	mais	également	non-mésodermique.	

(D’après	Liu,	2009).	
	

Les	 cellules	MSC	 ont	 donc	 un	 rôle	 primordial	 au	 sein	 de	 l’organisme	 car	 d’une	

part	ces	cellules	ont,	dans	la	moelle	osseuse,	un	rôle	très	important	dans	la	création	de	la	

niche	 des	 cellules	 souches	 hématopoïétiques	 en	 favorisant	 le	 développement	 et	 la	

différenciation	 du	 système	 lympho-hématopoïétique	 par	 la	 sécrétion	 de	 facteurs	 de	

croissance,	 de	 cytokines	 et	 de	matrices	 extracellulaires	 particulières	 (Haynesworth	 et	 al.,	

1996),	et	d’autre	part,	elles	participent	à	 l’homéostasie	 tissulaire,	en	étant	 les	précurseurs	

de	nombreux	types	cellulaires,	notamment	des	cellules	osseuses.	

	

2. Ostéoblastes	et	ostéocytes	

a) Généralités	sur	les	ostéoblastes	et	les	ostéocytes	

	

Les	 ostéoblastes	 dérivent	 des	 cellules	 mésenchymateuses	 appelées	 cellules	

ostéoprogénitrices.	 Les	ostéoblastes	 sont	des	 cellules	mononuclées,	 situés	 à	 la	 surface	

du	 tissu	 osseux	 et	 dont	 l’activité	 principale	 est	 de	 synthétiser	 la	 matrice	 osseuse.	 La	

matrice	 osseuse	 est	 une	 matrice	 extracellulaire,	 composée	 d’une	 phase	 organique	

(22%),	inorganique	(69%)	et	d’eau	(9%)	(Toppets,	2004).		

La	 matrice	 organique	 forme	 l’ostéoïde	 et	 est	 principalement	 constituée	 de	

collagène	de	type	I	dont	le	rôle	est	structural,	mais	également	d’autres	protéines,	comme	
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l’ostéopontine,	 dont	 le	 rôle	 est	 d’inhiber	 la	 formation	 de	 la	 matrice	 inorganique,	

l’ostéocalcine,	qui	permet	la	liaison		avec	la	matrice	inorganique		ou	l’ostéonectine,	qui	

permet	 de	 fixer	 le	 calcium	 et	 d’initier	 la	 minéralisation	 (Toppets,	 2004).	 La	 matrice	

organique	 forme	 un	 réseau	 fibreux,	 qui	 favorise	 la	 minéralisation,	 par	 fixation	 de	 la	

matrice	inorganique.	La	matrice	inorganique	est	composée	de	calcium	et	d’hydroxyde	de	

phosphate,	 qui	 précipitent	 pour	 former	 des	 cristaux	 d’hydroxyapatite.	 Cette	 matrice	

inorganique	se	forme	sur	l’ostéoïde	et	permet	de	rigidifier	et	de	solidifier	l’os	(Toppets,	

2004).	 Les	 cristaux	 d’hydroxyapatite	 se	 fixent	 entre	 les	 fibres	 de	 collagène,	 assurant	

ainsi	la	minéralisation	de	l’os.	

Les	 ostéoblastes	 ont	 pour	 rôle	 la	 sécrétion	 de	 la	 matrice	 organique	 et	

inorganique.	 De	 plus,	 ils	 peuvent	 également	 réguler	 la	 fonction	 des	 ostéoclastes	

(Caetano-Lopes	 et	 al.,	 2007).	 Au	 cours	 de	 leur	 différentiation	 et	 maturation,	 les	

ostéoblastes	 acquièrent	 la	 capacité	 à	 synthétiser	 la	 matrice	 osseuse.	 Après	

différentiation,	 certains	 ostéoblastes	 sont	 emprisonnés	 dans	 la	 matrice	 qu’ils	 ont	

produite,	 et	 deviennent	 des	 ostéocytes,	 arrêtant	 de	 produire	 de	 l’ostéoïde	 (Mackie,	

2003).	 Les	 ostéocytes	 sont	 les	 cellules	 les	 plus	 abondantes	 de	 l’os,	 et	 ont	 un	 rôle	 de	

coordinateur	au	sein	du	tissu	osseux.	En	effet,	 les	ostéocytes	sont	capables	d’induire	la	

formation	de	matrice	par	les	ostéoblastes	mais	également	la	résorption	de	cette	matrice	

par	les	ostéoclastes.	

La	 différenciation	 des	 cellules	 mésenchymateuses	 en	 ostéoblastes	 est	 un	

processus	nécessitant	plusieurs	étapes	avant	d’arriver	à	un	ostéoblaste	mature,	capable	

de	sécréter	de	la	matrice	osseuse.	Ainsi,	les	cellules	mésenchymateuses	se	différencient	

d’abord	 en	 préostéoblastes,	 et	 commencent	 à	 produire	 la	matrice	 organique.	 Les	 pré-

ostéoblastes	 se	différencient	 ensuite	 en	ostéoblastes	 immatures,	qui	 sécrètent	aussi	 la	

matrice	 organique.	 Enfin,	 les	 ostéoblastes	 deviennent	matures	 et	 sécrètent	 la	matrice	

inorganique,	avant	de	devenir	des	ostéocytes	(Figure	37).	
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Figure	37	:	La	différenciation	des	MSC	en	ostéoblastes	nécessite	plusieurs	étapes.	

	

La	différentiation	des	cellules	MSC	en	ostéoblastes	est	sous	le	contrôle	du	facteur	

de	transcription	RUNX2	(Bruderer	et	al.,	2014;	Ducy	et	al.,	1997;	Komori,	2010;	Komori	

et	 al.,	 1997).	 Ce	 facteur	 de	 transcription	 appartient	 à	 la	 famille	 des	 runt-related	

transcription	factor	ou	RUNX	(van	Wijnen	et	al.,	2004).	La	famille	RUNX	est	composée	de	

trois	 membres	 chez	 les	 mammifères	:	 RUNX1	 (CBFA2),	 RUNX2	 (CBFA1)	 et	 RUNX3	

(CBFA3).	RUNX1	est	nécessaire	pour	 l’hématopoïèse,	 tandis	que	RUNX3	est	 important	

pour	la	neurogenèse	(Wang	et	al.,	1996).	RUNX2	quant	à	lui	est	essentiel	à	la	formation	

du	tissu	osseux	(Ducy	et	al.,	1997;	Komori	et	al.,	1997).	

	

b) Le	facteur	de	transcription	RUNX2	

Le	 facteur	 de	 transcription	 RUNX2,	 comme	 tous	 les	 RUNX,	 est	 une	 protéine	

composée	d’une	sous	unité	α,	qui	peut	s’hétéro-dimériser	avec	un	cofacteur	ß.	La	sous-

unité	α	est	codée	par	le	gène	Cbfa1	ou	PEBP2αA,	et	est	capable	de	se	fixer	à	l’ADN	et	au	

cofacteur	 ß,	 via	 le	 domaine	 Runt,	 tandis	 que	 le	 cofacteur	 ß	 est	 codé	 par	 le	 gène	 core	

binding	 factor	ß	(CBFß	ou	PEBP2ß),	et	participe	à	 la	stabilisation	de	 la	 liaison	entre	 la	

sous-unité	 α	 et	 l’ADN	 mais	 empêche	 également	 la	 dégradation	 de	 RUNX2	 par	 le	

protéasome	(Golling	et	al.,	1996;	Ogawa	et	al.,	1993a).	

Il	 existe	 deux	 isoformes	 de	 la	 protéine	 RUNX2.	 En	 effet,	 on	 distingue	 deux	

promoteurs	 sur	 le	 gène,	 conduisant	 à	 la	 transcription	 de	 deux	 ARNm	:	 un	 promoteur	

distal	 appelé	 P1,	 codant	 pour	 l’isoforme	 type	 II	 et	 un	 promoteur	 proximal	 P2	 codant	

pour	 l’isoforme	 type	 I.	 Les	 régions	 3’	 des	 ARNm	 des	 deux	 isoformes	 de	 RUNX2	 sont	
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identiques	alors	que	 leurs	régions	5’	sont	différentes.	L’isoforme	de	type	I	est	exprimé	

dans	 très	 peu	 de	 types	 cellulaires,	 notamment	 le	 thymus,	 les	 lymphocytes	 T,	 les	

ostéoblastes	et	les	chondrocytes	(Enomoto	et	al.,	2000;	Harada	et	al.,	1999;	Ogawa	et	al.,	

1993b;	 Satake	 et	 al.,	 1995)	 tandis	 que	 l’ARNm	 du	 RUNX2	 de	 type	 II	 majoritairement	

retrouvé	dans	les	ostéoblastes	(Banerjee	et	al.,	2001).	Les	deux	isoformes	de	RUNX2	ont	

des	fonctions	similaires,	mais	diffèrent	par	leur	dépendance	au	co-facteur	CBFß.	En	effet,	

en	absence	de	ce	cofacteur,	l’isoforme	RUNX2	de	type	I	est	moins	efficace	que	l’isoforme	

de	type	II	(Kanatani	et	al.,	2006).	

	

(1) Régulation	du	facteur	de	transcription	RUNX2	

Au	cours	de	la	différentiation	ostéoblastique,	l’expression	de	RUNX2	est	finement	

régulée.	 En	 effet,	 RUNX2	 est	 fortement	 exprimé	 dans	 les	 préostéoblastes	 et	 les	

ostéoblastes	 immatures,	 son	expression	est	 réduite	dans	 les	ostéoblastes	matures	et	 il	

est	 indétectable	dans	 les	ostéocytes	 (Liu	et	al.,	2001).	La	régulation	de	 l’expression	de	

RUNX2	peut	se	faire	au	niveau	transcriptionel	ou	post-traductionnel.	

	

(a) Régulation	transcriptionnelle	

L’analyse	de	la	séquence	du	promoteur	de	RUNX2	a	révélé	l’existence	de	sites	de	

liaison	de	plusieurs	facteurs	de	transcription.	Ainsi,	le	promoteur	proximal	P2	de	RUNX2	

contient	deux	sites	de	fixation	pour	l’activator	protein-1	(AP-1),	et	six	séquences	OSE2	

(osteoblast-specific	element	2).	Le	promoteur	distal	P1	contient,	en	plus,	 trois	sites	de	

fixation	pour	AP-1,	un	site	de	fixation	pour	le	nuclear	factor	1	(NF1)	(Tou	et	al.,	2003).	

Le	facteur	de	transcription	AP-1	est	un	complexe	homo-	ou	hétérodimérique,	composé	

de	 protéines	 de	 la	 famille	 des	 Jun,	 Fos,	 ATF	 (activating	 transciption	 factor)	 et	 MAF	

(musculoaponeurotic	 fibrosarcoma).	 En	 plus	 de	 ces	 sites	 de	 fixation,	 le	 promoteur	 de	

RUNX2	 contient	 un	 site	 de	 liaison	 pour	 le	 facteur	 de	 transcription	 C/EBP	 (CCAAT-

enhancer-binding	proteins),	et	un	site	consensus	de	fixation	des	protéines	Smad	(Tou	et	

al.,	2003).	

Ces	différents	 facteurs	de	transcription	sont	capables	de	réguler	 l’expression	de	

RUNX2,	 soit	 en	 augmentant	 sa	 transcription	 ou	 en	 l’inhibant.	 La	 fixation	 du	 complexe	

JunD/FosB	AP-1	sur	son	site	de	 liaison	augmente	 l’activité	du	promoteur	de	RUNX2	et	

donc	 sa	 transcription	 (Zambotti	 et	 al.,	 2002).	 A	 l’inverse,	 la	 fixation	 du	 facteur	 de	
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transcription	NF1-A,	présent	dans	les	cellules	non	ostéoblastiques,	a	un	effet	inhibiteur	

sur	 la	 transcription	 de	 RUNX2	 (Zambotti	 et	 al.,	 2002).	 L’expression	 de	 RUNX2	 est	

augmentée	 par	 les	 protéines	 Smad1	 et	 Smad5.	 Ces	 protéines	 participent	 à	 la	

signalisation	 via	 le	 BMP,	 et	 seront	 abordées	 plus	 tard	 dans	 ce	manuscrit.	 La	 protéine	

Dlx5	est	également	capable	de	réguler	l’expression	de	RUNX2,	en	réponse	au	BMP	(Lee	

et	 al.,	 2005).	 Dlx5	 est	 un	 facteur	 de	 transcription	 à	 homéodomaine,	 dont	 l’absence	

provoque	 une	 inhibition	 de	 la	 différentiation	 osseuse,	 et	 des	 anomalies	 de	

développement	(Ulsamer	et	al.,	2008).	

Enfin,	des	facteurs	de	transcription	ont	un	effet	sur	l’expression	de	RUNX2,	mais	

aucune	 étude	 n’a	 montré	 l’interaction	 directe	 entre	 ces	 facteurs	 et	 le	 promoteur	 de	

RUNX2.	C’est	le	cas	pour	la	protéine	à	homéodomaine	HOXA-2,	qui	a	un	effet	inhibiteur,	

NKX3-2	ou	Msx2,	qui	ont	un	effet	stimulateur	(Kanzler	et	al.,	1998;	Satokata	et	al.,	2000;	

Tribioli	and	Lufkin,	1999).		

RUNX2	 est	 également	 capable	 de	 s’autoréguler.	 En	 effet,	 il	 peut	 se	 fixer	 sur	 les	

sites	OSE2	 présents	 sur	 son	 promoteur.	 Cependant,	 l’effet	 de	 cette	 autorégulation	 sur	

l’expression	de	RUNX2	n’est	pas	encore	bien	connu.	En	effet,	la	surexpression	de	RUNX2	

dans	des	cellules	fibroblastiques	de	souris	NIH3T3	provoque	une	régulation	négative	de	

l’activité	 du	 promoteur	 de	RUNX2	 (Drissi	 et	 al.,	 2000)	 tandis	 que	 d’autres	 études	 ont	

montré	que	RUNX2	est	capable	d’augmenter	l’activité	de	son	promoteur,	en	réponse	au	

BMP7	(Tou	et	al.,	2003).	

	

(b) Régulation	post-traductionnelle	

En	 plus	 de	 sa	 régulation	 transcriptionnelle,	 le	 facteur	 de	 transcription	 RUNX2	

peut	 également	 être	 régulé	 par	 des	 modifications	 post-traductionnelles	 telles	 que	 la	

phosphorylation,	l’acétylation	ou	l’ubiquitination.	

La	phosphorylation	consiste	en	l’ajout	d’un	groupement	phosphate	sur	la	chaîne	

latérale	des	acides	aminés	Sérine,	Thréonine	ou	Tyrosine	de	n’importe	quelle	protéine,	

ce	qui	 leur	 confère	une	 charge	négative	 et	provoque	généralement	un	 changement	de	

conformation.	 Cet	 ajout	 est	 dû	 à	 l’activité	 des	 kinases,	 tandis	 que	 les	 phosphatases	

permettent	la	déphosphorylation	(Cohen,	1988;	Pearlman	et	al.,	2011).		

La	phosphorylation	de	RUNX2	se	fait	dans	le	noyau	et	est	généralement	régulée	

par	la	voie	de	signalisation	ERK	(Extracellular	signal-Regulated	Kinase)/MAPK	(Mitogen	

Activated	Protein	Kinase).	 Il	y	a	quatre	membres	de	 la	 famille	MAPK	:	ERK1/2,	 JNK	(c-
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Jun	N-terminal	kinase),	p38	et	ERK5	(Sinha	and	Zhou,	2013).	Cette	phosphorylation	par	

la	 voie	 ERK/MAPK	 permet	 de	 réguler	 l’activité	 de	 RUNX2,	 soit	 en	 l’activant	 soit	 en	

l’inhibant.	 Par	 exemple,	 la	 phosphorylation	 de	 RUNX2	 par	 ERK1	 sur	 les	 sérines	 en	

position	301	et	319	 stimule	 l’expression	des	 gènes	ostéogéniques,	 en	 augmentant	 son	

activité	 transcriptionnelle	 (Ge	 et	 al.,	 2009).	 Récemment,	 une	 étude	 a	 montré	 que	 la	

phosphorylation	 de	 RUNX2	 par	 JNK1	 sur	 la	 sérine	 104	 avait	 un	 effet	 inhibiteur	 de	

l’activité	 de	 RUNX2,	 en	 empêchant	 l’interaction	 entre	 RUNX2	 et	 CBFß	 (Huang	 et	 al.,	

2012).	

La	 phosphorylation	 par	 la	 voie	 MAPK	 est	 la	 principale	 responsable	 de	 la	

phosphorylation	de	RUNX2	mais	d’autres	protéines	en	sont	également	capables.	En	effet,	

RUNX2	 comprend	 de	 nombreux	 sites	 de	 phosphorylation,	 qui	 peut	 avoir	 un	 	 effet	

inhibiteur	 ou	 activateur.	 La	 phosphorylation	 de	 RUNX2	 par	 la	 GSK3ß	 (Glycogen	

Synthase	 Kinase	 3ß)	 bloque	 son	 activité,	 par	 ajout	 d’un	 groupement	 phosphate	 au	

niveau	des	Sérines	369,	373	et	377	 (Kugimiya	et	 al.,	 2007).	 La	PKA	 (Protein	Kinase	A	

dépendante	 de	 l’AMP	 cyclique),	 à	 l’inverse,	 augmente	 l’activité	 de	 RUNX2,	 via	 la	

phosphorylation	sur	la	sérine	347	(Selvamurugan,	2000).	La	phosphorylation	de	RUNX2	

est	donc	essentielle	à	la	modulation	de	son	activité,	en	fonction	du	site	concerné.		

D’autres	 modifications	 post-traductionnelles	 ont	 un	 rôle	 dans	 la	 régulation	 de	

RUNX2.	 L’acétylation	 permet	 l’ajout	 d’un	 groupe	 acétyle	 sur	 des	 lysines	 dans	 une	

protéine,	et	elle	a	un	rôle	extrêmement	important	dans	la	régulation	de	la	structure	de	la	

chromatine	 et	 l’expression	 des	 gènes	 en	 général.	 L’acétylation	 est	 un	 mécanisme	 de	

régulation	 post-traductionnelle	 qui	 permet	 de	 moduler	 l’activité	 des	 histones,	 des	

facteurs	de	transcription	ainsi	que	d’autres	protéines	(Yang,	2004).	

	L’acétylation	est	faite	par	les	protéines	de	la	famille	des	lysine	acétyltransferases	

dont	font	partie	les	HAT	(Histone	Acetyl	Transferase),	tandis	que	la	déacétylayion	se	fait	

par	 les	 protéines	 HDAC	 (Histone	 DeACetylase).	 Les	 protéines	 HAT	 ont	 la	 capacité	

d’interagir	avec	RUNX2,	pour	réguler	son	activité.	En	effet,	la	protéine	p300,	qui	possède	

un	domaine	HAT	intrinsèque,	permet	l’acétylation	de	RUNX2,	via	la	signalisation	MAPK,	

ce	qui	augmente	son	activité	et	sa	stabilité,	en	réponse	au	BMP2	(Jeon	et	al.,	2006).		

La	 régulation	 de	 RUNX2	 passe	 aussi	 par	 sa	 dégradation.	 L’ubiquitination	 des	

protéines	 joue	un	 rôle	majeur	dans	 leur	dégradation	par	 le	protéasome	 (Hershko	and	

Ciechanover,	 1998).	 Cette	 dégradation	 se	 fait	 par	 une	 cascade	 de	 signalisation	

orchestrée	 par	 les	 enzymes	 E1	 ubiquitin-activating,	 E2	 ubiquitin-conjugating	 et	 E3	
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ubiquitin-ligase.	Les	E3	ubiquitin	ligases	permettent	la	spécificité	de	l’ubiquitination	sur	

les	protéines	et	celles	qui	sont	polyubiquitinées	sont	adressées	au	protéasome	pour	leur	

dégradation	 (Hershko	 and	 Ciechanover,	 1998).	 Des	 E3	 ubiquitin	 ligases	 telles	 que	

Smurf1	(Smad	Regulatory	Factor	1)	ou	WWP1	permettent	l’ubiquitination	de	RUNX2	et	

son	adressage	au	protéasome,	où	il	sera	dégradé	(Vimalraj	et	al.,	2015).		

La	 régulation	 de	 l’expression	 ou	 de	 l’activité	 de	 RUNX2	 est	 donc	 complexe.	 En	

effet,	outre	leurs	effets	individuels,	ces	différents	processus	sont	interconnectés,	afin	de	

réguler	l’activité	de	RUNX2	la	plus	finement	possible.	Ainsi,	la	surexpression	de	Smurf1	

dans	les	ostéoblastes	inhibe	leur	différenciation,	par	l’inhibition	de	la	signalisation	BMP	

(Zhao	 et	 al.,	 2003,	 2004).	 Le	 BMP2	 stimule	 l’acétylation	 par	 p300	 de	 RUNX2,	 ce	 qui	

inhibe	 sa	 dégradation	 dépendante	 de	 Smurf1.	 Les	 protéines	 HDAC4/5	 peuvent	

déacétyler	RUNX2,	ce	qui	le	rend	vulnérable	à	son	ubiquitination	par	Smurf1	(Jeon	et	al.,	

2006).	Enfin,	la	phosphorylation	de	RUNX2	par	la	signalisation	ERK/MPAK	sur	la	sérine	

294	augmente	son	acétylation,	ce	qui	augmente	l’activité	transcriptionnelle	de	RUNX2	et	

inhibe	sa	dégradation	par	l’ubiquitination	(Park	et	al.,	2010).		

	

(2) Rôle	physiologique	

Le	facteur	de	transcription	RUNX2	joue	un	rôle	essentiel	au	cours	de	la	formation	

du	tissu	osseux,	et	la	différentiation	des	ostéoblastes.	En	effet,	les	souris	KO	pour	RUNX2	

meurent	 à	 la	 naissance,	 et	 présentent	 une	 absence	 d’ossification	 directe	 et	

endochondrale,	due	à	une	absence	de	différentiation	des	ostéoblastes,	ainsi	qu’un	retard	

dans	la	différentiation	des	chondrocytes	(Komori	et	al.,	1997;	Otto	et	al.,	1997).		

La	 délétion	 de	 RUNX2	 entraîne	 une	 absence	 d’expression	 des	 gènes	 impliqués	

dans	 la	 différentiation	 des	 ostéoblastes	 et	 la	 formation	 de	 la	 matrice	 osseuse.	 Cette	

absence	d’expression	a	permis	de	montrer	que	RUNX2	est	capable	d’induire	l’expression	

de	 gènes	 cibles	 en	 se	 fixant	 sur	 une	 séquence	 particulière	 du	 promoteur,	 appelée	

l’Osteoblasts	 Specific	 Element	 2	 (OSE2)	 (Ducy,	 2000;	 Vimalraj	 et	 al.,	 2015).	 Cette	

séquence	a	été	retrouvée	sur	de	très	nombreux	gènes	impliqués	dans	la	différentiation	

ostéoblastique	 et	 la	 production	 de	 la	 matrice	 extracellulaire	 tels	 que	 l’ostéocalcine	

(OCN),	l’ostéopontine	(OPN),	le	collagène	1A1	(Coll1A1)	ou	encore	le	récepteur	de	type	I	

au	 TGFß	 (Tranforming	 Growth	 Factor	 ß)	 (Ducy	 et	 al.,	 1997;	 Ji	 et	 al.,	 1998)	;	 mais	

également	la	différentiation	chondrocytaire	tels	que	le	Collagène	de	type	X	(CollX)	ou	le	

VEGF	(Li	et	al.,	2011;	Zelzer	et	al.,	2001).	Enfin,	cette	séquence	OSE2	a	été	retrouvée	sur	
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le	 promoteur	 de	 l’ostéoprotegerine,	 un	 inhibiteur	 de	 la	 différentiation	 ostéoclastique,	

mais	également	sur	celui	du	RANKL	(Receptor	Activator	of	NF-κB	Ligand),	un	activateur	

de	la	différentiation	ostéoclastique	(Geoffroy	et	al.,	2002;	Kitazawa	et	al.,	1999).	

Le	facteur	de	transcription	RUNX2	est	donc	considéré	comme	le	«	master	gene	»	

de	 la	 différentiation	 ostéoblastique.	 En	 effet,	 RUNX2	 est	 essentiel	 au	 début	 de	 la	

différentiation	 ostéoblastique,	 afin	 d’engager	 les	 cellules	 MSC	 dans	 le	 lignage	

ostéogénique	et	d’initier	 la	 transcription	des	gènes	 impliqués	dans	 la	production	de	 la	

matrice	organique,	et	son	absence	conduit	à	un	absence	de	squelette	(Figure	38).	

	

	
Figure	38	:	Régulation	de	la	différentiation	ostéoblastique	par	RUNX2	

Pendant	le	processus	de	différentiation,	RUNX2	est	crucial	pour	l’engagement	des	cellules	MSC	dans	le	lignage	osseux	

et	permet	la	transcription	des	gènes	impliqués	dans	la	production	de	la	matrice	osseuse,	tels	que	OPN,	OCN,	Coll1A1.	

L’expression	de	RUNX2	est	ensuite	down	régulée,	pour	que	les	ostéoblastes	puissent	devenir	matures.	

Le	 facteur	 de	 transcription	 Ostérix	 (OSX)	 intervient	 juste	 après	 l’expression	 de	 RUNX2	 dans	 les	 condensations	

mésenchymateuse.	OSX	coordonne	son	action	avec	RUNX2	pour	augmenter	le	processus	de	différentiation.	
	

L’expression	de	RUNX2	au	cours	 l’ostéoblastogénèse	est	 régulée	en	 fonction	du	

stade	de	la	différentiation.	Au	début	de	la	différentiation,	RUNX2	active	la	transcription	

des	gènes	essentiels	au	développement	de	 l’os	et	donc	son	expression	est	 forte,	 tandis	

qu’à	des	phases	de	différentiation	plus	tardive,	l’expression	de	RUNX2	est	inhibée	pour	

permettre	la	maturation	des	ostéoblastes.	En	effet,	la	surexpression	de	RUNX2	dans	des	

ostéoblastes	en	différenciation	tardive,	inhibe	leur	maturation	(Liu	et	al.,	2001).	

RUNX2	 a	 également	 un	 rôle	 dans	 la	 différenciation	 chondrocytaire	 et	

ostéoclastique,	mais	 ces	 rôles	 seront	discutés	plus	 loin	dans	 ce	manuscrit.	Malgré	 son	
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rôle	 prépondérant	 dans	 les	 processus	 d’ossification,	 RUNX2	 n’est	 pas	 le	 seul	 facteur	

important	 pour	 la	 différenciation	 osseuse.	 En	 effet,	 le	 facteur	 de	 transcription	Ostérix	

(OSX)	joue	également	un	rôle	central	dans	la	formation	de	l’os.	

	

c) Le	facteur	de	transcription	Osterix	(OSX)	

Le	 facteur	 de	 transcription	 OSX	 appartient	 à	 la	 famille	 des	 Krüppel-like,	 et	

contient	 trois	 séquences	 doigts	 de	 zinc	 Cystéine	 (2)/Histidine	 (2)	 (Nakashima	 et	 al.,	

2002).	OSX	est	exprimé	spécifiquement	dans	les	ostéoblastes	ainsi	que	dans	les	cellules	

ostéoprogénitrices	 formant	 l’os	 de	manière	directe	 ou	par	 ossification	 endochondrale,	

suggérant	 un	 rôle	 d’OSX	 dans	 la	 différentiation	 des	 préostéoblastes	 en	 ostéoblastes	

immatures	(Nakashima	et	al.,	2002).	

Le	 facteur	 de	 transcription	 OSX	 est	 fortement	 conservé	 entre	 l’homme	 et	 la	

souris.	Son	gène,	situé	sur	le	chromosome	12	chez	l’homme,	est	composé	de	deux	exons.	

L’exon	1	code	pour	les	sept	acides	aminés	de	la	région	N-terminal	tandis	que	l’exon	deux	

contient	 le	cadre	ouvert	de	 lecture	(ORF)	et	 la	région	3’	non	traduite	(3’-UTR)	(Zhang,	

2012).	 D’un	 point	 de	 vue	 protéique,	 OSX	 contient	 trois	 doigts	 de	 zinc	 qui	 servent	 de		

domaines	de	fixation	à	l’ADN.	Ces	sites	de	liaison	sont	situés	dans	la	région	C-terminale.	

OSX	 se	 fixe	 sur	 des	 régions	 riches	 en	 GC	 de	 l’ADN	 cible.	 Au	 niveau	 de	 la	 région	 N-

terminale,	OSX	contient	une	région	riche	en	proline,	responsable	de	son	effet	inhibiteur		

sur	la	voie	Wnt	(Zhang	et	al.,	2008).	Cette	voie	est	extrêmement	importante	au	début	de	

la	différentiation	pour	la	prolifération	des	cellules	(Hu	et	al.,	2005).	Son	rôle	précis	sera	

détaillé	plus	loin	dans	ce	manuscrit.	

	

(1) Régulation	d’OSX	

Tout	 comme	 le	 facteur	 de	 transcription	 RUNX2,	 l’expression	 et	 l’activité	 d’OSX	

sont	finement	régulées	au	cours	de	la	différentiation	osseuse.	En	effet,	OSX	est	fortement	

exprimé	dans	les	ostéoblastes	et	très	peu	dans	les	chondrocytes	lors	du	développement	

embryonnaire.	 De	 plus,	 ce	 facteur	 a	 un	 rôle	 très	 important	 chez	 l’adulte	 comme	

régulateur	de	l’homéostasie	osseuse	(Sinha	and	Zhou,	2013).	
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(a) Régulation	transcriptionnelle	

L’analyse	de	 la	 séquence	du	promoteur	d’OSX	 a	 révélé	des	 sites	de	 liaison	pour	

Sox9,	 RUNX2,	 et	Dlx5	 (Nishio	 et	 al.,	 2006).	 Ces	 différentes	 protéines	 sont	 capables	 de	

réguler	l’expression	d’OSX,	soit	en	l’activant	ou	en	l’inhibant.	

Sox9	 est	 un	 facteur	 très	 important	 pour	 la	 différenciation	 chondrocytaire.	 Sa	

fixation	sur	le	promoteur	d’OSX	bloquerait	son	expression	induite	par	RUNX2,	dans	les	

chondrocytes	 hypertrophiques	 (Sinha	 and	 Zhou,	 2013).	 Tout	 comme	 RUNX2,	

l’expression	 d’OSX	 est	 stimulée	 par	 la	 voie	 BMP.	 Cependant,	 cette	 stimulation	 est	

indirecte	 et	 passe	 par	 la	 phosphorylation	 de	 Dlx5,	 l’expression	 de	 Msx2,	 ou	 celle	 de	

RUNX2,	 permettant	 leur	 interaction	 avec	 le	 promoteur	 d’OSX	 ce	 qui	 active	 sa	

transcription	 (Lee	 et	 al.,	 2003).	 En	 effet,	 RUNX2	 est	 capable	 d’activer	 la	 transcription	

d’OSX	en	se	fixant	directement	sur	le	promoteur	de	celui-ci.	OSX	agit	donc	après	RUNX2	

au	 cours	de	 la	différentiation	osseuse	 (Nakashima	et	 al.,	 2002).	D’autres	 facteurs	 sont	

impliqués	dans	 la	régulation	de	 l’expression	d’OSX	comme	Tbx-3	(T-box	3),	qui	bloque	

l’expression	 d’OSX,	 ou	 XBP1,	 qui	 se	 fixe	 sur	 le	 promoteur	 d’OSX	 pour	 induire	 son	

expression	 (Govoni	 et	 al.,	 2009;	 Tohmonda	 et	 al.,	 2011).	 Le	 TNFα	 (Tumor-Necrosis	

Factor)	est	 capable	d’inhiber	 la	différentiation	osseuse,	en	augmentant	 l’expression	de	

Prx1	 (paired-related	 homeodomain).	 Prx1	 interagit	 avec	 le	 promoteur	 d’OSX	 pour	

réprimer	son	expression	(Lu	et	al.,	2011).	

Tout	comme	RUNX2,	OSX	est	également	capable	de	s’autoréguler	en	se	fixant	sur	

son	propre	promoteur,	ce	qui	permettrait	de	garder	un	niveau	d’OSX	suffisant,	au	cours	

des	étapes	précoces	de	la	différentiation	osseuse	(Yoshida	et	al.,	2012).	

	

(b) Régulation	post-traductionnelle	et	interactions	

protéiques	

Comme	 RUNX2,	 l’activité	 d’OSX	 est	 régulée	 par	 la	 phosphorylation	 qui	 est	

généralement	 régulée	 par	 l’activation	 de	 la	 signalisation	 BMP.	 En	 réponse	 à	 cette	

signalisation,	OSX	est	phosphorylé	par	p38	(une	MAPK)	sur	les	résidus	sérine	73	et	77,	

ce	 qui	 augmente	 sa	 stabilité	 et	 permet	 son	 interaction	 avec	 des	 activateurs	

transcriptionnels,	 tels	que	p300,	afin	d’initier	 la	transcription	des	gènes	cibles	(Ortuño	

et	 al.,	 2010).	 La	 signalisation	BMP	est	 également	 capable	d’induire	 la	phosphorylation	

d’OSX	par	Akt.	Cette	phosphorylation	se	fait	sur	un	site	particulier	proche	de	la	région	C-
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terminale	d’OSX,	et	augmente	la	stabilité	et	 l’activité	transcriptionnelle	d’OSX,	au	cours	

de	la	différenciation	(Choi	et	al.,	2011).	L’activité	d’OSX	peut	également	être	régulée	par	

son	 interaction	 avec	 différents	 partenaires	 protéiques.	 Par	 exemple,	 le	 facteur	 de	

transcription	 NFATc	 (Nuclear	 Factor	 of	 Activated	 T-cells)	 interagit	 avec	 le	 domaine	

d’activation	 d’OSX,	 et	 cette	 interaction	 est	 requise	 pour	 le	 recrutement	 d’OSX	 sur	 le	

promoteur	du	gène	du	Coll1A1	(Koga	et	al.,	2005).		

L’expression	 ou	 l’activité	 d’OSX	 sont	 donc	 finement	 régulées	 au	 cours	 de	 la	

différentiation	osseuse.	En	effet,	ce	facteur	de	transcription,	en	plus	de	RUNX2	joue	un	

rôle	central	dans	l’ostéoblastogénèse.	

	

(2) Rôle	physiologique	

Le	 facteur	 de	 transcription	 OSX	 joue,	 avec	 RUNX2,	 un	 rôle	 central	 dans	 la	

différentiation	 osseuse.	 Les	 souris	 KO	 pour	 OSX	 meurent	 peu	 de	 temps	 après	 la	

naissance	due	à	une	absence	d’os.	Les	souris	KO	OSX	présentent	une	absence	complète	

d’ossification	directe	due	à	une	incapacité	des	MSC	à	former	une	matrice	osseuse	tandis	

que	les	os	formés	par	ossification	endochondrale	présentent	une	matrice	cartilagineuse	

minéralisée,	 mais	 pas	 une	 matrice	 osseuse	 calcifiée,	 indiquant	 un	 rôle	 d’OSX	 dans	 la	

formation	des	ostéoblastes	mais	pas	des	chondrocytes	hypertrophiques	(Nakashima	et	

al.,	 2002).	 En	 effet,	 les	 souris	 KO	OSX	 présentent	 une	 formation	 de	 cartilage	 normale,	

démontrant	 le	 rôle	 d’OSX	 uniquement	 dans	 le	 processus	 de	 différentiation	

ostéoblastique	 et	 la	 maturation	 des	 ostéoblastes.	 L’expression	 des	 marqueurs	 osseux	

tels	que	OCN,	Coll1A1	ou	OPN,	est	fortement	réduite	dans	les	souris	KO	OSX	(Nakashima	

et	al.,	2002).	Enfin,	l’expression	de	RUNX2	est	normale	dans	les	souris	KO	OSX,	alors	que	

l’expression	d’OSX	est	absente	dans	les	souris	KO	RUNX2,	démontrant	qu’OSX	agit	après	

RUNX2	 au	 cours	 de	 la	 différentiation	 osseuse	 (Nakashima	 et	 al.,	 2002).	 L’absence	

d’expression	des	marqueurs	osseux	dans	les	souris	KO	OSX,	malgré	l’expression	normale	

de	 RUNX2,	 suggère	 que	 l’expression	 d’OSX	 est	 nécessaire	 pour	 l’activation	 de	 la	

transcription	des	gènes	cibles	par	RUNX2,	mais	est	également	essentiel	pour	différencier	

les	 cellules	 ostéoprogénitrices	 exprimant	 RUNX2	 en	 ostéoblastes	 (Nakashima	 et	 al.,	

2002).	

Outre	son	importance	dans	le	développement	embryonnaire,	OSX	joue	également	

un	 rôle	 dans	 l’os	 adulte.	 En	 effet,	 l’invalidation	 d’OSX	 après	 la	 naissance,	 dans	 des	

ostéoblastes	déjà	 formés,	provoque	une	réduction	de	 la	 formation	osseuse,	en	période	
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post-natale	(Baek	et	al.,	2010).	Ces	différents	résultats	in	vitro	et	in	vivo	indiquent	que	le	

facteur	 de	 transcription	 OSX	 possède	 un	 rôle	 différent	 sur	 la	 formation	 osseuse,	 en	

fonction	du	moment	où	il	est	exprimé.	OSX	est	essentiel	à	la	formation	osseuse	pendant	

le	 développement	 embryonnaire,	 mais	 il	 est	 également	 crucial	 à	 la	 régulation	 du	

fonctionnement	des	ostéoblastes	et	l’homéostasie	du	tissu	osseux,	après	la	naissance.	

	

3. Chondrocytes	

	

a) Généralité	sur	les	chondrocytes	

Les	chondrocytes	 sont	des	cellules	qui	dérivent	des	cellules	mésenchymateuses	

lors	 du	 développement	 embryonnaire.	 Elles	 se	 divisent	 abondamment	 jusqu’à	 l’âge	

adulte	 et	 renouvellent	 en	 permanence	 les	 composantes	 de	 la	 matrice	 cartilagineuse	

(MEC)	(Hall,	2014).		

La	 MEC	 est	 principalement	 constituée	 de	 fibres	 de	 collagène	 et	 d’élastine,	

garantissant	la	résistance	mécanique	du	cartilage,	et	de	glycosaminoglycans	(GAGs)	qui	

lui	confèrent	son	élasticité	et	sa	compressibilité.	Outre	son	rôle	structurel	extrêmement	

important,	 la	 MEC	 cartilagineuse	 est	 une	 actrice	 importante	 de	 la	 différentiation	 des	

chondrocytes.	Par	exemple,	les	protéoglycans	assurent	la	fixation	et	la	présentation	des	

molécules	de	signalisation	telles	que	le	FGF	(Fibroblast	Growth	Factor)	à	leur	récepteur,	

situé	à	la	surface	des	chondrocytes,	permettant	leur	différentiation	(Hall,	2014).	

Cette	 différentiation	 se	 fait	 en	 différentes	 étapes.	 En	 effet,	 les	 cellules	 MSC	 se	

différencient	d’abord	en	chondroblastes	immatures.	Ces	derniers	peuvent	ensuite	soit	se	

différencier	 en	 chondrocytes	 hypertrophiques,	 qui	 vont	 participer	 à	 l’ossification	

endochondrale	 (voir	 partie	 A-2),	 soit	 en	 chondrocytes	 articulaires,	 qui	 vont	 former	 le	

cartilage	permanent	de	l’individu	(Figure	39	;	Bruderer	et	al.,	2014).	
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Figure	39	:	La	différentiation	des	MSC	en	chondrocytes	se	fait	en	plusieurs	étapes.	

Le	 facteur	 de	 transcription	 majeur	 ayant	 un	 rôle	 clé	 dans	 la	 différentiation	

chondrocytaire	 est	 Sox9	 (SRY-related	 hig	 mobility	 group-box	 gene	 9).	 Sox	 9	 est	 un	

membre	de	la	famille	des	Sox,	caractérisé	par	un	domaine	de	liaison	à	l’ADN	appelé	hig-

mobility-group	 (HMG)	 box.	 A	 l’heure	 actuelle,	 20	 membres	 de	 la	 famille	 Sox	 ont	 été	

identifiés	chez	les	mammifères.	Les	facteurs	de	transcription	de	la	famille	Sox	régulent	la	

différentiation	cellulaire,	en	activant	des	gènes	spécifiques	(Seymour,	2014).	

	

b) Le	facteur	de	transcription	Sox9	

Le	 facteur	 de	 transcription	 Sox	 9	 est	 exprimé	 précocement	 pendant	 la	

différentiation	 chondrocytaire	 et	 régule	 l’expression	 des	 gènes	 clés	 des	 chondrocytes	

(Bell	et	al.,	1997;	Lefebvre	et	al.,	1997;	Zhou	et	al.,	1998).	Son	absence	entraîne	l’arrêt	de	

la	chondrogenèse	(Akiyama	et	al.,	2002;	Bi	et	al.,	1999).	

Le	facteur	de	transcription	Sox9	appartient	à	 la	sous-famille	E	de	 la	 famille	Sox.	

Cette	sous-famille	est	caractérisée	par	la	présence	d’un	intron,	au	milieu	de	la	séquence	

du	domaine	HMG	ou	SOX.	Cet	intron	est	ensuite	enlevé	par	épissage,	afin	de	former	un	

domaine	de	liaison	à	l’ADN	fonctionnel	(Wegner,	1999).		

D’un	point	de	vue	protéique,	le	facteur	de	transcription	Sox9	contient	un	domaine	

SOX	de	liaison	à	l’ADN,	qui	est	conservé	entre	tous	les	membres	de	la	famille	Sox	(Harley	

et	al.,	1994).	Ce	domaine	est	également	important	pour	la	localisation	de	Sox9.	En	effet,	
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la	 région	N-terminale	du	domaine	SOX	contient	deux	signaux	de	 localisation	nucléaire	

(NLS)	 et	 un	 signal	 d’export	 nucléaire	 (NES)	 (Gasca	 et	 al.,	 2002;	 Südbeck	 and	 Scherer,	

1997).	 Sox9	 est	 capable	 d’interagir	 avec	 lui-même,	 afin	 de	 former	 un	 complexe	

activateur	de	la	transcription.	Pour	se	fixer	à	l’ADN,	Sox9	s’homodimérise	via	le	domaine	

DIM,	qui	permet	à	deux	domaines	SOX	d’être	placés	l’un	en	face	de	l’autre	(Lefebvre	and	

Dvir-Ginzberg,	2016).	Ce	domaine	de	dimérisation	est	très	fortement	conservé	entre	les	

membres	de	 la	 famille	Sox.	Enfin,	Sox9	possède	deux	domaines	de	 transactivation,	qui	

lui	permettent	d’activer	 la	 transcription	des	gènes	cibles	 (Lefebvre	and	Dvir-Ginzberg,	

2016).	

	

(1) Régulation	de	Sox9	

L’expression	 de	 Sox9	 est	 finement	 régulée.	 En	 effet,	 les	 chondrocytes	

hypertrophiques	 ne	 l’expriment	 pas,	 tandis	 que	 les	 chondrocytes	 articulaires	

l’expriment	 tout	 au	 long	de	 la	 vie.	 Les	 voies	de	 signalisation	de	 l’ostéogenèse	peuvent	

moduler	 l’expression	 de	 Sox9.	 La	 voie	 BMP	 par	 exemple	 est	 requise	 pour	 induire	 et	

maintenir	l’expression	de	Sox9	tandis	que	la	voie	Wnt	la	réprime,	dans	les	progéniteurs	

squelettiques	non-chondrogéniques	(Lefebvre	and	Dvir-Ginzberg,	2016).	Chaque	voie	de	

signalisation	 possède	 ses	 propres	 médiateurs	 intracellulaires,	 parmi	 lesquels	 des	

facteurs	de	transcription	vont	réguler	l’expression	de	Sox9,	au	niveau	génomique,	tandis	

que	d’autres	protéines	vont	avoir	un	effet	sur	 l’activité	 transcriptionnelle	de	Sox9,	par	

des	interactions	ou	des	modifications	post-traductionnelles.	

	

(a) Régulation	transcriptionnelle	

Le	 promoteur	 du	 gène	 Sox9	 contient	 plusieurs	 éléments	 servant	 à	 activer	 la	

transcription	 de	 celui-ci.	 Ces	 éléments	 incluent	 des	 sites	 de	 fixation	 pour	 HIF1α	

(hypoxia-inducible	factor-1α)	(Amarilio	et	al.,	2007),	RELA,	un	membre	de	la	famille	des	

NFkB	 (nuclear	 factor	 kappa	 B)	 (Ushita	 et	 al.,	 2009),	 et	 un	 médiateur	 de	 la	 voie	 de	

signalisation	Notch	(Chen	et	al.,	2013).	Le	promoteur	comprend	également	des	sites	de	

liaison	 pour	 CREB,	 un	 facteur	 de	 transcription	 liant	 l’AMP	 cyclique,	 et	 le	 facteur	 de	

transcription	à	doigt	de	zinc	SP1	(Piera-Velazquez	et	al.,	2007).	Ces	différents	éléments	

permettent	d’activer	 la	 transcription	de	Sox9,	 tandis	que	 la	méthylation	du	promoteur	

sur	des	sites	CpG	spécifiques	permettent	de	 la	bloquer.	Ainsi,	 la	protéine	DNMT3,	une	
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méthyltransférase	 de	 l’ADN,	 permet	 de	 bloquer	 l’expression	 de	 Sox9,	 en	 réponse	 à	 la	

voie	de	signalisation	Wnt	(Kumar	and	Lassar,	2014).	

Le	promoteur	de	Sox9	est	donc	un	élément	clé	de	sa	régulation	transcriptionnelle.	

Cependant,	 des	 études	 ont	 montré	 que	 des	 régions	 activatrices	 essentielles	 à	

l’expression	de	Sox9	existent	en	dehors	du	promoteur	de	celui-ci.	Des	protéines	peuvent	

se	 fixer	 sur	 ces	 régions	activatrices	 et	 initier	 la	 transcription	de	Sox9.	Par	 exemple,	 le	

facteur	de	transcription	Msx1	ou	Sox9	lui-même	peuvent	favoriser	la	transcription	en	se	

fixant	 sur	 ces	 régions	 activatrices	 (Lefebvre	 and	 Dvir-Ginzberg,	 2016).	 Ainsi,	 le	

promoteur	 de	 Sox9	 mais	 également	 les	 séquences	 entourant	 	 son	 gène	 sont	

extrêmement	importants	pour	sa	régulation	transcriptionnelle.	

	

(b) Régulation	post-traductionnelle	et	interactions	

protéiques	

Comme	de	nombreuses	autres	protéines,	Sox9	peut	être	phosphorylé.	A	 l’heure	

actuelle,	 seuls	 deux	 résidus	 ont	 été	 identifié	 comme	 étant	 phosphorylables	 dans	 la	

protéine	 Sox9.	 Il	 s’agit	 des	 sérines	 en	 position	 64	 et	 181.	 Ces	 résidus	 peuvent	 être	

phosphorylés	 par	 plusieurs	 kinases,	 notamment	 la	 PKA,	 ROCK1	 ou	 cGKII.	 Cependant,	

l’effet	 de	 cette	 phosphorylation	 semble	 être	 dépendant	 de	 la	 kinase,	 ou	 de	 la	 voie	 de	

signalisation	impliquée	(Lefebvre	and	Dvir-Ginzberg,	2016).		

De	 manière	 générale,	 la	 phosphorylation	 de	 Sox9	 sur	 les	 sérines	 64	 et	 181,	 a	

plutôt	un	effet	activateur	sur	la	transcription	des	gènes	cibles	de	Sox9,	in	vitro		(Huang	et	

al.,	2000;	Malki	et	al.,	2005).	Cette	augmentation	de	l’activité	de	Sox9	peut	être	due	soit	à	

une	meilleure	fixation	à	l’ADN,	lorsque	Sox9	est	phosphorylé	(Huang	et	al.,	2000),	soit	à	

une	 augmentation	 de	 la	 translocation	 de	 Sox9	 dans	 le	 noyau	 (Malki	 et	 al.,	 2005).	 La	

sérine	 64	 est	 localisée	 juste	 avant	 le	 domaine	 de	 dimérisation	 et	 la	 sérine	 181	 est	

localisée	juste	après	le	domaine	SOX,	proche	du	domaine	d’import	nucléaire	de	Sox9.	La	

phosphorylation	 sur	 la	 sérine	64	pourrait	 faciliter	 la	 dimérisation	de	 Sox9,	 et	 donc	 sa	

fixation	à	l’ADN,	tandis	que	la	phosphorylation	sur	la	sérine	181	pourrait	augmenter	la	

translocation	 nucléaire	 de	 Sox9,	 et	 sa	 fixation	 à	 l’ADN	 (Lefebvre	 and	 Dvir-Ginzberg,	

2016).	 Bien	 que	 des	 études	 aient	montré	 que	 Sox9	 étaient	 phosphorylée	 in	 vivo	 et	 in	

vitro,	l’impact	de	ces	phosphorylations	sur	l’activité	de	Sox9	in	vivo	reste	à	déterminer.	
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La	 méthyltransférase	 CARM-1	 (co-activator	 arginine	 methyltransferase-1)	 est	

capable	 de	 méthyler	 les	 résidus	 arginines	 présents	 dans	 la	 région	 N-terminale	 et	 le	

domaine	SOX	de	Sox9,	 empêchant	 son	 interaction	avec	 la	ß-caténine	 (Ito	et	 al.,	 2009).	

Cependant,	 les	 résultats	 in	 vivo	 montrent	 que	 les	 souris	 invalidées,	 ou	 surexprimant	

CRAM-1,	présentent	une	réduction	de	la	prolifération	des	chondrocytes	au	niveau	de	la	

plaque	 de	 croissance,	 mais	 également	 un	 retard	 dans	 l’ossification	 endochondrale	

(Lefebvre	 and	 Dvir-Ginzberg,	 2016).	 L’effet	 de	 cette	modification	 post-traductionnelle	

sur	l’activité	de	Sox9	doit	donc	être	élucidé.	

L’activité	du	facteur	de	transcription	Sox9	est	dépedante	de	l’acétylation,	in	vitro.	

En	 effet,	 l’acétylation	 de	 Sox9	 par	 la	 protéine	 TIP60	 (tat-interacting	 protein	 60)	

augmente	la	chondrogénèse	(Hattori	et	al.,	2008)	tandis	que	la	déacétylation	de	Sox9	par	

SIRT1	(une	histone	déacétylase	de	classe	III)	augmente	l’expression	des	marqueurs	des	

chondrocytes	agrecan	et	Coll2a	(Dvir-Ginzberg	and	Steinmeyer,	2013;	Dvir-Ginzberg	et	

al.,	2008).	Cet	effet	serait	dû	à	une	augmentation	de	l’activité	de	Sox9,	par	augmentation	

de	sa	 localisation	nucléaire	(Lefebvre	and	Dvir-Ginzberg,	2016).	Cependant,	ces	études	

ont	été	réalisées	in	vitro,	et	l’impact	de	l’acétylation	sur	Sox9	reste	à	élucider	in	vivo.	

Enfin,	la	dégradation	de	sox9	passe	par	l’ubiquitination.	L’E3	ubiquitine	ligase	E6-

AP/UBE3A	peut	directement	ubiquitiner	Sox9	ce	qui	réduit	sa	stabilité	in	vitro	(Hattori	

et	 al.,	 2013).	 Cette	 protéine	 est	 exprimée	 dans	 les	 chondrocytes	 hypertrophiques,	 et	

pourrait	donc	réguler	le	niveau	de	Sox9,	lors	de	l’ossification	endochondrale	(Hattori	et	

al.,	2013).		

Le	 facteur	 de	 transcription	 Sox9	 est	 capable	 d’interagir	 avec	 de	 nombreuses	

protéines,	 dont	 lui-même,	 qui	 vont	 réguler	 sa	 fonction.	 Ces	 partenaires	 protéiques	

forment	 avec	 Sox9	 un	 enhanceosome,	 complexe	 protéique	 qui	 se	 fixe	 sur	 les	 régions	

activatrices	des	gènes,	et	qui	interagissent	avec	la	machinerie	de	transcription(Lefebvre	

and	Dvir-Ginzberg,	2016).	Parmi	ces	cofacteurs,	la	protéine	p300	interagit	avec	Sox9	via	

son	 domaine	 de	 transcativation,	 afin	 d’augmenter	 son	 activité	 transcriptionnelle.	 La	

fonction	d’histone	acétyle	transférase	de	p300	pourrait	ainsi	moduler	la	structure	de	la	

chromatine	des	gènes	 cibles	de	Sox9,	 et	 favoriser	 leur	 transcription	 (Furumatsu	et	 al.,	

2005;	 Tsuda	 et	 al.,	 2003).	 La	 voie	 de	 signalisation	 TGFß	 joue	 un	 rôle	 central	 dans	 la	

formation	du	squelette.	Le	facteur	de	transcription	Smad3,	médiateur	de	la	signalisation	

TGF,	 est	 également	 capable	 d’interagir	 avec	 Sox9,	 pour	 augmenter	 son	 activité	

transcriptionnelle	 (Furumatsu	 et	 al.,	 2009).	 La	 signalisation	 TGFß	 permet	 également	
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l’expression	 de	 PGC-1α	 (peroxisome	 proliferator	 activator	 receptor	 γ	 coactivator-1α),	

qui	interagit	également	avec	Sox9	pour	augmenter	son	activité	(Kawakami	et	al.,	2005).	

L’activité	 de	 Sox9	 est	 régulée	 par	 différents	mécanismes,	 aussi	 bien	 au	 niveau	

transcriptionnel	que	post-traductionnel.	Sox9	est	capable	d’initier	la	transcription	de	ces	

gènes	cibles,	en	interagissant	avec	des	co-activateurs.	

	

(2) Rôle	physiologique		

Le	 facteur	 de	 transcription	 Sox9	 joue	 un	 rôle	 central	 lors	 du	 développement	

embryonnaire.	 En	 effet,	 le	 KO	 de	 Sox9	 chez	 la	 souris	 est	 homozygote	 létal	 au	 jour	

embryonnaire	 11.5,	 au	 début	 de	 la	morphogenèse	 des	 testicules	 (Barrionuevo,	 2005).	

Les	études	développementales	ont	donc	été	réalisées	sur	des	souris	hétérozygotes	dont	

un	 allèle	 a	 été	 invalidé.	 Cependant,	même	 dans	 ces	 conditions,	 la	 perte	 d’un	 allèle	 de	

Sox9	s’est	révélée	létale	à	la	naissance.	L’haploinsuffisance	pour	Sox9	provoque	de	grave	

malformation	squelettique	chez	la	souris	(Huang	et	al.,	2001).	Les	souriceaux	présentent	

une	 hypoplasie	 de	 quasiment	 tous	 les	 éléments	 squelettiques	 formés	 par	 ossification	

endochondrale.	 Ils	 présentent	 également	 une	 courbure	 bilatérale	 et	 antérieure	 des	 os	

longs,	ainsi	qu’une	cage	thoracique	plus	petite,	due	à	un	sternum	plus	court	(Huang	et	

al.,	2001).	Le	facteur	de	transcription	Sox9	contrôle	directement	l’expression	des	gènes	

codant	pour	les	composantes	de	la	matrice	extracellulaire,	telles	que	le	collagène	type	I,	

II,	agrecan	et	COMP,	mais	également	l’expression	de	ses	propres	partenaires	protéiques,	

comme	Sox5	et	Sox6,	dont	le	rôle	sera	abordé	plus	tard.		

En	 plus	 de	 son	 rôle	 d’activateur	 de	 la	 transcription,	 Sox9	 pourrait	 également	

réprimer	 l’expression	 de	 certains	 gènes,	 tel	 que	 des	 marqueurs	 de	 chondrocytes	

hypertrophiques.	 En	 effet,	 il	 a	 été	 suggéré	 que	 les	 chondrocytes	 non	 hypertrophiques	

pourraient	 utiliser	 un	 répresseur,	 activé	 par	 Sox9,	 pour	 réprimer	 l’expression	 du	

Collagène	 de	 type	 X	 (Leung	 et	 al.,	 2011).	 Enfin,	 Sox9	 aurait	 également	 un	 rôle	 non	

transcriptionnel.	 En	 effet,	 Sox9	 peut	 interagir	 avec	 la	 ß-caténine,	 un	 facteur	 anti	

chondrogénique.	Cette	 interaction	résulte	en	 la	dégradation	de	tout	 le	complexe	par	 le	

protéasome,	 ne	 laissant	 agir	 que	 la	 protéine	 la	 plus	 abondante	 (Akiyama	 et	 al.,	 2004;	

Topol	 et	 al.,	 2009).	 Sox9	 interagit	 également	 avec	 RUNX2,	 empêchant	 ainsi	 la	

transcription	 de	 ses	 gènes	 cibles,	 la	 maturation	 terminale	 des	 chondrocytes	 et	 la	

maturation	des	ostéoblastes	(Zhou	et	al.,	2006).	
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Sox9	est	donc	un	facteur	clé	de	la	différenciation	chondrocytaire,	de	par	ses	rôles	

transcriptionnels	 et	 non	 transcriptionnels.	 Sox9	 est	 nécessaire	 à	 la	 chondrogenèse,	

démontré	 par	 les	 malformations	 squelettiques	 chez	 les	 souris	 mutantes.	 Cependant,	

Sox9	a	besoin	de	co-activateurs	dont	les	deux	principaux	sont	Sox5	et	Sox6.	

Ces	facteurs	de	transcription	Sox5	et	Sox6	sont	deux	autres	membres	de	la	famille	

Sox	(Akiyama	et	al.,	2002).	Ces	deux	facteurs	présentent	une	forte	homologie	entre	eux,	

mais	n’ont	aucune	homologie	avec	Sox9,	en	dehors	du	domaine	HMG	de	fixation	à	l’ADN.	

La	 fonction	de	Sox5	et	Sox6	 in	vivo	 est	 redondante,	 car	 ils	potentialisent	 tous	 les	deux	

l’induction	de	la	différentiation	chondrocytaire	par	Sox9.	Sox5,	Sox6	et	Sox9	forment	un	

trio,	 souvent	 appelé	 le	 trio	 chondrogénique	 Sox,	 qui	 est	 nécessaire	 et	 suffisant	 pour	

permettre	 la	 différenciation	 chondrocytaire	 des	 MSC	 in	 vivo	 et	 in	 vitro	 	 (Ikeda	 et	 al.,	

2004).	Sox5	et	Sox6	n’ont	pas	de	domaine	de	transactivation	intrinsèque.	Leur	action	se	

fait	 en	 synergie	 avec	 Sox9,	 en	 se	 fixant	 sur	 des	 régions	 proches	 de	 celles	 où	 Sox9	 se	

fixent	 sur	 ses	 gènes	 cibles.	 Ils	 consolident	 ainsi	 la	 liaison	 de	 Sox9	 avec	 l’ADN	 et	

potentialisent	donc	son	effet	sur	la	transcription	(Liu	and	Lefebvre,	2015).	Les	souris	KO	

pour	Sox5	et	Sox6	naissent	avec	des	malformations	squelettiques	mineures,	 tandis	que	

les	souris	double	KO	Sox5/Sox6	meurent	in	utero,	avec	un	défaut	sévère	de	formation	du	

cartilage,	malgré	une	expression	de	Sox9	normale	(Smits	et	al.,	2001).		

La	 différentiation	 chondrocytaire	 est	 donc	 sous	 le	 contrôle	 d’un	 trio	 de	 gène	

régulateur,	dont	l’expression	est	contrôlé	au	cours	du	temps.	En	effet,	Sox5,	Sox6	et	Sox9	

sont	exprimés	tout	au	long	de	la	différentiation	chondrocytaire,	et	à	l’âge	adulte	dans	le	

cartilage,	tandis	que	les	chondrocytes	hypertrophiques,	destinés	à	être	remplacés	par	les	

ostéoblastes	ne	les	expriment	pas	(Figure	40).	

La	 différenciation	 des	 chondrocytes	 hypertrophiques	 est	 sous	 le	 contrôle	 de	

RUNX2.	 En	 effet,	 RUNX2	 est	 capable	 d’induire	 l’expression	 des	 marqueurs	 des	

chondrocytes	hypertrophiques,	tel	que	le	Collagène	de	type	X,	ou	le	VEGF,	en	réponse	à	

la	signalisation	BMP	(Leboy	et	al.,	2001).	De	plus,	 la	surexpression	de	RUNX2	dans	 les	

chondrocytes	des	souris	KO	pour	RUNX2	provoque	un	sauvetage	partiel	des	anomalies	

développementales	 chez	 la	 souris.	 En	 effet,	 les	 chondrocytes	 peuvent	 devenir	

hypertrophiques	et	expriment	 le	VEGF.	En	revanche,	aucun	ostéoblaste	n’est	 formé.	Le	

défaut	de	formation	des	chondrocytes	hypertrophiques	est	donc	corrigé	dans	ce	modèle,	

mais	 pas	 le	manque	de	différentiation	 en	ostéoblastes	 (Takeda	 et	 al.,	 2001).	RUNX2	a	

donc	deux	rôles	essentiels	au	cours	de	la	formation	osseuse	:	un	rôle	primordial	dans	la	
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différenciation	 des	 cellules	 mésenchymateuse	 en	 ostéoblastes,	 et	 un	 rôle	 dans	 la	

différenciation	des	chondrocytes	hypertrophiques	(Figure	40).	

	
Figure	40	:	Régulation	de	la	différentiation	chondrocytaire	par	Sox9	et	RUNX2	

L’initiation	 de	 la	 différentiation	 est	 du	 à	 l’expression	 de	 Sox9	 dans	 les	 MSC.	 L’expression	 de	 Sox5,	 Sox6	 et	 Sox9	

différencie	 les	cellules	en	chondroctyes	 immatures,	qui	continueront	à	exprimer	ces	gènes	 le	cartilage	adulte	tandis	

que	 l’expression	 de	 RUNX2	 provoque	 l’hypertrophie	 des	 chondrocytes,	 nécessaire	 lors	 de	 l’ossification	

endochondrale.	
	

La	différentiation	des	MSC	en	chondrocyte	ou	en	ostéoblaste	est	donc	un	processus	sous	

le	contrôle	de	deux	«	master	genes	»,	dont	l’expression	est	finement	régulée	au	cours	de	

la	 différentiation.	 En	 effet,	 les	 cellules	 progénitrices,	 dans	 les	 condensations	

mésenchymateuses,	 expriment	à	 la	 fois	RUNX2	et	Sox9,	 suggérant	un	double	potentiel	

de	différentiation,	en	fonction	du	gène	qui	reste	exprimé	(Day	et	al.,	2005).	L’initiation	

ainsi	 que	 la	 régulation	 de	 leur	 expression	 sont	 sous	 le	 contrôle	 de	 facteurs	

environnementaux,	notamment	des	facteurs	de	croissance,	ou	des	cytokines,	contrôlant	

des	voies	de	signalisation	particulière.	

	

D. Les	voies	de	signalisation	ostéogénique	

La	 formation	 de	 l’os	 est	 sous	 le	 contrôle	 de	 nombreux	 facteurs,	 tels	 que	 le	 FGF,	 la	

vitamine	 D,	 le	 BMP,	 Wnt,	 Hh	 (Hedgehog),	 Notch	 ou	 encore	 la	 PTH	 (ParaThyroid	

Hormon)…	activant	des	cascades	de	signalisation,	aboutissant	à	l’expression	de	RUNX2,	
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OSX	 ou	 Sox9.	Dans	 ce	manuscrit,	 je	 n’aborderai	 que	 les	 voies	 de	 signalisation	BMP	 et	

Wnt,	qui	sont	les	plus	étudiées.	

	

1. La	voie	des	Bone	Morphogenetic	Protein	(BMP)	

Les	BMPs	sont	des	cytokines,	appartenant	à	la	super	famille	du	TGFß.	En	général,	

la	fixation	des	ligands	TGFß	à	leur	récepteur	membranaire	provoque	le	recrutement	de	

complexe	de	signalisation,	responsable	de	la	transduction	du	signal	dans	le	noyau,	pour	

réguler	 l’expression	de	gènes	cibles,	 impliqués	dans	 l’homéostasie	osseuse.	Parmi	 tous	

les	 membres	 de	 la	 famille	 TGFß,	 les	 BMPs	 sont	 pratiquement	 les	 seuls	 à	 avoir	 des	

propriétés	 ostéogéniques	 (Katagiri	 and	 Tsukamoto,	 2013).	 Cependant,	 les	 TGFß2	 et	 3	

jouent	 également	 un	 rôle	 dans	 la	 formation	 de	 l’os,	 principalement	 dans	 le	

développement	craniofacial.	

	

a) Les	BMP	et	leurs	récepteurs.	

Les	ligands	BMPs	sont	classés	en	quatre	différentes	sous	familles,	en	fonction	de	

leur	homologie	de	séquence	et	de	leur	fonction	(Lissenberg-Thunnissen	et	al.,	2011)	:	i)	

BMP-2	et	-4	;	ii)	BMP-5,	-6,	-7	-8a	et	-8b	;	iii)	BMP-9	et	-10	;	et	iv)	BMP-3,	-3b,	-13,	-11,	-

12,	-14,	-15	et	-16	(Carreira	et	al.,	2014).	Les	BMP	peuvent	agir	de	manière	endocrine,	

paracrine	et	autocrine.	Les	BMP-2,	-4,	-5,	-6,	-7	et	-9	peuvent	induire	l’ossification	directe	

ou	endochondrale.	Parmi	eux,	 les	BMP-2,	-6	et	-9	sont	 impliqués	dans	l’induction	de	la	

différenciation	des	MSC	en	ostéoblastes	(Cheng	et	al.,	2003).		

Les	ostéoblastes	sécrètent	les	BMP	sous	forme	de	précurseurs,	qui	sera	clivé,	au	

niveau	de	 la	 région	C-terminale,	pour	 former	 le	peptide	actif,	 après	homodimérisation	

(Bessa	 et	 al.,	 2008;	 Carreira	 et	 al.,	 2014).	 Les	 BMP	 possèdent	 des	 sites	 de	 N-	 et	 O-

glycosylation,	 ce	 qui	 augmente	 la	 stabilité	 et	 la	 demi-vie	 de	 la	 protéine,	 ainsi	 que	 la	

spécificité	de	leur	récepteur	(Arrabal	et	al.,	2013).	

Les	 récepteurs	 de	 la	 famille	 TGFß	 sont	 formés	 par	 deux	 types	 de	 récepteurs	 à	

Sérine/Thréonine	kinase	:	les	récepteurs	de	type	I	et	de	type	II.	Chez	l’homme,	il	existe	

sept	 récepteurs	 de	 type	 I	 (ALK1-7)	 et	 cinq	 récepteurs	 de	 type	 II	 (ActR-IIa,	 ActR-IIb,	

AMHR-II,	BMPR-II,	TGFßR-II)	(Massagué,	2000;	Sebald	et	al.,	2004).	Trois	récepteurs	de	

type	I	(ALK-3,	ALK-6	et	ALK-2)	et	trois	récepteurs	de	type	II	(BMPR-II,	ActR-IIa	et	IIb)	
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sont	capables	de	lier	les	BMP	(Rahman	et	al.,	2015),	tandis	que	le	TGFß	peut	se	fixer	sur	

un	récepteur	de	type	I	(ALK5)	et	un	récepteur	de	type	II	(TGFBR-II)	(Chen	et	al.,	2012).	

Lorsqu’un	ligand	se	fixe	au	récepteur,	il	permet	la	dimérisation	du	récepteur,	en	

rapprochant	 le	 récepteur	 de	 type	 I	 et	 II.	 Cette	 hétéromérisation	 est	 requise	 pour	 la	

propagation	du	signal	BMP	(Allendorph	et	al.,	2006).	Le	récepteur	de	 type	 I	permet	 la	

spécificité	 de	 la	 signalisation	 intracellulaire,	 tandis	 que	 la	 queue	 cytoplasmique	 des	

récepteurs	de	type	II	est	importante	pour	la	régulation	de	la	fonction	des	protéines	du	

cytosquelette.	 Les	 ligands	 BMP	 activent	 en	 premier	 le	 récepteur	 de	 type	 II,	 ce	 qui	

entraîne	la	phosphorylation	sur	 le	domaine	riche	en	Glycine/Sérine	(GS)	et	 l’activation	

du	récepteur	de	type	I.	S’en	suit	une	cascade	de	phosphorylation,	 faisant	intervenir	 les	

protéines	 kinases	 Smad	 (SMA	 and	 Mother	 Against	 Decapentaplegic),	 aboutissant	 à	 la	

régulation	de	l’expression	des	gènes	cibles.	

	

b) Transduction	du	signal	BMP	par	les	Smad	

Les	 Smad	 sont	 un	 groupe	 de	 protéines	 intracellulaires,	 essentielles	 à	 la	

transduction	du	signal	BMP	ou	TGFß	de	la	surface	de	la	cellule	jusqu’au	noyau.	Il	existe	

trois	 types	 de	 Smad	:	 i)	 les	 Smad	 régulées	 par	 des	 récepteurs	 (R-Smad)	;	 ii)	 les	 Smad	

communes	(Co-Smad)	;	et	iii)	les	Smad	inhibitrices	(I-Smad)	(Wu	et	al.,	2001).	Les	Smad	

sont	composées	de	trois	domaines	:	un	domaine	N-terminal	MH1	(Mad	Homology	1),	qui	

contient	le	signal	de	localisation	nucléaire	et	une	région	de	fixation	à	l’ADN	;	un	domaine	

au	milieu,	appelé	linker,	riche	en	prolines,	et	en	sérine/thréonine,	qui	interagit	avec	les	

prolylisomérase	 et	 les	 ubiquitine	 ligases,	 et	 enfin	 un	 domaine	 MH2	 C-terminal,	

responsable	de	la	liaison	au	récepteur	au	BMP	de	type	I,	pour	initier	la	signalisation	BMP	

(Makkar	et	al.,	2009;	Moustakas	and	Heldin,	2009).	La	fixation	du	BMP	à	son	récepteur	

peut	initier	deux	voies	de	signalisation	:	dépendante	et	indépendante	des	Smad.	La	voie	

indépendante	des	Smad	passe	par	la	voie	de	signalisation	MAPK.	

Pour	la	signalisation	BMP	dépendante	des	Smad,	les	trois	types	de	cette	protéine	

sont	 importantes:	 les	R-Smad,	Smad1/5/8	 interagissent	directement	avec	 le	 récepteur	

de	 type	 I	 actif,	 tandis	 que	 la	 Co-Smad,	 Smad4	 forment	 un	 complexe	 avec	 les	 R-Smad	

activées.	 Ce	 complexe	 agit	 comme	 facteur	 de	 transcription,	 qui	 régule	 l’expression	 de	

certains	 gènes	 ostéogéniques	 dans	 le	 noyau.	 Enfin,	 les	 I-Smad,	 Smad6/7	 régulent	

négativement	 la	 signalisation	 BMP,	 en	 bloquant	 la	 transduction	 du	 signal	 à	 différents	

points	(Beederman	et	al.,	2013)	.	
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Après	 fixation	du	BMP	et	 activation	du	 récepteur	de	 type	 I,	 celui-ci	 active	 les	R-Smad,	

Smad	 1/5/8,	 par	 phosphorylation	 de	 celles-ci.	 Après	 activation,	 les	 R-Smad	

phosphorylées	se	détachent	du	récepteur	de	type	I,	et	forment	un	complexe	avec	la	Co-

Smad,	 Smad	 4	 (Heldin	 et	 al.,	 1997;	 Sieber	 et	 al.,	 2009;	Wrana,	 2000).	 Ce	 complexe	 se	

relocalise	 dans	 le	 noyau,	 et	 interagit	 avec	 des	 facteurs	 de	 transcription,	 des	 co-

activateurs	 et	 des	 corépresseurs,	 pour	 moduler	 l’expression	 des	 gènes	 cibles	 (Figure	

41).	La	transduction	du	signal	TGFß	se	fait	de	la	même	manière	que	celle	du	BMP.	Seule	

les	R-Smad	changent.	Pour	le	TGFß,	il	s’agit	de	Smad2/3.	

	
Figure	41	:	Schéma	de	la	transduction	du	signal	BMP.	

Après	fixation	du	BMP	au	récepteur	de	type	II,	le	récepteur	de	type	I	est	phosphorylé	par	le	type	II.	Il	recrute	les	R-

Smad,	Smad	1/5/8	au	niveau	de	son	domaine	intracellulaire,	et	initie	la	transduction	du	signal	par	phosphorylation	

des	R-Smad.	Une	fois	activées,	les	R-Smad	forment	un	comples	avec	la	Co-Smad,	Smad4,	avant	de	se	transférer	dans	le	

noyau,	pour	réguler	l’expression	des	gènes	cibles.		Les	I-Smad,	Smad6/7,	résident	dans	le	noyau	migrent	dans	le	

cytoplasme	pour	inhibier	la	transduction	du	signal	BMP.	(D’après	Bedderman,	2013).	

	

La	signalisation	BMP	est	régulée	par	les	I-Smad,	Smad6/7.	Ces	Smad	sont	

localisées	dans	le	noyau,	et	migrent	dans	le	cytoplasme,	après	l’initiation	de	la	

signalisation	BMP,	pour	inhiber	la	transduction	du	signal	(Figure	41	;	Attisano,	2002;	

Derynck	et	al.,	1998;	Heldin	et	al.,	1997;	Itoh	et	al.,	2000).	Smad7	peut	se	fixer	au	

récepteur	de	type	I	activé,	ce	qui	empêche	l’activation	des	R-Smad.	Smad7	peut	
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également	interagir	avec	les	E3	ubiquitine	ligases,	Smurf1	et	2,	pour	adresser	le	

récepteur	au	BMP	au	protéasome	pour	qu’il	y	soit	dégradé.	Smad6,	quant	à	elle,	peut	

directement	interagir	avec	les	R-Smad,	faisant	ainsi	compétition	avec	Smad4,	ce	qui	

empêche	la	formation	d’un	complexe	R-Smad/Co-Smad	actif	(Beederman	et	al.,	2013).	

	

c) Transduction	du	signal	BMP	non	dépendante	des	Smad.	

La	signalisation	non	dépendante	des	Smad	contribue	également	énormément	à	la	

différenciation	des	ostéoblastes	et	à	la	formation	de	l’os.	La	signalisation	par	le	TGFß	ou	

le	 BMP	 permet	 d’augmenter	 la	 prolifération	 des	 cellules	 ostéoprogénitrices,	 leur	

différentiation	 précoces	 ainsi	 que	 l’engagement	 dans	 le	 lignage	 ostéoblastique	 par	

l’intermédiaire	 de	 Smad2/3	 et	 Smad1/5/8,	mais	 également	 par	 la	 signalisation	MAPK	

(Matsunobu	 et	 al.,	 2009).	 Les	 MAPK	 sont	 des	 kinases	 spécifiques	 des	

sérines/thréonines/tyrosines.	 Elles	 appartiennent	 au	 groupe	 des	 kinases	 CMGC	

(CDK/MAPK/GCK3/CLK).	 La	 fixation	du	TGFß	sur	 son	 récepteur	provoque	 l’activation	

de	 p38,	 via	 TAK1	 (TGFß	 Activation	 Kinase),	 entraînant	 l’induction	 de	 l’expression	 du	

collagène	de	type	I	 (Chen	et	al.,	2012),	mais	également	 la	convergence	des	Smad	et	de	

p38	sur	le	gène	de	RUNX2,	pour	initier	son	expression	(Lee	et	al.,	2002).	

Les	 MAPK	 peuvent	 également	 inhiber	 la	 signalisation	 BMP.	 Le	 linker	 des	

protéines	 Smad	 est	 une	 région	 riche	 en	 sérine,	 proline	 et	 thréonine,	 et	 peut	 être	

phosphorylé	 directement	 par	 les	 MAPK.	 Ainsi,	 le	 linker	 de	 Smad1/5	 peut	 être	

phosphorylé	par	Erk,	ce	qui	crée	un	site	de	fixation	pour	l’E3	ubiquitine	ligase	spécifique	

de	 Smad1/5,	 Smurf1.	 Cette	 interaction	 conduit	 d’une	 part	 à	 l’ubiquitination	 et	 	 à	 la	

dégradation	 de	 Smad1/5,	mais	 également	 au	 blocage	 de	 son	 interaction	 avec	 le	 pore	

nucléaire,	 ce	 qui	 empêche	 la	 translocation	 du	 complexe	 Smad	 dans	 le	 noyau	 et	 donc	

inhibe	le	signal	BMP	(Sapkota	et	al.,	2007).	

	

d) Effet	de	la	signalisation	BMP	sur	l’ossification.	

La	 signalisation	 BMP,	 qu’elle	 passe	 ou	 non	 par	 les	 Smad,	 est	 cruciale	 pour	 la	

différentiation	 osseuse.	 Cette	 signalisation	 est	 capable	 de	 contrôler	 l’expression	 des	

master	 genes	 de	 la	 différentiation	 osseuse	 RUNX2	 et	 OSX.	 En	 effet,	 l’expression	 de	

RUNX2	 est	 augmentée	 par	 un	 traitement	 au	 BMP2,	 via	 l’interaction	 directe	 entre	 le	

complexe	Smad	et	le	promoteur	de	RUNX2	(Lee	et	al.,	2000).	De	plus,	RUNX2	et	les	Smad	
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peuvent	 interagir	 physiquement	 pour	 réguler	 l’expression	 d’autres	 gènes	

ostéoblastiques	 (Hanai	 et	 al.,	 1999;	 Nishimura	 et	 al.,	 2002).	 Bien	 qu’ils	 puissent	

coopérer,	 RUNX2	 et	 les	 Smad	 peuvent	 également	 agir	 indépendamment.	 Ainsi,	

l’expression	 d’OSX	 est	 régulée	 directement	 par	 RUNX2,	mais	 elle	 peut	 également	 être	

initiée	par	la	voie	BMP.	En	effet,	le	BMP	peut	induire	l’expression	de	Msx2,	qui	peut	lui	

même	 induire	 l’expression	d’OSX.	La	surexpression	de	Msx2,	dans	des	cellules	MSC	de	

souris	KO	RUNX2,	permet	d’augmenter	l’expression	d’OSX,	malgré	l’absence	de	RUNX2	()	

(Figure	42	;	Matsubara	et	al.,	2008).	

	
Figure	42	:	Le	BMP	induit	l’expression	de	RUNX2	et	d’OSX	via	les	Smad.	

RUNX2	et	OSX	peuvent	contrôler	l’expression	de	gènes	cibles	communs	(groupe	B)	ou	différents	(groupe	A	et	C),	tous	

importants	dans	la	formation	de	l’os.	(Adapté	de	Nishimura,	2012).	
	

En	 plus	 de	 son	 rôle	 prépondérant	 dans	 la	 différentiation	 ostéoblastique,	 la	

signalisation	 BMP	 est	 également	 essentielle	 à	 la	 formation	 des	 chondrocytes,	 et	 à	

l’expression	de	Sox9.	En	effet,	la	délétion	des	récepteurs	de	type	1	ALK3	et	ALK6	chez	la	

souris	 provoque	 une	 absence	 d’expression	 de	 Sox9,	 Sox5	 et	 Sox6,	 ainsi	 qu’une	

chondrodysplasie	 générale	 (Baur	 et	 al.,	 2000;	Enomoto-Iwamoto	 et	 al.,	 1998;	Yi	 et	 al.,	

2000).	De	plus,	 le	BMP2	peut	contrôler	directement	 l’expression	de	Sox9	via	 les	Smad,	

mais	 également	 son	 activité	 via	 p38	 (Pan	 et	 al.,	 2008).	 La	 signalisation	 BMP	 est	 donc	

indispensable	 à	 la	 formation	 de	 l’os,	 aussi	 bien	 par	 ossification	 directe	

qu’endochondrale,	 mais	 elle	 est	 également	 essentielle	 pour	 la	 formation	 du	 cartilage.	
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Cependant,	d’autres	voies	de	signalisation	sont	également	importantes,	telles	que	la	voie	

Wnt.	

2. La	voie	de	signalisation	Wnt.	

Une	 seconde	 voie	 de	 signalisation	 majeure	 de	 la	 formation	 osseuse	 est	 la	

signalisation	 Wnt.	 Les	 ligands	 Wnt	 sont	 une	 famille	 de	 19	 glycoprotéines	 riches	 en	

cystéines	 et	 sécrétées,	 qui	 régissent	 d’importants	 processus	 biologiques	 tels	 que	

l’embryogenèse	(Logan	and	Nusse,	2004;	Moon	et	al.,	2004;	Wodarz	and	Nusse,	1998).	

Les	ligands	Wnts	se	fixent	à	un	complexe	de	récepteurs	membranaires	composé	de	un	à	

dix	récepteurs	couplés	aux	protéines	G	Fzd	(Frizzled)	et	d’une	des	deux	protéines	Lrp	5	

ou	6	(Low-density	lipoprotein	Receptor-related	Protein)	(Logan	and	Nusse,	2004;	Moon	

et	al.,	2004).	Cette	fixation	active	différents	groupes	de	signalisation	intracellulaire,	qui	

dépendent	du	type	cellulaire,	du	ligand	Wnt,	de	la	composition	du	récepteur	Fzd	et	Lrp.	

Les	molécules	Wnt	peuvent	agir	de	deux	manières	:	 la	voie	canonique,	nécessitant	 la	ß	

caténine,	et	non	canonique,	ne	nécessitant	pas	la	ß	caténine	(Davis	et	al.,	2008).		

Les	deux	voies	non	canoniques	majeures	de	Wnt	sont	la	voie	Wnt/Calcium,	et	la	

polarité	 cellulaire.	 La	 voie	 dépendante	 du	 calcium	 est	 très	 importante	 dans	 le	

développement	 embryonnaire	 et	 la	 migration	 cellulaire	 (De,	 2011;	 Kühl,	 2004).	 Tout	

comme	la	voie	canonique,	elle	est	initiée	par	la	fixation	des	ligands	Wnt	sur	le	récepteur	

Fzd,	suivi	par	l’activation	des	protéines	G	et	une	cascade	de	signalisation	intracellulaire	

conduisant	à	un	relargage	de	calcium	depuis	 le	réticulum	endoplasmique.	Ce	relargage	

de	calcium	active	des	médiateurs,	tels	que	la	PKC	(protein	kinase	C),	la	calcineurine	ou	la	

CAMK	 (calcium	 calmodulin-dependent	 protein	 kinase).	 Cette	 cascade	 de	 signalisation	

conduit	à	la	fin	à	l’activation	de	facteurs	de	transcription	tels	que	NFkB,	NFATc	et	CREB	

(De,	2011;	Rao	and	Kühl,	2010).	

La	 voie	 de	 la	 polarité	 cellulaire	 est	 une	 autre	 voie	 non	 canonique	 de	 Wnt.	 Elle	 est	

impliquée	 dans	 la	 polarité	 cellulaire,	 la	 migration,	 la	 motilité	 et	 la	 division	 cellulaire	

(Vladar	 et	 al.,	 2009).	 Cette	 voie	 de	 signalisation	 passe	 également	 par	 la	 fixation	 des	

ligands	 Wnt	 à	 Fzd,	 ce	 qui	 active	 des	 GTPases,	 telles	 que	 Rho	 ou	 Rac,	 aboutissant	

finalement	à	l’activation	de	kinases	comme	JNK	(Rao	and	Kühl,	2010;	Sugimura	and	Li,	

2010).	Cependant,	ces	voies	de	signalisation	non	canoniques	sont	très	peu	caractérisées	

par	rapport	à	la	voie	canonique.	De	plus,	bien	qu’elles	jouent	un	rôle	dans	l’ossification,	

leur	 mécanisme	 d’action	 est	 encore	 mal	 connu	 (Baron	 and	 Kneissel,	 2013).	 C’est	

pourquoi	je	n’aborderai	que	la	voie	canonique	de	Wnt.	
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a) La	voie	canonique	Wnt/ß-caténine	

La	ß-caténine	est	une	protéine	intracellulaire	impliquée	dans	l’adhésion	cellulaire	

via	son	interaction	avec	le	E-cadhérine	et	α-caténine	(Hirohashi	and	Kanai,	2003).	C’est	

également	 le	 centre	 de	 la	 voie	 canonique	 de	 signalisation	 Wnt	 (Wodarz	 and	 Nusse,	

1998).	En	l’absence	de	ligand	Wnt,	la	ß-caténine	est	recrutée	au	sein	d’un	complexe	de	

«	destruction	»,	 composé	au	minimum	d’APC	 (Adenomatous	Polyposis	Coli)	et	d’Axine,	

qui	 facilite	 la	 phosphorylation	 de	 la	 ß-caténine	 par	 CK1	 (Casein	 Kinase	 1)	 et	 la	 GSK3	

(Glycogen	 Synthase	 Kinase).	 Cette	 phosphorylation	 augmente	 l’interaction	 entre	 la	 ß-

caténine	 et	 la	 ß-TrCP	 (ß-Transducin-repeat	 Containing	 Protein),	 ce	 qui	 résulte	 en	

l’ubiquitination	et	la	dégradation	de	la	ß-caténine.	

Lorsque	 les	 cellules	 reçoivent	 un	 signal	 Wnt,	 la	 protéine	 Dsh	 (Dishvelled)	 est	

recrutée,	 ce	 qui	 inhibe	 la	 phosphorylation	 et	 la	 dégradation	 de	 la	 ß-caténine.	 Celle-ci	

peut	alors	s’accumuler	dans	le	cytoplasme	et	se	relocaliser	dans	le	noyau.	La	ß-caténine	

nucléaire	 peut	 alors	 interagir	 avec	 des	 facteurs	 de	 transcription	 tels	 que	 LEF/TCF	

(Lymphoid	 Enhancer	 –binding	 Factor	 1/T	 Cell	 specific	 transcription	 Factor),	 pour	

affecter	la	transcription	des	gènes	cibles	(Figure	43	;	(Liu	et	al.,	2008).	
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Figure	43	:	La	voie	de	signalisation	canonique	Wnt	

(A) En	l’absence	de	ligands	Wnt,	 la	ß-caténine	forme	un	complexe	avec	l’APC	et	 l’axine.	Après	phosphorylation	

par	 la	 GSK3	 et	 la	 CK1,	 la	 ß-caténine	 est	 dégradé	 par	 ubiquitination,	 impliquant	 des	 interactions	 avec	 ß-TrCP.	 En	

l’absence	de	ß-caténine,	TCF	agit	comme	un	répresseur	de	l’expression	des	gènes	cibles	de	la	voie	Wnt,	en	formant	un	

complexe	avec	Groucho	et	des	histones	déacétylases	

(B) Lorsque	 le	 ligand	Wnt	se	 fixe	sur	son	récepteur,	Frizzled	et	Lrp5/6	recrute	Dsh	 	et	 l’axine	à	 la	membrane,	

provoquant	ainsi	la	dissolution	du	complexe	de	dégradation	de	la	ß-caténnine.	Celle-ci	peut	alors	s’accumuler	dans	le	

cytoplasme,	se	relocaliser	dans	le	noyau,	et	interfère	avec	les	interactions	entre	Groucho	et	TCF,	ce	qui	convertit	TCF	

en	activateur	de	la	transcription.	(D’après	Liu,	2008)..	
	

En	 l’absence	 de	 ligand	Wnt,	 TCF	 agit	 comme	 un	 répresseur	 de	 la	 transcription	

formant	 un	 complexe	 avec	 Groucho/TLE	 (Brannon	 et	 al.,	 1997;	 Cavallo	 et	 al.,	 1998).	

Groucho	interagit	avec	les	HDAC,	ce	qui	inhibe	la	transcription.	Une	fois	dans	le	noyau,	la	

ß-caténine	 rompt	 l’interaction	 entre	 Groucho	 et	 TCF,	 provoquant	 le	 recrutement	 de	

p300	pour	activer	la	transcription	des	gènes	cibles	(Figure	43;	Daniels	and	Weis,	2005).	

	

b) Rôle	physiologique	de	la	voie	Wnt	sur	l’ossification.	

La	 voie	 canonique	 de	 Wnt	 régule	 de	 multiples	 aspects	 du	 développement	 du	

squelette,	 et	 contrôle	 la	 différenciation,	 ainsi	 que	 la	 fonction	 des	 cellules	 souches	

mésenchymateuses,	 des	 chondrocytes,	 des	 ostéoblastes	 et	 des	 ostéoclastes.	 Le	

promoteur	 de	 RUNX2	 contient	 un	 élément	 de	 réponse	 à	 la	 voie	Wnt,	 et	 le	 facteur	 de	
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transcription	TCF	et	la	ß-caténine	sont	tous	deux	recrutés	sur	le	promoteur	de	RUNX2,	

pour	activer	sa	transcription	(Gaur	et	al.,	2005).	D’autre	part,	la	délétion	de	la	ß-caténine	

dans	les	cellules	MSC	entraîne	une	diminution	de	la	différentiation	des	ostéoblastes	(Day	

et	al.,	2005b;	Hu	et	al.,	2005)	et	une	diminution	de	l’expression	des	marqueurs	précoces	

de	 la	 différentiation	 tels	 que	OSX,	Coll1a1	 et	 l’ostéocalcine,	malgré	 une	 expression	 de	

RUNX2	 normale	 (Day	 et	 al.,	 2005b;	 Hill	 et	 al.,	 2005;	 Hu	 et	 al.,	 2005).	 La	 signalisation	

canonique	de	Wnt	 est	 donc	nécessaire	 pour	 l’expression	d’OSX.	 Lorsque	 la	ß-caténine	

est	retirée	de	cellules	ostéoprogénitrices	exprimant	OSX,	ces	cellules	ne	se	différencient	

pas	 en	 ostéoblastes	 matures,	 bien	 que	 l’expression	 de	 RUNX2,	 Coll1a1	 et	 OSX	 soit	

normale	 (Rodda	 and	 McMahon,	 2006).	 La	 signalisation	 canonique	 de	 Wnt	 est	 donc	

requise	pour	la	différentiation	précoce	et	terminale	des	ostéoblastes.		

L’effet	 de	 la	 voie	 canonique	 de	 Wnt	 sur	 la	 formation	 des	 ostéoblastes	 est	

dépendant	de	 l’étape	de	développement	des	cellules.	En	effet,	 l’activation	 in	vitro	de	 la	

voie	Wnt/ß-caténine	dans	des	 cellules	MSC	augmente	 leur	prolifération	 et	 inhibe	 leur	

différentiation	ostéoblastique	(de	Boer	et	al.,	2004;	Boland	et	al.,	2004;	Cho	et	al.,	2006;	

Regard	et	al.,	2011).	Une	fois	les	cellules	MSC	engagées	dans	le	lignage	ostéoblastique,	la	

voie	 canonique	 de	 Wnt	 favorise	 leur	 différentiation,	 mais	 peut	 également	 bloquer	 la	

différentiation	terminale	en	ostéoblastes	matures,	s’il	y	a	trop	de	ß-caténine	(Kahler	and	

Westendorf,	2003;	Kahler	et	al.,	2006;	Rodda	and	McMahon,	2006).	En	effet,	l’expression	

d’une	 forme	 stabilisée	 de	 la	 ß-caténine	 chez	 la	 souris	 résulte	 en	 une	 perte	 de	masse	

osseuse.	 L’expression	 continue	 de	 la	 ß-caténine,	 dans	 des	 cellules	 ostéoprogénitrices	

exprimant	 OSX,	 accélère	 leur	 différentiation	 en	 ostéoblastes	 immatures,	 mais	 bloque	

leur	 maturation.	 L’effet	 de	 la	 voie	 canonique	 de	 Wnt	 sur	 tout	 le	 processus	 de	

différenciation	osseuse	est	schématisé	sur	la	figure	44.	
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Figure	44	:	Représentation	schématique	de	l’implication	de	la	voie	canonique	de	Wnt	au	

cours	de	l’ossification.	

(Adapté	de	Regard,	2012).	

	

La	voie	canonique	de	Wnt	est	donc	nécessaire	à	l’ostéoblastogénèse.	Cependant,	

l’intensité	de	la	signalisation	doit	être	finement	contrôlée	pour	avoir	une	différentiation	

efficace.	En	effet,	le	facteur	de	transcription	OSX	est	capable	d’inhiber	la	voie	Wnt	(Zhang	

et	al.,	2008).	OSX	contrôle	directement,	en	se	fixant	sur	leur	promoteur,	l’expression	de	

SOST	 (Slcerostin)	 et	de	Dkk-1	 (Dickkopf	 related	protein-1),	 deux	 antagonistes	de	Wnt	

produit	 par	 les	 ostéocytes	 (Yang	 et	 al.,	 2010;	 Zhang	 et	 al.,	 2012).	 SOST	 se	 fixe	 sur	 les	

récepteurs	Lrp5/6	pour	inhiber	de	manière	compétitive	la	fixation	des	ligands	Wnt	à	ces	

récepteurs	 (Semënov	 et	 al.,	 2005).	 Dkk-1	 peut	 également	 former	 un	 complexe	 avec	

Lrp5/6,	et	une	autre	protéine	transmembranaire	Krm1/2	(Kremen	1/2),	ce	qui	aboutit	à	

l’internalisation	et	la	dégradation	du	récepteur	Lrp,	atténuant	ainsi	la	signalisation	Wnt	

(Bafico	et	al.,	2001;	Mao	et	al.,	2002).	OSX	peut	également	empêcher	la	fixation	de	TCF	à	

l’ADN,	 ce	qui	 inhibe	 l’effet	 de	 la	ß-caténine	dans	 le	noyau	 (Zhang,	 2012).	 La	 voie	Wnt	

étant	 impliquée	 dans	 la	 prolifération	 des	 cellules	 ostéoblastiques	 au	 début	 de	 la	

différentiation,	sa	régulation	par	OSX	permet	la	maturation	des	ostéoblastes.	

La	 voie	 canonique	 de	 Wnt	 est	 également	 importante	 pour	 la	 formation	 des	

chondrocytes.	En	effet,	la	délétion	de	la	ß-caténine	dans	des	cellules	ostéoprogénitrices	

augmente	la	capacité	de	ces	cellules	à	se	différencier	en	chondrocytes	au	détriment	des	
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ostéoblastes	(Day	et	al.,	2005b;	Hill	et	al.,	2005).	De	la	même	manière,	l’activation	de	la	

voie	 canonique	 de	 Wnt	 dans	 des	 cellules	 MSC	 ostéochondroprogénitrices	 favorise	 la	

différentiation	ostéoblastique	et	inhibe	la	différentiation	chondrocytaire,	in	vitro	(Day	et	

al.,	2005;	Reinhold	et	al.,	2006).	La	voie	Wnt	semble	donc	avoir	un	effet	inhibiteur	sur	la	

différenciation	 chondrocytaire.	 Cependant,	 la	 délétion	 de	 la	 ß-caténine	 dans	 des	

chondrocytes	empêche	l’ossification	endochondrale,	et	conduit	à	la	mort	des	souris	à	la	

naissance	(Akiyama	et	al.,	2004;	Day	et	al.,	2005).	Les	souris	mutantes	présentent	une	

formation	des	chondrocytes	hypertrophiques	retardée,	une	prolifération	chondrocytaire	

réduite,	et	un	retard	dans	la	vascularisation	des	os	endochondraux	(Regard	et	al.,	2012).	

La	voie	Wnt/ß-caténine	inhibe	donc	la	chondrogénèse	mais	une	fois	que	le	cartilage	est	

formé,	 cette	 voie	 est	 requise	 pour	 la	 maturation	 et	 la	 survie	 des	 chondrocytes	 de	 la	

plaque	de	croissance	(Figure	44	;	Regard	et	al.,	2012).	Le	facteur	de	transcription	Sox9	

est	capable	d’inhiber	la	voie	Wnt,	en	augmentant	la	phosphorylation	de	la	ß-caténine	par	

la	 GSK3,	 ce	 qui	 aboutit	 à	 la	 dégradation	 de	 celle-ci.	 L’engagement	 des	 cellules	

progénitrices	 dans	 le	 lignage	 chondrocytaire	 est	 donc	 dû	 à	 l’inhibition	 de	 la	 voie	

canonique	de	Wnt	par	le	facteur	de	transcription	Sox9	(Topol	et	al.,	2009).	Bien	que	les	

voies	Wnt	 et	 TGFß/BMP	 sont	 deux	 signalisations	 distinctes,	 elles	 sont	 capables	 de	 se	

réguler	l’une	l’autre	au	cours	de	la	différentiation	osseuse.	

En	effet,	 les	BMP	peuvent	augmenter	 la	production	des	 ligands	Wnt1	et	Wnt3a,	

tandis	que	 la	voie	Wnt	peut	augmenter	 le	BMP4	et	6	 (Dai	et	al.,	2008;	Guo	and	Wang,	

2009).	De	plus,	le	blocage	de	la	signalisation	Wnt	inhibe	la	différentiation	ostéoblastique	

induite	par	le	BMP	(Chau	et	al.,	2009).	Ainsi,	la	voie	de	signalisation	BMP	et	Wnt	peuvent	

coopérer	pour	induire	la	différentiation	osseuse.	Cependant,	des	études	montrent	que	la	

voie	 BMP	 peut	 avoir	 un	 effet	 inhibiteur	 sur	 la	 signalisation	Wnt.	 En	 effet,	 Smad1	 est	

capable	d’interagir	avec	Dsh,	en	absence	de	signalisation	Wnt,	favorisant	la	dégradation	

de	 la	 ß-caténine.	 La	 fixation	 de	Wnt	 sur	 son	 récepteur	 active	 Dsh,	 qui	 se	 dissocie	 de	

Smad1	et	bloque	la	dégradation	de	la	ß-caténine	par	la	GSK3.	La	signalisation	BMP	peut	

diminuer	l’activité	transcriptionnelle	de	la	voie	Wnt,	en	bloquant	l’accumulation	de	la	ß-

caténine	 dans	 le	 cytoplasme,	 par	 la	 formation	 de	 complexes	 Smad1/Dsh,	 permettant	

ainsi	d’engager	les	cellules	en	différentiation	(Liu	et	al.,	2006).	

La	 formation	 de	 l’os	 est	 donc	 un	 processus	 très	 complexe,	 faisant	 intervenir	

plusieurs	 types	 de	 cellules	 ainsi	 que	 de	 nombreuses	 voies	 de	 signalisation.	 La	



	 108	

dérégulation	 de	 l’une	 des	 voies	 de	 l’ostéogénèse	 entraîne	 des	 phénotypes	

développementaux	très	graves.	

En	 effet,	 l’absence	 du	 TGFß2	 et	 ß3	 entraîne	 une	 fente	 palatine	 chez	 la	 souris	

(Sanford	 et	 al.,	 1997;	 Taya	 et	 al.,	 1999),	 tout	 comme	 la	 dérégulation	 des	 cofacteurs,	

régulateurs	 ou	 récepteurs	 du	 TGFß	 (Dudas	 et	 al.,	 2004;	 Peters	 et	 al.,	 1998).	 Chez	 la	

souris,	 la	 délétion	 du	BMP4	provoque	 une	 fente	 palatine,	 une	 dentition	 incomplète	 et	

une	 polydactylie	 (Peters	 et	 al.,	 1998).	 La	 signalisation	 BMP	 est	 responsable	 de	

l’inhibition	de	la	croissance	des	doigts	surnuméraires	et	initie	le	processus	apoptotique,	

nécessaire	 à	 la	 séparation	 des	 doigts	 (Schaller	 and	Muneoka,	 2001;	 Zuzarte-Luis	 and	

Hurle,	 2005).	 La	 délétion	 des	 acteurs	 de	 la	 voie	 Wnt	 provoque	 également	 des	

phénotypes	 développementaux.	 Les	 souris	 KO	 pour	Wnt9A	 présentent	 des	 anomalies	

squelettiques,	incluant	une	réduction	de	la	taille	des	os	longs	et	des	zones	minéralisées,	

aussi	bien	des	os	longs,	que	des	os	crâniens	(Später	et	al.,	2006).	Chez	l’homme,	la	perte	

de	fonction	de	Lrp5	est	associée	avec	le	syndrome	d’ostéoporose	pseudogliome	(OPPG),	

caractérisé	 par	 	 une	 perte	 de	 la	 vue,	 et	 une	 ostéoporose.	 Les	 modèles	 murins	

récapitulent	les	symptômes	associés	à	cette	pathologie.	En	effet,	les	souris	KO	pour	Lrp5	

présentent	 un	 retard	 dans	 l’ossification,	 ainsi	 qu’une	 perte	 osseuse.	 Cependant,	

l’ostéogénèse	est	normale	chez	ces	animaux,	 indiquant	un	rôle	de	 la	 signalisation	Wnt	

dans	l’ossification	après	la	naissance	(Clément-Lacroix	et	al.,	2005;	Kato	et	al.,	2002).	

Les	défauts	de	développement	retrouvés	chez	les	souris	KO	Kir2.1	sont	similaires	

aux	anomalies	développementales	retrouvées	chez	des	animaux	déficients	pour	certains	

acteurs	de	la	voie	BMP/TGFß,	ou	Wnt.	A	ce	jour,	un	KO	Kir2.1	inductible	chez	la	souris	

n’est	 pas	 disponible.	 Il	 permettrait	 de	 pouvoir	 étudier	 le	 rôle	 précis	 du	 canal	 dans	

différents	 tissus,	 sans	problème	de	viabilité	des	nouveau-nés.	 L’utilisation	des	 cellules	

souches	 pluripotentes	 induites	 (iPS)	 pourrait	 être	 une	 bonne	 alternative	 à	 tous	 ces	

modèles	animaux.	

IV. Les	cellules	souches	pluripotentes	induites	(iPS).	
L’organisme	 est	 composé	 de	 cellules	 adultes,	 spécialisées	 dans	 une	 fonction	

précise,	afin	d’assurer	le	bon	fonctionnement	des	différents	tissus.	Mais	avant	d’arriver	à	

des	 cellules	 spécialisées,	 différentes	 étapes	 sont	 nécessaires.	 Ainsi,	 au	 cours	 de	

l’embryogenèse,	 la	 cellule	 fécondée	 subit	 un	 ensemble	de	processus	de	différentiation	
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afin	 de	 former	 les	 différentes	 cellules	 de	 l’organisme.	 Les	 cellules	 souches	 sont	 des	

cellules	particulières,	qui	ont	 la	capacité	de	proliférer	à	 l’infini	et	de	se	différencier	en	

différents	 types	 cellulaires.	 Il	 existe	 plusieurs	 types	 de	 cellules	 souches	 (Figure	 45),	

caractérisées	par	leur	capacité	de	différenciation	(Jaenisch	and	Young,	2008;	Simara	et	

al.,	2013).	

	

	
Figure	45	:	Les	différents	types	de	cellules	souches		

	

Les	cellules	souches	totipotentes	sont	issues	de	l’embryon	pendant	les	premières	

divisions	de	l’ovule	fécondé.	Elles	sont	capables	de	se	différencier	en	toutes	les	cellules	

de	 l’organisme	 (tissus	 embryonnaires	 et	 extra-embryonnaires)	 et	 sont	 les	 seules	 à	

assurer	 le	 développement	 complet	 d’un	 individu.	 Les	 cellules	 souches	 embryonnaires	

pluripotentes	sont	dérivées	de	la	masse	cellulaire	interne	du	blastocyste	(embryon	de	5	

à	7	jours,	Figure	46).		

	

	
Figure	46	:	Représentation	d’un	blastocyste,	avec	la	masse	cellulaire	interne	d’où	

proviennent	les	cellules	ES.	
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Elles	 peuvent	 se	 différencier	 en	 tous	 types	 cellulaires	 de	 l’organisme,	 à	

l’exception	des	 tissus	extra-embryonnaires.	Les	 cellules	 souches	adultes	multipotentes	

sont	 des	 cellules	 capables	 de	 se	 différencier	 en	 plusieurs	 types	 cellulaires,	 mais	

uniquement	 du	 même	 lignage,	 comme	 les	 cellules	 souches	 hématopoïétiques,	 qui	

donnent	 les	cellules	de	 la	 lignée	myéloïdes,	ou	 les	cellules	souches	mésenchymateuses	

(MSC)	 qui	 se	 différencient	 en	 ostéoblastes,	 chondrocytes,	 adipocytes…	 Ces	 cellules	

participent	au	maintien	de	l’homéostasie	tissulaire.		

En	2006,	un	nouveau	 type	de	cellules	pluripotentes	a	été	généré	 in	vitro,	par	 la	

réexpression	de	facteurs	embryonnaires	dans	des	fibroblastes	de	souris	(Takahashi	and	

Yamanaka,	 2006).	 Ces	 cellules,	 dites	 pluripotentes	 induites	 (iPS),	 ont	 les	 mêmes	

caractéristiques	que	les	cellules	souches	embryonnaires	(ES).	En	2007,	des	cellules	iPS	

issues	de	cellules	humaines	ont	été	générées	(Takahashi	et	al.,	2007),	ouvrant	ainsi	de	

nombreuses	 possibilités	 pour	 la	 médecine	 régénérative.	 Depuis,	 de	 très	 nombreuses	

études	sont	menées	afin	de	différencier	ces	cellules	en	cellules	d’intérêt	thérapeutique.	

La	découverte	des	cellules	iPS	a	valu	au	Dr	Shinji	Yamanaka	le	prix	Nobel	de	médecine	

en	2012.	

	

A. Cellules	souches	embryonnaires.	

Les	cellules	souches	embryonnaires	(ES)	ont	été	décrites	pour	la	première	fois	en	

1981	(Evans	and	Kaufman,	1981;	Martin,	1981).	Des	cellules	isolées	à	partir	de	la	masse	

interne	du	blastocyste	présentaient	des	propriétés	de	cellules	souches.	En	effet,	la	greffe	

de	 ces	 cellules	 dans	 des	 souris	 entraîne	 la	 formation	 de	 tératomes,	 des	 tumeurs	

contenant	des	cellules	des	trois	 feuillets	embryonnaires	(Martin,	1981).	De	plus,	mises	

en	 culture,	 elles	 avaient	 la	 capacité	 de	 se	 différencier	 en	 plusieurs	 types	 cellulaires	

(Figure	47).	
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Figure	47	:	Obtention	et	capacité	de	différentiation	des	cellules	souches	embryonnaires	

(Adapté	de	Meregalli,	2011).	

	

C’est	en	1998	que	de	telles	cellules	furent	isolées	à	partir	de	blastocystes	humains	

(Thomson	et	al.,	1998).	Ces	cellules,	tout	comme	les	cellules	ES	de	souris,	sont	capables	

de	 former	des	 tératomes	 lorsqu’elles	 sont	greffées	dans	des	 souris	 immunodéficientes	

(Thomson	et	al.,	1998).		

De	par	leur	pluripotence,	c’est	à	dire	leur	capacité	à	se	différencier	en	tout	type	

cellulaire,	 ces	 cellules	 ont	 été	 très	 utilisées	 afin	 d’étudier	 des	 mécanismes	 de	

développements	 précoces	 in	 vitro	 mais	 surtout,	 ces	 cellules	 ont	 ouvert	 la	 voie	 à	 la	

médecine	régénérative,	et	la	modélisation	de	maladies	rares	in	vitro	(Sterneckert	et	al.,	

2014).	 Cependant,	malgré	 le	 fort	 potentiel	 de	 ces	 cellules,	 de	 nombreuses	 limitations	

sont	 très	 vite	 apparues.	 La	 première	 d’entre	 elles	 est	 la	 disponibilité	 des	 cellules.	 En	

effet,	 les	 cellules	 ES	 ne	 peuvent	 être	 obtenues	 qu’à	 partir	 d’un	 blastocyste,	 formé	 par	

fécondation	in	vitro,	ou	obtenu	après	un	diagnostic	préimplantatoire.	

Les	diagnostiques	préimplantatoires	(DPI)	sont	souvent	utilisés	afin	de	dépister	

chez	des	embryons	conçus	par	fécondation	in	vitro	(FIV),	ou	lorsque	l’un	des	parents	est	

porteurs	de	mutations	connues	pour	être	impliquées	dans	des	pathologies,	d’éventuels	

problèmes	génétiques	afin	d’implanter	un	embryon	sain	chez	la	mère,	(Sterneckert	et	al.,	

2014).	 Les	 embryons	 porteurs	 de	 mutations	 connues	 peuvent	 ainsi	 être	 utilisés	 afin	

d’obtenir	 des	 cellules	 ES,	 qui	 modéliseront	 la	 maladie.	 En	 effet,	 le	 phénotype	 de	 ces	
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cellules	ES,	après	différentiation,	devrait	être	similaire	à	celui	observé	chez	les	patients.	

Cette	approche	a	été	utilisée	pour	modéliser	le	syndrome	du	X	fragile	ou	la	maladie	de	

Huntington	 (Eiges	 et	 al.,	 2007;	 Niclis	 et	 al.,	 2013),	 permettant	 de	 mieux	 comprendre	

leurs	physiopathologies	respectives.		

Cette	 approche	 est	 toutefois	 limitée,	 d’une	 part	 car	 le	 nombre	 de	 maladies	

identifiables	 par	 DPI	 est	 faible,	 ce	 qui	 fait	 que	 seules	 les	 maladies	 dont	 la	 mutation	

génétique	 est	 connue	 peuvent	 être	 utilisées	 pour	 obtenir	 des	 cellules	 souches.	 Cette	

stratégie	 ne	 peut	 pas	 être	 utilisée	 pour	 modéliser	 les	 maladies	 dont	 les	 causes	

génétiques	ne	sont	pas	connues.	D’autre	part,	 l’obtention	de	tels	embryons	est	difficile,	

et	 les	 parents	 doivent	 donner	 leur	 consentement	 afin	 de	 l’utiliser	 pour	 la	 recherche.	

Enfin,	l’obtention	des	cellules	souches	embryonnaires	pose	un	vrai	problème	éthique,	dû	

à	la	destruction	d’embryon,	rendant	la	recherche	sur	les	cellules	ES	difficile	voire	illégale	

dans	certains	pays	(Sterneckert	et	al.,	2014).	

La	 découverte	 des	 cellules	 iPS	 en	 2006	 a	 permis	 d’apporter	 une	 alternative	 à	

l’utilisation	 des	 cellules	 souches	 embryonnaires,	 car	 leur	 obtention	 pose	 moins	 de	

problèmes	éthiques,	et	peuvent	être	dérivée	de	toute	sorte	de	cellules	adultes	

	

B. Généralité	sur	les	cellules	iPS.	

Les	cellules	iPS	furent	décrites	pour	la	première	fois	en	2006	chez	la	souris	et	en	

2007	 chez	 l’homme	 (Takahashi	 and	 Yamanaka,	 2006;	 Takahashi	 et	 al.,	 2007).	 Ces	

cellules	ont	été	obtenues	par	reprogrammation	de	cellules	adultes	en	cellules	dont	 les	

caractéristiques	sont	similaires	à	celles	des	cellules	souches	embryonnaires.		

Les	cellules	iPS,	tout	comme	les	cellules	ES,	sont	capables	d’auto-renouvellement,	

signifiant	 qu’elles	 peuvent	 proliférer	 sans	 se	 différencier,	 et	 elles	 sont	 pluripotentes,	

c’est	à	dire	qu’elles	peuvent	se	différencier	en	cellules	des	trois	feuillets	embryonnaires.	

Ainsi,	il	est	potentiellement	possible	de	différencier	les	cellules	iPS	in	vitro	en	tout	type	

cellulaire	(Seah	et	al.,	2015).	D’un	point	de	vue	morphologique,	les	cellules	iPS	et	ES	sont	

indifférenciables.	 En	 effet,	 les	 cellules	 iPS	 sont	 de	 petites	 cellules,	 qui	 poussent	 en	

colonies,	comme	les	cellules	ES	(Figure	48).	
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Figure	48	:	Morphologie	des	cellules	ES	(à	gauche)	et	iPS	(à	droite)	in	vitro.	

	

Elles	 expriment	 également	 les	 marqueurs	 typiques	 des	 cellules	 souches	

embryonnaires,	 aussi	 bien	 membranaires	 tels	 que	 SSEA4	 (Stage	 Specific	 Embryonic	

Antigen	4)	ou	TRA-1-81	mais	également	nucléaire	tels	que	Oct4	et	Nanog.	De	plus,	tout	

comme	 les	 cellules	ES,	 les	 cellules	 iPS	ont	une	 très	 forte	activité	phosphatase	alcaline.	

Ainsi,	il	est	impossible	de	distinguer	in	vitro	entre	des	cellules	iPS	et	ES,	sans	une	analyse	

plus	approfondie	de	 leur	ADN.	Lors	de	 la	 formation	de	souris	chimériques,	 les	cellules	

iPS	participent	 à	 la	 formation	de	 la	 lignée	 germinale,	 indiquant	 une	 grande	 similitude	

entre	 les	 cellules	 iPS	 et	 ES.	 Cependant,	 quelques	 différences	 existent,	 notamment	 au	

niveau	des	capacités	de	différenciation.	

	

C. Facteurs	et	mécanismes	de	la	reprogrammation.	

La	 reprogrammation	 des	 cellules	 se	 fait	 grâce	 à	 l’insertion	 de	 facteurs	 de	

reprogrammation.	 Ces	 facteurs	 sont	 très	 fortement	 exprimés	 dans	 les	 cellules	 ES,	 et	

participent	au	maintien	de	leur	état	souche	(Takahashi	and	Yamanaka,	2006;	Takahashi	

et	al.,	2007).	A	l’origine,	24	facteurs	différents	ont	été	choisis	afin	d’engager	le	processus	

de	conversion	en	cellules	iPS.	Finalement,	l’expression	forcée	de	4	gènes,	Oct4	(Octamer	

binding	 protein	 4),	 Sox2	 (SRY-type	 mobility	 box	 2),	 Klf4	 (Kruepel-type-zinc-finger	

transcription	factor	4)	et	c-Myc	est	suffisante	pour	obtenir	des	cellules	iPS	(Figure	49).	

Ce	 cocktail	 est	 connu	 comme	 les	 facteurs	 de	 Yamanaka,	 et	 sont	 largement	 utilisés	

actuellement	 pour	 générer	 des	 cellules	 iPS	 (Jang	 et	 al.,	 2012;	 Soldner	 et	 al.,	 2009;	

Takahashi	and	Yamanaka,	2006;	Takahashi	et	al.,	2007).		
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Figure	49	:	Génération	des	cellules	iPS	à	partir	de	cellules	adultes.	

(Adapté	de	Meregalli,	2011).	

	

Les	 facteurs	 de	 reprogrammation	 sont	 donc	 des	 facteurs	 de	 transcription,	 très	

fortement	 exprimés	dans	 les	 cellules	 souches	 embryonnaires,	 puis	 leur	 expression	est	

inhibée	au	cours	de	 la	différentiation.	Au	cours	du	processus	de	reprogrammation,	ces	

différents	gènes	doivent	donc	être	ré-exprimés	pour	donner	à	la	cellule	un	état	souche	

caractéristique	des	cellules	iPS.	

Oct4	 est	 un	 membre	 de	 la	 famille	 des	 facteurs	 de	 transcription	 Oct	 (Octamer	

binding	transcription	factor),	et	joue	un	rôle	crucial	dans	la	régulation	de	la	pluripotence	

des	 cellules	et	 leur	différentiation	 (Botquin	et	al.,	 1998;	Pesce	and	Schöler,	2001).	Les	

facteurs	de	transcription	Oct	possède	un	domaine	POU	de	fixation	à	l’ADN	nécessaire	à	

leur	 fonction	 (Pan	 et	 al.,	 2002).	 L’expression	 d’Oct4	 est	 exclusivement	 restreinte	 aux	

cellules	 pluripotentes,	 les	 cellules	 de	 la	 	 lignée	 germinale	 et	 son	 expression	 est	

maintenue	 dans	 la	 masse	 cellulaire	 interne	 du	 blastocyste.	 Pendant	 la	 gastrulation,	

l’expression	 d’Oct4	 est	 progressivement	 perdue.	 Oct4	 permet	 l’activation	 de	 la	

transcription	de	ses	gènes	cibles,	comme	Sox2	ou	Nanog	(Zhao	et	al.,	2012).	

Sox2	appartient	à	la	famille	des	facteurs	de	transcription	Sox,	qui	contiennent	un	

domaine	de	fixation	à	l’ADN	HMG.	Ce	domaine	peut	interagir	avec	le	domaine	POU	des	
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protéines	Oct	(Boyer	et	al.,	2005).	Sox2	est	impliqué	dans	le	maintien	de	la	pluripotence	

des	 cellules,	 comme	 Oct4.	 Cependant,	 Sox2	 peut	 être	 exprimé	 par	 des	 cellules	

multipotentes	et	unipotentes,	tandis	que	Oct4	est	exclusivement	exprimé	par	les	cellules	

pluripotentes	(Zhao	et	al.,	2012).	Sox2	interagit	avec	Oct4	pour	réguler	l’expression	de	

ses	gènes	cibles.	

Klf4	appartient	à	 la	 famille	des	 facteurs	de	transcription	Klf	(Kruepel-type-zinc-

finger	transcription	factor).	Cette	famille	régule	de	nombreux	processus	biologiques	tels	

que	la	prolifération	cellulaire,	la	différentiation,	le	développement	ou	l’apoptose	(Zhao	et	

al.,	2012).	Les	membres	de	la	famille	Klf	sont	caractérisés	par	la	présence	de	trois	doigts	

de	 zinc	 au	 niveau	 de	 leur	 région	 C-terminale,	 séparés	 par	 une	 région	 de	 liaison	 très	

conservée.	 La	 famille	 Klf	 se	 fixe	 sur	 des	 régions	 riches	 en	 G/C	 de	 l’ADN	 cible,	 pour	

réguler	la	transcription	de	leurs	gènes	cibles	(Wei	et	al.,	2009).	Pendant	l’embryogénèse,	

Klf4	 peut	 activer	 la	 transcription	 de	 ses	 gènes	 cibles,	 comme	Nanog,	 en	 interagissant	

directement	avec	Oct4	et	Sox2	(Wei	et	al.,	2009).	

c-Myc	 est	 un	 proto-oncogène	 qui	 agit	 pendant	 les	 étapes	 précoces	 du	

développement	 pour	 favoriser	 un	 remodelage	 de	 la	 chromatine,	 augmenter	 la	

prolifération	 cellulaire	 et	 jouant	 un	 rôle	majeur	 dans	 la	 transition	 de	 l’initiation	 de	 la	

transcription	 vers	 l’élongation	 (Rahl	 et	 al.,	 2010;	 Sridharan	 et	 al.,	 2009).	 C-Myc	 a	 été	

utilisé	lors	de	la	génération	des	cellules	iPS	car	son	expression	augmente	la	prolifération	

des	cellules.	L’utilisation	de	c-Myc	dans	la	génération	des	cellules	iPS	est	problématique,	

car	 cette	 protéine	 est	 directement	 liée	 à	 la	 formation	 de	 tumeurs.	 En	 effet,	 25%	 des	

souris	greffées	avec	des	cellules	iPS	contenant	c-Myc	développent	des	tumeurs	(Schmidt	

and	Plath,	2012).	Ce	problème	a	conduit	à	la	génération	de	cellules	iPS	sans	expression	

de	 c-Myc.	 Cependant,	 l’efficacité	 de	 reprogrammation	 est	 diminuée	 lorsque	 c-Myc	 est	

absent	(Seah	et	al.,	2015).		

Des	 études	 ont	 montré	 que	 la	 génération	 de	 cellules	 iPS	 pouvait	 se	 faire	 en	

remplaçant	 certains	 facteurs	 comme	Klf4	 et	 c-Myc,	 par	Nanog	et	 Lin28,	 chez	 l’homme	

(Yu	 et	 al.,	 2007).	 Nanog	 est	 un	 facteur	 de	 transcription	 à	 homéodomaine	 qui	 est	

fondamental	pour	 le	maintien	de	 la	pluripotence	et	 l’auto-renouvellement	des	 cellules	

souches,	 chez	 l’homme	et	 la	 souris	 (Hatano	et	 al.,	 2005;	Mitsui	 et	 al.,	 2003).	Lin28	est	

une	 protéine	 capable	 d’inhiber	 la	 fonction	 de	 certains	 ARNm	 impliqués	 dans	 la	

croissance	 et	 la	 traduction	protéique.	Dans	 le	processus	de	génération	de	 cellules	 iPS,	

Lin28	peut	augmenter	l’efficacité	de	reprogrammation	en	induisant	un	meilleur	taux	de	
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division	 cellulaire,	 et	 en	 augmentant	 le	 nombre	 de	 cellules	 en	 division	 (Hanna	 et	 al.,	

2010).	Ce	 cocktail	de	 reprogrammation	est	 également	utilisé	 chez	 la	 souris,	 suggérant	

que	 le	 réseau	 transcriptionnel	 fondamental	 qui	 gouverne	 la	pluripotence	 est	 conservé	

entre	les	espèces.		

La	 génération	 de	 cellules	 iPS	 nécessite	 donc	 l’expression	 de	 facteurs	 impliqués	

dans	le	maintien	de	la	pluripotence,	dans	les	cellules	ES.	Le	mécanisme	précis	de	cette	

reprogrammation	est	encore	mal	connu,	mais	ces	facteurs	de	reprogrammation	exogène	

permettent	 la	 réactivation	de	 gènes	 embryonnaires	 endogènes,	 qui	 ont	 été	 inhibés	 au	

cours	de	 l’embryogénèse.	Ces	gènes	sont	classiquement	retrouvés	dans	des	régions	de	

l’ADN	ou	la	chromatine	est	condensée	(Krause	et	al.,	2016).	Les	facteurs	de	transcription	

utilisés	pour	la	reprogrammation	peuvent	donc	accéder	à	ces	zones	où	la	chromatine	est	

condensée	 et	 induire	 directement	 des	 événements	 de	 remodelage	 de	 celle-ci	 et/ou	

interagir	avec	des	facteurs	de	transcription	additionnels,	ou	des	enzymes,	pour	engager	

le	processus	de	 reprogrammation	 (Hsu	 et	 al.,	 2015;	Xu	 et	 al.,	 2007;	 Zaret	 and	Carroll,	

2011).	

Deux	 mécanismes	 distincts	 apparaissent	 au	 court	 de	 la	 reprogrammation	 de	

cellules	 somatiques	 en	 cellules	 iPS	:	 une	 première	 phase	 de	 dédifférenciation,	

conduisant	à	l’effacement	de	l’identité	de	la	cellule	initiale	(Papp	and	Plath,	2011),	suivi	

par	une	phase	de	spécification	où	la	pluripotence	est	établie.	La	génération	des	cellules	

iPS	 demande	 donc	 une	 succession	 d’évènements	 conduisant	 à	 l’établissement	 de	 la	

pluripotence,	 et	 à	 la	 définition	 de	 la	 nouvelle	 identité	 cellulaire.	 Depuis	 la	 première	

description	des	cellules	iPS	de	souris	en		2006,	de	nombreux	progrès	ont	été	fait	sur	les	

protocoles	 de	 génération	 de	 ces	 cellules,	 pour	 augmenter	 l’efficacité	 de	 la	

reprogrammation.	

	

D. Génération	des	cellules	iPS.	

A	 l’origine,	 la	 réexpression	des	quatre	 facteurs	de	 reprogrammation	Oct4,	Sox2,	

Klf4	 et	 c-Myc	 se	 faisait	 dans	 les	 cellules	 adultes	 grâce	 à	 une	 infection,	 avec	 quatre	

rétrovirus	 contenant	 chacun	 un	 gène	 à	 ré-exprimer	 (Takahashi	 and	 Yamanaka,	 2006;	

Takahashi	et	al.,	2007).	La	probabilité	de	succès	était	donc	très	faible,	ce	qui	a	conduit	à	

l’apparition	 de	 plusieurs	 techniques	 de	 reprogrammation	 alternatives,	 visant	 à	

améliorer	 l’efficacité	 de	 génération	des	 cellules	 iPS.	On	distingue	principalement	deux	
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façons	de	générer	des	cellules	iPS	:	la	reprogrammation	par	insertion	des	transgènes	ou	

la	reprogrammation	sans	insertion	transgénique	(Figure	50).	

	

	
Figure	50	:	Représentation	schématique	des	différentes	techniques	utilisées	pour	générer	

des	cellules	iPS.	

(Adpaté	de	Seah,	2015).	

	

1. Reprogrammation	par	méthode	transgénique	

La	reprogrammation	basée	sur	l’expression	de	transgènes	implique	l’expression	

ectopique	de	facteur	de	transcription,	ce	qui	aboutit	à	la	reprogrammation	des	cellules,	

par	intégration	dans	l’ADN	cible.	L’utilisation	de	rétrovirus	ou	de	lentivirus	sert,	dans	ce	

système,	 à	 intégrer	 et	 à	 faire	 exprimer	par	 la	 cellule	 les	 facteurs	de	 reprogrammation	

(Seah	et	al.,	2015).	Les	lentivirus	et	les	rétrovirus	sont	des	virus	à	ARN,	possédant	une	

transcriptase	 inverse,	 et	 qui	 peuvent	 insérer	 de	 manière	 aléatoire	 leur	 matériel	

génétique	dans	la	cellule	hôte.	

La	 génération	 des	 cellules	 iPS	 nécessite	 l’expression	 simultanée	 des	 quatre	

transgènes	 dans	 la	 cellule.	 L’utilisation	 des	 rétrovirus	 a	 donc	 très	 rapidement	 été	

remplacée	par	des	lentivirus.	En	effet,	les	lentivirus	peuvent	rétro-transcrire	de	grands	

fragments	d’ARN,	ce	qui	a	permis	 l’utilisation	 les	vecteurs	 lentiviraux	polycistroniques	

pour	générer	les	cellules	iPS.	Ces	vecteurs	possèdent	une	seule	cassette	qui	possède	les	
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quatre	facteurs	de	reprogrammation,	permettant	ainsi	 l’infection	avec	un	seul	virus	au	

lieu	de	quatre	(Sohn	et	al.,	2012).		

L’étude	 des	 lignées	 iPS	 générées	 par	 infection	 virale	 a	 montré	 que	 plusieurs	

transgènes	étaient	détectés	dans	le	génome	des	iPS.	Ces	insertions	étant	aléatoires	(Aoi	

et	 al.,	 2008),	 elles	 peuvent	 poser	 des	 problèmes.	 Ainsi,	 des	 études	 ont	 montré	 que	

plusieurs	sites	d’intégration	pour	 les	rétrovirus	étaient	associés	à	des	 tumeurs	chez	 la	

souris	(Akagi	et	al.,	2004;	Hawley,	2008).	Pour	éviter	la	multiple	insertion	du	transgène,	

l’infection	se	 fait	souvent	à	1	MOI	(Multiplicity	Of	 Infection),	c’est	à	dire	un	virus	pour	

une	cellule.	De	plus,	l’ajout	de	site	LoxP	à	l’extrémité	de	la	cassette	de	reprogrammation	

a	permis	de	s’affranchir	en	partie	des	problèmes	 liés	à	 l’insertion	des	 transgènes	dans	

l’ADN	 de	 la	 cellule.	 En	 effet,	 par	 utilisation	 d’une	 enzyme	 Cre	 recombinase,	 il	 est	

désormais	possible	d’exciser	le	transgène	du	matériel	génétique.	

Au	cours	de	la	génération	des	cellules	iPS,	l’expression	ectopique	des	facteurs	de	

reprogrammation	sert	à	réactiver	l’expression	des	gènes	endogènes	de	la	pluripotence.	

L’expression	 du	 transgène	 se	 retrouve	 inhibée	 après	 un	 certain	 temps	 en	 culture	

(environ	10	passages),	 probablement	par	méthylation	du	promoteur	de	 la	 cassette	de	

reprogrammation	 (Dey	 and	 Evans,	 2011).	 Les	 facteurs	 endogènes	 prennent	 donc	 le	

relais	pour	 assurer	 le	maintien	de	 l’état	 souche	des	 cellules	 reprogrammées	 (Dey	 and	

Evans,	2011;	Seah	et	al.,	2015;	Sohn	et	al.,	2012).	En	effet,	comme	décrit	plus	haut,	Klf4	

peut	 interagir	 avec	 Oct4	 ou	 Sox2	 pour	 initier	 la	 transcription,	 permettant	 aux	 gènes	

endogènes	de	prendre	le	relais	sur	le	transgène.	Cependant,	l’excision	du	transgène	est	

une	 approche	moins	 précise	 que	 l’utilisation	 de	 techniques	 de	 reprogrammation	 sans	

transgènes,	car	l’excision	par	la	Cre	recobinase	peut	laisser	quelques	éléments	résiduels,	

notamment	la	séquence	LoxP,	qui	peuvent	être	mutagènes	(Sohn	et	al.,	2012).	

Outre	la	possibilité	d’étudier	les	différents	processus	de	différentiation	in	vitro	et	

leur	 utilité	 dans	 la	modélisation	 des	maladies,	 les	 cellules	 iPS	 ont	 ouvert	 la	 voie	 à	 la	

médecine	régénérative.	Cependant,	les	problèmes	liés	à	l’intégration	du	transgène	dans	

le	génome	de	la	cellule	cible,	ainsi	que	les	risques	de	cancer	ont	considérablement	réduit	

les	possibilités	d’utilisation	des	cellules	 iPS	en	 thérapie.	C’est	pourquoi	des	 techniques	

de	reprogrammation	sans	utilisation	de	virus	ont	été	développées.	
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2. Reprogrammation	sans	utilisation	de	transgène	

La	génération	de	 cellules	 iPS	peut	également	 se	 faire	en	utilisant	des	virus	non	

intégratif,	comme	le	virus	de	Sendaï	(Figure	50	;	Fusaki	et	al.,	2009;	Seki	et	al.,	2010),	ou	

la	co-transfection	de	vecteurs	contenant	 les	 facteurs	de	reprogrammation	(Okita	et	al.,	

2008).	Ces	méthodes	permettent	d’avoir	une	expression	transitoire	des	transgènes,	sans	

aucune	intégration	à	l’ADN	de	la	cellule	cible	(Seah	et	al.,	2015).	

Des	 protéines	 recombinantes	 ont	 également	 été	 utilisées	 pour	 générer	 des	

cellules	 iPS	 (Figure	 50	;	 Kim	 et	 al.,	 2009;	 Zhou	 et	 al.,	 2009).	 Les	 protéines	 des	 quatre	

facteurs	de	reprogrammation	ont	été	produites,	dans	lesquels	un	peptide	poly-arginine	

a	 été	 fusionné	 au	 niveau	 de	 la	 région	 C-terminale,	 permettant	 la	 traversée	 de	 la	

membrane	plasmique	(Zhou	et	al.,	2009).	Cette	approche	est	également	utilisée	avec	des	

protéines	non	modifiées,	mais	avec	une	perméabilisation	des	cellules	cibles	(Cho	et	al.,	

2010)	 ou	 avec	 une	 magnéto	 transfection,	 où	 les	 protéines	 recombinantes	 sont	

conjuguées	 avec	 des	 nanoparticules	 magnétiques,	 ce	 qui	 facilite	 leur	 entrée	 dans	 la	

cellule	(Lee	et	al.,	2011).	Cependant,	l’utilisation	des	protéines	recombinantes	se	fait	en	

général	 en	 combinaison	 d’un	 traitement	 avec	 des	 petites	 molécules,	 pour	 augmenter	

l’efficacité	de	reprogrammation		(Kim	et	al.,	2009;	Zhou	et	al.,	2009	;	Cho	et	al.,	2010).	

Enfin,	il	est	possible	de	générer	des	cellules	iPS	en	utilisant	des	ARN	que	ce	soit	

des	ARN	messagers	(ARNm)	modifiés	codant	pour	les	facteurs	de	reprogrammation,	ou	

des	 micro	 ARN	 (miRNA	 ou	 miR).	 Les	 cellules	 iPS	 obtenues	 présentent	 toutes	 les	

caractéristiques	 des	 cellules	 iPS,	 et	 l’efficacité	 de	 reprogrammation	 est	 bien	meilleure	

qu’avec	 les	 autres	 méthodes	 (Warren	 et	 al.,	 2010).	 L’induction	 de	 l’expression	 de	

certains	 miRNA	 permet	 de	 générer	 des	 cellules	 iPS.	 Les	 miRNA	 ont	 un	 rôle	 de	

régulateurs	du	développement	et	de	 la	différenciation,	 et	 agissent	en	 cluster	 (Ruvkun,	

2001).	 L’induction	 de	 l’expression	 de	 miR302/367	 dans	 des	 fibroblastes	 murins	 ou	

humains	 permet	 de	 générer	 des	 cellules	 iPS,	 avec	 une	 efficacité	 supérieure	 à	 celle	

obtenue	par	utilisation	des	facteurs	de	Yamanaka	(Anokye-Danso	et	al.,	2011).		

L’addition	 de	 petites	 molécules	 (Figure	 50),	 au	 cours	 du	 processus	 de	

reprogrammation,	 permet	 d’augmenter	 son	 efficacité,	 que	 ce	 soit	 seul	 ou	 en	

combinaison	avec	une	infection	virale.	Ces	molécules	sont	des	inhibiteurs	de	différentes	

voies	de	signalisation.	Ainsi,	l’utilisation	d’un	inhibiteur	de	la	GSK3,	permet	d’augmenter	

l’expression	 de	 Nanog,	 et	 peut	 ainsi	 remplacer	 l’expression	 de	 Klf4	 (Lyssiotis	 et	 al.,	

2009).	L’utilisation	d’un	inhibiteur	de	la	voie	TGFß,	en	combinaison	avec	le	cocktail	de	
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Yamanaka,	permet	également	d’augmenter	l’efficacité	de	reprogrammation	(Seah	et	al.,	

2015).	 L’utilisation	 d’activateurs	 de	 la	 PDK1,	 d’inhibiteurs	 de	 la	 G9a	 histone	 methyl	

tranferase	ou	un	activateur	de	canaux	calciques	voltage	dépendant	peut	se	substituer	à	

l’expression	 ectopique	 des	 facteurs	 de	 reprogrammation	 (Shi	 et	 al.,	 2008;	 Zhu	 et	 al.,	

2010).	 En	 effet,	 la	G9a	méthyle	 l’histone	H3	 sur	 la	 lysine	9,	 ce	 qui	 inhibe	 l’expression	

d’Oct4	 pendant	 les	 étapes	 précoces	 du	 développement,	 diminuant	 ainsi	 l’efficacité	 de	

reprogrammation	 (Epsztejn-Litman	 et	 al.,	 2008;	 Feldman	 et	 al.,	 2006),	 tandis	 que	

l’activation	 des	 canaux	 calciques	 voltage	 dépendant	 permet	 de	 moduler	 les	 voies	 de	

signalisation	en	aval,	et	donc	d’augmenter	 l’efficacité	de	reprogrammation	(Sohn	et	al.,	

2012).	

Toutes	ces	différentes	techniques	ont	été	utilisées	pour	générer	des	cellules	iPS	à	

partir	de	très	nombreux	types	cellulaires.	En	effet,	n’importe	quel	type	de	cellule	adulte	

peut	être	reprogrammé,	que	ce	soit	chez	la	souris	ou	l’homme,	incluant	des	lymphocytes	

B	(Hanna	et	al.,	2008),	des	progéniteurs	neuronaux	(Eminli	et	al.,	2008),	des	hépatocytes	

et	des	cellules	épithéliales	gastriques	(Seah	et	al.,	2015)…	chez	la	souris,	aussi	bien	que	

des	 cellules	 mésenchymateuses	 dérivées	 du	 tissu	 adipeux	 (Aoki	 et	 al.,	 2010),	 des	

kératinocytes	(Aasen	et	al.,	2008),	des	lymphocytes	T	(Loh	et	al.,	2010)…	chez	l’homme.	

Cependant,	peu	importe	le	type	cellulaire	utilisé	ou	la	technique	employée,	la	génération	

des	cellules	iPS	est	un	processus	long,	dont	l’efficacité	reste	très	faible,	comme	indiqué	

sur	 la	 figure	 51,	 celle-ci	 ne	 dépassant	 pas	 les	 1%	 (Seah	 et	 al.,	 2015).	 L’utilisation	 de	

miRNA	semble	être	prometteuse,	puisque	l’efficacité	est	de	10%,	mais	une	seule	étude	a	

rapporté	l’utilisation	de	cette	technique	(Anokye-Danso	et	al.,	2011).	
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Figure	51	:	Tableau	comparant	les	différentes	méthodes	de	génération	des	cellules	iPS,	

ainsi	que	l’efficacité	du	processus	de	reprogrammation.	

L’efficacité	de	reprogrammation	est	calculée	en	fonction	du	nombre	de	clones	iPS	obtenues	par	rapport	à	la	quantité	

de	cellules	ensemencées	au	départ.	

O	:	Oct4,	S	:	Sox2,	K	:	Klf4,	M	:	c-Myc,	L	:	Lin28,	N	:	Nanog,	(Adapté	de	Seah,	2015).	

	

Une	fois	les	cellules	iPS	générées,	leurs	propriétés	doivent	être	caractérisées	pour	

déterminer	si	la	reprogrammation	s’est	faite	correctement	et	si	les	cellules	iPS	générées	

ont	bien	toutes	les	caractéristiques	des	cellules	souches	embryonnaires.	

	

E. Caractérisation	des	cellules	iPS	

Les	 cellules	 iPS	 expriment	 des	 gènes	 spécifiques	 des	 cellules	 souches	

embryonnaires,	 qui	maintiennent	 leur	 potentiel	 à	 se	 différencier	 en	 cellules	 des	 trois	

feuillets	 embryonnaires	 (ectoderme,	 endoderme	 et	 mésoderme).	 Plusieurs	 tests	

fonctionnels,	 que	 ça	 soit	 in	vitro	 par	 différentiation,	méthylation	 de	 l’ADN,	 expression	

génique	ou	in	vivo,	par	formation	de	tératomes	ou	de	souris	chimériques,	permettent	de	

caractériser	les	cellules	iPS,	et	de	s’assurer	de	leur	pluripotence	(Kang	et	al.,	2009;	Zhao	

et	al.,	2009).	
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1. Intégrité	génomique	

Le	maintien	 de	 l’intégrité	 génomique	 est	 d’une	 importance	 capitale	 pendant	 la	

génération	 de	 cellules	 iPS,	 car	 des	 altérations	 génomiques	 peuvent	 être	 la	 cause	 de	

maladie	et	donc	limiter	le	potentiel	thérapeutiques	des	iPS.	Ainsi,	les	cellules	iPS	doivent	

garder	 un	 caryotype	 normal	 après	 reprogrammation,	 et	 pendant	 leur	 culture.	 Des	

analyses	sur	des	iPS	de	souris	ou	humaines	ont	révélé	que	les	cellules	iPS	présentaient	

souvent	 des	 altérations	 chromosomiques,	 dès	 les	 passages	 précoces.	 En	 effet,	 des	

aberrations	 chromosomiques,	 incluant	 des	 trisomies	 ou	 des	 duplication	 de	 gènes,	 ont	

été	 rapportées	dans	 les	 cellules	 iPS,	 le	plus	 souvent	 sur	 les	 chromosomes	12,	17	et	X,	

alors	que	les	cellules	d’origine	présentaient	un	caryotype	normal	(Mayshar	et	al.,	2010).	

L’utilisation	des	cellules	 iPS	en	thérapie	devra	donc	se	faire	de	manière	très	contrôlée,	

pour	éviter	tout	problème,	lié	à	des	altérations	chromosomique	des	cellules.	

L’utilisation	de	vecteurs	 lentiviraux	ou	rétroviraux	pour	générer	 les	cellules	 iPS	

présente	un	risque	quant	à	l’insertion	du	transgène	dans	le	génome.	En	effet,	l’insertion	

étant	 aléatoire,	 elle	 peut	 se	 faire	 dans	 la	 séquence	 codante	 d’un	 gène	 extrêmement	

important,	 et	 entraîner	 des	 perturbations	 dans	 l’homéostasie	 cellulaire	 ainsi	 que	

l’apparition	de	tumeur	en	cas	de	greffe	(Sohn	et	al.,	2012).	L’utilisation	de	méthodes	de	

reprogrammation	sans	transgènes	est	une	alternative	pour	éviter	 les	anomalies	 liées	à	

l’insertion	 des	 transgènes.	 Cependant,	même	 sans	 intégration	 virale,	 les	 changements	

génétiques	faisant	partie	du	processus	de	reprogrammation	peuvent	quand	même	avoir	

lieu	(Sohn	et	al.,	2012).	

A	 l’heure	 actuelle,	 il	 semble	 que	 l’intégrité	 génétique	 soit	 préservée	 après	 la	

reprogrammation,	sauf	cas	particuliers.	Cependant,	seules	des	études	sur	le	long	terme	

pourront	révéler	si	les	cellules	iPS	n’ont	aucun	potentiel	tumorigénique	in	vivo,	greffées	

dans	des	souris	immunocompétentes	(Sohn	et	al.,	2012).	L’intégrité	génomique	est	donc	

extrêmement	 importante	 pour	 l’utilisation	 des	 cellules	 iPS	 en	 thérapie.	 Concernant	

l’utilisation	des	cellules	iPS	pour	la	modélisation	de	maladies,	l’intégrité	génomique	est	

également	importante	car	une	altération	chromosomique	pourrait	altérer	les	processus	

de	différentiation.	

	

2. Expression	génique	et	membranaire	

De	manière	générale,	le	profil	d’expression	génique	entre	les	cellules	iPS	et	ES	est	

très	 similaire,	 autant	 qu’entre	 des	 lignées	 différentes	 de	 cellules	 ES	 (Mikkelsen	 et	 al.,	
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2008).	Cependant,	quelques	différences	d’expression	sont	à	noter	entre	les	cellules	 iPS	

et	ES.	Ainsi,	environ	4%	des	gènes	présentent	une	expression	supérieure	ou	inférieure	

chez	les	cellules	iPS,	comparées	aux	cellules	ES	(Takahashi	et	al.,	2007).	La	présence	du	

transgène	semble	avoir	un	impact	sur	cette	expression	différentielle	puisque	des	cellules	

iPS	 générées	 avec	 insertion	 du	 transgène	 présente	 un	 profil	 d’expression	 légèrement	

différent	 de	 celui	 des	 mêmes	 cellules	 auxquelles	 le	 transgène	 a	 été	 retiré.	 Le	 profil	

d’expression	 génique	 des	 cellules	 sans	 transgène	 est	 plus	 proche	 des	 cellules	 ES,	 que	

celui	des	cellules	ayant	conservé	le	transgène	(Soldner	et	al.,	2009).		

Les	cellules	ES	et	 iPS	expriment	de	 très	nombreux	marqueurs,	chacun	ayant	un	

rôle	bien	spécifique	dans	les	cellules.	Les	cellules	iPS	présentent	les	mêmes	marqueurs	

que	les	cellules	ES	(Yamanaka,	2009).	Ces	derniers	sont	donc	utilisés	pour	caractériser	

la	pluripotence	des	cellules	 iPS	générées.	Dans	ce	manuscrit,	 je	ne	vais	décrire	que	 les	

principaux	marqueurs	utilisés	lors	de	la	caractérisation	des	cellules	iPS.	

Comme	décrit	plus	haut,	les	cellules	ES	et	iPS	ont	un	profil	d’expression	génique	

très	 proche.	 Les	 gènes	 essentiels	 à	 la	 pluripotence	 des	 cellules,	 comme	 Oct4,	 Sox2	

ou	Nanog	sont	donc	fortement	exprimés,	et	peuvent	servir	à	caractériser	les	cellules	iPS	

d’un	point	de	vue	génétique	(Figure	52,	Zhao	et	al.,	2012).	

	

	
Figure	52	:	Comparaison	du	profil	d’expression	génique	entre	les	cellules	ES	et	iPS.	

Expression	 des	marqueurs	 des	 cellules	 ES	 dans	 les	 cellules	 ES,	 iPS	 générées	 par	 expression	 de	 quatre	 facteurs	 de	

reprogrammation	(4F	iPS)	et	iPS	générées	par	expression	de	deux	facteurs	de	reprogrammation	(2F	iPS),	par	rapport	

à	des	cellules	souches	neurales	(NSC).	(Adapté	de	Kim	et	al.,	2008).	
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Si	les	cellules	iPS	sont	générées	à	partir	de	l’expression	ectopique	d’un	transgène,	

l’expression	d’Oct4	ou	Sox2	peut	ne	pas	suffire	pour	définir	la	pluripotence	des	cellules,	à	

des	passages	très	précoces.	En	effet,	l’expression	détectée	peut	être	due	à	la	réactivation	

du	 gène	 endogène	mais	 également	 au	 transgène.	 Cependant,	 comme	 décrit	 plus	 haut,	

l’expression	 transgénique	 est	 inhibée	 par	 méthylation	 après	 environ	 10	 passages	 en	

culture.	 Ces	 marqueurs	 peuvent	 donc	 être	 utilisé	 pour	 définir	 la	 pluripotence	 des	

cellules	iPS,	après	quelques	passages	en	culture	(Sohn	et	al.,	2012).	

D’un	 point	 de	 vue	 membranaire,	 deux	 marqueurs	 sont	 très	 utilisés	 pour	

caractériser	 les	 cellules	 iPS.	 Il	 s’agit	 de	 SSEA-3	 ou	 SSE-4	 (Stage	 Specific	 Embryonic	

Antigen-3	and	-4)	et	TRA-1-60/81	 (Figure	53,	Zhao	et	al.,	2012).	SSEA-3	et	SSEA-4	sont	

des	 épitopes	 de	 la	 famille	 des	 sphingolipides	 (GLS),	 reconnus	 par	 des	 anticorps	

monoclonaux,	et	qui	sont	retrouvés	sur	le	GL-5	et	GL-7,	respectivement	(Kannagi	et	al.,	

1983).	SSEA-3	et	SSE-4		sont	spécifiquement	exprimés	par	les	cellules	pluripotentes	de	la	

masse	cellulaire	interne	du	blastocyste	(Henderson	et	al.,	2002).	TRA-1-60	et	TRA-1-81	

sont	des	antigènes,	reconnus	par	des	anticorps	monoclonaux,	et	qui	sont	exprimés	par	

les	 cellules	 pluripotentes.	 Au	 cours	 de	 la	 différentiation,	 l’expression	 de	 ces	 deux	

épitopes	 est	 perdue,	 indiquant	 qu’ils	 sont	 exprimés	 par	 les	 cellules	 pluripotentes	

(Schopperle	and	DeWolf,	2006).	

	

	
Figure	53	:	Caractérisation	phénotypique	des	cellules	iPS.	

(A) Les	cellules	iPS	possèdent	une	forte	activité	phosphatase	alcaline	(AP)	

(B) Immunofluorescence	démontrant	l’expression	d’Oct4	

(C) Les	cellules	iPS	expriment	SSEA4	à	la	membrane	

(D) Les	cellules	iPS	expriment	TRA-1-60	à	la	membrane	
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Les	 cellules	 ES	 et	 iPS	 possèdent	 une	 activité	 phosphatase	 alcaline	 (AP)	 (Figure	

53).	 Cette	 enzyme	 membranaire	 catalyse	 l’hydrolyse	 des	 groupements	 Phosphoester.	

Chez	l’homme,	il	existe	trois	types	d’AP	:	trois	isoformes	sont	tissus	spécifiques	(TSAP),	

et	sont	exprimés	par	les	cellules	intestinales	(IAP),	les	cellules	du	placenta	(PLAP)	et	les	

cellules	 germinale	 (GCAP)	;	 et	 le	 quatrième	 isoforme	 n’est	 pas	 spécifique	 d’un	 tissu	

particulier	 (TNAP),	et	est	exprimé	par	 l’os,	 le	 foie	et	 les	 reins	 (Shamblott	et	al.,	1998).	

Une	forte	activité	AP	est	un	marqueur	de	pluripotence.	En	effet,	les	cellules	de	la	masse	

cellulaire	interne	du	blastocyste	(cellules	ES)	présentent	une	forte	activité	AP	tandis	que	

les	cellules	du	trophoblastes	n’en	ont	pas.	L’activité	AP	est	ensuite	réduite	au	cours	de	la	

différentiation,	jusqu’à	n’être	retrouvée	dans	des	cellules	spécialisées	de	certains	tissus	

(Štefková	 et	 al.,	 2015).	 Les	 cellules	 pluripotentes	 expriment	 la	 TNAP	 et,	 bien	 que	 son	

rôle,	 dans	 ces	 cellules	 ne	 soit	 pas	 bien	 connu	 (Štefková	 et	 al.,	 2015),	 son	 activité	 est	

utilisée	comme	marqueur	de	la	pluripotence.	

	

3. Statut	épigénétique	

En	tant	que	substrat	de	la	transcription,	la	chromatine	est	sujette	à	une	régulation	

épigéntique,	incluant	un	remodelage	de	la	chromatine,	des	modifications	des	histones,	et	

une	méthylation	de	l’ADN.	Cette	dernière	est	un	processus	biochimique	caractérisé	par	

l’ajout	 de	 manière	 covalente	 d’un	 groupement	 méthyle	 (CH3)	 sur	 le	 carbone	 5	 des	

cytosines.	Cet	ajout	bloque	physiquement	la	fixation	de	facteurs	de	transcription	sur	le	

gène	 (Choy	 et	 al.,	 2010)	 	 ou	 permet	 le	 recrutement	 de	 protéines	 à	 domaine	 MBD	

(Methyl-CpG	Binding	Domain),	ce	qui	remodèle	les	histones,	en	formant	une	chromatine	

compacte,	 appelée	 hétéro	 chromatine	 (Pennarossa	 et	 al.,	 2016).	 Les	 histones,	 quant	 à	

elles,	sont	modifiées	par	un	ensemble	de	modifications	post-traductionnelles,	telles	que	

l’acétylation,	 la	phosphorylation,	 la	SUMOylation,	 l’ADP	ribosylation	et	 l’ubiquitination,	

permettant	 ou	 non	 l’accès	 à	 l’ADN,	 pour	 les	 facteurs	 de	 transcription	 ou	 d’autres	

protéines	 (Spivakov	 and	 Fisher,	 2007).	 Ces	 processus	 gouvernent	 le	 développement	

embryonnaire,	 et	 l’acquisition	 d’un	 profil	 épigénétique	 spécifique	 des	 tissus	 et	 stable	

tout	au	long	de	la	vie	(Pennarossa	et	al.,	2016).	

Par	la	régulation	de	la	chromatine,	les	modifications	épigénétiques	jouent	un	rôle	

central	dans	le	contrôle	de	l’accessibilité	des	gènes	et	des	éléments	régulateurs	dans	le	

génome	(Brambrink	et	al.,	2008).	Les	différences	dans	le	statut	épigénétique	entre	des	
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cellules	 somatiques	 et	 des	 cellules	 pluripotentes	 sont	 énormes,	 et	 la	 dédifférenciation	

nécessite	une	reprogrammation	globale	de	l’empreinte	épigénétique.		

Les	 cellules	 pluripotentes	 possèdent	 des	 domaines	 bivalents,	 où	 le	 profil	 de	 la	

chromatine	 est	 caractéristique	 (Bernstein	 et	 al.,	 2007).	 Ces	 régions	 sont	 enrichies	 en	

histone	H3	triméthylée	sur	 la	 lysine	27,	qui	 inhibe	 la	 transcription,	mais	également	en	

histone	 H3	 triméthylée	 sur	 la	 lysine	 4,	 qui	 active	 la	 transcription	 (Mikkelsen	 et	 al.,	

2007).	 Le	 nombre	 de	 ces	 domaines	 bivalents	 est	 représentatif	 de	 la	 pluripotence	 des	

cellules,	 car	 ces	 domaines	 représentent	 les	 gènes	 prêts	 à	 être	 transcrit	 (Sohn	 et	 al.,	

2012).	L’analyse	de	plusieurs	lignées	de	cellules	iPS	a	montré	que	les	cellules	iPS	et	ES	

ont	 un	 profil	 épigénétique	 extrêmement	 proche	 (Maherali	 et	 al.,	 2007).	 Le	 profil	 de	

triméthylation	 de	 la	 lysine	 4	 et	 27	 de	 l’histone	 3,	 ainsi	 que	 les	 domaines	 bivalents,	

étaient	similaires	entre	les	différents	échantillons	(Maherali	et	al.,	2007).	La	restauration	

progressive	 d’un	 profil	 épigénétique	 inhibant	 l’expression	 de	 gènes	 spécifiques	 d’un	

lignage	cellulaire,	actifs	dans	les	cellules	somatiques	mais	non	exprimés	dans	les	cellules	

pluripotentes	est	donc	cruciale	pour	que	la	reprogrammation	soit	correcte.	L’échec	de	ce	

processus	 entraîne	 une	 reprogrammation	 incomplète	 des	 cellules	 (Sohn	 et	 al.,	 2012).	

L’activation	de	certains	promoteurs,	comme	celui	d’Oct4	et	Nanog,	par	la	H3K4me3,	est	

également	 cruciale	 pour	 assurer	 une	 reprogrammation	 complète	 (Mikkelsen	 et	 al.,	

2008).	

Un	second	composant	de	la	machinerie	épigénétique	est	la	méthylation	de	l’ADN,	

qui	 est	 stable	 et	 transmissible.	 Ce	processus	 implique	 l’inhibition	de	 l’expression	d’un	

certain	 nombre	 de	 gènes,	 incluant	 l’empreinte	 génétique	 et	 l’inactivation	 du	

chromosome	 X.	 Les	 profils	 de	 méthylation	 de	 l’ADN	 sont	 dynamiques	 au	 cours	 du	

développement	 embryonnaire,	 et	 sont	 essentiels	 au	 développement	 normal	 de	

l’embryon	 après	 implantation	 dans	 l’utérus	 (Rougier	 et	 al.,	 1998).	 Dans	 les	 cellules	

différenciées,	les	promoteurs	des	gènes	Oct4,	Sox2	et	Nanog	sont	fortement	méthylés,	ce	

qui	 bloque	 leur	 transcription,	 tandis	 que	 dans	 les	 cellules	 ES,	 ces	mêmes	 promoteurs	

sont	 déméthylés,	 pour	 assurer	 leur	 transcription.	 Pendant	 le	 processus	 de	

reprogrammation,	les	promoteurs	de	ces	gènes	sont	déméthylés	(Maherali	et	al.,	2007;	

Mikkelsen	et	al.,	2008).	La	perte	de	méthylation	sur	les	promoteurs	des	gènes	impliqués	

dans	 le	 maintien	 de	 la	 pluripotence	 est	 donc	 une	 étape	 nécessaire	 pour	 achever	 le	

processus	de	reprogrammation	(Sohn	et	al.,	2012).	
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Du	 fait	 de	 la	 grande	 stabilité	 du	 profil	 épigénétique	 des	 cellules	 somatiques,	 le	

processus	de	reprogrammation	peut	entraîner	des	problèmes	(Plath	and	Lowry,	2011).	

En	 effet,	 l’acquisition	 d’un	 état	 pluripotent	 stable	 n’est	 pas	 physiologique,	 car	 celui-ci	

n’est	 que	 transitoire	 au	 cours	 du	 développement,	 pendant	 les	 phases	 précoces.	 Ainsi,	

l’établissement	 d’un	 état	 pluripotent	 persistant	 pose	 des	 problèmes	 de	 sécurité	 car	 il	

peut	conduire	à	une	instabilité	cellulaire	(Wu	and	Zhang,	2010).	De	plus,	la	prolifération	

et	la	différentiation	des	cellules	iPS	sont	des	processus	difficiles	à	contrôler.	En	effet,	les	

cellules	 iPS	 ont	 un	 taux	 de	 différentiation	 d’environ	 30%,	 ce	 qui	 aboutit,	 à	 la	 fin	 du	

processus,	à	une	population	cellulaire	mixte	contenant	des	cellules	différenciées	et	des	

cellules	 non	 différenciées	 en	 prolifération	 	 (Cohen	 and	 Melton,	 2011).	 Ces	 risques	

doivent	donc	être	pris	en	compte	pour	une	utilisation	des	cellules	iPS	en	thérapie,	car	il	

peut	y	avoir	un	risque	de	transformation	tumorale	des	cellules.	

Il	est	important	de	noter	que	les	cellules	iPS	gardent	la	mémoire	épigénétique	de	

leur	cellule	d’origine,	ce	qui	 influe	sur	 leur	capacité	à	se	différencier	en	 type	cellulaire	

particulier.	 En	 effet,	 même	 si	 la	 capacité	 de	 différenciation	 est	 extrêmement	 proche,	

toutes	 les	 lignées	de	 cellules	 iPS	 réagissent	différemment	à	 ce	processus.	En	effet,	des	

études	ont	montré	que	des	cellules	iPS	générées	à	partir	de	cellules	de	prostate	avaient	

une	meilleures	 efficacité	 pour	 se	 différencier	 en	 cellules	 de	 prostate,	 comparée	 à	 des	

cellules	iPS	obtenues	à	partir	de	fibroblastes	de	peau	(Moad	et	al.,	2013),	ce	qui	illustre	

les	différences	épigénétiques	existantes	entre	les	lignées	de	cellules	iPS,	mais	également	

l’importance	du	type	cellulaire	d’origine	dans	la	différenciation.	

La	 combinaison	 de	 différentes	 approches	 de	 caractérisation,	 qu’elles	 soient	

génétiques,	 membranaires,	 ou	 enzymatique,	 permet	 de	 déterminer	 si	 les	 cellules	 iPS	

générées	sont	bien	pluripotentes.	Cette	première	étape	de	caractérisation	est	nécessaire	

pour	éliminer	 les	 clones	 iPS	qui	 sont	partiellement	 reprogrammés.	Pour	 s’assurer	que	

les	 cellules	 générées	 sont	 bien	 des	 cellules	 iPS,	 leur	 capacité	 de	 différentiation	 en	

cellules	des	trois	feuillets	embryonnaires	doit	ensuite	être	établie.	

	

4. Pluripotence 

La pluripotence des cellules est caractérisée par l’expression de différents marqueurs, 

comme décrit avant, mais c’est également la capacité des cellules à se différencier en cellules 

des trois feuillets embryonnaires. Pour tester cette caractéristique, plusieurs tests fonctionnels 

sont possibles, incluant une caractérisation in vitro, par la formation de corps embryoïdes, ou 
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une caractérisation in vivo, par formation de tératomes, dans des souris immunodéprimées. 

 

a) Caractérisation	in	vivo,	par	formation	de	tératomes.	

Chez	 la	 souris,	 le	 test	 le	plus	 strict	est	 la	démonstration	de	 la	 transmission	à	 la	

lignée	germinale,	après	formation	de	souris	chimériques	(Sheridan	et	al.,	2012).	Pour	les	

iPS	humaines,	ce	test	n’est	pas	réalisable,	la	formation	de	tératome	représente	le	test	le	

plus	 rigoureux.	 Les	 tératomes	 sont	 des	 tumeurs	 solides,	 caractérisées	 par	 leur	

croissance	 rapide,	 et	 composées	 de	 cellules	 différenciées	 organisées	 et	 formant	 des	

tissus	représentatifs	des	trois	 feuillets	embryonnaires	(Figure	54).	Ainsi,	 les	tératomes	

présentent	souvent	des	structures	qui	ressemblent	à	des	organes,	comme	des	dents,	des	

cheveux,	des	muscles,	du	cartilage	ou	même	des	os	(Sheridan	et	al.,	2012).	

	

	
Figure	54	:	Formation	de	tératomes	in	vivo,	avec	la	présence	de	structures	des	trois	

feuillets	embryonnaires.	

(A) Tissu	musculaire	(mésoderme)	

(B) Tissu	similaire	à	l’intestin	(endoderme)	

(C) Follicule	de	cheveux	(ectoderme)	

(D) Tératomes	dans	une	souris	immunodéficiente	(Adapté	de	Aldahmash	et	al.,	2013).	

	

La	 formation	 de	 tératomes	 est	 un	 outil	 puissant,	 permettant	 d’étudier	 la	

morphogénèse	précoce	dans	des	tissus	organisés.	La	formation	de	tératomes	est	affectée	
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par	 trois	 facteurs	 différents	:	 le	 type	 de	 cellules	 pluripotentes	 utilisées,	 le	 nombre	 de	

cellules	injectées	et	le	site	d’injection.		L’injection	des	cellules	se	fait	généralement	dans	

des	sites	particuliers,	tels	que	l’injection	intramusculaire,	sous-cutanée,	sous	la	capsule	

des	testicules	chez	le	mâle,	ou	sous	la	capsule	rénale,	chez	une	souris	immunodéprimée,	

ce	qui	permet	d’éviter	le	rejet	des	cellules.	Le	site	d’injection	ne	semble	pas,	ou	très	peu,	

avoir	d’impact	sur	le	taux	de	formation	des	tératomes	(Müller	et	al.,	2010).	Le	nombre	

de	 cellules	 est	 également	 important	 pour	 la	 formation	 de	 tératomes.	 En	 effet,	 pour	

former	un	tératome	complétement	différencié	chez	l’animal,	le	nombre	de	cellules	varie	

en	fonction	de	la	région	d’injection	(Fong	et	al.,	2010).	Après	une	période	de	formation,	

les	 tératomes	 sont	 récupérés	 et	 analysés	 pour	 déterminer	 la	 présence	 de	 cellules	 des	

trois	feuillets	embryonnaires	(Sheridan	et	al.,	2012).	

La	 formation	 de	 tératomes	 est	 donc	 un	 excellent	 moyen	 pour	 déterminer	 la	

pluripotence	 des	 cellules	 iPS	 in	 vivo.	 Cependant,	 des	 problèmes	 avec	 cette	 technique	

sont	 à	 noter.	 D’une	 part,	 le	 microenvironnement	 tissulaire	 influence	 la	 survie	 et	 la	

différenciation	des	 cellules	 iPS	 injectées	 (Dressel,	 2011).	D’autre	part,	 la	 formation	de	

tératomes	nécessite	l’utilisation	d’un	grand	nombre	de	souris	(Figure	54D),	ce	qui	peut	

être	 problématique	 vis	 à	 vis	 de	 la	 législation	 concernant	 l’expérimentation	 animale	

(Buta	 et	 al.,	 2013),	 mais	 a	 également	 un	 coût	 élevé	 alors	 qu’elle	 n’apporte	 que	 peu	

d’informations,	 et	 n’a	 pas	 de	 relevance	 clinique	 ou	 biologique	 significative.	 C’est	

pourquoi	 d’autres	 techniques	 de	 caractérisation	 de	 la	 pluripotence	 in	 vitro	 ont	 été	

développé.	

	

b) Caractérisation	in	vitro,	par	la	formation	de	corps	embryoïdes.	

Une	alternative	à	la	formation	de	tératomes	est	une	approche	in	vitro,	impliquant	

la	 formation	 de	 corps	 embryoïdes	 (EB),	 à	 partir	 des	 cellules	 iPS.	 Les	 EB	 sont	 des	

agrégats	 tridimensionnels	 de	 cellules	 iPS	 en	 suspension,	 ce	 qui	 	 favorise	 la	

différentiation	 aléatoire	 en	 cellules	 des	 trois	 feuillets	 embryonnaires	 (Jaenisch	 and	

Young,	 2008).	 La	 formation	 des	 EB	 est	 une	 approche	 utilisée	 couramment	 dans	 des	

protocoles	 de	 différentiation	 de	 cellules	 iPS	 dans	 un	 lignage	 spécifique	 (Keller,	 1995;	

Kurosawa,	2007),	tel	que	le	lignage	hématopoïétique	(Dang	et	al.,	2002;	Ng	et	al.,	2005),	

neural	(Sathananthan,	2011),	ou	cardiaque	(Mohr	et	al.,	2010;	Sargent	et	al.,	2009).		
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La	 caractérisation	 de	 la	 pluripotence	 à	 partir	 des	 EB	 nécessite	 des	 tests	

supplémentaires,	 par	 rapport	 à	 la	 formation	 de	 tératomes.	 D’une	 part,	 les	 EB	 doivent	

exprimer	des	marqueurs	de	différentiation	des	trois	feuillets	embryonnaires,	comme	la	

Desmine	pour	le	mésoderme,	la	Nestine	pour	l’ectoderme	ou	l’AFP	(Alpha	FoetoProtein)	

pour	 l’endoderme	 mais	 également	 une	 expression	 des	 gènes	 associés	 avec	 la	

pluripotence	 réduite	 par	 rapport	 à	 des	 cellules	 non	 différenciées	 (Brambrink	 et	 al.,	

2008).	L’expression	de	ces	marqueurs	peut	être	détectée	après	environ	une	semaine	de	

différenciation.	A	la	suite	de	la	culture	en	suspension,	les	EB	sont	mis	à	adhérer	pour	que	

les	 cellules	 différenciées	 puissent	 sortir.	 L’expression	 des	 différents	 marqueurs	 peut	

alors	 être	 mesurée	 par	 expression	 génique	 ou	 immunofluorescence	 (Figure	 55).	 Au	

cours	 de	 cette	 différenciation,	 les	 EB	 subissent	 des	 changements	morphologiques	 qui	

ressemblent	aux	étapes	précoces	du	développement,	avant	la	gastrulation	(Bader	et	al.,	

2001).	

	

	
Figure	55	:	Formation	de	corps	embryoïdes	et	expression	de	marqueurs	des	trois	feuillets	

embryonnaires.	

Les	 cellules	 iPS	 non	 différenciés	 (photo	 de	 gauche)	 sont	 mis	 en	 différenciation.	 Après	 un	 temps	 de	 culture	 en	

suspension	 (photo	du	milieu),	 les	EB	sont	mis	à	adhérer,	 et	 les	 cellules	différenciées	 sortent	 (photo	de	droite).	Les	

cellules	 différenciées	 expriment	 les	 marqueurs	 des	 trois	 feuillets	 embryonnaires,	 démontrant	 la	 pluripotence	 des	

cellules	iPS	générées	(panel	du	bas).	(Adapté	de	Pini	et	al.,	2016	(panel	du	haut)	et	de	Itzhaki	et	al.,	2012	(panel	du	

bas)).	
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En	plus	de	 l’analyse	phénotypique,	 l’analyse	histologique	des	EB	peut	révéler	 la	

formation	 de	 structures	 des	 trois	 feuillets	 embryonnaires,	 tout	 comme	 dans	 les	

tératomes	(Itskovitz-Eldor	et	al.,	2000).	De	plus,	la	formation	d’EB	permet	d’étudier	les	

fonctions	cellulaires	par	électrophysiologie,	ainsi	que	les	interactions	cellulaires	(Buta	et	

al.,	2013).	

Bien	 que	 la	 formation	 d’EB	 soit	 une	 bonne	 alternative	 à	 la	 formation	 de	

tératomes,	 il	 semble	 que	 les	 interactions	 cellulaires	 dans	 les	 tératomes	 soient	 plus	

proches	de	 la	physiologie	que	dans	 les	EB.	En	effet,	 la	nutrition	et	 l’apport	sanguin	est	

plus	proche	des	conditions	physiologiques	dans	les	tératomes,	du	fait	de	l’implantation	

in	vivo	(Buta	et	al.,	2013).	

L’approche	 in	 vivo	 et	 in	 vitro	 présentent	 toutes	 deux	 des	 avantages	 et	 des	

inconvénients.	 Cependant,	 le	 premier	 but	 de	 ces	 approches	 est	 de	 caractériser	 la	

pluripotence	 des	 cellules	 iPS	 générées.	 Les	 EB	 sont	 donc	 une	 excellente	 alternative	 à	

l’utilisation	 de	 modèles	 animaux	 pour	 caractériser	 les	 iPS.	 Une	 fois	 cette	 étape	 de	

caractérisation	 accomplie,	 les	 cellules	 iPS	peuvent	 être	utilisées	pour	 comprendre	des	

mécanismes	de	différentiation,	modéliser	des	maladies	rares	ou	réaliser	un	criblage	de	

molécules	à	visée	thérapeutique.	

	

F. Utilisation	des	cellules	iPS.	

Le	 développement	 des	 cellules	 iPS	 a	 permis	 d’ouvrir	 la	 voie	 à	 de	 nouvelles	

perspectives	 thérapeutiques.	 En	 effet,	 la	 pluripotence	 des	 cellules	 en	 fait	 un	 excellent	

modèle	pour	tester	des	nouveaux	composés	à	visée	thérapeutique,	identifier	des	gènes	

associés	 à	 différentes	 pathologies	 grâce	 aux	 techniques	 de	 «	gene	 editing	»	 et	 enfin	

utiliser	 des	 cellules	 de	 patients	 pour	 générer	 des	 cellules	 iPS	 qui	 pourront	 servir	 à	

modéliser	différentes	pathologies	(Figure	56	;	Fairchild,	2010).	
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Figure	56	:	Utilisation	des	cellules	iPS,	qu’elles	soient	spécifiques	de	différentes	

pathologies,	ou	issues	d’un	donneur	sain.	

La	 génération	 de	 cellules	 iPS	 à	 partir	 d’individus	 ayant	 des	 pathologies	 est	 utile	 pour	 modéliser	 la	 maladie,	 et	

comprendre	la	physiopathologie.	En	effet,	la	différenciation	des	cellules	iPS	en	cellules	affectées	par	la	pathologie	peut	

récapituler	certains	aspects	de	celle-ci	in	vitro,	et	permettre	l’élaboration	de	traitements.	(Adapté	de	Fairchild,	2010).	

	

A	 terme,	 les	 cellules	 iPS	 pourront	 être	 utilisées	 en	 thérapie	 humaine,	 soit	 en	

remplaçant	 des	 cellules	 malades,	 soit	 en	 reconstruisant	 un	 organe	 sain,	 à	 partir	 de	

cellules	 iPS	 faites	 à	 partir	 du	 patient	 (autologue)	 soit	 à	 partir	 de	 cellules	 iPS	 d’un	

donneur	(allogreffe).	Cependant,	malgré	 les	avancées	majeures	dans	 la	compréhension	

des	 processus	 de	 différentiation,	 et	 le	 début	 de	 certains	 essais	 cliniques	 de	 greffe	 de	

cellules	 iPS,	nous	sommes	encore	 loin	de	 la	 régénération	 tissulaire	à	partir	de	cellules	

souches	pluripotentes.	Les	trois	aspects	de	l’utilisation	des	cellules	iPS	sont	intimement	

liés,	car	la	génération	de	cellules	iPS	spécifiques	d’une	maladie	permet	l’élaboration	de	

traitement	 contre	 celle-ci	 ainsi	 que	 l’identification	 des	 gènes	 associés	 dans	 le	 cas	 de	

maladies	sporadiques.	

	

1. Criblage	de	composés	à	visée	thérapeutique	

Les	cellules	iPS	peuvent	être	utilisées	pour	identifier	et	développer	de	nouveaux	

composés	thérapeutiques.	En	effet,	l’utilisation	de	cellules	iPS	pathologique	permet	dans	

un	premier	temps	de	différencier	les	cellules	en	différents	types	cellulaires	affectés	par	

la	 maladie,	 puis	 de	 tester	 différents	 composés,	 pour	 voir	 lesquels	 améliorent	 le	

phénotype	de	la	maladie.	Par	exemple,	cette	technique	a	été	utilisée	à	partir	de	cellules	
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iPS	d’un	patient	atteint	de	déficience	en	A1AT	(Alpha1	Anti-Trypsin).	Cette	pathologie	

est	une	des	pathologies	hépatiques	 les	plus	communes,	et	peut	progresser	en	cirrhose	

de	 foie	 (Choi	 et	 al.,	 2013).	 A	 l’heure	 actuelle,	 aucune	 autre	 thérapie	 que	 la	

transplantation	 de	 foie	 n’est	 applicable.	 L’utilisation	 de	 cellules	 iPS	 a	 permis	 dans	 un	

premier	 temps	de	différencier	ces	cellules	en	hépatocytes,	puis	de	 tester	plus	de	3000	

composés	susceptibles	d’améliorer	le	phénotype	de	la	pathologie	(Figure	57).	

	

	
Figure	57	:	Stratégie	de	criblage	de	drogues,	à	partir	de	cellules	iPS.	

A	 chaque	 étape,	 des	 composé	 sont	 éliminés	 en	 fonction	 de	 leur	 effet	 sur	 les	 cellules,	 jusqu’à	 n’arriver	 qu’à	 cinq	

composés	à	la	fin.	(D’après	Choi,	2013).	

	

Après	 plusieurs	 étapes	 visant	 à	 exclure	 les	 composés	 qui	 ne	 répondent	 pas	 à	

certains	 critères,	 cinq	 composés	 améliorant	 le	 phénotype	 des	 cellules	 iPS	 ont	 été	

identifiés,	et	pourront	être	utilisés	en	essais	cliniques,	en	tant	que	nouveaux	traitements	

pour	 cette	 maladie	 (Choi	 et	 al.,	 2013).	 D’autres	 études	 ont	 également	 utilisés	 cette	

stratégie	 pour	 identifier	 de	 nouveaux	 composés	 susceptibles	 de	 traiter	 des	 maladies,	

telles	que	 la	sclérose	 latérale	amyotrophique	(ALS),	suggérant	que	cette	stratégie	peut	

être	adaptée	à	de	nombreuses	pathologies	(Höing	et	al.,	2012;	Yang	et	al.,	2013).		

Au	 cours	 des	 dernières	 années,	 de	 nombreux	 rapports	 ont	 révélé	 des	 effets	

secondaires	 de	 composés	 pharmaceutiques	 sur	 le	 cœur,	 en	 induisant	 des	 arythmies	

associées	avec	des	arrêts	cardiaques,	ce	qui	a	conduit	au	retrait	de	certains	médicaments	

du	commerce	mais	également	au	durcissement	de	la	 législation	sur	les	essais	cliniques	
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(Redfern	 et	 al.,	 2003).	 En	 effet,	 le	 cœur	 est	 particulièrement	 sensible	 aux	 effets	 non	

spécifiques	et	toxiques	des	molécules	qui	peuvent	donc	être	mortelles.	Les	cellules	 iPS	

peuvent	 être	 utilisées	 pour	 tester	 la	 toxicité	 de	 certaines	molécules	 pharmaceutiques,	

pendant	 leur	 différenciation	 cardiaque.	 A	 la	 fin	 de	 la	 différenciation,	 des	 études	

électrophysiologiques	 sont	menées	pour	déterminer	 si	 le	 composé	 testé	a	un	effet	 sur	

les	propriétés	électriques	du	cœur	 (Braam	et	al.,	2010).	La	distinction	entre	des	effets	

spécifiques	et	non	spécifiques	de	composés	pharmaceutiques	à	des	étapes	précoces	de	

leur	développement	peut	ainsi	accélérer	leur	essai	clinique,	augmenter	la	sécurité	quant	

à	 l’utilisation	 de	 ces	 drogues	 mais	 également	 réduire	 leur	 coût	 de	 développement	

(Braam	et	al.,	2010).	

Enfin,	 des	 cellules	 iPS	 spécifiques	 d’une	 maladie	 peuvent	 aider	 à	 identifier	 de	

nouvelles	cibles	d’intérêt	thérapeutique.	En	effet,	l’utilisation	de	siRNA	(small	interfering	

RNA)	peut	permettre	de	déterminer	si	la	diminution	de	l’expression	d’un	gène	a	un	effet	

bénéfique	sur	le	phénotype	de	la	maladie.	Une	fois	cette	cible	identifiée,	l’utilisation	de	

molécules	 inhibant	 celle-ci,	 peuvent	 être	 un	 traitement	 efficace	 contre	 la	 maladie.	

Alternativement,	des	molécules	dont	les	cibles	sont	connues	peuvent	être	utilisées	pour	

déterminer	 l’implication	 de	 leur	 cible	 dans	 la	 pathophysiologie	 de	 la	 maladie	

(Sterneckert	et	al.,	2014).	

L’utilisation	 de	 cellules	 iPS	 peut	 donc	 permettre	 l’identification	 de	 nouveaux	

composés	 thérapeutiques.	 Cependant,	 ces	 cellules	 peuvent	 surtout	 servir	 à	modéliser	

des	 maladies,	 pour	 comprendre	 leur	 mécanisme	 d’action,	 ou	 remplacer	 le	 gène	

défectueux,	mais	également	à	identifier	des	gènes	associés	aux	maladies	dont	les	causes	

génétiques	ne	sont	pas	connues.	

	

2. Modélisation	de	maladie	et	gene	editing	

Avant	d’utiliser	les	cellules	iPS	pour	modéliser	des	maladies,	les	cellules	générées	

doivent	 être	 caractérisées	 pour,	 d’une	 part,	 s’assurer	 que	 le	 processus	 de	

reprogrammation	n’a	introduit	aucune	mutation	(Gore	et	al.,	2011)	mais	également,	que	

les	cellules	iPS	générées	présentent	bien	toutes	les	caractéristiques	des	cellules	souches	

(Seah	 et	 al.,	 2015)	 En	 effet,	 la	 moindre	 anomalie	 pourrait	 changer	 le	 phénotype	 des	

cellules	iPS	générées,	ainsi	que	leur	comportement	au	cours	de	la	différenciation.	
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a) Modélisation	de	maladie	

De	nombreuses	maladies,	 affectant	différents	organes	du	corps	humain,	ont	été	

modélisé	 par	 la	 génération	 de	 cellules	 iPS,	 que	 ce	 soit	 des	maladies	Mendéliennes	 ou	

complexes	 (Figure	 58),	 indiquant	 que	 des	 cellules	 iPS	 peuvent	 être	 utilisées	 dans	 des	

maladies	dont	la	cause	génétique	n’est	pas	entièrement	connue.	Une	fois	les	cellules	iPS	

générées,	 elles	 doivent	 être	 différenciées	 en	 cellules	 d’intérêt,	 par	 des	 protocoles	 de	

différenciation	bien	établis	(Chun,	2010).	

	

	
Figure	58	:	Représentation	des	différentes	maladies	qui	ont	été	modélisées,	par	

utilisation	des	cellules	de	patients	ou	les	techniques	de	gene	editing.	

(D’après	Seah,	2015).	

	

De	nombreuses	maladies	ont	 été	modélisées	 grâce	 aux	 cellules	 iPS,	 notamment	

des	 maladies	 métaboliques,	 telles	 que	 l’hypercholestérolémie	 familiale,	 la	 GSDIa	

(Glycogen	 Storage	 Disease	 type	 Ia)	 ou	 la	 déficience	 en	 AAT	 (Rashid	 et	 al.,	 2010),	 des	

maladies	neurodégénérative,	comme	la	maladie	de	Parkinson	(Nguyen	et	al.,	2011)	;	ou	

des	maladies	cardiovasculaires,	comme	les	syndromes	du	QT	longs,	affectant	la	fonction	

de	canaux	ioniques.	Des	mutations	dans	le	syndrome	du	QT	long	(LQTS)	provoquent	une	

augmentation	des	 courants	dépolarisants	 comparés	 aux	 courants	 repolarisants,	 ce	qui	

rallonge	 l’intervalle	QT	 (Müller	 et	 al.,	 2013).	 Il	 existe	 13	 types	 de	 LQTS,	 affectant	 une	

protéine	 particulière.	 A	 l’heure	 actuelle,	 quatre	 LQTS	 ont	 été	 modélisées	 grâce	 aux	
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cellules	iPS	:	LQTS	de	type	1	(Moretti	et	al.,	2010)	;	LQTS	de	type	2	(Itzhaki	et	al.,	2011)	;	

LQTS	de	type	3	(Malan	et	al.,	2011)	et	LQTS	de	type	8	(Yazawa	and	Dolmetsch,	2013).	

Ces	 quatre	 LQTS	 affectent	 quatre	 types	 de	 canaux	 ioniques	 différents,	 jouant	 un	 rôle	

dans	différentes	phases	du	potentiel	d’action	cardiaque	(Figure	59	;	Müller	et	al.,	2013).	

	

	
Figure	59	:	Représentation	schématique	d’un	potentiel	d’action	cardiaque,	des	gènes	

associés	aux	différents	courants	des	différentes	phases	de	ce	potentiel	d’action	(A)	et	du	

LQTS	associé	à	la	perte	de	fonction	de	chacun	d’entre	eux	(B)	

(Adapté	de	Müller,	2013).	

	

La	 modélisation	 de	 ces	 différents	 LQTS	 a	 permis	 d’une	 part	 de	 récapituler	 les	

phénotypes	retrouvés	chez	les	patients	et	donc	de	pouvoir	étudier	 la	physiopathologie	

de	la	maladie,	mais	également	de	tester	de	nouvelles	drogues	qui	pourraient	améliorer	

les	 conditions	 de	 vie	 des	 patients	 (Müller	 et	 al.,	 2013).	 Cependant,	 l’utilisation	 des	

cellules	iPS	pour	modéliser	les	maladies	cardiovasculaires	présente	des	limites	car	d’une	

part	 les	 cardiomyocytes	 obtenus	 après	 différenciation	 ont	 des	 caractéristiques	

électriques	 «	immatures	»	 proches	des	 cardiomyocytes	 fœtaux,	 comme	par	 exemple	 le	

courant	IK1,	associé	au	canal	potassique	Kir2.1,	 très	faible	;	mais	une	hétérogénéité	au	

sein	 de	 la	 culture,	 car	 la	 pureté	 de	 la	 culture	 en	 cardiomyocytes	 n’excède	 pas	 50%,	

indiquant	 que	 celle-ci	 contient	 plusieurs	 sous-populations	 de	 cardiomyocytes,	 avec	

chacune	 des	 caractéristiques	 particulières	 dans	 leur	 potentiel	 d’action	 (Müller	 et	 al.,	

2013).	

Les	cellules	 iPS	sont	donc	un	bon	outil	pour	modéliser	 les	maladies	génétiques,	

mais	 également	 celles	 dont	 la	 cause	 n’est	 pas	 connue.	 En	 effet,	 les	 cellules	 iPS	 sont	

dérivées	de	patients	avec	un	phénotype	observable,	qui	pourra	être	étudié	pendant	les	
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processus	de	différenciation,	 et	 aboutir	 à	une	meilleure	 compréhension	de	 la	maladie.	

Cependant,	des	cellules	de	patients	ne	sont	pas	toujours	accessibles,	dû	aux	contraintes	

de	 prélèvements,	mais	 également	 au	 fait	 que	 certains	 patients	 disparaissent	 avant	 de	

pouvoir	obtenir	 leurs	 cellules.	De	plus,	 chaque	patient	peut	être	porteur	de	mutations	

supplémentaires	 interconnectées	à	 la	mutation	responsable	de	 la	maladie	(Sterneckert	

et	 al.,	 2014).	 La	 mesure	 de	 l’impact	 d’une	 seule	 mutation	 parmi	 toutes	 est	 donc	 une	

tâche	 compliquée.	 C’est	 pourquoi	 de	 nouvelles	 techniques	 de	 gene	 editing	 ont	 été	

développées	et	adaptées	aux	cellules	iPS	

b) Gene	editing	

	

Les	techniques	de	gene	editing	sont	des	processus	par	lesquels	des	changements,	

tels	 que	 des	 insertions,	 délétions,	 mutations	 ponctuelles	 ou	 translocations,	 sont	

introduits	 dans	 la	 séquence	 d’ADN	 génomique	 de	 la	 cellule	 cible.	 Ces	 changements	 se	

font	grâce	à	 la	génération	d’une	cassure	double	brin	dans	 l’ADN,	 ce	qui	enclenche	des	

mécanismes	de	réparation	de	l’ADN,	comme	l’HDR	(Homology-Direct	Repair)	ou	la	NHEJ	

(Non-Homologous	End	Joining).	Le	mécanisme	de	la	NHEJ	est	imprécis	et	provoque	des	

délétions	ou	des	insertions	dans	l’ADN,	ce	qui	peut	entraîner	des	décalages	de	la	phase	

de	 lecture	ou	des	codons	stop	prématurés	(Bibikova	et	al.,	2002;	Perez	et	al.,	2008).	A	

l’inverse,	 si	 la	 cassure	 a	 lieu	 en	 présence	 d’un	 ADN	 double	 brin	 homologue	 exogène,	

celui-ci	sera	incorporé	dans	l’ADN	de	la	cellule	cible,	par	le	mécanisme	d’HDR	(Bibikova	

et	 al.,	 2001,	 2003),	 ce	 qui	 rend	 cette	 technique	 utile	 pour	 intégrer	 des	 séquences	

spécifiques	 dans	 l’ADN	 cible,	 introduire	 ou	 remplacer	 des	 mutations	 associées	 à	 des	

maladies	(Rong	et	al.,	2014;	Sterneckert	et	al.,	2014).	

A	l’origine,	les	techniques	de	gene	editing	utilisaient	la	recombinaison	homologue	

spontanée,	dans	les	cellules	ES	de	souris.	Bien	que	cette	technique	puisse	être	adaptée	

aux	cellules	ES	et	iPS	humaines	(Zwaka	and	Thomson,	2003),	elle	nécessite	l’utilisation	

d’un	 long	 brin	 d’ADN	 homologue	 (de	 plus	 de	 10	 kb),	 intégré	 dans	 un	 chromosome	

artificiel	(Figure	60	;	Heaney	et	al.,	2004;	Xue	et	al.,	2009).	
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Figure	60	:	Gene	editing	dans	les	cellules	ES,	par	la	technique	de	la	recombinaison	

homologue	spontanée	

(Adapté	de	Sterneckert,	2014).	

	

Cependant,	l’efficacité	de	ce	processus	est	très	faible	(<1%),	ce	qui	a	encouragé	le	

développement	 de	 technique	 de	 recombinaison	 assistée	 par	 des	 nucléases.	 Des	

protéines	 de	 fixation	 à	 l’ADN,	 reconnaissant	 des	 séquences	 spécifiques,	 telles	 que	 des	

protéines	à	doigts	de	zinc	(ZNF),	des	TALEs	(Transcription	Activator-like	Effectors)	ou	la	

protéine	Cas9	(CRISPR	Associated	protein	9)	du	système	Cas9/CRISPR,	ont	été	adaptées	

pour	introduire	de	manière	spécifique	une	cassure	de	l’ADN	double	brin,	pour	activer	les	

mécanismes	de	HDR	ou	NHEJ	(Figure	61	;	Heaney	et	al.,	2004;	Xue	et	al.,	2009;	Zwaka	

and	Thomson,	2003).	

	

	
Figure	61	:	Gene	editing	dans	les	cellules	ES	et	iPS,	par	des	techniques	de	cassure	

spécifique	de	l’ADN	

(Adapté	de	Sterneckert,	2014).	
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Lorsque	ces	cassures	spécifiques	se	 font	sans	ADN	double	brins	homologues,	 le	

mécanisme	de	la	NHEJ	est	activé,	ce	qui	conduit	à	l’introduction	de	mutation	d’insertion-

délétion	dans	 l’ADN	 cible,	 provoquant	 la	 perte	d’expression	du	 gène	 cible.	A	 l’inverse,	

lorsque	 cette	 cassure	 spécifique	 se	 fait	 en	 présence	 d’un	 petit	 ADN	 double	 brin	

homologue	(<1	kb),	cela	active	le	mécanisme	de	HDR,	ce	qui	introduit	dans	l’ADN	cible	le	

brin	d’ADN	exogène.	

Les	 techniques	de	gene	editing	ont	été	utilisées	avec	 les	 cellules	 iPS	pour	créer	

des	 modèles	 de	 maladies	 en	 introduisant	 des	 mutations	 spécifiques,	 ou	 pour	 étudier	

l’implication	d’un	locus	particulier	dans	la	physiopathologie	de	maladies	multigéniques.	

En	 effet,	 ces	 techniques	 peuvent	 être	 utilisées	 pour	 modifier	 des	 loci	 spécifiques	 et	

déterminer	la	contribution	de	chaque	locus	dans	la	physiopathologie.	Le	concept	de	ces	

différentes	approches	est	représenté	sur	la	Figure	62.	
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Figure	62	:	La	combinaison	des	techniques	de	gene	editing	et	de	cellules	iPS	peut	être	

utilisée	pour	évaluer	l’implication	d’un	locus	particulier	dans	la	maladie.	

(D’après	Sterneckert,	2017).	

	

Par	exemple,	 la	maladie	de	Parkinson	est	 causée	par	des	mutations	 sur	 le	gène	

LRRK2	et	SCNA.	Ces	deux	allèles	peuvent	être	édités	individuellement	dans	des	cellules	

iPS	de	patients	pour	discriminer	les	contributions	des	mutations	sur	LRRK2	de	celles	sur	

SCNA	(Figure	62a	;	Sterneckert	et	al.,	2014).	De	la	même	manière,	chaque	mutation	peut	

être	 introduit	 individuellement	dans	des	cellules	 iPS	contrôles	pour	déterminer	si	une	

seule	 mutation	 ou	 une	 combinaison	 de	 plusieurs	 sont	 nécessaires	 pour	 induire	 le	

phénotype	de	la	maladie	et	s’il	y	a	un	effet	synergique	entre	ces	mutations	(Figure	62b,	

Sterneckert	et	al.,	2014.	Enfin,	si	plusieurs	mutations	sont	identifiées	sur	le	génome	d’un	
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patient,	 les	 techniques	 de	 gene	 editing	 peuvent	 être	 utilisé	 pour	 déterminer	 quelle	

mutation	cause	la	maladie	(Figure	62c,	Sterneckert	et	al.,	2014).	

Les	cellules	iPS	permettent	donc	de	décortiquer	les	mécanismes	moléculaires	des	

maladies	aussi	bien	Mendéliennes	que	multigéniques.	Ces	techniques	ont	également	été	

utilisées	pour	corriger	les	mutations	responsables	de	maladies	dans	des	iPS.	Différentes	

études	 démontrent	 que	 la	 correction	 du	 gène	 associé	 à	 une	 maladie	 monogénique	

permet	de	corriger	le	phénotype	de	la	maladie,	et	apportent	donc	la	preuve	de	principe	

que	cette	mutation	est	 la	seule	cause	de	 la	pathologie	chez	 l’individu.	La	correction	du	

gène	A1AT	par	gene	editing	a	permis	aux	hépatocytes	de	synthétiser	une	protéine	A1AT	

fonctionnelle	aussi	bien	in	vivo	qu’in	vitro	(Choi	et	al.,	2013;	Yusa	et	al.,	2011).	D’autres	

maladies	 ont	 été	 soignées	 grâce	 au	 remplacement	 du	 gène	 muté	 dans	 les	 iPS.	

L’ostéopétrose	autosomale	récessive	est	une	maladie	rare	et	mortelle,	provoquant	une	

augmentation	 de	 la	 masse	 osseuse,	 et	 du	 risque	 de	 fractures,	 due	 à	 un	 arrêt	 de	

résorption	 de	 l’os	 par	 les	 ostéoclastes	 (Neri	 et	 al.,	 2015).	 La	 mutation	 la	 plus	

couramment	 retrouvée	 est	 une	 perte	 de	 fonction	 de	 la	 sous-unité	 a3	 de	 la	 pompe	 à	

proton	 vacuolaire	 codée	 par	 le	 gène	 TCIRG1	 (T	 cell	 immune	 regulator	 1).	 A	 l’heure	

actuelle,	le	seul	traitement	est	la	greffe	de	moelle	osseuse.	La	correction	du	gène	TCIRG1	

dans	des	cellules	 iPS	de	souris	ostéopétrotiques	restaure	 la	capacité	de	résorption	des	

ostéoclastes	(Neri	et	al.,	2015).	Les	cellules	iPS	peuvent	donc	être	utilisées	pour	corriger	

le	 gène	 défectueux	 et	 améliorer	 le	 phénotype	 de	 la	maladie	 lorsque	 ces	 cellules	 sont	

greffées	chez	des	souris.	

Malgré	 la	 modélisation	 de	 nombreuses	 maladies,	 l’utilisation	 des	 cellules	 iPS	

continue	à	être	limitée	par	certains	facteurs,	comme	la	mémoire	épigénétique,	l’absence	

de	protocoles	de	différenciation	efficaces	et	de	variabilité	génétique	entre	les	cellules.	De	

plus,	il	reste	difficile	de	modéliser	des	maladies	épigénétiques,	les	maladies	impliquant	

plusieurs	types	cellulaires	ou	les	maladies	influencées	par	le	microenvironnement,	avec	

les	cellules	iPS.	En	effet,	bien	que	les	cellules	iPS	et	ES	soient	très	similaires,	le	profil	de	

méthylation	de	l’ADN	des	cellules	iPS	ressemble	à	celui	de	la	cellule	d’origine,	ce	qui	peut	

orienter	la	différenciation	des	cellules	iPS	dans	le	lignage	de	leur	cellule	de	départ	(Kim	

et	al.,	2010).	Cette	mémoire	épigénétique	peut	affecter	 les	capacités	de	différenciation	

des	cellules	iPS	en	cellules	d’intérêt	thérapeutique.	

L’utilisation	 des	 cellules	 iPS	 est	 actuellement	 limitée	 aux	 types	 cellulaires	 pour	

lesquels	 un	 protocole	 de	 différenciation	 est	 disponible.	 En	 effet,	 la	 différenciation	 des	
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cellules	 iPS	en	cellules	neurales	est	bien	documentée,	 tandis	que	 la	différenciation	des	

cellules	 iPS	en	cellules	musculaires	 (myotubes)	est	 très	difficilement	réalisable	sans	 la	

surexpression	de	facteurs	myogéniques	(Osafune	et	al.,	2008).	

La	possibilité	de	générer	des	cellules	iPS	spécifiques	de	pathologies	est	utile	pour	

étudier	 les	 mécanismes	 moléculaires	 de	 ces	 maladies,	 mais	 est	 également	 utile	 pour	

générer	des	modèles	d’études	 in	vitro,	déterminer	 l’implication	de	différents	 loci,	ou	 la	

modélisation	de	maladies	multigéniques,	difficilement	modélisables	chez	la	souris	(Seah	

et	 al.,	 2015;	 Sterneckert	 et	 al.,	 2014).	 En	 effet,	 l’utilisation	 de	 cellules	 iPS	 humaines	

présente	 de	 nombreux	 avantages	 par	 rapport	 à	 la	 souris.	 D’une	 part,	 l’utilisation	 de	

cellules	 humaines	 pour	 modéliser	 des	 maladies	 est	 plus	 proche	 de	 la	 physiologie	

humaine	 que	 l’utilisation	 de	 modèles	 animaux.	 De	 plus,	 l’utilisation	 de	 cellules	 iPS	

permet	 de	 refléter	 plus	 efficacement	 la	 toxicité	 et	 l’efficacité	 des	 traitements	 actuels,	

mais	 elles	 permettent	 aussi	 de	 tester	 de	 nouveaux	 composés.	 A	 l’heure	 actuelle,	 de	

nombreuses	molécules	 sont	 testées	 initialement	 chez	 l’animal,	mais	 ce	processus	peut	

amener	des	 faux	positifs	et	négatifs.	Par	exemple,	des	molécules	 testées	chez	 la	souris	

permettent	d’améliorer	le	phénotype	d’une	maladie,	mais	n’ont	absolument	aucun	effet	

chez	l’homme.	De	plus,	la	toxicité	des	molécules	diffère	entre	les	animaux,	ce	qui	rend	le	

modèle	animal	inapproprié	pour	le	criblage	de	molécules	(Singh	and	Gupta,	1985).	

Enfin	 la	 possibilité	 de	 corriger	 les	 gènes	 responsables	 de	 maladies,	 mais	

également	l’utilisation	de	cellules	iPS	des	patients	pour	les	soigner,	font	des	cellules	iPS	

un	outil	formidable	pour	la	thérapie	cellulaire.	Récemment,	des	études	ont	montrée	qu’il	

était	également	possible	d’utiliser	les	cellules	iPS	pour	la	reconstruction	tissulaire.	La	co-

culture	 des	 cellules	 iPS	 avec	 des	 cellules	 MSC	 humaines	 et	 des	 cellules	 endothéliales	

permet	la	formation	d’un	bourgeon	hépatique,	présentant	les	marqueurs	hépatique	mais	

également	capable	de	se	vasculariser	et	d’être	fonctionnel	une	fois	greffé	chez	une	souris	

immunodéficiente	 (Takebe	 et	 al.,	 2013).	 Le	 système	 doit	 encore	 être	 amélioré,	

notamment	pour	n’utiliser	que	des	cellules	iPS,	mais	ces	travaux	ouvrent	la	porte	à	des	

perspectives	thérapeutiques	formidables.	En	2013,	le	premier	essai	clinique	avec	greffe	

de	 cellules	 iPS	 a	 été	mené	 au	 Japon,	 pour	 traiter	 la	 dégénérescence	maculaire	 liée	 au	

vieillissement.	Après	génération	de	 cellules	 iPS	 spécifiques	du	patient,	 ces	 cellules	ont	

été	 différenciées	 en	 épithélium	 rétinien	 pigmentée,	 caractérisées	 pour	 éviter	 tout	

problème	 tumorigénique,	 puis	 greffées	 chez	 le	 patient.	 Trois	 ans	 après	 l’opération,	 le	

patient	 ne	 présente	 aucun	 effet	 secondaire	 et	montre	 une	 amélioration	 de	 son	 acuité	
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visuelle.	Les	cellules	iPS	sont	donc	un	formidable	outil	thérapeutique,	apportant	de	réels	

espoirs	 pour	 la	 régénération	 tissulaire,	 mais	 également	 la	 thérapie	 personnalisée	

(Figure	63).	

	

	
Figure	63	:	Utilisation	des	iPS	en	thérapie	humaine.	

(D’après	Fairchild,	2010).	

	

L’utilisation	 des	 cellules	 iPS	 en	 thérapie	 devra	 se	 faire	 dans	 un	 cadre	 très	

contrôlé,	 car	 il	 a	 été	 montré	 que	 même	 dans	 un	 système	 autologue,	 les	 cellules	 iPS	

peuvent	 être	 rejetées,	 dû	 à	 la	 réactivation	 d’antigène	 embryonnaire	 au	 cours	 du	

processus	de	reprogrammation,	ou	au	processus	de	reprogrammation	lui-même	(Cao	et	

al.,	2014).	L’utilisation	de	cellules	tolérogéniques,	telles	que	les	MSC,	devrait	empêcher	

le	rejet	de	greffe.	En	effet,	les	cellules	MSC	présentent	une	activité	immunosuppressive,	

qui	limite	la	réponse	immunitaire	lorsqu’elles	sont	greffées.	La	transplantation	de	MSC,	

ou	 de	 cellules	 tolérogéniques,	 en	 même	 temps	 que	 les	 cellules	 d’intérêts	 devrait	

empêcher	tout	rejet	du	greffon.	Des	travaux	sont	en	cours	pour	valider	cette	hypothèse.	

Au	cours	de	mes	travaux	de	thèse,	j’ai	généré	des	cellules	iPS	à	partir	de	cellules	

de	patients	atteints	par	 le	 syndrome	d’Andersen.	Après	 les	avoir	 caractérisées,	 j’ai	pu	

utiliser	ces	cellules	pour	étudier	l’implication	du	canal	potassique	Kir2.1	au	cours	de	la	

morphogenèse	osseuse.	 	
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Les	modèles	d’étude	du	syndrome	ont	montré	leurs	limites	:	les	modèles	in	vivo	

sont	 létaux,	ou	nécessitent	 l’invalidation	de	plusieurs	gènes,	 tandis	que	 les	modèles	 in	

vitro	 ont	 des	 capacités	 de	 différenciation	 limitées.	 Grâce	 à	 une	 collaboration	 avec	

l’hôpital	 de	 Nice,	mon	 laboratoire	 de	 thèse	 a	 eu	 accès	 à	 des	 biopsies	musculaires	 de	

patients	atteints	par	le	syndrome	d’Andersen,	et	a	pu	utiliser	ces	biopsies	pour	étudier	

les	 problèmes	 musculaires	 associés	 à	 la	 maladie.	 Cependant,	 l’absence	 de	 modèle	

d’étude	 complet	 de	 la	 perte	 de	 fonction	 du	 canal	 Kir2.1	m’a	 conduit	 au	 cours	 de	ma	

thèse	à	aborder	trois	grands	axes	de	recherche	:	

1. Dans	un	premier	 temps,	 j’ai	 généré	des	 cellules	 souches	pluripotentes	 induites	

(iPS)	à	partir	de	myoblastes	de	patients	atteints	du	syndrome	d’Andersen,	et	j’ai	

validé	leur	utilisation	comme	modèle	de	cette	pathologie	(Article	numéro	1,	Stem	

Cells	and	Developement).	

2. Dans	un	second	temps,	 j’ai	utilisé	ces	cellules	iPS	afin	d’étudier	 l’implication	du	

canal	Kir2.1	dans	la	morphogenèse	osseuse,	via	la	différenciation	des	cellules	iPS	

en	 cellules	 souches	 mésenchymateuses	 (MSC),	 puis	 en	 ostéoblastes.	 (Article	

numéro	2,	en	préparation)	

3. Enfin,	j’ai	pu	différencier	les	cellules	MSC	contrôle	et	Andersen	en	chondrocytes,	

et	 étudier	 le	 rôle	 du	 canal	 Kir2.1	 dans	 ce	 processus	 (Article	 numéro	 3,	 en	

préparation).	

	

L’ensemble	 de	 mes	 travaux	 de	 thèse	 a	 permis	 de	 montrer	 que	 d’une	 part	 la	

génération	de	cellules	 iPS	à	partir	de	myoblastes	de	patients	atteints	par	 le	syndrome	

d’Andersen	 est	 un	 bon	 modèle	 afin	 d’étudier	 la	 physiopathologie	 de	 cette	 maladie.	

D’autre	 part,	 j’ai	 pu	 mettre	 en	 évidence	 que	 la	 perte	 de	 fonction	 du	 canal	 Kir2.1	

entrainait	 une	 altération	 de	 tout	 le	 processus	 d’ossification	 puisque	 les	 cellules	 de	

patients	présentent	un	défaut	de	différentiation	en	ostéoblastes	et	en	chondrocytes,	ce	

qui	pourrait	expliquer	les	malformations	osseuses	associées	au	syndrome	d’Andersen.	
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Article	1	:	Modeling	Andersen’s	syndrome	in	human	induced	

Pluripotent	Stem	cells	
	

Le	 syndrome	 d’Andersen	 est	 une	maladie	 rare,	 caractérisée	 par	 une	 triade	 de	

symptômes	:	 paralysie	 périodique,	 arythmie	 ventriculaire	 et	 anomalies	 du	

développement.	 La	 plupart	 des	 patients	 présentent	 une	 mutation	 sur	 le	 canal	

potassique	à	rectification	entrante	Kir2.1.	Ce	canal	joue	un	rôle	central	dans	le	maintien	

du	potentiel	de	repos	des	tissus	excitables,	comme	le	cœur	ou	le	muscle.	Cependant,	son	

rôle	dans	le	tissu	osseux	n’est	pas	connu.		

J’ai	pu	générer	des	cellules	iPS	à	partir	de	cellules	d’un	patient	Andersen,	porteur	

de	 la	 mutation	 C154Y,	 mais	 également	 d’individus	 sains.	 Pour	 effectuer	 la	

reprogrammation,	 les	 cellules	 ont	 été	 infectées	 avec	 un	 lentivirus	 contenant	 une	

cassette	de	reprogrammation	avec	les	quatre	gènes	Oct4,	Sox2,	Klf4	et	c-Myc.	Les	cellules	

iPS	 générées	 sont	 capables	 d’auto-renouvellement	 mais	 expriment	 également	 des	

marqueurs	typiques	des	cellules	souches	embryonnaires,	aussi	bien	génétiques,	tels	que	

Oct4,	 Sox2	 et	 Nanog,	 que	 membranaires,	 tels	 que	 SSEA4	 et	 TRA-1-81.	 De	 plus,	 tout	

comme	 les	 cellules	 souches	 embryonnaires,	 les	 cellules	 iPS	 générées	 présentent	 une	

forte	 activité	 phosphatase	 alcaline.	 Enfin,	 les	 cellules	 iPS	 de	 patients	 ont	 toujours	 la	

mutation	C154Y	sur	 le	gène	KCNJ2,	démontrant	que	le	processus	de	reprogrammation	

n’a	pas	affecté	la	mutation	associée	avec	le	syndrome	d’Andersen,	tandis	que	les	cellules	

iPS	contrôles	présentent	un	gène	KCNJ2	normal.	

Pour	 confirmer	 la	 présence	 d’autres	 caractéristiques	 des	 cellules	 souches	

embryonnaires,	 nous	 avons	 étudié	 les	 capacités	 de	 différenciation	 des	 cellules	 iPS	

générées	par	la	formation	de	corps	embryoïdes,	et	démontré	que	nos	cellules	iPS,	aussi	

bien	 contrôles	 qu’Andersen,	 pouvaient	 se	 différencier	 en	 cellules	 des	 trois	 feuillets	

embryonnaires,	 et	donc	étaient	bien	pluripotentes.	Les	 cellules	 iPS	générées	ont	donc	

bien	 toutes	 les	 caractéristiques	 des	 cellules	 souches	 embryonnaires,	 à	 savoir	 auto-

renouvellement	et	pluripotence,	indiquant	que	le	canal	Kir2.1	n’intervient	pas	pendant	

le	 processus	 de	 reprogrammation,	 mais	 également	 lors	 des	 phases	 précoces	 du	

développement.	 En	 revanche,	 après	 différenciation	 spontanée	 par	 l’intermédiaire	 des	

corps	 embryoïdes,	 les	 cellules	 iPS	Andersen	présentent	une	expression	de	RUNX2	 qui	

est	fortement	réduite	par	rapport	aux	cellules	contrôles.	RUNX2	est	le	master	gene	de	la	
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différenciation	 osseuse,	 et	 est	 nécessaire	 à	 l’expression	 des	 gènes	 impliqués	 dans	 la	

production	et	 la	synthèse	de	 la	matrice	osseuse.	Son	expression	réduite	provoque	une	

expression	diminuée	de	 tous	 les	 gènes	 sous	 son	 contrôle	 et	donc	une	altération	de	 la	

différenciation	osseuse.	En	revanche,	aucune	différence	dans	le	niveau	d’expression	de	

KCNJ2	n’est	observée	entre	les	cellules	iPS	contrôles	et	Andersen,	suggérant	que	seule	la	

fonction	du	canal	est	importante	pour	l’expression	correcte	de	RUNX2.	

Il	est	 intéressant	de	noter	que	 l’expression	de	 la	phosphatase	alcaline	n’est	pas	

différente	 entre	 les	 cellules	 iPS	 Andersen	 non	 différenciées	 et	 différenciées.	 Ceci	

suggère	 qu’un	 canal	 Kir2.1	 fonctionnel	 n’est	 pas	 requis	 pour	 l’expression	 de	 la	

phosphatase	alcaline	dans	les	cellules	pluripotentes.	La	phosphatase	alcaline	retrouvée	

dans	 le	 tissu	 osseux	 est	 la	 même	 que	 dans	 les	 cellules	 pluripotentes	:	 il	 s’agit	 de	 la	

phosphatase	alcaline	non	spécifique.	La	similitude	dans	le	niveau	d’expression	entre	les	

cellules	 non	 différenciées	 et	 différenciées	 suggère	 que	 le	 canal	 Kir2.1	 intervient	

tardivement	 au	 cours	 du	 développement,	 et	 que	 l’activité	 de	 la	 phosphatase	 alcaline	

dans	les	cellules	pluripotentes	ne	dépend	pas	de	la	fonctionnalité	du	canal	Kir2.1.	

L’ensemble	de	ces	résultats	indique	que	le	canal	Kir2.1	intervient	lors	des	phases	

tardives	 de	 la	 différenciation,	 probablement	 dans	 des	 types	 cellulaires	 spécifiques.	

L’expression	 des	marqueurs	 ostéoblastiques	 réduite	 dans	 les	 cellules	 iPS	 de	 patients,	

comparée	 aux	 cellules	 iPS	 contrôles,	 récapitule	 un	 des	 phénotypes	 associés	 avec	 les	

syndrome	 d’Andersen	 et	 suggère	 que	 ces	 	 cellules	 iPS	 seraient	 un	 bon	 outil	 pour	

modéliser	ce	syndrome	(Article	1,	Stem	Cells	and	Development).	
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Article	 2	:	 The	 inward	 rectifier	 potassium	 channel	 Kir2.1	

drives	master	genes	expression	during	osteoblastogenesis.	
	

Dans	l’étude	précédente,	nous	avons	décrit	la	génération	et	la	caractérisation	de	

cellules	iPS	issues	de	myoblastes	de	patients	atteints	par	le	syndrome	d’Andersen.	Nous	

avons	 également	 démontré	 que	 lors	 de	 la	 différentiation	 spontanée	 des	 cellules	 iPS	

Andersen	 par	 la	 formation	 de	 corps	 embryoïdes,	 l’expression	 des	 marqueurs	

ostéogéniques	était	 très	atténuée	par	 rapport	aux	cellules	 iPS	contrôles,	 suggérant	un	

défaut	de	différenciation	osseuse	des	cellules	iPS	Andersen.	

La	différenciation	des	cellules	en	ostéoblastes	se	fait,	in	vivo,	à	partir	de	cellules	

souches	 mésenchymateuse	 (MSC)	 qui	 sont	 les	 cellules	 précurseurs	 du	 lignage	

mésodermiques,	 bien	 qu’elles	 puissent	 également	 se	 différencier	 en	 cellules	 d’autres	

feuillets	embryonnaires,	 comme	des	neurones.	Pour	étudier	 la	différenciation	osseuse	

des	cellules	 iPS	Andersen,	nous	 les	avons	différenciées	en	cellules	mésenchymateuses	

que	 nous	 avons	 caractérisées,	 par	 expression	 de	 marqueurs	 et	 leur	 capacité	 de	

différenciation	 en	 adipocytes.	 Les	 cellules	 iPS	 Andersen	 ont	 la	 même	 capacité	 de	

différenciation	 en	 cellules	 MSC	 que	 les	 cellules	 iPS	 contrôles.	 En	 effet,	 après	

différenciation,	les	cellules	iPS-MSC	des	deux	génotypes	(contrôle	et	patient)	expriment	

très	 fortement	 les	 marqueurs	 typiques	 des	 cellules	 mésenchymateuses	 CD90,	 CD73,	

CD105,	CD44	et	HLA-ABC,	 et	 n’expriment	pas	 les	marqueurs	hématopoïétiques	CD34,	

CD11b,	CD45,	CD14	et	HLA-DR.	De	plus,	les	MSC	des	deux	génotypes	sont	capables	de	se	

différencier	 en	 adipocytes	 fonctionnels,	 présentant	 des	 gouttelettes	 lipidiques	 dans	 le	

cytoplasme,	 ainsi	 qu’une	 expression	 des	 marqueurs	 adipocytaires	 peroxisome	

proliferator-activated	 gamma-2	 (PPARγ2)	 et	 la	 Perilipin	 B	 (PLNB),	 suggérant	 qu’un	

canal	Kir2.1	fonctionnel	n’est	pas	requis	pour	 la	différenciation	des	cellules	en	MSC	et	

en	adipocytes.	

Cependant,	 l’étude	 de	 la	 différenciation	 osseuse	 des	 cellules	 iPS-MSC	 contrôles	

ou	 Andersen	 a	 montré	 que	 la	 perte	 de	 fonction	 du	 canal	 Kir2.1	 conduisait	 à	 une	

mauvaise	différenciation	osseuse,	via	une	faible	production	de	matrice	extracellulaire	et	

une	 activité	 phosphatase	 alcaline	 très	 affectée.	 L’invalidation	 du	 canal	 Kir2.1	 par	

traitement	 des	 cellules	 contrôles	 avec	 un	 inhibiteur	 spécifique,	 le	 BaCl2,	 produit	 le	

même	 phénotype	 que	 les	 cellules	 de	 patients	:	 faible	 production	 de	 matrice	
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extracellulaire,	et	faible	activité	phosphatase	alcaline,	suggérant	un	rôle	du	canal	lors	de	

la	maturation	des	ostéoblastes.	

Pour	 déterminer	 le	 rôle	 précis	 du	 canal	 Kir2.1	 au	 cours	 de	 la	 différenciation	

osseuse,	 nous	 avons	 étudié	 l’ensemble	 du	 processus	 de	 différenciation	 au	 niveau	

génétique.	Nos	résultat	montre	d’une	part	que	le	canal	Kir2.1	est	exprimé	tout	au	long	

de	 la	 différenciation,	 que	 ce	 soit	 chez	 les	 cellules	 iPS-MSC	 contrôles,	 Andersen	 ou	

traitées	au	BaCl2,	et	d’autre	part	que	tout	le	processus	de	différenciation	est	altéré	par	la	

perte	 de	 fonction	 du	 canal	 Kir2.1.	 En	 effet,	 en	 absence	 d’un	 canal	 fonctionnel,	

l’expression	de	RUNX2	et	d’OSTERIX	est	réduite,	chez	les	cellules	de	patients	et	traitées	

au	BaCl2,	par	rapport	à	des	cellules	contrôles.	RUNX2	et	OSTERIX	sont	 les	master	gene	

de	la	différenciation	ostéoblastique,	et	leur	perte	de	fonction	provoque	une	absence	de	

squelette.	L’expression	de	RUNX2	est	cruciale	au	cours	de	la	différenciation	osseuse,	car	

il	permet	d’une	part	d’engager	 les	 cellules	MSC	dans	 le	 lignage	osseux,	 en	permettant	

l’expression	d’OSTERIX,	et	d’autre	part	il	permet	l’expression	des	gènes	impliqués	dans	

la	 production	 et	 la	 synthèse	 de	 la	 matrice	 osseuse,	 comme	 l’ostéopontine	 ou	 le	

Collagène	 de	 type	 I.	 La	 faible	 expression	 de	 RUNX2	 lorsque	 le	 canal	 Kir2.1	 est	 non	

fonctionnel	 suggère	 donc	 un	 rôle	 de	 ce	 dernier	 dans	 la	 signalisation	 conduisant	 à	

l’expression	de	RUNX2,	au	début	de	la	différenciation.	

Le	blocage	du	canal	Kir2.1	une	fois	que	les	cellules	sont	engagées	dans	le	lignage	

osseux	 (après	 l’expression	 d’OSTERIX,	 au	 jour	 4)	 conduit	 au	 même	 phénotype	 que	

l’absence	 de	 canal	 tout	 au	 long	 de	 la	 différenciation	 (faible	 production	 de	 matrice	

extracellulaire),	malgré	une	activité	phosphatase	alcaline	normale.	De	plus,	malgré	un	

début	de	différenciation	normale,	avec	un	 forte	expression	de	RUNX2	 et	d’OSTERIX,	 le	

blocage	du	canal	au	jour	4	entraîne	l’arrêt	de	l’expression	de	RUNX2	et	de	tous	les	gènes	

sous	son	contrôle,	 suggérant	un	 rôle	du	canal	Kir2.1	dans	 le	processus	de	maturation	

des	ostéoblastes,	probablement	en	contrôlant	une	ou	plusieurs	voies	de	signalisation.	

L’ensemble	de	ces	résultats	montre	qu’un	canal	Kir2.1	fonctionnel	est	requis	tout	

au	 long	 de	 la	 différenciation,	 pour	 engager	 les	 cellules	 dans	 le	 lignage	 osseux	 mais	

également	pour	permettre	 leur	maturation,	via	 la	 sécrétion	de	matrice	extracellulaire.	

En	effet,	l’expression	tardive	de	RUNX2	est	bloquée	par	la	perte	de	fonction	tardive	du	

canal	Kir2.1,	démontrant	qu’un	canal	 fonctionnel	est	requis	pour	l’expression	normale	

de	RUNX2	tout	au	long	de	la	différenciation.	
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Enfin,	l’expression	d’un	canal	Kir2.1	sauvage	dans	les	cellules	de	patients	permet	

de	 retrouver	 une	 différenciation	 osseuse	 normale,	 avec	 une	 production	 de	 matrice	

extracellulaire,	une	 forte	activité	phosphatase	alcaline	mais	également	une	expression	

de	 RUNX2	 normale,	 démontrant	 ainsi	 que	 le	 canal	 Kir2.1	 contrôle	 la	 différenciation	

osseuse	en	contrôlant	l’expression	de	RUNX2.	Cette	faible	expression	de	RUNX2	dans	les	

cellules	 de	 patients	 peut	 expliquer	 les	 phénotypes	 développementaux	 retrouvés	 chez	

les	patients	Andersen.	
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Article	 3	:	 Kir2.1	 channel	 controls	 the	 chondrogenic	

differentiation	 of	 human	 iPS	 derived	 Mesenchymal	 Stem	

Cells.	
	

Le	 syndrome	 d’Andersen	 est	 caractérisé	 par	 la	 perte	 de	 fonction	 du	 canal	

potassique	Kir2.1.	Les	patients	présentent	des	anomalies	de	 l’excitabilité	musculaires,	

dans	 les	 muscles	 squelettiques	 et	 cardiaques,	 mais	 également	 des	 anomalies	

développementales,	 incluant	 des	 malformations	 craniofaciales,	 dentaires,	 des	

clinodactylies	et	des	syndactylies,	et	une	taille	plus	réduite	que	 la	moyenne,	 indiquant	

un	rôle	du	canal	Kir2.1	dans	le	développement	et	la	mise	en	place	du	squelette.	

La	 formation	du	tissu	osseux	peut	se	 faire	de	deux	 façons	:	soit	par	ossification	

membranaire,	 où	 le	 processus	 d’ossification	 est	 direct	;	 soit	 par	 ossification	

endochondrale	 où	 une	 ébauche	 cartilagineuse	 préfigure	 l’élément	 squelettique,	 puis	

sera	ensuite	ossifié	pour	former	l’os	final.	Ces	deux	processus	d’ossification	repose	sur	

les	 ostéoblastes,	 qui	 ont	 la	 capacité	 de	 former	 la	 matrice	 osseuse.	 L’ossification	

endochondrale	 repose	 également	 sur	 les	 chondrocytes,	 qui	 sont	 responsables	 de	

l’ébauche	cartilagineuse	qui	sera	ossifiée	par	les	ostéoblastes.	Ces	deux	types	cellulaires	

dérivent	des	cellules	souches	mésenchymateuses	ou	MSC.	

Au	 cours	des	 études	précédentes,	nous	avons	généré	des	 cellules	 iPS	 issues	de	

patients	 Andersen,	 et	 nous	 avons	 pu	 démontrer	 que	 le	 processus	 de	 différenciation	

ostéoblastique	était	sous	le	contrôle	de	la	fonctionnalité	du	canal	potassique	Kir2.1.	En	

effet,	des	cellules	iPS-MSC	dérivées	de	cellules	iPS	Andersen	présentaient	une	capacité	

de	différenciation	en	ostéoblastes	réduite	par	rapport	à	des	cellules	iPS-MSC	contrôles.	

Cette	faible	efficacité	de	différenciation	est	due	à	l’expression	réduite	de	RUNX2	dans	les	

cellules	de	patients	au	cours	de	touts	le	processus	de	différenciation	ostéoblastique.	

Nous	avons	ensuite	étudié	 les	capacités	de	différenciation	en	chondrocytes	des	

cellules	iPS	Andersen.	Les	chondrocytes	sont	des	cellules	dérivées	des	cellules	MSC,	et	

sont	 caractérisées	 par	 leur	 capacité	 à	 synthétiser	 une	matrice	 cartilagineuse	 riche	 en	

protéoglycans.	In	vivo,	 la	différenciation	chondrocytaire	se	fait	en	condition	hypoxique	

(à	 faible	 concentration	 d’oxygène)	 car	 le	 tissu	 cartilagineux	 n’est	 pas	 vascularisé.	 In	

vitro,	la	différenciation	peut	se	faire	en	formant	des	agrégats	très	concentrés	en	nombre	
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de	cellules,	ce	qui	mime	des	conditions	hypoxiques.	Après	différenciation,	la	production	

de	matrice	cartilagineuse	peut	être	observée,	par	des	techniques	de	colorations.	

Comme	représenté	sur	 la	 figure	64,	 les	cellules	 iPS-MSC	contrôle	peuvent	de	se	

différencier	 en	 chondrocytes	 fonctionnels,	 capables	 de	 produire	 une	 matrice	

cartilagineuse.	En	effet,	après	différenciation,	les	cellules	iPS-MSC	contrôles	présentent	

une	forte	coloration	au	bleu	d’Alcian,	au	bleu	de	toluidine	mais	également	à	la	Safranine	

O	(Figure	64A,	colonne	du	milieu).	

	

	
Figure	64	:	Les	cellules	iPS-MSC	contrôle	peuvent	se	différencier	en	chondrocytes	

fonctionnels,	tandis	que	les	cellules	iPS-MSC	Andersen	présentent	une	capacité	de	

différenciation	réduite.	

A	:	 Colorations	 au	 bleu	 d’Alcian,	 au	 bleu	 de	 Toluidine,	 et	 à	 la	 Safranine	 O	 des	 cellules	 iPS-MSC	 non	 différenciées	

(colonne	de	gauche)	et	cellules	iPS-MSC	contrôles	(colonne	du	milieu)	et	Andersen	(colonne	de	droite)	différenciées	

en	 chondrocytes	 montrent	 que	 seules	 les	 cellules	 iPS-MSC	 contrôles	 présentent	 une	 forte	 production	 de	 matrice	

cartilagineuse.	

B	:	La	quantification	de	la	quantité	de	bleu	d’Alcian	après	différenciation	montre	que	les	cellules	iPS-MSC	Andersen	

produisent	moins	de	matrice	cartilagineuse	par	rapport	aux	cellules	iPS-MSC	contrôle.	

*	:	Significativement	différent	des	cellules	non	différenciées	(p<0,05)	

§	:	Significativement	différent	des	cellules	iPS-MSC	Andersen	(p<0,05)	

	

A	 l’inverse	 des	 cellules	 iPS-MSC	 contrôles,	 les	 cellules	 iPS-MSC	 Andersen	

présentent	 une	 capacité	 de	 différenciation	 en	 chondrocyte	 réduite.	 En	 effet,	 les	
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colorations	au	bleu	d’Alcian,	au	bleu	de	Toluidine	et	à	 la	Safranine	O	sont	plus	 faibles	

par	 rapport	 au	 contrôle	 (Figure	 64A).	 De	 plus,	 la	 quantification	 du	 bleu	 d’Alcian	 fixé	

après	 différenciation	 montre	 des	 valeurs	 trois	 fois	 inférieures	 chez	 les	 patients	 par	

rapport	à	celle	retrouvée	dans	les	cellules	iPS-MSC	contrôle	(Figure	64B).	La	quantité	de	

matrice	 cartilagineuse	 produite	 par	 les	 cellules	 iPS-MSC	 différenciées	 en	 chondrocyte	

est	donc	réduite	lorsque	le	canal	Kir2.1	est	silencieux,	suggérant	un	rôle	de	celui-ci	dans	

la	production	de	la	matrice	cartilagineuse.	

Afin	 de	 déterminer	 l’impact	 de	 la	 perte	 de	 fonction	 du	 canal	 Kir2.1	 sur	 la	

différenciation	 chondrocytaire,	 nous	 avons	 réalisé	 une	 étude	 des	 transcrits	 des	

principaux	marqueurs	cartilagineux.	Dans	un	premier	temps,	nous	avons	déterminé	si	le	

canal	 Kir2.1	 était	 exprimé	 dans	 les	 chondrocytes.	 Comme	 montré	 sur	 la	 figure	 65G,	

l’expression	de	KCNJ2	n’est	détectée	dans	les	cellules	iPS-MSC	qu’après	différenciation,	

aussi	 bien	 chez	 les	 contrôles	 que	 les	 patients.	 L’étude	 des	 différents	 marqueurs	

chondrocytaires	a	révélé	que	l’expression	de	tous	ces	gènes	était	fortement	diminuée	en	

absence	d’un	canal	Kir2.1	fonctionnel	(Figure	65).		
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Figure	65	:	L’expression	des	marqueurs	chondrocytaire	est	réduite	lorsque	le	canal	

Kir2.1	est	non	fonctionnel.	

Expression	des	marqueurs	chondrocytaire	Sox9	 (A),	Collagène	2a1	 (Coll2a1,	B),	Cartilage	Oligomeric	Matrix	Protein	

(Comp,	C),	Agrecan	 (D),	RUNX2	 (E),	Coll10A1	 (F)	et	 le	gène	KCNJ2	 (G),	codant	pour	 le	canal	Kir2.1,	dans	 les	cellules	

iPS-MSC	contrôles	et	Andersen	par	rapport	aux	cellules	iPS-MSC	non	différenciées.	L’expression	a	été	normalisée	par	

rapport	au	gène	de	ménage	36B4.	

*	:	Significativement	différent	des	cellules	non	différenciées	(p<0,05)	

§	:	Significativement	différent	des	cellules	iPS-MSC	Andersen	(p<0,05)	
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Pour	 confirmer	 que	 le	 canal	 Kir2.1	 était	 nécessaire	 à	 la	 différenciation	 en	

chondrocytes,	 nous	 avons	 infecté	 des	 cellules	 iPS-MSC	 contrôles	 avec	 un	 canal	 Kir	

porteur	 de	 la	 mutation	 ∆314-315,	 avant	 la	 différenciation.	 Cette	 mutation	 a	 un	 effet	

dominant	négatif	sur	 le	canal	Kir2.1	sauvage	endogène.	Nous	avons	en	parallèle	 traité	

les	cellules	iPS-MSC	contrôles	avec	du	BaCl2	à	100	µM,	un	inhibiteur	sélectif	des	canaux	

Kir2.1.	La	perte	de	fonction	du	canal	Kir2.1	dans	les	cellules	contrôles,	que	ce	soit	avec	

un	 dominant	 négatif	 ou	 un	 traitement	 chimique,	 au	 début	 de	 la	 différentiation	

chondrocytaire,	produit	le	même	phénotype	que	celui	observé	avec	les	cellules	iPS-MSC	

de	patients.	En	effet,	les	coloration	au	bleu	d’Alcian,	au	bleu	de	Toluidine,	et	la	Safranine	

O	sont	fortement	réduites	lorsque	les	cellules	iPS-MSC	contrôles	sont	infectées	avec	une	

forme	 mutée	 du	 canal	 Kir2.1	 (Figure	 66A	;	 ligne	 du	 milieu),	 tandis	 que	 les	 cellules	

infectées	 avec	 la	 EGFP	 seule	 présente	 des	 capacités	 de	 différentiation	 similaires	 aux	

cellules	iPS-MSC	non	infectées	(Figure	66A,	ligne	du	haut).	De	plus,	l’inhibition	chimique	

du	canal	Kir2.1	par	un	traitement	au	BaCl2	produit	le	même	phénotype	que	les	cellules	

iPS-MSC	Andersen	ou	infectées	avec	la	forme	mutée	du	canal	Kir2.1	(Figure	66A,	ligne	

du	 bas).	 La	 quantification	 du	 bleu	 d’Alcian	 confirme	 les	 résultats	 observés	

précédemment	:	la	perte	de	fonction	du	canal	Kir2.1	réduit	très	fortement	la	quantité	du	

bleu	d’Alcian	fixé	(Figure	66B).	
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Figure	66:	L’inhibition	du	canal	Kir2.1	dans	les	cellules	iPS-MSC	diminue	la	quantité	de	matrice	

cartilagineuse	produite.	

A	:	Les	Colorations	au	bleu	d’Alcian,	au	bleu	de	Toluidine,		et	à	la	Safranine	O	des	cellules	iPS-MSC	contrôles	infectées	

avec	 l’EGFP	 (ligne	du	haut),	 une	 forme	mutée	du	 canal	Kir2.1	 (ligne	du	milieu),	 ou	 traitées	 avec	100	µM	de	BaCl2	

(ligne	du	bas)	différenciées	en	chondrocytes	montrent	que	seules	les	cellules	iPS-MSC	contrôles	infectées	avec	l’EGFP	

présentent	une	forte	production	de	matrice	cartilagineuse.	

B	:	La	quantification	du	bleu	d’Alcian	après	différenciation	montre	que	les	cellules	iPS-MSC	contrôles	invalidées	pour	

le	canal	Kir2.1	produisent	moins	de	matrice	cartilagineuse	par	rapport	aux	cellules	iPS-MSC	contrôles.	

*	:	Significativement	différent	des	cellules	non	différenciées	(p<0,05)	

§	:	Significativement	différent	des	cellules	iPS-MSC	Andersen	(p<0,05)	

	

De	la	même	manière	qu’avec	les	cellules	iPS-MSC	Andersen,	la	perte	de	fonction	

du	canal	Kir2.1	dans	les	cellules	iPS-MSC	contrôles	entraîne	une	forte	diminution	dans	

l’expression	des	marqueurs	chondrocytaires	(Figure	67).	
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Figure	67	:	L’inhibition	du	canal	Kir2.1	dans	les	cellules	iPS-MSC	contrôles	entraîne	une	

forte	diminution	dans	l’expression	des	marqueurs	chondrocytaires.	

Expression	des	marqueurs	chondrocytaire	Sox9	 (A),	Collagène	2a1	 (Coll2a1,	B),	Cartilage	Oligomeric	Matrix	Protein	

(Comp,	C),	Agrecan	 (D),	RUNX2	 (E),	Coll10A1	 (F)	et	 le	gène	KCNJ2	 (G),	codant	pour	 le	canal	Kir2.1,	dans	 les	cellules	

iPS-MSC	contrôles,	ou	infectées	avec	l’EGFP,	ou	infectées	avec	une	forme	mutée	du	canal	Kir2.1,	ou	traitées	au	BaCl2,	

après	différenciation	par	rapport	aux	cellules	 iPS-MSC	non	différenciées.	L’expression	a	été	normalisée	par	rapport	

au	gène	de	ménage	36B4.	

*	:	Significativement	différent	des	cellules	non	différenciées	(p<0,05)	

§	:	Significativement	différent	des	cellules	iPS-MSC	Andersen	(p<0,05)	

	

Afin	de	compléter	notre	étude,	nous	avons	réalisé	des	expériences	de	sauvetage,	

en	 utilisant	 des	 cellules	 iPS-MSC	 Andersen	 infectées	 avec	 la	 forme	 sauvage	 du	 canal	

Kir2.1.	 Comme	montré	 sur	 la	 figure	 68,	 la	 réexpression	 d’un	 canal	 Kir2.1	 fonctionnel	

dans	les	cellules	de	patients	induit	une	différenciation	chondrocytaire	normale.	
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Figure	68	:	La	réexpression	d’un	canal	Kir2.1	sauvage	dans	les	cellules	iPS-MSC	Andersen	

restaure	leur	capacité	à	se	différencier	en	chondrocytes.	

	Les	colorations	au	bleu	d’Alcian,	au	bleu	de	Toluidine,	et	à	 la	Safranine	O	des	cellules	 iPS-MSC	Andersen	 infectées	

aves	 l’EGFP	 (ligne	 du	 haut),	 ou	 la	 forme	 sauvage	 du	 canal	 Kir2.1	 (ligne	 du	 bas)	 différenciées	 en	 chondrocytes	

montrent	que	seules	 les	cellules	 iPS-MSC	Andersen	 infectées	avec	 la	 forme	sauvage	du	canal	Kir2.1	présentent	une	

forte	production	de	matrice	cartilagineuse.	

	

En	 effet,	 les	 cellules	 iPS-MSC	 Andersen	 infectées	 avec	 l’EGFP	 seule	 ont	 un	

phénotype	similaire	aux	cellules	iPS-MSC	Andersen	non	infectées,	après	différenciation	:	

faible	coloration	au	bleu	d’Alcian,	au	bleu	de	Toluidine,	et	à	 la	Safranine	O	(Figure	68,	

ligne	 du	 haut),	 donc	 une	 faible	 production	 de	 matrice	 cartilagineuse.	 En	 revanche,	

l’expression	d’un	canal	sauvage	dans	les	cellules	de	patients	restaure	leur	capacité	à	se	

différencier	 en	 chondrocytes	 et	 à	 synthétiser	 de	 la	matrice	 cartilagineuse	 (Figure	 68,	

ligne	du	bas).	De	plus,	 la	 réexpression	d’un	canal	Kir2.1	sauvage	permet	de	 retrouver	

une	expression	normale	des	marqueurs	 chondrocytaires,	montrant	que	 les	 cellules	 se	

sont	bien	différenciées	en	chondrocytes	(Figure	69).	
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Figure	69	:	La	réexpression	d’un	canal	Kir2.1	sauvage	dans	les	cellules	iPS-MSC	Andersen	

permet	une	forte	augmentation	de	l’expression	des	marqueurs	chondrocytaires.	

Expression	des	marqueurs	chondrocytaires	Sox9	(A),	Collagène	2a1	(Coll2a1,	B),	Cartilage	Oligomeric	Matrix	Protein	

(Comp,	C),	Agrecan	 (D),	RUNX2	 (E),	Coll10A1	 (F)	et	 le	gène	KCNJ2	 (G),	codant	pour	 le	canal	Kir2.1,	dans	 les	cellules	

iPS-MSC	Andersen,	infectées	avec	l’EGFP,	ou	infectées	avec	la	forme	sauvage	du	canal	Kir2.1,	après	différenciation	par	

rapport	aux	cellules	iPS-MSC	non	différenciées.	L’expression	a	été	normalisée	par	rapport	au	gène	de	ménage	36B4.	

*	:	Significativement	différent	des	cellules	non	différenciées	(p<0,05)	

§	:	Significativement	différent	des	cellules	iPS-MSC	Andersen	(p<0,05)	

	

Le	 canal	 potassique	 Kir2.1	 semble	 donc	 être	 extrêmement	 important	 pour	 la	

différenciation	chondrocytaire,	aussi	bien	au	niveau	de	l’expression	génique,	que	pour	la	

production	de	la	matrice	cartilagineuse.	En	effet,	sa	perte	de	fonction	entraîne	un	défaut	

de	la	formation	de	chondrocytes.		
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Tout	 comme	 pour	 la	 différenciation	 ostéoblastique,	 la	 formation	 des	

chondrocytes	se	fait	en	plusieurs	étapes.	Les	cellules	MSC	vont	s’engager	dans	le	lignage	

cartilagineux,	 sous	 l’influence	 du	 facteur	 de	 transcription	 Sox9	 et	 devenir	 des	

chondrocytes	 immatures.	 A	 ce	 stade,	 les	 cellules	 peuvent	 avoir	 deux	 devenirs,	 en	

fonction	 du	 tissu	 concerné	:	 soit	 elles	 se	 différencient	 en	 chondrocytes	 articulaires,	

continuant	à	exprimer	Sox9,	soit	elles	se	différencient	en	chondrocytes	hypertrophiques,	

sous	 l’influence	 du	 facteur	 de	 transcription	RunX2.	 Ces	 deux	 facteurs	 de	 transcription	

vont	activer	l’expression	de	leurs	gènes	cibles,	qui	vont	être	importants	pour	la	synthèse	

et	la	production	de	la	matrice	cartilagineuse.	

La	 perte	 de	 fonction	 du	 canal	 Kir2.1,	 dans	 les	 cellules	 iPS-MSC	 Andersen,	 et	

contrôles	que	l’on	a	infectées	avec	une	forme	mutées	du	canal,	ou	traitées	avec	du	BaCl2,	

provoque	une	faible	expression	de	Sox9.	Ce	dernier	est	considéré	comme	le	master	gene	

de	la	différenciation	chondrocytaire.	En	effet,	sa	perte	de	fonction	provoque	une	absence	

de	cartilage	chez	la	souris.	De	plus,	Sox9	est	exprimé	dès	le	début	de	la	différenciation	en	

chondrocytes,	et	permet	l’expression	de	tous	les	gènes	importants	pour	la	synthèse	et	la	

production	de	la	matrice	cartilagineuse,	tels	que	Comp,	Agrecan	ou	le	Coll2a1.	Sa	faible	

expression	dans	les	cellules	invalidées	pour	le	canal	Kir2.1	peut	donc	expliquer	la	faible	

efficacité	de	différenciation	chondrocytaire	de	ces	cellules.	

D’autre	 part,	 l’invalidation	 du	 canal	 Kir2.1	 entraîne	 une	 diminution	 de	

l’expression	 de	 RunX2.	 Ce	 facteur	 de	 transcription	 contrôle	 la	 différenciation	

hypertrophique	 des	 chondrocytes	 en	 permettant	 l’expression	 des	 marqueurs	 des	

chondrocytes	 hypertrophiques,	 comme	 le	Coll10A1,	mais	 également	 la	 diminution	 des	

gènes	impliqués	dans	la	différenciation	des	chondrocytes	articulaires,	comme	Sox9	ou	la	

Coll2a1.	 Ces	 résultats	 suggèrent	 que	 le	 canal	 Kir2.1	 est	 également	 important	 pour	 la	

différenciation	hypertrophique	des	cellules.	

Enfin,	 la	 réexpression	 d’un	 canal	 sauvage	 dans	 les	 cellules	 iPS-MSC	 Andersen	

suffit	à	elle	seule	à	 restaurer	 leur	capacité	à	se	différencier	en	chondrocytes,	avec	une	

forte	production	de	matrice	cartilagineuse,	mais	également	une	forte	expression	de	Sox9	

et	 RunX2	 ainsi	 que	 des	 gènes	 qui	 sont	 sous	 leur	 contrôle.	 Le	 canal	 Kir2.1	 est	 donc	

essentiel	pour	assurer	une	différenciation	chondrocytaire	correcte	des	cellules	iPS-MSC.	

La	faible	expression	de	Sox9	et	de	RunX2	retrouvée	dans	les	cellules	de	patients	

entraîne	un	défaut	de	 formation	des	chondrocytes,	et	peut	expliquer	 les	problèmes	de	

développement	ainsi	que	la	petite	taille	des	patients	Andersen.	
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L’ensemble	 de	 mes	 travaux	 de	 thèse	 a	 permis	 de	 montrer	 que	 d’une	 part	 la	

génération	 de	 cellules	 iPS	 à	 partir	 de	myoblastes	 de	 patient	 atteints	 par	 le	 syndrome	

d’Andersen	est	un	bon	modèle	 afin	d’étudier	 la	physiopathologie	de	 cette	maladie.	De	

plus,	 j’ai	pu	mettre	en	évidence	que	la	perte	de	fonction	du	canal	Kir2.1	entrainait	une	

altération	de	tout	le	processus	d’ossification	puisque	les	cellules	de	patients	présentent	

un	défaut	de	différentiation	en	ostéoblastes,	dû	à	une	faible	expression	de	RunX2,	mais	

également	 un	 défaut	 de	 différenciation	 en	 chondrocytes,	 aussi	 bien	 articulaire	

qu’hypertrophique,	de	par	 la	 faible	expression	de	Sox9	et	de	RunX2.	L’ensemble	de	ces	

résultats	indique	que	le	canal	potassique	Kir2.1	est	un	acteur	majeur	de	l’ostéogenèse	en	

contrôlant	 l’expression	 des	 deux	 master	 genes	 de	 la	 différenciation	 ostéogénique,	 à	

savoir	Sox9	et	RunX2.	Leur	faible	expression	dans	les	cellules	exprimant	un	canal	Kir2.1	

non	 fonctionnel	 peut	 expliquer	 les	 anomalies	 développementales	 retrouvées	 chez	 les	

patients.	
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L’ensemble	 de	 mes	 travaux	 de	 thèse	 avait	 pour	 objectif	 de	 déterminer	

l’implication	 du	 canal	 potassique	 Kir2.1	 dans	 la	 morphogenèse	 osseuse.	 En	 effet,	 les	

patients	 atteints	 par	 le	 syndrome	 d’Andersen	 et	 porteurs	 d’une	mutation	 sur	 le	 canal	

Kir2.1	présentent	des	malformations	osseuses	suggérant	un	rôle	 inattendu	de	ce	canal	

dans	 le	 développement.	 De	 plus,	 les	 différents	 modèles	 animaux	 du	 syndrome	

d’Andersen	présentent	tous	des	anomalies	développementales,	allant	 jusqu’à	 la	 létalité	

juste	 après	 la	 naissance.	 Il	 est	 donc	 très	 difficile	 d’étudier	 les	 conséquences	

fonctionnelles	de	la	perte	de	fonction	du	canal	Kir2.1	dans	les	différents	tissus	atteints	

par	 le	syndrome	d’Andersen.	L’absence	de	modèle	 in	vivo	m’a	conduit,	au	cours	de	ma	

thèse,	à	développer	un	modèle	d’étude	in	vitro	et	à	générer	des	cellules	iPS,	à	partir	de	

cellules	de	patients,	mais	également	à	partir	d’individus	sains.	

Ces	cellules	iPS	ont	été	générées	par	une	infection	lentivirale	avec	une	cassette	de	

reprogrammation	 contenant	 les	 quatre	 gènes	 décrits	 pour	 générer	 des	 cellules	 iPS,	 à	

savoir	 Oct4,	 Sox2,	 Klf4	 et	 c-Myc.	 Ces	 gènes	 sont	 connus	 comme	 étant	 les	 facteurs	 de	

Yamanaka,	 et	 ont	 été	 très	 largement	utilisés	pour	générer	des	 cellules	 iPS,	 à	partir	de	

plusieurs	 types	 cellulaires.	 Après	 la	 reprogrammation,	 les	 colonies	 avec	 une	

morphologie	 de	 cellules	 souches	 embryonnaires	 ont	 été	 repiquées	 individuellement	

pour	 obtenir	 une	 population	 clonale	 de	 cellules	 iPS.	 Nous	 avons	 ainsi	 pu	 isoler	 et	

amplifier	2	clones	 iPS	 issus	de	cellules	d’un	patient	Andersen,	et	4	 clones	 iPS	 issus	de	

cellules	d’individus	sains.	

Au	 cours	des	passages	précoces,	 les	 cellules	 iPS	 générées	peuvent	perdre	 leurs	

propriétés	souches.	En	effet,	 si	 la	 reprogrammation	est	partielle,	 les	gènes	nécessaires	

au	 maintien	 de	 l’état	 souche,	 comme	 Nanog,	 ne	 sont	 pas	 exprimés	 et	 les	 cellules	

partiellement	 reprogrammées	 entrent	 en	 apoptose.	 Pour	 pallier	 à	 ce	 problème,	 nous	

avons	sélectionné	nos	clones	iPS	à	partir	du	passage	10.	En	effet,	à	partir	de	ce	passage,	

le	 transgène	devient	 silencieux,	 et	 si	 la	 reprogrammation	s’est	 correctement	effectuée,	

les	 gènes	 endogènes	 prennent	 le	 relais	 pour	maintenir	 l’état	 souche	 des	 cellules.	 Les	

cellules	iPS	générées	ont	été	gardées	en	culture	pendant	de	nombreux	passages,	et	ont	

toujours	présentés	une	morphologie	de	cellules	souches	embryonnaires,	ce	qui	signifie	

qu’elles	 sont	 capables	 d’auto-renouvellement.	 De	 plus	 les	 cellules	 iPS	 contrôles	 et	

Andersen	 expriment	 les	 marqueurs	 de	 la	 pluripotence,	 aussi	 bien	 génétiques	 que	

membranaires,	et	elles	ont	aussi	une	forte	activité	phosphatase	alcaline.	Bien	que	le	rôle	

de	cette	enzyme	dans	les	cellules	souches	embryonnaires	ne	soient	pas	bien	connu,	son	
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activité	est	considérée	comme	étant	un	marqueurs	des	cellules	pluripotentes.	Ainsi,	 les	

cellules	iPS	générées	expriment	les	marqueurs	de	la	pluripotence,	suggérant	que	le	canal	

Kir2.1	n’est	pas	essentiel	au	processus	de	reprogrammation.	

Le	gène	KCNJ2	est	situé	sur	le	bras	long	du	chromosome	17.	Ce	chromosome	est	

connu	 comme	 étant	 très	 sensible	 aux	 modifications	 lors	 du	 processus	 de	

reprogrammation.	En	effet,	 des	délétions,	des	 insertions	ou	des	mutations	ponctuelles	

peuvent	être	introduites	lors	de	la	reprogrammation	(Mayshar	et	al.,	2010).	Nous	avons	

séquencé	l’intégralité	de	la	séquence	codante	du	gène	KCNJ2	et	montré	que	le	processus	

de	 reprogrammation	 n’avait	 pas	 modifié	 l’intégrité	 du	 gène.	 En	 effet,	 les	 cellules	 iPS	

Andersen	présentent	toujours	la	mutation	C154Y	associée	à	la	pathologie	tandis	que	les	

cellules	iPS	contrôles	ont	un	gène	KCNJ2	sauvage.	

Nous	 avons	 ensuite	 démontré	 que	 les	 cellules	 iPS	 que	 nous	 avons	 générées	

étaient	capables	de	se	différencier	en	cellules	des	trois	feuillets	embryonnaires	in	vitro,	

par	 la	 formation	 de	 corps	 embryoïdes.	 Ces	 structures	 particulières	 sont	 des	 agrégats	

flottant	 de	 cellules	 iPS	 dans	 lesquels	 les	 cellules	 se	 différencient	 spontanément	 en	

cellules	 des	 trois	 feuillets	 embryonnaires.	 Ces	 corps	 embryoïdes	 miment	 in	 vitro	 les	

étapes	précoces	du	développement	in	vivo	(Sheridan	et	al.,	2012).	Aucune	différence	n’a	

été	 observée	 dans	 les	 capacités	 de	 différenciation	 en	 cellules	 des	 trois	 feuillets	

embryonnaires	 entre	 les	 cellules	 iPS	 contrôles	 et	 Andersen,	 suggérant	 que	 le	 canal	

Kir2.1	 n’est	 pas	 requis	 pour	 les	 étapes	 précoces	 du	 développement.	 Les	 cellules	 iPS	

générées	présentent	donc	toutes	les	caractéristiques	des	cellules	embryonnaires	:	auto-

renouvellement	et	pluripotence.	

Enfin,	 nous	 avons	 démontré	 que	 les	 cellules	 iPS	 Andersen	 présentaient	 une	

expression	 réduite	des	marqueurs	ostéogéniques,	par	 formation	de	 corps	embryoïdes.	

En	effet,	après	différenciation,	l’expression	de	RUNX2	est	réduite	dans	les	cellules	iPS	de	

patient,	 ainsi	 que	 tous	 les	 gènes	 sous	 son	 contrôle	 au	 cours	 de	 la	 différenciation	

ostéoblastique,	 comme	 Osterix	 ou	 le	 Collagène	 1a1.	 Bien	 que	 nous	 n’ayons	 pas	

différencié	 directement	 les	 cellules	 en	 ostéoblastes,	 ces	 résultats	 nous	 ont	 permis	 de	

valider	l’utilisation	des	cellules	iPS	Andersen	pour	modéliser	ce	syndrome.	

L’utilisation	 de	 cellules	 iPS	 pour	 modéliser	 des	 maladies	 rares	 est	 aujourd’hui	

très	 largement	 répandue.	 En	 effet,	 il	 suffit	 de	 récupérer	 n’importe	 quelle	 cellule	 de	

patients	pour	pouvoir	générer	des	cellules	 iPS,	qui	pourront	ensuite	être	différenciées	

en	 cellules	 d’intérêt.	 Cette	 approche	 permet	 de	 comprendre	 la	 pathophysiologie	 de	



	 206	

certaines	 maladies.	 Cependant,	 comme	 décrit	 dans	 l’introduction,	 cette	 approche	

présente	certaines	limitations,	notamment	par	leur	mémoire	épigénétique.	De	plus,	bien	

que	 les	 différentes	 cellules	 iPS	 générées	 à	 travers	 le	 monde	 soit	 morphologiquement	

indifférenciables,	 ces	 cellules	 présentent	 des	 capacités	 de	 différenciation	 différentes,	

due	à	la	façon	dont	elles	ont	été	générées,	les	conditions	de	culture	et	le	type	cellulaire	

utilisé	pour	obtenir	 les	cellules	 iPS.	Dans	notre	étude,	nous	avons	utilisé	 le	même	type	

cellulaire	pour	générer	nos	cellules	iPS,	à	savoir	des	myoblastes.	Cette	origine	commune	

peut	expliquer	les	similitudes	dans	l’expression	des	marqueurs	de	la	pluripotence	mais	

également	dans	leur	capacité	de	différenciation.	

Très	peu	d’études	décrivent	la	génération	de	cellules	iPS	à	partir	de	myoblastes.	

En	effet,	 il	a	été	démontré	que	MyoD,	 le	master	gene	de	la	différenciation	myogénique,	

avait	 un	 effet	 inhibiteur	 sur	 l’activité	 d’Oct4,	 ce	 qui	 limite	 fortement	 l’efficacité	 de	

reprogrammation	(Watanabe	et	al.,	2011).	Pour	augmenter	le	taux	de	reprogrammation,	

nous	avons	ajouté	de	petites	molécules	lors	de	la	reprogrammation.	Ces	molécules	sont	

des	 inhibiteurs	 de	 la	 GSK3,	 des	 histones	 déacétylases,	 de	 la	 signalisation	 TGFß	 ainsi	

qu’un	activateur	de	la	PDK.	Ce	cocktail	de	petites	molécules	est	décrit	pour	augmenter	

l’efficacité	de	reprogrammation	(Trokovic	et	al.,	2013).	

Malgré	 cela,	 nous	 n’avons	 réussi	 à	 isoler	 et	 à	 amplifier	 que	 deux	 clones	 iPS	

Andersen,	 à	 partir	 d’un	 seul	 patient	 et	 quatre	 clones	 contrôles.	 Bien	 qu’aucune	

corrélation	entre	le	génotype	et	le	phénotype	des	patients	n’ait	pas		été,	à	ce	jour,	faite,	

c’est	 à	 dire	 que	 la	 même	 mutation	 n’a	 pas	 le	 même	 phénotype	 clinique	 au	 sein	 des	

membres	 de	 la	 même	 famille	 ou	 entre	 individus	 différents,	 il	 serait	 intéressant	 de	

générer	des	cellules	iPS	à	partir	de	cellules	de	patients	portant	une	autre	mutation	que	

la	 C154Y.	 De	 plus,	 bien	 que	 le	 même	 type	 cellulaire	 ait	 été	 utilisé	 pour	 générer	 nos	

cellules	iPS,	les	cellules	d’origine	ne	proviennent	pas	du	même	individu.	Il	est	démontré	

que	les	cellules	iPS	gardent	la	mémoire	épigénétique	de	leur	cellule	d’origine,	c’est	à	dire	

le	 profil	 de	méthylation	de	 l’ADN.	 Cette	mémoire	 épigénétique	peut	 influencer	 sur	 les	

capacités	 de	 différenciation	 des	 différents	 clones	 iPS.	 Ainsi,	 des	 différences	 entre	 nos	

cellules	 iPS	peuvent	être	dues	à	 cette	mémoire	épigénétique.	Grâce	aux	 techniques	de	

gene	editing,	il	est	aujourd’hui	possible	de	modifier	directement	un	gène	pour	introduire	

ou	 réverter	 une	 mutation	 dans	 une	 cellule.	 Il	 serait	 très	 intéressant	 d’introduire	

différentes	mutations	associées	au	syndrome	d’Andersen	dans	nos	cellules	iPS	contrôles,	

ou	de	réverter	la	mutation	dans	les	cellules	iPS	Andersen.	Ainsi	les	deux	types	cellulaires	
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n’auraient	 pour	 unique	 différence	 que	 la	 présence	 de	 la	 mutation	 sur	 le	 gène	KCNJ2.	

Cette	approche	permettrait	de	s’affranchir	des	problèmes	liés	à	la	mémoire	épigénétique	

des	cellules	iPS.	

Après	 avoir	 généré,	 caractérisé	 et	 validé	 l’utilisation	 des	 cellules	 iPS	 Andersen	

pour	modéliser	 ce	 syndrome,	nous	avons	étudié	 les	 conséquences	 fonctionnelles	de	 la	

perte	de	 fonction	du	canal	Kir2.1	sur	 le	développement	osseux.	Pour	cela,	nous	avons,	

dans	 un	 premier	 temps,	 différencié	 les	 cellules	 iPS	 en	 cellules	 souches	

mésenchymateuse	(MSC).	Alors	que	de	nombreux	protocoles	de	générations	de	cellules	

MSC	 à	 partir	 de	 cellules	 iPS	 passent	 par	 une	 étape	 de	 différenciation	 en	 corps	

embryoïdes	(Hynes	et	al.,	2014;	Mohsen-Kanson	et	al.,	2014),	nous	avons	mis	au	point	

un	 protocole	 de	 différenciation	 spontanée,	 avec	 un	milieu	 spécifique.	 Les	 cellules	 iPS-

MSC	 générées	 présentent	 toutes	 les	 caractéristiques	 phénotypiques	 de	 cellules	 MSC	

tissulaires,	et	répondent	aux	différents	critères	pour	qualifier	une	population	cellulaire	

de	 MSC	 (Dominici	 et	 al.,	 2006).	 En	 effet,	 nos	 cellules	 iPS-MSC	 sont	 adhérentes	 au	

plastique	et	présentent	une	expression	des	marqueurs	 typiques	de	MSC	CD105,	CD73,	

CD90	ainsi	qu’une	absence	d’expression	des	marqueurs	hématopoïétiques	CD34,	CD14	

et	 CD11b.	 Alors	 que	 les	 protocoles	 de	 différenciation	 de	 cellules	 iPS	 en	 cellules	 MSC	

nécessitent	 une	 étape	 de	 tri	 pour	 éliminer	 les	 cellules	 non	 désirées,	 notre	 protocole	

permet	 l’obtention	 rapide	 d’une	 population	 homogène	 de	 cellules	 iPS-MSC,	 sans	 tri	

cellulaire.	En	effet,	un	seul	passage	suffit	pour	que	l’expression	ou	l’absence	d’expression	

des	différents	marqueurs	soit	homogène	au	sein	de	la	culture,	suggérant	que	toutes	les	

cellules	 iPS	 se	 sont	 différenciées,	 ou	 que	 celles	 qui	 ne	 sont	 pas	 différenciées	 sont	

éliminées	dès	le	premier	passage.	

In	 vivo,	 les	 cellules	 MSC	 sont	 des	 cellules	 multipotentes,	 capables	 de	 se	

différencier	 en	 de	 nombreux	 types	 cellulaires	 différents.	 In	 vitro,	 les	 capacités	 de	

différenciation	 de	 ces	 cellules	 sont	 plus	 limitées.	 En	 effet,	 les	 cellules	MSC	 tissulaires	

sont	caractérisées,	in	vitro,	par	leur	capacité	à	se	différencier	en	adipocytes,	ostéoblastes	

et	chondrocytes.	Afin	de	démontrer	que	nos	cellules	 iPS	s’étaient	bien	différenciées	en	

cellules	 MSC,	 nous	 avons	 différencié	 les	 cellules	 iPS-MSC	 contrôles	 et	 Andersen	 en	

adipocytes.	 Les	 adipocytes	 sont	 des	 cellules	 constituant	 le	 tissu	 adipeux,	 et	 sont	

caractérisées	par	leur	capacité	à	stocker	des	acides	gras	dans	des	gouttelettes	lipidiques,	

ainsi	 que	 par	 l’expression	 de	 plusieurs	 facteurs,	 tels	 que	 peroxysome	 proliferator-

activated	receptor	γ	 (PPARγ	;	Koppen	and	Kalkhoven,	2010).	PPARγ		est	 le	master	gene	
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de	 la	 différenciation	 adipocytaire,	 et	 permet	 l’expression	 des	 gènes	 impliqués	 dans	 la	

fonction	 de	 l’adipocyte.	 Les	 cellules	 iPS-MSC	 générées,	 qu’elles	 soient	 contrôles	 ou	

Andersen,	 sont	 capables	 de	 se	 différencier	 en	 adipocytes	 fonctionnels.	 En	 effet,	 après	

différenciation,	des	gouttelettes	lipidiques	sont	observées	dans	les	cellules	iPS-MSC	des	

deux	 génotypes,	 et	 les	 cellules	 iPS-MSC	 expriment	 le	 marqueur	 PPARγ,	 ainsi	 que	 la	

Périlipine	 b	 (PLNB)	 qui	 est	 un	 marqueur	 des	 gouttelettes	 lipidiques	 fonctionnelles	

(Brasaemle,	 2007).	 Les	 cellules	 iPS-MSC	 générées	 sont	 donc	 bien	 capables	 de	 se	

différencier	 en	 adipocytes	 fonctionnels,	 capables	 de	 stocker	 des	 acides	 gras,	 mais	

exprimant	également	des	marqueurs	adipocytaires.	Aucune	différence	n’a	été	observée	

dans	 la	 capacité	 de	 différenciation	 en	 cellules	 MSC	 ou	 en	 adipocytes	 des	 cellules	 iPS	

contrôles	 et	 Andersen,	 suggérant	 que	 le	 canal	 Kir2.1	 n’est	 pas	 requis	 pour	 la	

différenciation	mésodermale	des	cellules	 iPS.	De	plus,	 les	cellules	 iPS-MSC	générées	ne	

présentent	 aucun	 courant	 Kir2.1,	 suggérant	 que	 ce	 canal	 semble	 donc	 avoir	 un	 rôle	

tardif	dans	le	développement,	probablement	dans	des	cellules	spécifiques.		

Après	 avoir	 produit	 et	 caractérisé	 les	 cellules	 iPS-MSC	 contrôles	 ou	 Andersen,	

nous	avons	étudié	 leur	 capacité	de	différenciation	en	ostéoblastes	et	en	chondrocytes.	

Les	ostéoblastes	sont	des	cellules	spécialisées,	capables	de	produire	une	matrice	osseuse	

d’hydroxyapatite.	 Les	 cellules	 iPS-MSC	 contrôles	 sont	 capables	 de	 se	 différencier	 en	

ostéoblastes	 fonctionnels,	 capables	de	produire	cette	matrice.	 Ils	possèdent	également	

une	forte	activité	phosphatase	alcaline,	une	enzyme	essentielle	à	la	formation	de	l’os,	et	

au	 processus	 de	minéralisation.	 En	 effet,	 la	 phosphatase	 alcaline	 permet	 de	 cliver	 les	

groupements	phosphate	de	 calcium,	 ce	qui	permet	 la	 formation	de	 la	matrice	osseuse	

(Glass	et	al.,	2005;	Orimo,	2010).	Les	cellules	iPS-MSC	contrôles	sont	donc	bien	capables	

de	 se	 différencier	 en	 ostéoblastes	 matures	 capables	 de	 produire	 une	 matrice	

extracellulaire	calcifiée.		

Nos	 résultats	 montrent	 que	 les	 cellules	 iPS-MSC	 Andersen	 sont	 également	

capables	de	se	différencier	en	ostéoblastes,	mais	 l’efficacité	de	cette	différenciation	est	

réduite	 comparée	 aux	 cellules	 iPS-MSC	 contrôles.	 En	 effet,	 la	 quantité	 de	 matrice	

produite	est	très	largement	réduite	lorsque	le	canal	Kir2.1	est	non	fonctionnel.	De	plus,	

ces	cellules	présentent	une	activité	phosphatase	alcaline	très	 fortement	réduite,	ce	qui	

pourrait	expliquer	 la	 faible	minéralisation.	Enfin,	 les	ostéoblastes	contrôles	présentent	

un	fort	courant	Kir2.1	tandis	que	les	ostéoblastes	Andersen	n’en	ont	pas.	Le	canal	Kir2.1	
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doit	donc	être	fonctionnel	pour	la	maturation	des	ostéoblastes,	c’est	à	dire	la	production	

de	la	matrice	extracellulaire.	

Afin	 de	 s’assurer	 que	 les	 différences	 dans	 les	 capacités	 de	 différenciation	

n’étaient	 pas	 liées	 à	 un	 problème	 de	 culture,	 ou	 dues	 aux	 clones	 iPS	 générées,	 nous	

avons	également	inhibé	l’activité	du	canal	Kir2.1	dans	les	cellules	iPS-MSC	contrôles	par	

traitement	au	BaCl2.	Cette	inhibition	produit	le	même	phénotype	que	celui	retrouvé	avec	

les	cellules	de	patient.	En	effet,	en	absence	d’un	canal	Kir2.1	fonctionnel,	les	cellules	iPS-

MSC	 contrôles	 présentent	 une	 capacité	 de	 différenciation	 réduite,	 avec	 une	 faible	

activité	phosphatase	alcaline	et	une	faible	production	de	matrice	osseuse,	confirmant	le	

rôle	clé	du	canal	Kir2.1	dans	le	processus	de	minéralisation.	

Le	BaCl2	va	bloquer	physiquement	le	pore	du	canal,	ce	qui	va	entraîner	l’arrêt	de	

passage	 des	 ions,	 rendant	 ainsi	 silencieux	 tous	 les	 canaux	 Kir2.1	 présents	 à	 la	

membrane.	Cependant,	même	si	 sa	 spécificité	a	été	démontrée,	 à	 la	 concentration	que	

nous	avons	utilisée,	cela	reste	un	inhibiteur	qui	peut	avoir	des	effets	non	spécifiques	sur	

la	différenciation	des	cellules.	En	effet,	les	cellules	traitées	avec	du	BaCl2	présentent	un	

phénotype	plus	sévère,	avec	une	absence	quasi	complète	de	matrice	extracellulaire,	ce	

qui	peut	être	dû	à	l’inhibition	totale	des	canaux	Kir2.1	endogènes,	mais	également	à	des	

effets	 non	 spécifiques	 de	 ce	 composé	 sur	 d’autres	 protéines.	 Il	 serait	 intéressant	 de	

surexprimer	une	forme	dominante	négative	du	canal	Kir2.1	dans	les	cellules	contrôles.	

En	effet,	les	sous	unités	sauvages	vont	s’associer	aux	sous	unités	mutantes	et	provoquer	

la	perte	de	fonction	de	la	majorité	des	canaux	Kir2.1	à	la	membrane.	

Pour	 contourner	 tout	 problème	 qui	 pourrait	 provenir	 de	 l’utilisation	 du	 BaCl2,	

nous	avons	surexprimé	un	canal	Kir2.1	sauvage	dans	les	cellules	iPS-MSC	Andersen.	La	

restauration	 de	 la	 fonction	 du	 canal	 permet	 de	 restaurer	 la	 capacité	 des	 cellules	 à	 se	

différencier	 en	 ostéoblastes,	 avec	 une	 forte	 activité	 phosphatase	 alcaline	 et	 une	 forte	

production	de	matrice	extracellulaire.	Bien	que	 la	surexpression	d’une	protéine	puisse	

avoir	des	effets	délétères	sur	les	cellules,	la	combinaison	d’expérience	d’inhibition	dans	

les	 cellules	 contrôles	 et	 de	 sauvetage	 dans	 les	 cellules	 de	 patients	 démontre	 que	 la	

différenciation	 en	 ostéoblastes	 des	 cellules	 iPS-MSC	 nécessite	 un	 canal	 Kir2.1	

fonctionnel.		

Afin	de	déterminer	 le	 rôle	précis	du	canal	Kir2.1	au	cours	de	 la	différenciation,	

nous	 avons	 déterminé	 les	 conséquences	 fonctionnelles	 de	 sa	 perte	 de	 fonction	 sur	

l’ensemble	 du	 processus,	 par	 une	 analyse	 du	 niveau	 d’expression	 de	 plusieurs	
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marqueurs	ostéoblastiques.	Cette	étude	nous	a	permis	de	montrer	pour	la	première	fois	

que	 la	 perte	 de	 fonction	 du	 canal	 Kir2.1	 entraînait	 une	 très	 forte	 diminution	 de	

l’expression	de	RUNX2,	ainsi	que	de	tous	les	gènes	sous	son	contrôle.	En	effet,	RUNX2	est	

le	master	gene	de	la	différenciation	ostéoblastique,	et	permet	l’engagement	des	cellules	

MSC	 dans	 le	 lignage	 osseux,	 mais	 également	 l’expression	 des	 différents	 facteurs	

impliqués	dans	le	processus	de	synthèse	et	production	de	la	matrice	extracellulaire.	Son	

expression	 réduite	 peut	 donc	 expliquer	 les	 problèmes	 développementaux	 retrouvés	

chez	les	patients	Andersen.	

De	plus,	nous	avons	montré	que	son	expression	est	directement	dépendante	de	la	

fonction	du	canal	Kir2.1	puisqu’une	 inhibition	du	canal	après	engagement	des	cellules	

MSC	dans	le	lignage	ostéoblastique,	donc	après	l’expression	précoce	de	RUNX2	et	d’OSX,	

bloque	l’expression	de	RUNX2,	de	ses	gènes	cibles	et	empêchent	également	la	production	

de	la	matrice	extracellulaire.	Même	si	RUNX2	est	capable	de	s’autoréguler,	et	d’activer	sa	

transcription,	la	fonctionnalité	du	canal	Kir2.1	est	nécessaire	pour	avoir	une	expression	

normale	 de	 RUNX2,	 et	 un	 processus	 de	 différenciation	 correcte.	 Enfin,	 nous	 avons	

démontré	 que	 l’expression	 d’un	 canal	 Kir2.1	 sauvage	 dans	 les	 cellules	 de	 patients	

permet	de	récupérer	une	expression	de	RUNX2	normale.	Il	est	intéressant	de	noter	que	

la	perte	de	fonction	du	canal	provoque	une	diminution	de	la	formation	des	ostéocytes.	

En	effet,	l’expression	des	marqueurs	des	ostéocytes	SOST	et	PDPN	est	fortement	réduite	

dans	les	cellules	avec	un	canal	Kir2.1	non	fonctionnel.	Les	ostéocytes	sont	les	cellules	les	

plus	abondantes	de	l’os,	et	ont	un	rôle	extrêmement	important.	En	effet,	 les	ostéocytes	

sécrètent	des	molécules,	qui	vont	 induire	 la	 formation	de	matrice	par	 les	ostéoblastes,	

ou	 à	 l’inverse	 induire	 la	 résorption	 de	 l’os	 par	 les	 ostéoclastes	 (Caetano-Lopes	 et	 al.,	

2007).	Ces	ostéocytes	sont	des	ostéoblastes	emprisonnés	dans	 leur	propre	matrice.	La	

perte	 de	 fonction	 du	 canal	 Kir2.1	 provoque	 une	 altération	 de	 tout	 le	 processus	 de	

différenciation	osseuse,	depuis	 l’engagement	des	 cellules	MSC	 jusqu’aux	étapes	 finales	

de	 maturation	 et	 de	 formation	 des	 ostéocytes.	 Chez	 l’homme,	 l’haplo-insuffisance	 de	

RUNX2	est	associée	avec	la	dysplasie	cleidocraniale	(CCD).	Cette	maladie	est	caractérisée	

par	 de	 sévères	 malformations	 développementales,	 notamment	 une	 hypoplasie	 des	

clavicules,	des	anomalies	dentaires,	une	petite	taille	et	une	fontanelle	persistante	(Otto	

et	al.,	1997).	La	baisse	d’expression	de	RUNX2	dans	les	cellules	avec	un	canal	Kir2.1	non	

fonctionnel	 peut	 expliquer	 les	 malformations	 osseuses	 retrouvées	 chez	 les	 patients	

Andersen,	car	certains	phénotypes	sont	communs	avec	ceux	de	la	CCD.	
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Nos	 résultats	 montrent	 également	 que	 le	 canal	 Kir2.1	 est	 essentiel	 à	 la	

différenciation	chondrocytaire.	En	effet,	les	cellules	iPS-MSC	contrôles	sont	capables	de	

se	 différencier	 en	 chondrocytes	 tandis	 que	 les	 cellules	 invalidées	 pour	 le	 canal	 Kir2.1	

présentent	 une	 efficacité	 de	 différenciation	 réduite	 avec	 une	 faible	 production	 de	

matrice	cartilagineuse.	Cette	faible	production	de	matrice	est	due	à	la	faible	expression	

de	 Sox9	 dans	 les	 cellules	 invalidées	 pour	 le	 canal	 Kir2.1.	 De	 plus,	 l’ensemble	 du	

processus	 de	 différenciation	 est	 affecté	 car	 l’expression	 des	 marqueurs	 des	

chondrocytes	hypertrophiques,	 comme	RUNX2,	 est	 également	 réduite	dans	 les	 cellules	

où	le	Kir2.1	ne	fonctionne	pas.	L’expression	d’un	canal	Kir2.1	sauvage	dans	les	cellules	

de	patients	permet	de	restaurer	l’expression	des	marqueurs	de	différenciation,	ainsi	que	

la	 capacité	 à	 produire	 une	matrice	 cartilagineuse,	 démontrant	 ainsi	 le	 rôle	 central	 du	

canal	Kir2.1	dans	le	processus	de	différenciation	chondrocytaire.	

La	production	de	matrice	extracellulaire	par	les	chondrocytes	est	dépendante	du	

potentiel	de	repos	membranaire	(Wu	and	Chen,	2000).	En	effet,	une	étude	a	montré	que	

des	chondrocytes	articulaires	humains	présentent	de	nombreux	canaux	ioniques	à	leur	

surface	et	que	ceux-ci	seraient	importants	pour	la	production	de	matrice	extracellulaire	

(Park	et	al.,	2011).	Dans	cette	études,	 le	canal	Kir2.2	a	été	 identifié	et	semble	avoir	un	

rôle	important	dans	le	fonctionnement	des	chondrocytes,	tandis	que	le	canal	Kir2.1	n’est	

que	 très	 peu	 exprimé.	 A	 ce	 jour,	 aucune	 étude	 n’a	 identifié	 le	 canal	 Kir2.1	 comme	

essentiel	à	la	différenciation	chondrocytaire.	En	effet,	dans	l’étude	citée	précédemment,	

les	chondrocytes	étudiés	étaient	des	chondrocytes	articulaires,	prélevés	chez	un	adulte	

sain.	Nos	résultats	démontrent	que	dans	notre	système	d’étude	 le	canal	Kir2.1	est	 très	

fortement	 exprimé,	 et	 que	 son	 activité	 est	 essentielle	 à	 la	 différenciation	 en	

chondrocytes.	 De	 plus	 tout	 le	 processus	 de	 différenciation	 semble	 être	 altéré	 car	

l’expression	de	Sox9	est	très	fortement	réduite,	ce	qui	diminue	l’expression	de	tous	les	

gènes	 sous	 son	 contrôle.	 Il	 est	 tout	 à	 fait	 envisageable	 que	 dans	 le	 tissu	 cartilagineux	

adulte,	 le	 canal	Kir2.1	ne	 soit	pas	 exprimé.	En	effet,	 les	patients	 atteints	du	 syndrome	

d’Andersen	ne	présentent	pas	d’anomalies	cartilagineuses,	suggérant	un	rôle	central	du	

canal	 Kir2.1	 uniquement	 pendant	 le	 développement	 du	 tissu	 cartilagineux.	 Il	 serait	

intéressant	d’étudier	dans	le	détail	le	cartilage	des	patients	Andersen,	pour	déterminer	

s’ils	 présentent	 des	 anomalies	 de	 ce	 tissu.	 Nous	 pouvons	 également	 envisager	 un	

changement		d’expression	des	deux	isoformes	Kir,	le	Kir2.1	pendant	l’embryogénèse	et	

le	Kir2.2	chez	l’individu	adulte.	
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Nos	résultats	montrent	un	défaut	de	différenciation	chondrocytaire	des	cellules	

iPS-MSC	dont	le	canal	Kir2.1	n’est	pas	fonctionnel.	Dans	cette	étude,	nous	avons	analysé	

les	cellules	à	la	fin	de	la	différenciation.	Il	serait	intéressant	d’analyser	tout	le	processus	

de	différenciation,	de	la	même	manière	que	ce	que	nous	avons	fait	pour	les	ostéoblastes,	

pour	déterminer	précisément	 le	 rôle	du	canal	Kir2.1	au	cours	de	 la	 chondrogenèse,	et	

déterminer	 les	 conséquences	 fonctionnelles	 de	 sa	 perte	 de	 fonction	 au	 cours	 de	 ce	

processus.	La	forte	diminution	de	l’expression	de	Sox9	lorsque	le	canal	Kir2.1	est	inactif	

pourrait	 expliquer,	 avec	 la	 diminution	 de	 l’expression	 de	 RUNX2	 les	 malformations	

développementales	et	la	petite	taille	des	patients.	

L’ensemble	de	mes	résultats	de	thèse	démontre	que	le	canal	Kir2.1	est	nécessaire	

à	tout	le	processus	de	morphogénèse	osseuse,	via	le	contrôle	de	l’expression	de	RUNX2	

et	 Sox9.	 En	 effet,	 la	 présence	 d’un	 canal	 fonctionnel	 est	 nécessaire	 pour	 assurer	 une	

différenciation	correcte	des	cellules.	Mes	résultats	montrent	également	que	ce	canal	est	

requis	 pendant	 tout	 le	 processus	 de	 différenciation.	 La	 perte	 de	 fonction	 de	 celui-ci	

provoque	 un	 arrêt	 de	 la	 différenciation	 ostéoblastique.	 Le	 canal	 potassique	Kir2.1	 est	

donc	un	acteur	central	de	la	morphogenèse	osseuse	(Figure	70).	

	

	
Figure	70	:	Le	canal	Kir2.1	est	essentiel	à	l’expression	de	RUNX2	et	de	Sox9	au	cours	de	la	

morphogenèse	osseuse.	
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Mais	comment	un	canal	ionique	membranaire	peut	avoir	un	effet	sur	l’expression	

des	 facteurs	 de	 transcription	 nucléaires	?	 Notre	 hypothèse	 est	 que	 le	 canal	 Kir2.1	

contrôle	les	voies	de	signalisation	ostéochondrogéniques,	qui	conduisent	à	l’expression	

de	RUNX2	et	de	Sox9,	via	le	contrôle	du	potentiel	membranaire.	En	effet,	le	canal	Kir2.1	

est	 responsable	du	maintien	du	potentiel	de	 repos	des	cellules	et	 sa	perte	de	 fonction	

induit	une	altération	de	ce	potentiel.	En	effet,	une	étude	sur	des	myoblastes	Andersen	a	

montré	que	ces	cellules	possédaient	un	potentiel	de	repos	plus	positif	(donc	dépolarisé)	

que	des	cellules	avec	un	canal	Kir2.1	fonctionnel	(Sacconi	et	al.,	2009).	Dans	les	cellules	

musculaires,	 cette	 dépolarisation	 des	 cellules	 au	 repos	 provoque	 une	 activation	 des	

canaux	 sodiques,	 les	 rendant	 non	 disponibles	 lorsqu’un	 influx	 nerveux	 arrive,	 ce	 qui	

provoque	 des	 épisodes	 de	 paralysie.	 Outre	 son	 rôle	 dans	 l’excitabilité	 cellulaire,	 le	

potentiel	 de	 repos	 permet	 de	 maintenir	 une	 certaine	 composition	 lipidique	 de	 la	

membrane	plasmique	(Zhou	et	al.,	2015).	Une	étude	a	montré	que	la	dépolarisation	de	la	

membrane	plasmique	change	sa	composition	lipidique,	ce	qui	permet	le	recrutement	de	

petites	protéines	G,	et		active	des	voies	de	signalisation	comme	la	voie	Ras/MAPK	(Zhou	

et	al.,	2015).	Il	est	également	démontré	que	la	voie	Ras/MAPK	a	un	effet	inhibiteur	sur	la	

voie	BMP,	via	 la	protéine	kinase	Erk	 (Sapkota	 et	 al.,	 2007).	En	effet,	 cette	kinase	peut	

phosphoryler	Smad1/5,	ce	qui	crée	un	site	d’ubiquitination	et	entraîne	sa	dégradation,	

ce	qui	atténue	in	fine	la	signalisation	BMP	(Sapkota	et	al.,	2007).	

Il	est	tout	à	fait	envisageable	que	la	dépolarisation	induite	par	la	perte	de	fonction	

du	canal	Kir2.1	ait	un	impact	sur	la	voie	BMP.	En	effet,	il	a	été	démontré	que	les	souris	et	

les	drosophiles	invalidées	pour	le	canal	Kir2.1	présentaient	un	phénotype	similaire	aux	

souris	 et	 drosophiles	 invalidées	 pour	 les	 acteurs	 de	 la	 voie	 TGFß/BMP	 (Dahal	 et	 al.,	

2012).	La	voie	BMP	permet	également	d’induire	directement	la	transcription	de	RUNX2	

et	 de	 Sox9,	 mais	 aussi	 celle	 de	 la	 phosphatase	 alcaline	 via	 la	 voie	 canonique	 de	Wnt	

(Rawadi	 et	 al.,	 2003).	 Notre	 hypothèse	 est	 que	 la	 perte	 de	 fonction	 du	 canal	 Kir2.1	

provoque	 une	 dépolarisation	 des	 cellules,	 ce	 qui	 pourrait	 activer	 une	 voie	 de	

signalisation	 qui	 ne	 devrait	 pas	 l’être,	 ou	 bloquer	 la	 formation	 d’un	 récepteur	

fonctionnel,	 ce	 qui	 aboutit	 à	 une	 diminution	 de	 la	 transduction	 du	 signal,	 donc	 une	

baisse	d’expression	de	Sox9	dans	 les	chondrocytes	ou	de	RUNX2	dans	 les	ostéoblastes.	

De	 plus,	 cette	 baisse	 d’expression	 de	RUNX2	 entraîne	 une	 diminution	 de	 l’expression	

d’OSX,	dans	les	ostéoblastes.	Ce	dernier	est	extrêmement	important	pour	inhiber	la	voie	

canonique	 de	Wnt	 au	 cours	 des	 étapes	 précoces	 de	 différenciation	 ostéoblastique,	via	
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l’induction	 de	 l’expression	 des	 antagonistes	 de	Wnt,	 SOST	 et	DKK1	 (Zhang,	 2012).	 En	

effet,	 la	 voie	 canonique	 de	 Wnt	 permet	 aux	 cellules	 MSC	 de	 proliférer,	 tout	 en	

commençant	 à	 exprimer	 RUNX2	 et	 OSX,	 ce	 qui	 réduit	 leur	 prolifération	 et	 les	

différencient	 en	 préostéoblastes	 (Zhang,	 2012).	 La	 perte	 de	 fonction	 du	 canal	 Kir2.1	

pourrait	donc	avoir	un	effet	sur	l’engagement	des	cellules	dans	le	lignage	ostéoblastique,	

en	réduisant	la	signalisation	BMP	via	l’activation	de	la	voie	Ras/MAPK,	ce	qui	aboutit	à	la	

baisse	d’expression	de	RUNX2,	d’OSX	et	donc	une	non	 inhibition	de	 la	voie	Wnt,	ce	qui	

bloquerait	 les	 cellules	 dans	 un	 état	 prolifératif,	 en	 les	 empêchant	 de	 se	 différencier	

(Figure	71).	
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Figure	71	:	Mécanisme	moléculaire	hypothétique	des	conséquences	de	la	perte	de	

fonction	du	canal	Kir2.1,	pendant	l’ostéogenèse.	

(A) Au	cours	de	la	différenciation	osseuse,	les	cellules	s’engagent	dans	le	lignage	ostéoblastique,	par	l’activité	de	

la	signalisation	BMP	et	Wnt,	ce	qui	aboutit	à	l’expression	de	RUNX2	et	OSX.	

(B) Une	fois	RUNX2	et	OSX	exprimé,	ils	vont	activer	la	transcription	de	leur	gène	cible.	OSX	va	permettre	

l’expression	de	SOST	et	DKK1,	qui	vont	inhiber	la	voie	WNT.	Les	cellules	vont	alors	arrêter	de	proliférer	et	se	

différencier	en	préostéoblastes.	

(C) Lorsque	le	canal	Kir2.1	est	non	fonctionnel,	le	potentiel	de	membrane	est	altéré.	Ce	changement	perturbe	la	

composition	lipidique	de	la	membrane	et	active	la	voie	Ras/MAPK,	qui	va	phosphoryler	Smad1/5/8,	ce	qui	

entraîne	sa	dégradation.		

(D) Cette	inhibition	de	la	signalisation	BMP	entraîne	un	diminution	de	l’expression	de	RUNX2	et	OSX,	qui	ne	

vont	plus	activer	la	transcription	de	leur	gène	cible.	La	voie	Wnt	n’est	donc	plus	inhiber,	et	les	cellules	

deviennent	incapable	de	se	différencier	en	ostéoblastes.	
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Nos	 résultats	 montrent	 que	 la	 perte	 de	 fonction	 du	 canal	 Kir2.1	 bloque	 la	

différenciation	chondrocytaire,	via	une	 forte	diminution	de	 l’expression	de	Sox9.	Notre	

hypothèse	de	l’impact	de	la	perte	de	fonction	du	canal	Kir2.1	sur	la	signalisation	BMP	est	

également	valide	dans	le	contexte	de	la	différenciation	chondrocytaire.	En	effet,	c’est	la	

seule	voie	commune	d’activation	de	l’expression	de	RUNX2	et	de	Sox9	(Figure	72).	

	

	
Figure	72	:	Principales	voies	régulant	Sox9	et	RUNX2	lors	de	la	chondrogenèse	

Adapté	de	Mariani	et	al.,	2014	

	

Alors	que	Sox9	et	RUNX2	sont	régulés	de	manière	opposée	par	la	plupart	de	ces	

voies	(ex.	inhibition	de	Sox9	par	la	voie	p38/MAPK	et	activation	de	RUNX2	par	la	même	

voie),	 nos	 résultats	 montrent	 que	 Sox9	 et	 RUNX2	 sont	 tous	 les	 deux	 sous-exprimés	

lorsque	 le	 canal	Kir	2.1	 est	non	 fonctionnel.	 La	voie	de	 régulation	 commune	à	Sox9	 et	

RUNX2	 est	 la	 voie	 BMP/TFG-β,	 qui	 permet	 d’une	 part	 l’expression	 de	 Sox9	 après	

phosphorylation	 des	 Smad2/3,	 et	 d’autre	 part	 l’expression	 de	 RUNX2	 après	

phosphorylation	des	Smad1/5/8.	Les	Smad	2/3	sont	régulées	par	le	récepteur	Activin-

Like	Kinase	(ALK)	5	alors	que	les	Smad	2	et	3	sont	régulés	par	ALK1,	qui	dépendent	tous	

les	 deux	 du	 signal	 BMP/TGF-β	 (Mariani	 et	 al.,	 2014).	 Ainsi,	 une	 dérégulation	 de	 la	

signalisation	BMP/TGFß	a	un	impact	aussi	bien	sur	la	différenciation	ostéoblastique	que	

sur	la	différenciation	chondrocytaire.	

Il	 serait	 intéressant	de	confirmer	cette	hypothèse,	notamment	en	montrant	que	

les	 ostéoblastes	 Andersen	 ont	 un	 potentiel	 de	 repos	 différent	 des	 cellules	 contrôles.	
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Ensuite,	il	serait	intéressant	d’étudier	l’état	d’activation	de	la	voie	BMP	dans	les	cellules	

de	 patients	 Andersen,	 comme	 la	 phosphorylation	 des	 Smad,	 pour	 déterminer	 si	 elles	

sont	 plus	 phosphorylées	 et	 dégradées	 que	 dans	 les	 cellules	 contrôles,	 ou	 étudier	 la	

phosphorylation	 de	 Erk,	 qui	 permet	 la	 dégradation	 des	 Smad.	 Il	 serait	 également	

intéressant	de	regarder	 la	voie	canonique	de	Wnt,	pour	déterminer	si	 son	 inhibition	a	

lieu	dans	les	cellules	de	patients.	Enfin,	il	serait	intéressant	de	rajouter	du	BMP	soluble	

au	 cours	 de	 la	 différenciation	 des	 cellules	 iPS-MSC	 Andersen,	 pour	 déterminer	 si	 cet	

ajout	 permet	 de	 restaurer	 les	 capacités	 de	 différenciation	 des	 cellules,	 aussi	 bien	 en	

ostéoblastes	qu’en	chondrocytes. Il	serait	également	intéressant	d’étudier	d’autres	voies	

de	signalisation	impliquées	dans	la	régulation	de	Sox9	et	de	RUNX2,	afin	de	déterminer	si	

les	perturbations	membranaires	altèrent	d’autres	voies	de	signalisations	importantes	à	

la	chondrogenèse,	et	donc	au	développement	osseux.	

Les	miRNA	sont	de	petits	ARN	non	codants	(environ	20	nucléotides)	qui	ont	un	

rôle	 extrêmement	 important	 dans	 de	 nombreux	 processus	 biologiques.	 Ils	 peuvent	 se	

fixer	 dans	 la	 région	 3’	 non	 traduites	 des	 ARNm	 cibles,	 et	 entraîner	 leur	 dégradation,	

permettant	 ainsi	 une	 régulation	 post	 transcriptionnelle	 de	 nombreux	 gènes.	 Depuis	

quelques	années,	 les	miRNA	ont	été	décrits	pour	être	impliqués	dans	la	différenciation	

des	 cellules	 MSC	 en	 ostéoblastes,	 en	 ayant	 un	 rôle	 soit	 pro-ostéogénique,	 soit	 anti-

ostéogénique	(Figure	73;	Lian	et	al.,	2012).	

	

	
Figure	73	:	Régulation	de	la	différenciation	ostéoblastique	par	les	miRNA.	

Adapté	de	Lian,	2012.	
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Il	 serait	 intéressant	d’étudier	 les	conséquences	de	 la	perte	de	 fonction	du	canal	

Kir2.1	sur	le	profil	d’expression	des	miRNA,	pour	déterminer	les	éventuelles	différences	

entre	les	cellules	iPS-MSC	contrôles	et	patients.	

Environ	30%	des	patients	atteints	du	syndrome	d’Andersen	ne	présentent	pas	de	

mutations	sur	 le	canal	Kir2.1.	A	ce	 jour,	 la	ou	 les	protéines	responsables	du	syndrome	

d’Andersen	de	type	II	ne	sont	pas	identifiées.	Il	serait	intéressant	de	générer	des	cellules	

iPS	issues	de	patients	Andersen	de	type	II,	d’une	part,	pour	déterminer	si	l’activité	Kir2.1	

est	 absente,	 et	 si	 l’absence	 de	 mutation	 sur	 le	 canal	 Kir2.1	 provoque	 également	 une	

réduction	 de	 l’expression	 de	 RUNX2	 et	 de	 Sox9,	 et	 d’autre	 part,	 pour	 identifier	 les	

protéines	 impliquées	dans	ce	syndrome,	et	d’identifier	 les	partenaires	moléculaires	du	

canal	Kir2.1.	

L’ensemble	 de	 mes	 travaux	 de	 thèse	 a	 permis	 de	 mettre	 en	 évidence	 le	 rôle	

central	 du	 canal	 Kir2.1	 dans	 la	 morphogenèse	 osseuse.	 En	 effet,	 même	 si	 des	

observations	avaient	permis	de	faire	le	lien	entre	ce	canal	et	le	développement	du	tissu	

osseux,	 aucune	 étude	 n’avait	 démontré	 le	 rôle	 clé	 du	 canal	 dans	 les	 processus	 de	

différenciation	 osseuse	 et	 chondrocytaire.	Mes	 résultats	 démontrent	 pour	 la	 première	

fois	qu’un	canal	Kir2.1	fonctionnel	est	nécessaire	pour	avoir	une	expression	normale	de	

RUNX2	et	Sox9.	L’ensemble	de	ces	résultats	reste	à	confirmer	 in	vivo,	 lorsqu’une	souris	

KO	inductible	pour	 le	canal	Kir2.1	sera	disponible.	Bien	que	 le	mécanisme	moléculaire	

précis	reste	encore	à	déterminer,	ces	résultats	permettent	d’expliquer	les	malformations	

osseuses	retrouvées	chez	les	patients	Andersen.		

Ces	travaux	de	thèse	ont	également	permis	de	mettre	en	place	le	premier	modèle	

de	 cellules	 iPS	 issues	 de	 patients	 Andersen,	 qui	 vont	 permettre	 de	 modéliser	 ce	

syndrome	 in	 vitro,	 et	 de	 comprendre	 les	 conséquences	 fonctionnelles	 de	 la	 perte	 de	

fonction	 du	 canal	 Kir2.1	 dans	 les	 différents	 tissus	 affectés	 par	 la	maladie,	 et	 à	 terme	

tester	 de	 nouvelles	 cibles	 thérapeutiques	 pour	 améliorer	 les	 conditions	 de	 vie	 des	

patients.	
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