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Introduction 
 

Aujourd’hui, 285 millions de personnes présentent une déficience visuelle à travers le monde, 

d’après l’Organisation Mondiale de la Santé, et près de 39 millions d’entre eux sont atteints 

de cécité (OMS, Août 2014). En France, on recense 1 personne aveugle sur 1000 (Enquête 

]Handicaps-Incapacités-Dépendance 98-99, 2005). 

La cécité ou malvoyance est une forme de handicap sévère. La perte, même partielle, de la 

vision engendre une perte importante d’autonomie de la personne.  

Pour comprendre les différentes pathologies et les mécanismes physiopathologiques 

impliqués dans les pathologies humaines qui mènent à la cécité, il est avant tout nécessaire de 

bien comprendre le développement et le fonctionnement de l’œil sain, pour ensuite mesurer 

l’impact que peut avoir une mutation sur le système visuel. 

Mon travail durant ces quatre années a été centré sur les rétinopathies pigmentaires (RPs) qui 

touchent 3 millions de personnes à travers le monde (Daiger et al., 2013). 

 

I. La rétine : un tissu neural accompagné d’un épithélium 

 

I.1. L’organisation générale de l’œil humain 

 

L’œil est un organe complexe formé d’une succession de tissus très différents par leur 

morphologie mais aussi par leur fonction (Figure 1). Son rôle est de capter l’information 

lumineuse, de mettre au point et de réguler la quantité de lumière, pour la convertir en signal 

électrophysiologique au niveau de la rétine afin de l’envoyer vers les aires intégratives 

supérieures. La lumière pénètre par le segment antérieur de l’œil délimité en amont par une 

première lentille, la cornée. La cornée filtre les rayons ultra-violets et forme une barrière 

entre l’environnement extérieur et l’intérieur de l’œil. Elle a pour rôle de focaliser la lumière 

sur le cristallin.  

Le cristallin est un tissu épithélial qui correspond à la seconde lentille, responsable de la 

projection fine de l’image sur la rétine. La courbure variable de ces surfaces réfractives 

permet la mise au point en fonction de l’éloignement de l’objet.  

Entre ces deux structures avasculaires, la lumière traverse l’humeur aqueuse. Ce liquide 

transparent participe au métabolisme du globe oculaire par ses apports en éléments nutritifs et  
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Figure 1: Structure de l'œil humain. 

Adaptée de Wright et al., 2010. 
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 permet l’élimination des déchets. L’humeur aqueuse joue un rôle de régulateur de la pression 

intraoculaire, permettant de maintenir une partie de la rigidité du globe oculaire.  

Le cristallin est bordé par une structure musculaire pigmentée, l’iris, qui donne sa couleur à 

l’œil. L’iris présente une perforation en son centre : la pupille, un diaphragme régulant la 

quantité de lumière qui pénètre dans l’œil.  

Le segment postérieur commence en arrière du cristallin avec l’humeur vitrée (ou corps 

vitré), qui occupe environ 80% de la cavité entre le cristallin et la rétine. L’humeur vitrée est 

un gel transparent composé à 99% de fibres de collagène et d’eau. La pression constante qu’il 

exerce sur le globe permet absorber les chocs éventuels et de maintenir l’ensemble des 

structures de l’œil.  

 

Le globe oculaire est tapissé de 3 tuniques séparées par des membranes. La tunique la plus 

interne, la rétine, est composée d’un épithélium pigmentaire, qui empêche la diffusion de la 

lumière dans l’œil, et d’une neuro-rétine responsable de la transformation et du traitement de 

l’information lumineuse en information électrique envoyée vers les aires visuelles.  

La choroïde, plus externe, est en continuité avec l’iris et le corps ciliaire. C’est une tunique 

hyper-vascularisée qui assure un apport constant en nutriments à la partie externe de la rétine. 

Sa composition riche en mélanocytes lui confère une coloration brune qui permet de limiter 

les réflexions indésirables.  

La tunique la plus externe, la sclère, est en continuité directe avec la cornée. C’est une 

membrane conjonctive blanche compacte et très résistante qui protège l’ensemble de l'œil. 

 

I.2.  L’anatomie de la rétine neurale 

La rétine est composée de deux parties distinctes : la rétine neurale, qui contient six types de 

neurones principaux et un type de cellule gliale, et l’épithélium pigmentaire rétinien (EPR) 

composé d’une monocouche de cellules épithéliales pigmentées (figure 2). 

 

I.2.1. Une structure laminaire 

Les cellules de la rétine respectent une organisation laminaire avec une succession de trois 

couches cellulaires séparées par des couches plexiformes, sièges des connexions synaptiques.  

La couche la plus interne au globe est celle des cellules ganglionnaires. Elle contient les corps 

cellulaires et axones des cellules ganglionnaires, les corps cellulaires des cellules amacrines  
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Figure 2 : Structure de la rétine humaine. 

Adaptée de Wright et al., 2010. 
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déplacées et, chez certaines espèces, les astrocytes. Les prolongements des cellules 

ganglionnaires se rejoignent au niveau de la papille pour former le nerf optique. Par 

l’intermédiaire de ce nerf optique, les cellules ganglionnaires transmettent au cerveau le signal 

électrique, issu des cellules bipolaires et des cellules amacrines. Les connexions entre ces 

deux types cellulaires sont des synapses situées au sein de la couche plexiforme interne (CPI) 

(Matsuoka et al., 2011). 

 

La seconde couche nucléaire appelée couche nucléaire interne (CNI) est formée 

principalement par les corps cellulaires de cellules bipolaires, horizontales, amacrines et des 

cellules gliales de Müller. 

Les cellules bipolaires transmettent le signal électrique des photorécepteurs aux cellules 

ganglionnaires. Plusieurs sous-types de cellules bipolaires ont été recensés en fonction de leur 

morphologie et de leur fonctionnalité (connexion avec les photorécepteurs de type bâtonnet 

ou cône) : les cellules bipolaires à bâtonnets et une dizaine de sous-types de cellules bipolaires 

à cônes, de type ON ou OFF en fonction de leur réponse (dépolarisation versus 

hyperpolarisation) (Wässle, 2004).  

Les cellules amacrines majoritairement situées dans la zone proximale de la CNI forment des 

synapses au niveau de la CPI avec les cellules bipolaires, avec les cellules ganglionnaires et 

aussi entre elles, afin de moduler la transmission du signal électrique (Kolb, 1997; Kolb et al., 

2002). Il existe plus de 40 types de cellules amacrines déterminés en fonction de leur 

localisation au sein de la couche de la CNI, de leur morphologie et du type de 

neurotransmetteurs qu’elles secrètent (GABA et glycine principalement).  

Les cellules horizontales sont des cellules arborescentes qui ont pour rôle de moduler le 

signal électrique entre les photorécepteurs et les cellules bipolaires. Au niveau de la couche 

plexiforme externe (CPE), deux types majeurs de cellules horizontales ont été décrits suivant 

le type de connexion établie avec les photorécepteurs. Les cellules horizontales de type H1 

présentent des connexions avec les bâtonnets et les cônes, alors que les cellules de type H2 

sont connectées uniquement aux photorécepteurs de type cône (Cueva et al., 2002; Jellali et 

al., 2002). 

Les cellules gliales de Müller qui ont leur noyau dans la CNI, émettent des prolongements 

jusqu’au corps vitré (membrane limitante interne) et jusqu’aux segments internes des 

photorécepteurs pour former la membrane limitante externe. Par ailleurs, leurs prolongements 

entourent les vaisseaux sanguins participant ainsi à la formation de la barrière hémato-  
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Figure 3 : Différents types de photorécepteurs. 

Les images de microscopie électronique montrent l’aspect des 

segments externes des bâtonnets (A) et des cônes (B). Extrait de 

Mustafi et al., 2009. 
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rétinienne et à l’apport énergétique dans l’ensemble de la rétine ((Newman and Reichenbach, 

1996). Les deux couches les plus distales sont composées des photorécepteurs de type cône 

et bâtonnet. La couche nucléaire externe (CNE) contient les corps cellulaires et la couche la 

plus externe apposée à l’épithelium pigmentaire rétinien (EPR) est formée par les segments 

externes des photorécepteurs.  

 

I.2.2. Les photorécepteurs 

Les photorécepteurs sont des cellules neurosensorielles dont la fonction principale est de 

capter les photons pour transformer le signal lumineux en un signal électrique : c’est la 

phototransduction (cf. I.2.2.2). On distingue deux types de photorécepteurs : les cônes et les 

bâtonnets (Figure 3), dont les noms font référence à la structure de leur segment externe (SE). 

Ils diffèrent par leur fonction : les bâtonnets, majoritaires, sont responsables de la vision 

nocturne, ou scotopique, alors que les cônes, moins nombreux, sont responsables de la vision 

photopique et chromatique (cf. I.2.2.). 

L’organisation cellulaire des photorécepteurs reste commune aux deux types et peut être 

décomposée en quatre régions :  

- la terminaison synaptique qui permet la transmission du signal électrique aux cellules 

bipolaires au niveau de la CPE. 

- le corps cellulaire contenant le noyau au sein de la CNE. 

- le segment interne qui possède toute la machinerie cellulaire (réticulum endoplasmique 

(RE), appareil de Golgi, péroxysomes …) des ribosomes et de nombreuses mitochondries. 

- le segment externe, rattaché au segment interne par un cil connecteur, contient les disques ou 

replis membranaires, dans lesquels sont imbriqués les pigments visuels initiateurs de la 

phototransduction (Young, 1976 ; Moustafi et al., 2009).  

 

I.2.2.1. Les bâtonnets et les cônes 

Les segments externes des bâtonnets contiennent un pigment visuel spécifique, la 

RHODOPSINE, ayant une forte sensibilité à la lumière. Il est constitué d'une partie protéique, 

appelée OPSINE, et d’un chromophore, le 11 cis-rétinal, une molécule photosensible dérivée 

de la vitamine A. Ces pigments sont capables de réagir à un photon unique et sont saturés en 

lumière photopique, permettant donc la vision nocturne. Leur longueur d’onde d’absorbance 

maximale est située à 498 nm. 
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Figure 4 : Répartition des photorécepteurs dans la rétine humaine. 

Extrait de Mustafi et al., 2009. 
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Les segments externes des cônes sont coniques et beaucoup plus courts que ceux des 

bâtonnets. Les pigments visuels présents dans ces segments correspondent à plusieurs types 

d'OPSINES. L'Homme et certains grands singes sont trichromates et possèdent trois types de 

cônes différents classés selon leur sensibilité aux différentes longueurs d'ondes : L (long), M 

(medium) et S (short). Les cônes de type L sont sensibles au rouge, ceux de type M au vert et 

ceux de type S au bleu, avec des absorbances maximales respectives à 565, 535 et 420 nm. 

Les autres mammifères sont dichromates. Ainsi, chez les rongeurs, la rétine est composée de 

cônes de type S (OPSINE bleue) et de cônes M, dits également L/M, car l' OPSINE qu'ils 

possèdent est sensible à la fois au rouge et au vert. Les rétines de ces animaux présentent une 

distribution asymétrique des cônes de types S et L/M, selon l’axe dorso-ventral (Bowmaker et 

Dartnall, 1980 ; Hofer et al., 2005). 

 

La densité relative des bâtonnets par rapport aux cônes traduit le mode de vie diurne et/ou 

nocturne des différentes espèces animales, les rétines des animaux vivant majoritairement le 

jour étant moins riches en bâtonnets que celles des animaux actifs principalement la nuit (60% 

pour les oiseaux contre 96% pour les rongeurs). L’Homme et les autres primates sont une 

exception à cette règle puisque leur rétine est composée à 85% de bâtonnets, bien qu’ils aient 

une activité majoritairement diurne. Cette particularité est liée à la présence de la macula, 

située dans la partie centrale de la rétine, où la lumière se focalise grâce aux lentilles (pupille, 

et cornée). Dans cette région, dépourvue de vaisseaux sanguins, l’absence de la couche des 

cellules ganglionnaires et de la CNI permet au signal lumineux d’atteindre directement les 

photorécepteurs. La macula de forme circulaire d’environ 5,5 mm de diamètre est caractérisée 

par la présence d’un cône pour un bâtonnet (ratio 1/1). Le reste de la rétine, la rétine 

périphérique, présente seulement 1 cône pour 13 bâtonnets (Figure 4). La fovéa, située au 

centre de la macula, est majoritairement composée de cônes de types L et M tandis que les 

cônes de type S se trouvent essentiellement dans la région parafovéale (Yuodelis and 

Hendrickson, 1986 ; Wikler et Rakic, 1990). 

 

I.2.2.2. La phototransduction 

La phototransduction est la cascade biochimique qui permet de convertir l’énergie lumineuse 

(photon) en un signal électrique (variation de potentiel). Les bases moléculaires de la 

phototransduction sont les mêmes pour les cônes et les bâtonnets, seule la longueur d’onde 

d’excitation varie. Elle se décompose en trois phases (Figure 5) :  
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Figure 5 : Structure de la RHODOPSINE (A) et la phototransduction (B). 

Extrait de Purves et al., 2001. 
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- L'absorption de la lumière par le chromophore du pigment visuel provoque un 

changement de conformation de celui-ci.  

- Le pigment "activé" déclenche une cascade de réactions biochimiques qui modifie la 

concentration en messagers intracellulaires.  

- Les canaux membranaires répondent à ces changements de concentration en modulant 

le flux d'ions à travers la membrane plasmique, entraînant une hyperpolarisation du 

photorécepteur. 

 

A l’obscurité, les photorécepteurs sont dans un état de dépolarisation constant. Cette 

dépolarisation résulte d’un flux sortant continu de potassium au niveau du segment interne 

ainsi que d’un flux entrant continu de sodium et de calcium via les canaux ioniques fixant le 

GMP cyclique (GMPc) au niveau du segment externe. Dans le cas des bâtonnets, c’est la 

RHODOPSINE enclavée dans la membrane des disques des bâtonnets qui est responsable du 

déclenchement de la cascade de phototransduction lors d’une stimulation lumineuse. Le 

chromophore de la RHODOPSINE rattaché au 7e domaine transmembranaire est alors sous 

forme de 11-cis-retinal et sous l’action des photons, le 11-cis-retinal est transformé en all-

trans-retinal. La méta-RHODOPSINE formée va alors se lier à la transducine, une protéine G, 

dont l'activation va conduire à la libération de sa sous-unité α, qui va activer la 

phosphodiestérase (PDE), une enzyme capable d'hydrolyser le GMPc. La diminution rapide 

de la concentration intracellulaire en GMPc conduit à la fermeture des canaux ioniques 

dépendants du GMPc du segment externe. Le flux sortant de potassium toujours présent au 

niveau du segment externe va entraîner l’accumulation des charges positives à l'extérieur du 

photorécepteur et donc à son hyperpolarisation. Le retour à l’état initial se fait grâce à la 

guanylate cyclase, dont l’activation fait suite à la baisse de calcium. Cette enzyme, en 

hydrolysant le GTP en GMPc, induit la réouverture des canaux ioniques sensibles à ce second 

messager (Arshavsky, 2002 ; Fu, 2010). 

 

I.2.3. L’épithélium pigmentaire rétinien (EPR) 

L'EPR est un tissu formé d’une monocouche cellulaire, apposé sur la membrane de Bruch et 

en contact avec les segments externes des photorécepteurs. L’EPR forme un tapis jointif de 

cellules épithéliales polarisées, de forme hexagonale, reconnaissable à son aspect typique en 

nid d’abeille. La présence de jonctions serrées, composées de différentes protéines 

transmembranaires (occludines et claudines), permet de relier les cellules entre elles au niveau  
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Figure 6 : Epithélium pigmentaire rétinien. 

Les cellules de l’epithélium pigmentaire rétinien (EPR) sont riches en pigments de 

mélanine. Le pôle apical des cellules de l’EPR est formé de microvillosités entre 

lesquelles sont encastrés les segments externes des photorecepteurs. Le pôle basal 

repose sur la membrane de Bruch qui les sépare des capillaires de la choroïde. Adapté 

de Wright et al., 2010. 
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apico-latéral et ainsi d’assurer l’étanchéité de l’EPR. Les jonctions serrées des cellules de 

l’EPR délimitent les pôles apicaux et basolatéraux des cellules et empêchent la libre 

circulation des protéines membranaires entre ces deux pôles. Le réseau de microfilaments 

d’actine, qui prend son origine aux jonctions, est impliqué dans la régulation des échanges de 

part et d’autre de la cellule. La membrane apicale, qui fait face aux photorécepteurs, se 

caractérise par la présence de nombreux prolongements formant les microvillosités dans 

lesquelles sont imbriqués les segments externes des photorécepteurs (Figure 6). L'interaction 

entre l’EPR et les photorécepteurs se fait par une matrice extracellulaire appelée « matrice 

inter-photorécepteurs ». Cette matrice est une structure complexe contenant des facteurs de 

croissance tels que le facteur Fibroblast Growth Factor 2 (FGF-2), l'acide hyaluronique, des 

protéoglycanes de liaison, des glycosaminoglycanes sulfatés et des métalloprotéases. Elle joue 

un rôle dans la phagocytose ainsi que dans les échanges nutritionnels entre l’EPR et les 

photorécepteurs (Hollyfield, 1999 ; Ishikawa et al., 2015). C’est dans cette région apicale que 

vont se localiser la majorité des pigments de mélanine.  

La membrane basolatérale, elle, est en contact avec la membrane de Bruch, qui repose sur la 

choroïde contenant de nombreux vaisseaux sanguins (Figure 6). Les cellules de l’EPR 

produisent une lame basale, constituée principalement de collagène, de laminine et de 

fibronectine, (Sawada et al. 1987 ; Hiscott et al. 1999 ; Gullapalli et al. 2008 ; Ishikawa et al., 

2015) permettant par l’intermédiaire d’un ensemble d’intégrines de garantir leur ancrage sur 

la membrane de Bruch (Zarbin et al. 2003). Des échanges vitaux ont lieu entre les capillaires 

de la choroïde et l’EPR afin de maintenir l’intégrité ainsi que le bon fonctionnement de la 

rétine. La région basolatérale est caractérisée par la présence de nombreuses mitochondries 

(Marmorstein, 2001). 

 

I.2.3.1. L’absorption de la lumière, un rôle de protecteur 

La lumière qui entre dans l’œil est focalisée sur les cellules de la macula entraînant une forte 

concentration de l'énergie de photo-oxydation au niveau de la rétine. La fonction la plus 

connue de l’EPR est sa capacité à absorber les photons encore libres non-absorbés par les 

pigments visuels, améliorant ainsi les qualités optiques de l’œil. En limitant la diffusion de 

cette énergie lumineuse, l’EPR forme aussi une barrière protectrice pour les tissus avoisinants.  

Cette absorption est réalisée grâce aux nombreux pigments de mélanine contenus dans les 

mélanosomes (Boulton et Dayha-barker 2001). 

L’EPR est exposé à une forte photo-oxydation et donc aux dommages oxydatifs qui en 

découlent. Ils sont dus à la forte production de radicaux libres, lors de la phagocytose des  
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Figure 7 : Transport transépithélial et la régulation du pH dans les 

cellules de l’épithélium pigmentaire rétinien. 

ClC-2 : canaux Chlorure voltage-dépendants ; CFTR : «cystic fibrosis 

transmembrane conductance regulator», canaux chlorures ; Kir7.1 : «Inward 

Rectifier K+ Channel», canaux potassiques ; maxi-K : canaux K+ dépendant 

regulant la conductance Ca2- ; MCT1 et MTC3 : monocarboxylate 

transporteur 1 et 3, transporteur de l'acide lactique. Adapté de Strauss, 2005 
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segments externes des photorécepteurs (cf. I.2.3). Cette photo-oxydation est aussi due à la 

présence d’un environnement riche en oxygène causé par les nombreux vaisseaux sanguins 

présents dans la choroïde. Afin de se protéger des dommages oxydatifs qui en résultent, les 

cellules de l’EPR expriment de grandes quantités d’un large panel d'antioxydants non 

enzymatiques (l'ascorbate, le α-tocophérol, et le β–carotène) (Beautty et al., 2000) et 

enzymatiques (superoxyde dismutase et la catalase) (Franck et al., 1999 ; Newsome et al., 

1990). Ce puissant système permet également de protéger la rétine neurale avoisinante. 

 

I.2.3.2. Le transport transépithélial, au centre de plusieurs fonctions 

En formant une barrière parfaitement étanche qui sépare la rétine neurale externe dépourvue 

de vaisseaux sanguins et la choroïde richement vascularisée, l’EPR doit assurer le transport 

entre le sang et les photorécepteurs. Ce transport permet la nutrition de ces cellules 

spécialisées ainsi que l’évacuation de l'eau et des métabolites de la rétine neurale pour 

maintenir l'homéostasie ionique dans l'espace sous-rétinien (Figure 7). 

 

De la choroïde vers la rétine : 

L'EPR permet le transport de nombreux éléments nutritifs en les absorbant du côté basolatéral 

(vaisseaux sanguins) et en les restituant du côté apical vers les photorécepteurs, très gros 

consommateurs en énergie. Pour maintenir leur niveau d’activité, les photorécepteurs ont 

besoin d’un apport conséquent en glucose, assuré au niveau de l’EPR par l’intermédiaire des 

transporteurs de glucose (GLUT1 et GLUT3) largement exprimés sur les membranes 

basolatérales et basales de l’EPR (Ban et Rizzolo, 2000). 

L’EPR assure aussi l’apport de nombreux métabolites nécessaires au maintien et la 

fonctionnalité de la rétine. L’un des plus importants apporté par le sang est la vitamine A (all-

trans-rétinol), futur initiateur de la phototransduction, sous la forme 11-cis-retinal (cf. I.2.2.2) 

après son isomerisation et son oxydation dans l’EPR (cf. I.2.3.4). 

Un troisième métabolite indispensable au bon fonctionnement des photorécepteurs est l'acide 

docosahexaénoïque (ou l’acide gras 22:6ω3). Les phospholipides qui composent les 

membranes des disques des photorécepteurs sont principalement enrichis en acide 

docosahexaénoïque. Pour assurer le renouvellement constant des segments externes des 

photorécepteurs, cet apport primordial en acide gras 22:6ω3 est assuré par l’EPR (Bazan et 

al., 1993 ; Fliesler and Anderson,1983). 
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Figure 8 : Principales étapes du cycle visuel. 

Le rétinal passe de l’état 11-cis à l’état tout-trans après avoir absorbé un photon au niveau des 

segments externes lors de la phototransduction. Le tout-trans-rétinal va être exporté vers l'EPR 

afin d’être ré-isomérisé (11-cis rétinal) et à nouveau transferé aux photorécepteurs par 

l’intermédiaire de différents enzymes et transporteurs. 

IRBP : proteine « Interstitial Retinal Binding Brotein » ; CRBP : «Cellular Retinol Binding 

Protein »; LRAT : enzyme «Lecithin Retinol Acyltransferase ; RDH5 : rétinol-déshydrogénase 5 ; 

CRALBP : «Cellular Retinaldehyde Binding Protein» ; t- et c-RDH : 11-trans ou 11-cis-retinol 

dehydrogenase. Extrait de Bessant et al., 2001. 
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L’élimination vers le sang 

La rétine est un tissu ayant l’une des plus fortes densités cellulaires et présente une activité 

métabolique conséquente. Cette grande activité associée au mouvement d’eau du corps vitré 

pour maintenir une pression constante, engendre une production et une accumulation d’eau 

dans la rétine. Au sein de la rétine neurale, les cellules gliales de Müller évacuent l’eau vers 

l’espace sous-rétinien, où l’EPR prend la relève pour extérioriser l’eau et permettre une bonne 

adhésion entre la neuro-rétine et l’EPR. L’eau traverse ainsi les cellules de l’EPR de part en 

part via des canaux spécifiques comme l’Aquaporine-1 (Hamann et al., 1998). Ce transport 

aqueux est couplé au transport actif des ions Na+, K+ et Cl-. Le transport de ces ions, qui 

participent à l’établissement d’une différence de potentiel transépithéliale (PTE), est régulé 

par plusieurs types de pompes électrolytiques et par des canaux ioniques spécifiques. Les 

principaux étant les pompes Na+-K+-ATPase et les canaux potassiques Kir (4.1 et 7.1) 

localisés à la membrane apicale (Nagelhus et al., 1999 ; Hughes et Takahira, 1996 ; Shimura 

et al., 2001 Strauss et al., 1993). Au pôle basal, différents canaux chlorures (Bestrophine, 

CIC-2, CFTR), calciques et potassiques (Kv1.3) sont exprimés (Weng et al., 2002 ; Müller et 

al., 2014). 

Le transport transépithélial a aussi pour fonction d’éliminer les produits métaboliques 

relargués par les photorécepteurs dans l’espace sous-rétinien comme l’acide lactique produit 

en grande quantité par les segments externes des photorécepteurs. Le transport de l'acide 

lactique est effectué par des transporteurs de type « mono-carboxylate transporteur» : MCT1 

au pôle apical et MCT-3 au pôle basal (Philp et al., 2003). Ce transport, couplé à des 

mouvements de protons, dépend de la régulation du pH par les ions Na+ et Cl- et du transport 

des ions HCO3- (Yuan et al., 2005). 

 

I.2.3.3. L’implication dans le cycle visuel 

Pendant la phototransduction, le rétinal passe de l’état 11-cis à l’état tout-trans après avoir 

absorbé un photon au niveau des segments externes (cf. I.2.2.2). Les photorécepteurs n’ayant 

pas la capacité de ré-isomériser la molécule sous la forme 11-cis nécessaire à la réception de 

nouveaux photons, le tout-trans-rétinal va être exporté vers l'EPR afin d’être ré-isomérisé (11-

cis rétinal) et retransferé aux photorécepteurs. C’est l’ensemble de ces étapes qui constitue le 

cycle visuel (Mata et al., 2002 ; Arshavsky, 2002 ; Saari, 2012) (Figure 8). 
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Figure 9 : Principales voies de signalisation impliquées dans la 

phagocytose des segments externes des photorécepteurs par 

l’épithélium pigmentaire de la rétine. 

L’intégrine αvβ5 lie les segments externes à la membrane de l'EPR 

déclenchant une cascade de signalisation, au cours de laquelle FAK 

(kinase d'adhésion focale) phosphoryle le récepteur MertK. La protéine 

Growth-Arrest-Specific protein 6 (Gas6) interagit avec la forme 

phosphorylée de MerTK activant la production d'inositol 1,4,5-

triphosphate (insP3). Cette augmentation permet l’activation du récepteur 

CD36 qui adresse un signal d’internalisation. Les segments externes sont 

ingérés par l’intermédiaire des phagosomes puis conduits aux lysosomes 

afin d’être digérés. ROS : segment externe des photorécepteurs, RPE : 

cellule de l’épithélium pigmentaire rétinien. Extrait de Strauss, 2005. 
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Le cycle visuel débute au niveau des disques des segments externes : le tout-trans-rétinal est 

transféré de l'espace interdiscal à l'espace cytoplasmique du segment externe par le 

transporteur ABCA4  

 (ATP-binding cassette, subfamily A, member 4), transporteur spécifique de la rétine. Le tout-

trans-rétinal est réduit en tout-trans-rétinol par la rétinol déshydrogénase 12 (RDH12). 

Ensuite le tout-trans-rétinol libéré dans la matrice inter-photorécepteurs va se lier à la protéine 

IRBP (Interstitial Retinal Binding Brotein), qui va le diriger jusqu’aux cellules de l’EPR.  

Après son entrée dans la cellule de l’EPR, le tout-trans-rétinol est pris en charge par la 

protéine CRBP (Cellular Retinol Binding Protein) (Saari et al., 2002) qui va permettre de 

reformer le 11-cis-retinal par l’intermédiaire d’un complexe enzymatique. Ce complexe se 

compose de plusieurs protéines qui agissent successivement : 

- L’enzyme LRAT (Lecithin Retinol Acyltransferase) estérifie la molécule en ajoutant 

un groupe acyl, formant ainsi le all-trans-retinyl ester. 

- L’isomérase RPE65 permet la formation du 11-cis-rétinol grâce à l’isomérisation du 

rétinol et l’hydrolyse de la liaison ester (Redmond et al., 1998 ) 

- La rétinol-déshydrogénase 5 (RDH5) va oxyder la molécule pour donner le 11-cis-

rétinal. 

Le rétinal à l’état 11-cis va ensuite se lier à la protéine CRALBP (Cellular Retinaldehyde 

Binding Protein) qui va transférer le 11-cis-retinal vers la matrice inter-photorécepteurs. A ce 

niveau le 11-cis-retinal va se lier à la protéine IRBP, permettant ainsi son acheminement 

jusqu’aux segments externes des photorécepteurs (Saari et al., 2001).  

 

I.2.3.4. La phagocytose, le renouvellement des segments externes 

Les segments externes des photorécepteurs sont régulièrement soumis à des dommages photo-

oxydatifs. Pour maintenir la fonction visuelle, ces segments doivent être constamment 

renouvelés. L’EPR se charge de l’élimination des débris des segments externes par un 

mécanisme de phagocytose, tandis que les photorécepteurs régénèrent à partir de la base de 

leur segment externe. Le rythme circadien associé à la coordination entre les photorécepteurs 

et l’EPR permettent de maintenir les segments externes à longueur constante.  

La phagocytse est un processus diurne qui est déclenché par l’arrivée de la lumière (Young, 

1976, 1978). Trois récepteurs impliqués dans la régulation de la phagocytose par l’EPR ont 

été identifiés : l’antigène de surface CD36, le récepteur-tyrosine kinase MerTK (c-Mer Proto-

Oncogene Tyrosine Kinase) et l’intégrine αVβ5 (Figure 9). 
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Figure 10 : Principaux facteurs sécrétés par les cellules de 

l’épithélium pigmentaire de la rétine. 

Extrait de Strauss, 2009. 
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Le processus de phagocytose démarre avec la liaison des débris des segments externes à la 

membrane de l'EPR par l’intégrine αVβ5 (Wu et al., 2005). Cette liaison déclenche une 

cascade de signalisation, au cours de laquelle la kinase d'adhésion focale (FAK) va 

phosphoryler le récepteur MertK (Finnemann, 2003). La protéine Gas6 (Growth-Arrest-

Specific protein 6) va pouvoir interagir avec la forme phosphorylée de MerTK pour ainsi 

activer la voie de la phospholipase C menant à la génération d'inositol 1,4,5-triphosphate 

(Hall et al., 2002 ; Mergler et Strauss, 2002) et l’augmentation de la concentration 

intracellulaire de calcium (Hall et al., 2001). Cette augmentation permet l’activation du 

récepteur CD36 qui va adresser un signal d’internalisation (Ryeom et al., 1996). Ainsi les 

débris des segments externes sont ingérés par l’intermédiaire des phagosomes puis conduits 

aux lysosomes afin d’être digérés. 

 

I.2.3.5. Les secrétions de l’EPR, maintien de son environnement 

 L’EPR secrète une grande variété de facteurs et de molécules de signalisation dès les stades 

développementaux et à l’état adulte, tels que l’ATP, le ligand Fas (Fas-L), différentes 

interleukines et certains inhibiteurs tissulaires de métalloprotéases de la matrice (TIMP). De 

nombreux facteurs de croissance sont également secrétés par l’EPR : différents FGFs, le TGF-

β (Transforming Growth Factor), l’IGF-1 (Insulin-like Growth Factor 1), le PDGF (Platelet-

Derived Growth Factor), le VEGF (Vascular Endothelial Growth Factor), le PEDF (Pigment 

Epithelium-Derived Factor) ainsi que le CNTF (Ciliary NeuroTrophic Factor) (Strauss, 2005). 

(Figure 10) 

Certains de ces facteurs sont produits de manière constante, afin d’assurer l'intégrité des 

structures voisines, comme le VEGF (Witmer et al., 2003) et les facteurs TIMP (Alxender et 

al., 1990), qui sont sécrétés spécifiquement au pôle basolatéral des cellules de l’EPR. Les 

facteurs TIMP-1 et TIMP-3 agissent de concert avec le VEGF pour stabiliser la matrice 

extracellulaire et l’endothélium voisin. Le facteur neurotrophique PEDF (Dawson etal., 1999), 

libéré du côté apical, joue un rôle neuroprotecteur mais également anti-angiogénique, afin de 

prévenir une prolifération éventuelle des vaisseaux. D’autres facteurs sont secrétés en cas de 

dommages tissulaires suite à des conditions particulières comme l'hypoxie, le stress 

métabolique, ou un état pathologique. Les facteurs CNTF et FGF vont par exemple être 

secrétés au pôle apical afin de protéger les photorécepteurs des dommages causés par la 

lumière (Cao et al., 1997, 2001). 
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I.2.3.1. Le privilège immun 

L’EPR est un épithélium jointif et étanche. Il participe à la formation de la barrière hémato-

rétinienne. Il sépare la rétine, ainsi que l’œil interne, des vaisseaux sanguins de la choroïde. 

Cette barrière permet d’isoler la rétine des vaisseaux choroïdiens et participe au privilège 

immun de l’œil. Des fonctions immunosuppressives de l’EPR ont également été démontrées, 

comme l’habilité des cellules de l’EPR à supprimer l’activation des lymphocytes. En effet, 

l'EPR peut sécréter des facteurs médiateurs du système immunitaire tels que les interleukines, 

le facteur H du complément (CFH) ou encore la protéine chimiotactique monocytaire-1 

(MCP1). Dans des conditions physiologiques normales, les cellules de l’EPR produisent le 

CFH, inhibant ainsi l’action du complément, pour protéger les tissus avoisinants (Kim et al., 

2009 ;Chen et al., 2007). Les cellules de l'EPR possèdent des récepteurs apicaux répondant 

aux cascades de signalisation immunitaire comme les récepteurs du complexe majeur 

d’histocompatibilité (CMH), les récepteurs toll-like ou les récepteurs du TNF-α (tumor 

necrosis factor α). L’activation de ces récepteurs va déclencher différentes voies de 

signalisation qui vont aboutir à la sécrétion d’interleukines, comme Il-8 ou IL-6 ou du facteur 

MCP1, afin de recruter le système immunitaire au niveau de la choroïde (Relvas et al., 2009 ; 

Austin et al. 2009) (Figure 10). 

 

L’ensemble des fonctions décrites ci-dessus confère à l’EPR un rôle vital dans la vision et 

particulièrement dans la physiologie des photorécepteurs. Des mutations dans un gène 

spécifique de l’EPR ou un dysfonctionnement d’une de ces fonctions conduisent à des 

pathologies rétiniennes cécitantes. On peut citer le cas de mutations dans les gènes RPE65 ou 

MERTK chez des patients atteints de RP qui vont mener à la dégénérescence des 

photorécepteurs. Dans le cadre du cycle visuel, des mutations du gène ABCA4 chez des 

patients atteints de la maladie de Stargardt, entraînent une dégénérescence de l’EPR. La 

description de ces pathologies sera détaillée dans la partie III. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



40 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

   

Figure 11 : Différentes étapes du développement de l’œil chez les vertébrés. 

A. Les vésicules optiques se forment à partir d’une évagination du diencéphale. B. Lors 

du contact avec l'ectoderme de surface, la vésicule optique évolue en différents 

feuillets, L’EPR présomptif, la rétine neurale et la tige optique; l'ectoderme de surface à 

son tour constitue la placode cristallinienne. C. La vésicule optique et la placode 

cristallinienne s’invaginent, donnant lieu à la cupule optique et la vésicule 

cristallinienne, respectivement. D-E. Transition vers une cupule optique mature. 

OV: vésicule optique, MS: Mésenchyme, SE: ectoderme de surface, LP: placode 

cristallinienne , NR: Rétine neurale, RPE; épithélium pigmentaire rétinien, OS : 

pédoncule optique, LV: vésicule cristallinienne, ON: nerf optique, L: cristallin, C: 

cornée. Adapté de Adler et Canto- Soler, 2007. 
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II. Le développement : des tissus embryonnaires à la rétine 

fonctionnelle 
 

II.1. Le développement précoce de l’œil et la spécification des 

territoires oculaires 

 

II.1.1. La morphogénèse de l’œil 

L’œil humain, comme celui de l’ensemble des vertébrés, se développe durant la gastrulation. 

A ce stade, le territoire présomptif de l’œil « eye field territory » se forme au centre du 

prosencéphale, puis se divise en deux territoires symétriques lors de la formation de la ligne 

médiane. Les premiers signes du développement de l’œil apparaissent lors de la neurulation. 

De manière bilatérale, les deux fosses optiques se forment par évagination du diencéphale au 

moment de la fermeture du tube neural. Elles s’élargissent pour donner les vésicules optiques 

jusqu’à entrer en contact avec l'ectoderme de surface (Figure 11). Ainsi le mésenchyme qui 

séparait les vésicules et l’ectoderme est repoussé de part et d’autre. Les interactions 

réciproques entre les vésicules optiques et l’ectoderme permettent la formation à partir de ce 

dernier, de la placode cristallinienne. Différents territoires se dessinent au sein de la vésicule 

optique : la partie la plus latérale/distale en contact avec l'ectoderme de surface constitue la 

future rétine neurale tandis que la partie dorsale/distale correspond au futur EPR. Toute la 

partie ventrale/proximale correspond au pédoncule optique qui constituera le futur nerf 

optique (Graw, 2010 ; Fuhrman 2010). 

La vésicule optique, accompagnée de la placode cristallinienne, s’invagine alors pour former 

la cupule optique. La vésicule cristallinienne se referme sur elle-même en se détachant de la 

placode cristallinienne. Par la suite cette vésicule deviendra le cristallin tandis que l'ectoderme 

de surface, désormais en contact avec la vésicule cristallinienne formera la cornée. A ce stade, 

la cupule optique se décompose en deux couches épithéliales : une couche interne qui fait face 

à la vésicule cristallinienne, la future rétine neurale, et la couche externe qui donnera par la 

suite l’EPR. Le futur EPR s'étend ventralement pour recouvrir entièrement la couche interne, 

tandis que la partie la plus ventrale et proximale se referme pour former le futur nerf optique. 

(Graw, 2010 ; Fuhrman 2010 ; Adler et Canto-Soler, 2007). Cette formation asymétrique est 

nécessaire afin d’éviter que le nerf optique (le point aveugle) ne se forme dans l'axe optique. 

La partie la plus périphérique/distale de la vésicule optique, à la jonction entre les deux 

couches, est à l'origine d'une partie de l'iris et du corps ciliaire.  
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Tableau 1 : Implication des facteurs extracellulaires dans la formation de l’œil. 

Extrait de Adler et Canto-Soler, 2007. 

Tableau 2 : Implication des facteurs de transcription dans la formation de l’œil. 

Extrait de Adler et Canto-Soler, 2007. 
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La partie musculaire, est formée à partir de cellules du mésenchyme environnant, elles-mêmes 

issues des cellules de la crête neurale (Graw, 2010). 

 

 

II.1.2.  La spécification du territoire oculaire  

Plusieurs facteurs extrinsèques interviennent dans la délimitation du territoire oculaire 

présomptif, coordonnant l’expression de facteurs de transcription spécifiques (Tableaux 1 et 

2). Les principales molécules solubles qui entrent en jeu appartiennent aux familles Hedgehog 

(Hh), Wnt (Wingless), Bone Morphogenetic Proteins (BMPs) ainsi que différents facteurs de 

croissance (Furhmann, 2010 ; Adler et Canto-Soler, 2007 ; Esteve et Bovolenta, 2006) 

(Tableau 1). 

L’induction neurale (et donc de l’œil) repose sur la voie du FGF et de l’IGF alors que la voie 

ventralisante du facteur BMP (membre de la famille du TGFβ) inhibe la spécification du 

neurectoderme et de ce fait la spécification du territoire oculaire. Les protéines Noggine et 

Chordine, inhibitrices de la voie BMP, vont ainsi permettre la délimitation du territoire 

oculaire présomptif. Par ailleurs, la spécification du territoire antérieur du neuroectoderme se 

produit suite à l’inhibition de la voie Wnt canonique postérisante. L’interaction entre les voies 

canoniques (Wnt1/Wnt8) et non canoniques (Wnt11/Wnt4) de la voie Wnt contribuerait à la 

spécification des cellules « oculaires » au niveau de la bordure postérieure du diencéphale. 

(Furhmann, 2010 ; Adler etCanto-Soler, 2007 ; Esteve et Bovolenta, 2006) 

Ces facteurs extracellulaires induisent l’expression de gènes codant des facteurs de 

transcription maîtres de la spécification des territoires embryonnaires (Zuber, 2010) (Tableau 

2). L’homéoprotéine (paired-like) Otx2 (Orthodenticle homeobox-2) marque le territoire du 

prosencéphale et du métencéphale. Ce facteur de transcription est essentiel à la formation de 

toutes les structures antérieures dont l’œil (Acampora et al., 2001). Un des facteurs clefs 

initiant la formation du territoire présomptif de l’œil au sein du prosencéphale est le facteur à 

homéoboîte Rax/Rx (Zuber, 2010; Bailey et al., 2004). Son expression est régulée au niveau 

transcriptionnel par OTX2. Chez la souris, l'invalidation du gène rx conduit à une absence 

totale d'œil, due à l’absence de formation de vésicules optiques (Mathers et al., 1997). Chez le 

xénope, l'injection de morpholinos dirigés contre rx1 et la surexpression de dominant négatif 

de rx1 entraînent une forte réduction de la taille de l'œil, voire une absence complète d'œil  
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Tableau 3 : Différents facteurs de transcription (EFTF) définissant le territoire 

oculaire. 

Extrait de Zuber et al., 2003. 
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(Andreazzoli et al., 1999). Rx/Rax participe à la ségrégation des cellules du territoire 

présomptif de l’œil de façon coordonnée avec un ensemble de facteurs de transcription bien 

identifiés et communément nommés « Eye Field Transcription Factors» (EFTFs) : PAX6, 

SIX3, LHX2, SIX6 (OPTX2), TLX (NR2E1) et TBX3 (Zuber, 2010; Bailey et al., 2004) 

(Tableau 3). Le rôle de ces facteurs de transcription est conservé à travers les espèces. De 

nombreuses expériences de sous-expression ou de sur-expression de ces différents facteurs 

dans plusieurs espèces (rongeurs, xénope, poisson) ont permis de mieux comprendre leurs 

rôles respectifs (Shaham et al. 2012; Zuber, 2010; Adler and Canto-Soler, 2006). L'apparition 

d'un phénotype rétinien chez l'Homme suite à l'existence de nombreuses mutations dans les 

gènes codant ces EFTFs, confirme également le rôle primordial de ces différents gènes (Graw, 

2003). On citera ainsi quelques exemples marquants. La surexpression du gène six3 à 

différents stades de développement dans les embryons de poissons médaka entraîne la 

formation d'yeux ectopiques avec une rétine élargie, résultant d’une expression ectopique de 

Pax6 et Rx dans le cerveau moyen et le cervelet (Loosli et al., 1999). Une autre étude, chez le 

xénope, a montré que la surexpression de optx2/six6 conduisait au même phénotype que celui 

observé après surexpression de six3, à savoir un élargissement de la taille de l'œil (Bernier et 

al. 2000). Concernant pax6, la surexpression de ce facteur de transcription dans les 

blastomères de xénope est capable d’induire une ébauche d’œil ectopique (Chow et al. 1999). 

Par ailleurs, les souris porteuses d’une mutation de type « perte de fonction » à l’état 

hétérozygote dans le gène Pax6 développent un phénotype nommé microphtalmie (yeux 

anormalement petits) (Hill et al., 1991). Les vésicules optiques de souris invalidées pour Lhx2 

ont une identité altérée puisque de nombreux marqueurs de l’éminence thalamique et de 

l’hypothalamus antéro-dorsal sont exprimés (Roy et al. 2013), suggérant que la présence de 

Lhx2 est nécessaire au maintien de l’identité oculaire en supprimant les destins cellulaires 

alternatifs. 

La surexpression des facteurs pax6, tbx3, rx, six3, six6 et tlx in toto en combinaison avec otx2 

est suffisante pour induire (même en dehors du système nerveux) la formation d’un œil 

ectopique chez le xénope (Zuber et al., 2003). De manière intéressante, la surexpression de 

noggin, un inhibiteur de la voie de signalisation des BMPs, est capable d’induire l’expression 

d’un certain nombre d’EFTFs tels que pax6, six3, rx lhx2 et optx2 (Zuber et al. 2003). Les 

mêmes auteurs ont rapporté que la transplantation de cellules souches embryonnaires de 

xénope préalablement engagées dans un lignage rétinien par injection d’EFTFs et d’otx2 

permet l’induction d’yeux fonctionnels (Viczian et al. 2009). Une des fonctions d’otx2 serait  
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Figure 12 : Spécification de la neuro-rétine et de l’épithélium 

pigmentaire rétinien  

Facteurs intrinsèques (en haut) et extrinsèques (en bas). Les 

inductions embryonnaires sont représentées par des flèches. 
Extrait de Fuhrmann 2010. 
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Donc de rendre compétentes les cellules du territoire oculaire présomptif à répondre à 

l’activité de ces facteurs de transcription.  

La division du territoire présomptif en deux territoires bilatéraux est médié par Cyclops 

(CYC), membre appartenant à la superfamille TGFβ. Ce facteur régule l’expression de Sonic 

hedgehog (SHH) au niveau des cellules de la ligne médiane ventrale du tube neural ainsi que 

celles de la plaque préchordale et du mésoderme axial. Ces deux facteurs sont essentiels à la 

séparation du territoire oculaire en deux vésicules optiques et à la mise place de l’axe dorso-

ventral en inhibant l’expression de PAX6 dans la partie médiane. L’absence de CYC induit 

une perte d’expression de SHH dans le diencéphale ventral ce qui entraîne l’absence de 

scission et donc la cyclopie (Graw, 2010 ; Chow and Lang, 2001). 

 

II.1.3. Mise en place des vésicules optiques et spécification de l’EPR versus 

neuro-rétine 

Les facteurs de transcription Otx2 et Mitf (Microphthalmia-Associated Transcription Factor) 

qui appartient à la famille bHLH à domaine leucine zipper, sont les deux gènes maîtres de la 

spécification de l’EPR (Fuhrman, 2010 ; Adler and Canto-Soler, 2007 ; Martinez-Morales et 

al., 2004). Ils sont tous deux exprimés dans le neuro-épithélium de la vésicule optique, leur 

expression se restreint ensuite à l’EPR. OTX2 active l’expression de MITF, ensemble ils 

permettent l’activation des gènes impliqués dans la différenciation des cellules de l’EPR 

(Figure 12). L’expression de MITF dépend également de facteurs extrinsèques comme 

l’activine (membre de la famille des TGF) secrétée par le mésenchyme extra-oculaire 

(Furhmann, 2010). Par la suite de nombreux signaux assurent le maintien du phénotype de 

l’EPR : les voies SHH, BMP, ainsi que la voie WNT (par l’intermédiaire de la β-caténine, et 

de l’acide rétinoïque). Un défaut ou une inactivation d’une de ces voies de signalisation peut 

induire la trans-différenciation de l’EPR en rétine neurale (Fuhrmann, 2010 ; Martinez-

Morales et al., 2004). 

La délimitation de la rétine neurale et de l’EPR résulte de la répression réciproque entre les 

facteurs MITF et VSX2 (Visual system homeobox 2). VSX2, également nommé CHX10, est 

un facteur de transcription à homéoboîte, exprimé dans un premier temps dans toute la 

vésicule optique distale, puis son expression est ensuite restreinte à la neuro-rétine lorsque 

l’expression de MITF s’éteint. Les souris invalidées pour le gène Vsx2 montrent une 

expression ectopique de Mitf dans la neuro-rétine liée à une expansion de l’EPR (Horsford et  
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Figure 13 : Patron temporel de la rétinogenèse chez les espèces modèles. 

Extrait de Martins et Pearson, 2008. 

Figure 14 : Représentation des modèles de compétence. 

Les CPRs passent par des états de compétence dans une fenêtre de temps déterminée 

durant laquelle : (a) ils donneront naissance à un type cellulaire donné (transition 

unidirectionnelle - compétence stricte); (b) ils peuvent choisirent plusieurs destins 

cellulaires (transition unidirectionnelle). GC : cellule ganglionnaire, PR : 

photorécepteur, HC : cellule horizontale, AC : cellule amacrine, BC : cellule bipolaire, 

MC : cellule de Müller. Extrait de Boije et al., 2014. 
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al., 2005). Certains membres de la famille du FGF tels que les FGF8 et FGF9, exprimés 

lorsque la placode cristallinienne entre en contact avec la neuro-rétine, jouent un rôle dans la 

délimitation de la frontière entre la rétine neurale et l’EPR (Fuhrmann, 2010 ; Martinez-

Morales et al., 2004). 

 

II.2. La rétinogenèse  

Les cellules constituant la rétine neurale sont générées à partir de cellules progénitrices 

rétiniennes (CPRs) multipotentes qui possèdent la caractéristique de donner naissance à tous 

les types de cellules de la rétine dans un ordre conservé à travers l’évolution (Young, 1985 ; 

Turner et Cepko, 1987). 

Une première vague de différenciation, dite précoce, correspond à la génération des cellules 

ganglionnaires, des cellules amacrines et horizontales et des photorécepteurs de type cône. 

Les photorécepteurs de type bâtonnet, ainsi que les cellules bipolaires et les cellules gliales de 

Müller sont produites lors d’une deuxième phase de différenciation chevauchante. On parle 

dans ce cas de cellules de type tardif (Young, 1985) (Figure 13). 

Plusieurs anciennes études d’analyses clonales ont démontré que le potentiel de prolifération 

et de différenciation des CPRs dépendaient des signaux environnementaux. Cependant deux 

progéniteurs ne présentent pas forcément la même sensibilité pour un même facteur 

extrinsèque, en fonction de leur programme transcriptionnel intrinsèque ; on parle alors 

d’états de compétence des CPRs (Cepko, 2014 ; Goetz et al., 2014 ; Livesey and Cepko, 

2001). Ainsi au cours du développement de la rétine neurale, les CPRs passent par « des états 

de compétence » transitoires, durant lesquels elles ne sont capables de générer qu’un nombre 

restreint de sous-types rétiniens (Figure 14). Si les signaux environnementaux peuvent 

modifier la proportion relative de chaque type cellulaire, ils ne peuvent changer le 

déterminisme temporel interne des CPRs car ils ne permettent pas la formation de types 

cellulaires inappropriés pour un stade de développement précis. Ce modèle est basé sur une 

restriction progressive de compétence des CPRs. Ces cellules auraient ainsi le potentiel de 

donner tous les types cellulaires à des stades très précoces du développement et perdent 

progressivement la capacité à donner des cellules dites "précoces" au cours du 

développement.  

Ce processus permettant la spécification et la différenciation d’un type cellulaire précis est 

régi par une combinaison de facteurs extrinsèques et intrinsèques (Cepko, 2014 ; Goetz et al., 

2014 ; Bassett and Wallace, 2012). Si la part relative de ces deux types de facteurs et leur  
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Figure 15 : Hiérarchie transcriptionnelle régulant la rétinogenèse. 

Modèle de spécification des différents lignages par répression de Vsx2 : 

Une fois l’expression de Vsx2 réprimée, les progéniteurs peuvent 

exprimer les facteurs pro-rétininiens impliqués dans la spécification/le 

lignage des autres types cellulaires. Cette répression se produit dans 

l’ordre histogénétique conservé entre les espèces. GC : cellule 

ganglionnaire, PR : photorécepteur, HC : cellule horizontale, AC : 

cellule amacrine, BC : cellule bipolaire, MC : cellule de Müller. Extrait 

de Boije et al., 2014. 
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chronologie relative reste difficile à évaluer, on peut postuler qu’une CPR s’engagerait 

définitivement dans un destin cellulaire donné une fois qu’une combinaison de facteurs de 

transcription, elle-même établie par des facteurs extrinsèques, serait « fixée », devenant par la 

suite indépendante de ces facteurs extracellulaires. De récentes études de vidéo-microscopie, 

permettant de suivre le lignage d’une seule CPR in vivo, ont démontré la participation de 

mécanismes stochastiques dans le choix du destin cellulaire de cette cellule (Gomes et al., 

2011). En fait la descendance des cellules filles d’une CPR n’obéit pas au modèle de 

compétence stricte (un type cellulaire pour un état de compétence à un moment donné), car 

les CPRs pourraient choisir de multiples destins cellulaires à un même moment (Boije et al., 

2014).  

Il est actuellement admis que la co-expression de facteurs de transcription de type bHLH avec 

des facteurs à homéodomaine est indispensable pour la détermination et la différenciation des 

cellules qui forment la rétine. Les facteurs de transcription de type bHLH sont responsables de 

l’engagement ou de la spécification des CPRs dans leur voie de différenciation, alors que les 

facteurs à homéodomaine sont indispensables pour l’acquisition d’une identité cellulaire 

précise en relation avec l’organisation spatiale. (Bassett and Wallace, 2012; Ohsawa et al., 

2008; Wang et Harris, 2005 ; Livesey and Cepko, 2001). D’autres déterminants 

intracellulaires tels que les facteurs forkhead, les facteurs à domaine en doigt de zinc ou 

encore les facteurs à domaine «basic-leucine zipper » (bZIP) sont impliqués dans la 

différenciation des cellules de la rétine. 

Chez un certain nombre de vertébrés, il existe une forme de hiérarchie transcriptionnelle qui 

pourrait expliquer une partie des décisions que les CPRs doivent prendre pour atteindre un 

destin cellulaire précis (Boije et al., 2014). Au cours de la phase précoce du développement de 

la rétine toutes les CPRs expriment le facteur Vsx2 qui inhibe l’expression de facteurs de 

transcription majeurs tels que Atoh7, Foxn4 (en amont de Ptf1a) et Vsx1 (Figure 15). 

Lorsque le développement progresse, l’expression de Vsx2 est réprimée dans les CPRs, 

permettant ainsi l’expression des gènes influençant le destin cellulaire des CPRs (Vitorino et 

al., 2009). Seule une petite population de CPRs conserve un niveau important de Vsx2 et va 

donner naissance aux futures cellules bipolaires et gliales de Müller. Pour les autres CPRs, en 

fonction du niveau d’expression d’Atoh7 et de la présence ou non de Ptf1a, chaque CPR va 

donner naissance à différents types cellulaires. Le facteur de transcription Atoh7 est 

nécessaire pour la génération des cellules ganglionnaires et empêche la spécification vers le 

lignage des photorécepteurs, en inhibant les gènes nécessaires à leur développement (Feng et 

al., 2010 ; Yang et al., 2003). L’expression de Foxn4 puis de Ptf1 permet d’inhiber  
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Figure 16 : Complexité de la régulation transcriptionnelle au 

cours de la rétinogenèse. 

GC : cellule ganglionnaire, PR : photorécepteur, HC : cellule 

horizontale, AC : cellule amacrine, BC : cellule bipolaire, MC : 

cellule de Müller. Extrait de Boije et al., 2014. 

Figure 17 : Patron temporel de la génération des photorécepteurs de types cône et 

bâtonnet chez la souris (a) et chez l’Homme (b). 

Chez l’Homme, les cônes et bâtonnets sont générés entre les semaines fœtales 8 et 10. 

La genèse des cônes se termine en période pré-natale alors que celle des bâtonnets se 

prolonge en post-natale. L’expression de l’OPSINE S débute à la 12e semaine, celle des 

OPSINE L et M et de la RHODOPSINE, vers la 15e semaine.  
Extrait de Swaroop et al., 2010. 

Activation 

Inhibition 
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l’expression d’Atoh7 conduisant à l’engagement des CPRs dans le lignage des cellules 

amacrines et horizontales (Li et al., 2004 ; Fujitani et al., 2006 ; Lelievre et al., 2011). Bien 

que cette hiérarchie de facteurs de transcription puisse expliquer comment les différents types 

de cellules rétiniennes sont générés, de nombreuses études (non rapportées ici) ont révélé 

l’existence de plusieurs facteurs supplémentaires influençant le destin cellulaire des CPRs 

(Bassett et Wallace, 2012) (Figure 16). L’implication de ces différents facteurs de 

transcription  

ne sera détaillée ci-dessous que pour le lignage des photorécepteurs, ces derniers étant les 

cellules d’intérêt que nous avons cherchés à générer au cours de mon projet de thèse. 

 

II.3. La différenciation des photorécepteurs 

La génération des différents types de photorécepteurs comportent plusieurs étapes : tout 

d’abord une spécification « large » en photorécepteur, puis le choix du destin cellulaire cône 

ou bâtonnet et enfin la sélection d’un sous-type de cônes (ou de bâtonnets dans les espèces en 

contenant plusieurs). Plusieurs facteurs intrinsèques ont été identifiés et les régulations 

géniques qu’ils orchestrent soutiennent  le modèle (Swaroop et al., 2010) selon lequel la 

différenciation en cônes de type S serait la voie par défaut (Figure 17). 

 

II.3.1. Les facteurs intrinsèques 

La spécification des photorécepteurs repose principalement sur les deux facteurs de 

transcription OTX2 et CRX (Cone Rod Homeobox). 

En plus de son expression dans le cerveau antérieur dans les stades précoces de 

développement (cf. I.2.1), OTX2 se retrouve exprimé dans la rétine neurale aux stades plus 

tardifs de développement principalement dans la future couche des photorécepteurs et 

restreint aux cellules post-mitotiques (Bovolenta et al., 1997; Glubrecht et al., 2009; Nishida 

et al., 2003). Chez la souris, l’expression d’OTX2 précède celle du facteur de transcription 

CRX dans la couche des photorécepteurs (Nishida et al., 2003). A la naissance, l’expression 

d’OTX2 diminue dans les photorécepteurs et s’intensifie dans la CNI. Le patron d’expression 

s’inverse pour CRX dont l’expression s’intensifie dans la couche des photorécepteurs et 

diminue dans la CNI (Nishida et al., 2003; Glubrecht et al., 2009). Les souris invalidées pour 

le gène Otx2 spécifiquement dans les cellules exprimant Crx, présentent une microphtalmie et 

une absence totale de photorécepteurs (cônes et bâtonnets) qui s’accompagne d’une 

augmentation du nombre de cellules amacrines (Nishida et al., 2003). De plus, l'invalidation  
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Figure 18 : Facteurs impliqués dans la spécification des différents sous- types de 

photorécepteurs. 

Extrait de Swaroop et al., 2010. 

Activation 

Inhibition 
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d'Otx2 conduit à une augmentation de l’apoptose suggérant un rôle supplémentaire de ce gène 

dans la survie des précurseurs des photorécepteurs (Nishida et al., 2003). La surexpression 

d'Otx2 à l’aide de rétrovirus conduit les CPRs infectées à se différencier en photorécepteurs 

au dépend des cellules bipolaires, amacrines et des cellules gliales de Müller (Nishida et al., 

2003). L’ensemble de ces résultats démontre que le gène Otx2 est nécessaire et suffisant à la 

spécification des photorécepteurs. 

Dans la cascade de spécification des photorécepteurs, OTX2 active l’expression du facteur de 

transcription CRX mais aussi celle de gènes impliqués dans le développement des 

photorécepteurs (Hennig et al., 2008) dans un programme indépendant de CRX (Figure 18). 

Le gène CRX (ou otx5 chez les amphibiens, les poissons et le poulet) est un orthologue 

d’Orthodenticle (Otd) de drosophile, comme OTX1 et OTX2. (Chen et al., 1997; Freund et al., 

1997; Furukawa et al., 1997). L’expression de Crx apparaît dans les précurseurs post-

mitotiques des photorécepteurs de types cône et bâtonnet dans la rétine de rongeur (Chen et 

al., 1997 ; Furukawa et al., 1997). Chez l’homme, on retrouve un profil similaire avec une 

détection de CRX au moment de la détermination des cônes dans la zone présomptive de 

différenciation des photorécepteurs (Bibb et al., 2001). 

CRX est un facteur de transcription activateur (Furukawa et al., 1997; Hennig et al., 2008) qui 

agit en activant l’expression de gènes spécifiques des photorécepteurs, comme la Rhodopsine 

ou l’Arrestine (Hennig et al., 2008) en synergie avec le facteur de transcription NRL (Neural 

Retina Leucine-zipper protein) et le récepteur nucléaire NR2E3 (voir ci-dessous) (Hennig et 

al., 2008; Oh et al., 2008) (Figure 18). 

La surexpression de CRX dans les CPRs de souris mène à une augmentation du nombre de 

photorécepteurs aux dépend des cellules amacrines et gliales de Müller (Furukawa et al., 

1997). L’invalidation du gène Crx ou l’injection d’un dominant négatif de Crx chez la souris 

perturbe également le développement terminal des photorécepteurs avec une absence de 

segments externes et une absence d’activité électrophysiologique (Chen et al., 1997; Freund et 

al., 1997; Furukawa et al., 1997). Ces données suggèrent que ce facteur de transcription est 

également nécessaire à la survie et la maturation finale des photorécepteurs. 

Chez l'Homme, de nombreuses mutations dans le gène CRX ont été identifiées chez des 

patients atteints d’amaurose congénitale de Leber (ACL) et de RP (Freund et al., 1997, 1998) 

(Tableau 4, page 58). 

   

Les études menées sur CRX et OTX2 suggèrent qu’une CPR sortant du cycle cellulaire va 

exprimer OTX2 pour être spécifiée dans le lignage photorécepteur en exprimant CRX. CRX  
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augmente sa propre expression conduisant la CPR à se différencier en photorécepteur. Des 

études récentes ont rapporté le rôle du facteur de transcription à doigt de zinc, BLIMP1 

(PRDM1), dans le maintien des CPRs exprimant OTX2 dans le lignage des photorécepteurs 

(Brzezinski et al., 2013; Katoh et al., 2010). BLIMP1 aurait la capacité de réprimer les gènes 

impliqués dans le lignage des cellules bipolaires, au sein des CPRs OTX2-positives, 

permettant ainsi leur différenciation finale en photorécepteurs. 

D’autres facteurs de transcription tels que NEUROD, RAX et ASCL1, qui participent à la 

différenciation de différents types cellulaires rétiniens, jouent également un rôle dans la 

différenciation des photorécepteurs. Des expériences de surexpression de dominants négatifs 

de NEUROD ou de RAX dans la rétine de poulet montrent une diminution de la population des 

photorécepteurs (Yan et Wang, 2004 ; Chen and Cepko, 2002). Chez les mammifères, la 

surexpression de NEUROD ou d’ASCL1 pendant la rétinogenèse tardive conduit à une 

différenciation précoce des bâtonnets (Hatakeyama et Kageyama, 2004). 

 

Concernant la différenciation des cônes versus bâtonnets, trois gènes majeurs jouent un rôle 

dans cette spécification : NRL, NR2E3 et ROR.  

Le facteur de transcription NRL qui appartient à la famille des bZIPs est un membre de la 

sous-famille de l’oncogène v-Maf (Swaroop et al., 1992). NRL est exprimé spécifiquement 

dans les photorécepteurs de type bâtonnet (Swaroop et al., 1992; Akimoto et al., 2006). Les 

souris invalidées pour Nrl, présentent une rétine dépourvue de bâtonnets et enrichie en cônes 

de type S (Akimoto et al., 2006 ; Mears et al., 2001), confirmant le rôle indispensable de ce 

facteur dans la différenciation des photorécepteurs de type bâtonnet. La surexpression de Nrl 

chez la souris est suffisante pour initier la différenciation des précurseurs des photorécepteurs 

en bâtonnets et bloquer la différenciation en cônes ainsi que l’expression des gènes 

spécifiques des cônes (Oh et al., 2007). Ainsi NRL fonctionnerait comme un inhibiteur du 

programme de spécification des cônes au sein des précurseurs de photorécepteurs afin de 

promouvoir la formation des bâtonnets agissant de concert avec CRX. Cette interaction CRX-

NRL activerait l’expression de gènes spécifiques des bâtonnets dont la RHODOPSINE et 

inhiberait l’expression de gènes spécifiques des cônes (Oh et al. 2008 ; Akimoto et al., 2006 ; 

Mears et al., 2001 ; Mitton et al., 2000).  

Une des cibles majeures de NRL est le gène codant le récepteur nucléaire NR2E3 (Mears et 

al., 2001; Oh et al., 2008).  

Le facteur NR2E3 est un récepteur nucléaire orphelin de la famille des récepteurs aux 

hormones stéroïdes/thyroïdes dont l'activation dépend de sa liaison dans sa partie C-terminale  
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Tableau 4 : Facteurs de transcription impliqués dans le développement de pathologies 

oculaires. 

Extrait de Graw et al., 2003. 
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avec un ligand encore inconnu à ce jour. NR2E3 est exprimé spécifiquement dans les 

précurseurs post-mitoques des bâtonnets et les bâtonnets matures, exprimant la 

RHODOPSINE chez les rongeurs (Chen et al., 2005) et chez l’Homme (Bumsted O'Brien et 

al., 2004). NR2E3 réprime l’expression des gènes spécifiques des photorécepteurs de type 

cône (Oh et al., 2008 ; Cheng et al., 2006) et active l’expression des gènes des bâtonnets 

(Cheng et al., 2006). Sa surexpression est notamment suffisante pour restaurer une production 

des cellules de type bâtonnet dans les rétines des souris invalidées pour Nrl. Cette activité 

transcriptionnelle repose sur son interaction avec CRX (Cheng et al., 2006). NR2E3 pourrait 

aussi agir en potentialisant l’activité transcriptionnelle des complexes NRL/CRX. 

Les souris rd7 délétées de façon spontanée pour le gène Nr2e3 présentent un excès de cônes 

de type S, une perte de bâtonnets dans les stades plus tardifs ainsi que l’existence de cellules 

au phénotype mixte bâtonnet/cône (Haider et al., 2001). Cette absence de NR2E3 chez la 

souris rd7 n'empêche pas la transcription de gènes spécifiques des bâtonnets même si une 

surexpression des gènes spécifiques des cônes est observée (Chen et al., 2005).  

Chez l’Homme, diverses mutations ont été décrites et conduisent majoritairement à un 

syndrome d’hypersensibilté à la lumière bleue (Enhanced S-Cone syndrome) et plus rarement 

à des RPs (Scorderet and Escher 2009) (cf. II.3.3) (Tableau 4). 

 

Le récepteur nucléaire orphelin RORβ (retinoïd-related orphan nuclear receptor β), joue 

également un rôle dans la spécification des bâtonnets en aval de CRX et OTX2 ainsi qu’en 

amont de NRL et de NR2E3. RORβ, est également impliqué dans l’extinction du programme 

de spécification des cônes et dans la maturation/survie des photorécepteurs. En effet la perte 

de fonction de Rorβ dans la rétine induit une diminution drastique du nombre de bâtonnets 

mais également une augmentation de la population de cônes. Ces derniers sont 

majoritairement non fonctionnels car sans segments externes (Jia et al., 2009). Les facteurs de 

transcription NRL et NR2E3 ne sont pas exprimés dans les rétines de ces souris invalidées 

pour le gène Ror (Jia et al., 2009), ce qui suggère que le programme de spécification des 

bâtonnets n’a pu être initié. 

 

D’autres facteurs de la famille des récepteurs nucléaires, TR2, RXR et COUP-TF, ont été 

décrits comme participant à la spécification des sous-types de cônes S versus. M.  

TRβ2, une des 2 isoformes du récepteur nucléaire aux hormones thyroïdiennes, est exprimée 

dans les précurseurs des cônes chez la souris et n’est plus détectée chez l’adulte (Applebury et 

al., 2007; Ng et al., 2001). Dans les rétines des souris invalidées pour Trβ2, l’ OPSINE M  
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n’est plus exprimée dans les cônes alors que l’ OPSINE S est induite dans tous les cônes (Ng 

et al., 2001). La répression transcriptionnelle des OPSINES S et l’activation des OPSINES M 

relaient l’activité des hormones thyroïdiennes (Applebury et al., 2007 ; Roberts et al., 2006). 

En effet, l’ajout d’hormones thyroïdiennes conduit à une diminution du nombre de cônes de 

type S et à une augmentation du nombre de cônes de type M (Roberts et al., 2006). Ces 

observations sont  

en accord avec la distribution de l'hormone thyroïdienne dans la rétine lorsque la 

différenciation des cônes S débute, selon un gradient décroissant qui va de la partie dorsale de 

la rétine, la région où se différencient les cônes de type M, vers la partie ventrale de la rétine 

(Roberts et al., 2006). 

TRβ2 peut agir sous forme d’hétérodimères ou d’homodimères. Les récepteurs aux hormones 

thyroïdiennes régulent notamment de nombreux processus en s’hétérodimérisant avec les 

membres de la famille RXR (Retinoïd X Receptors) de récepteurs nucléaires. Il semble que 

les deux fonctions de ce récepteur reposent sur des complexes transcriptionnels différents. 

L’hétérodimère TRβ2/RXRγ serait impliqué dans la fonction de répression de l’ OPSINE S 

(Roberts et al., 2005). L’activation de l’ OPSINE M reposerait, quant à elle, sur l’activité 

transcriptionnelle d’homodimères TRβ2/TRβ2. Les rétines de souris invalidées pour Rxrγ 

révèlent une expression de l' OPSINE de type S dans tous les cônes mais contrairement au 

souris invalidées pour Trβ2 (Ng et al., 2001), le nombre et le gradient de distribution des 

cônes de type M restent inchangés (Roberts et al., 2005). 

 

Les récepteurs nucléaires orphelins COUP-TF ont également été impliqués dans 

l’établissement de ce gradient dorso-ventral des OPSINES S et M en amont de TRβ2 (Satoh 

et al., 2009). En effet, les facteurs COUP-TFI et COUP-TFII présentent une expression 

complémentaire le long de l’axe dorso-ventral. COUP-TFI est surtout exprimé dans la région 

ventrale où il apparaît nécessaire pour y réprimer l’expression de l’OPSINE M. COUP-TFII 

est, quant à lui, restreint à la région dorsale et participe à l’inhibition de l’expression de 

l’OPSINE S, notamment en inhibant la transactivation de l’ OPSINE S par le dimère 

CRX/RORβ2. 

Contrairement aux facteurs réprimant l’expression de l’OPSINE S décrits ci-dessus, le facteur 

RORβ2 régule positivement l’expression de l’OPSINE S en synergie avec CRX. (Srinivas et 

al., 2006). Le facteur de la même famille, Rorα régule également positivement l’expression de 

l’OPSINE S et M avec CRX (Fujieda et al., 2009). 
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II.3.2. Les facteurs extrinsèques 

Plusieurs facteurs exogènes ont été décrits comme impliqués dans la différenciation des 

photorécepteurs à différents niveaux (spécification, maturation...). La voie Delta/Notch 

responsable du maintien des CPRs à l’état indifférencié, prévient également l’engagement des 

CPRs dans le lignage des photorécepteurs. En effet, les souris où le gène Notch1 a été 

spécifiquement délété dans les CPRs, présentent une microphtalmie et de gros défauts 

morphologiques au niveau de la rétine (Yaron et al., 2006 ; Jadhav et al., 2006). De plus, cette 

inactivation de Notch1 conduit à l'activation d'un programme transcriptionnel spécifique des 

photorécepteurs de type cône qui se différencient alors en plus grand nombre. 

 

Parmi les facteurs exogènes inducteurs de la différenciation de photorécepteurs, l’hormone 

thyroïdienne semble être impliquée plus spécifiquement dans celle des cônes par 

l’intermédiaire de son récepteur nucléaire TR2. 

L’un des facteurs extrinsèques clefs dans la différenciation des photorécepteurs est l’acide 

rétinoïque, un dérivé de la vitamine A. L’acide rétinoïque, est capable d'induire in vitro et in 

vivo la différenciation des cellules rétiniennes embryonnaires de rat en photorécepteurs de 

type bâtonnet (Kelley et al., 1999, 1994). Chez le poisson zèbre, le traitement à l’acide 

rétinoïque conduit également à une différenciation précoce des bâtonnets et à un arrêt de la 

maturation des cônes (Hyatt et al., 1996). Toujours chez le poisson zèbre, une étude plus 

récente a montré que l'acide rétinoïque augmente l'expression de la Rhodopsine (bâtonnets) et 

de l'Opsine rouge alors que celle de l'Opsine bleue diminue (Prabhudesai et al., 2005). Au 

cours du développement, l’EPR devient une autre source de production d’acide rétinoïque et 

favorise la différenciation des progéniteurs en photorécepteurs de type bâtonnet (Prabhudesai 

et al., 2005). Les effets de l’acide rétinoique sont sous-tendus par son interaction avec un de 

ses récepteurs nucléaires, RXRγ, qui est spécifiquement exprimé dans les cônes en cours de 

différenciation (Roberts et al., 2005) (cf. II.1.3).  
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III. Les dystrophies rétiniennes héréditaires 
 

Les dystrophies rétiniennes englobent de nombreuses pathologies d’étiologies diverses : 

génétiques, multifactorielles ou idiopathiques. Elles se caractérisent par le dysfonctionnement 

puis la perte de cellules de la rétine, principalement les photorécepteurs, entraînant une 

déficience visuelle partielle ou totale. 

Les dystrophies rétiniennes héréditaires sont en règle des affections monogéniques se 

manifestant à tous âges de la vie. Elles touchent un individu sur 2000 soit plus de 2 millions 

de personnes à travers le monde. Il est possible de les classer en fonction du type de 

photorécepteur (cônes versus bâtonnets) affecté en premier ou le plus atteint et suivant la 

région de la rétine touchée (périphérique versus centrale). D’autres critères permettent de 

classer les différentes formes de dystrophies rétiniennes :  

- forme stationnaire ou dégénérative,  

- forme non syndromique ou syndromique,  

- mode de transmission (liée à l’X, dominante ou récessive). L’ensemble de ces critères 

a permis d’établir une forme de classification relativement simple (Berger et al 2010) 

(Figure 19). 

Nous évoquerons brièvement ces différentes formes de pathologies en insistant sur les RPs 

qui correspondent aux pathologies ciblées dans notre étude pour la génération de cellules 

induites à la pluripotence (iPS). 

 

III.1. Les atteintes de la rétine centrale et dystrophies cônes-

bâtonnets 

Les photorécepteurs de type cône étant responsables de la vision diurne ainsi que de la 

discrimination des couleurs ; ce sont ces deux principales fonctions qui sont affectées dans le 

cadre des atteintes de la rétine centrale. En effet les principaux symptômes sont une baisse 

significative de l’acuité visuelle, une dyschromatopsie pouvant aller jusqu’à l’achromatopsie, 

une photophobie et un nystagmus. 

Les dystrophies des cônes non dégénératives stationnaires, sont responsables d’achromatopsie 

complète et incomplète. Elles sont majoritairement dues à des mutations de quatre gènes 

codant des protéines essentielles dans la phototransduction des cônes : CNGA3, CNGB3, 

GNAT2 et PDE6C (Nathans et al., 1986 ; Chang et al, 2009). 
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Figure 19 : Dystrophies rétiniennes héréditaires affectant les photorécepteurs. 

Classification de Berger et al., 2010. 

Figure 20 : Classification des RPs et les principaux gènes responsables. 

Adaptée de Berger et al., 2010. 
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S’agissant des atteintes dégénératives des cônes, on distingue les dystrophies des cônes pures 

(rares), des dystrophies cône-bâtonnet et des dégénérescences maculaires essentiellement sur 

la base de deux critères cliniques. En effet, seuls les patients atteints de dystrophies des cônes 

ou cônes-bâtonnets présentent un électrorétinogramme (ERG) global altéré en raison de 

l’atteinte de l’ensemble des cônes de la rétine. Alors que les patients atteints de 

dégénérescences maculaires présentent une altération exclusive des cônes de la macula, qui 

contribuent pour une part négligable aux réponses de l’ERG globale. 

 

Une vingtaine de gènes ont été recensés comme porteurs de mutations responsables de 

dystrophies cônes-bâtonnets de type non syndromique avec un mode de transmission variable 

selon le gène atteint (Berger et al., 2010). La maladie de Stargardt est l’atteinte maculaire la 

plus répandue, elle représente par exemple 9% des patients atteints de dystrophies rétiniennes 

héréditaires recensés à l’hôpital des XV-XX (Communication du Dr. Isabelle Audo). Il s’agit 

d’une pathologie à transmission autosomique récessive, due aux mutations bialléliques du 

gène ABCA4, qui code pour le transporteur ABCR (Allikmets et al., 1997). Cette protéine 

impliquée dans le transport des rétinioïdes des photorécepteurs vers l’épithélium pigmentaire 

et est exprimée spécifiquement à la membrane des disques des photorécepteurs. Un 

dysfonctionnement de ce transporteur engendre une accumulation des dérivés de la vitamine 

A au sein des segments externes des photorécepteurs et une dégénérescence de ces derniers. 

Les mutations du gène ABCA4 entraînent une diminution de l’activité du transporteur et 

provoquent des phénotypes très variables, plus ou moins sévères (Berger et al., 2010). Ainsi 

suivant le degré de sévérité, la pathologie va être limitée à une dégénérescence maculaire ou 

s’étendre (dystrophie cônes-bâtonnets) (Rozet et al., 1998 ; Briggs et al., 2001) et les 

mutations les plus sévères seront à l’origine de certaines formes de dystrophies bâtonnets-

cônes (RPs) (Cremers et al., 1998). 

 

III.2. Les dystrophies bâtonnets-cônes  

Les bâtonnets étant responsables de la vision en conditions scotopiques et absents de la fovéa, 

une atteinte des bâtonnets perturbe en premier lieu la vision nocturne et périphérique. On peut 

distinguer deux grandes classes de dystrophies bâtonnet-cônes : les formes stationnaires 

regroupées sous le terme cécité nocturne congénitale stationnaire (CNCS) et les formes 

progressives appelées RPs, de type syndromiques telles que le syndrome de Usher ou non 

syndromiques. (Figures 19 et 20) 
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Figure 21 : Fonds d’œil de patient atteint de RP à 

différents stade de la pathologie : précoce (A), 

intermédiaire (B) et avancé (C). 

Extrait de Hamel et al., 2006. 
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III.2.1. La cécité nocturne congénitale stationnaire (CNCS) 

Comme son nom l'indique, la CNCS est une déficience visuelle non-progressive qui présente 

à la naissance les premieres symptomes semblable à ceux des RPs. Trois modes de 

transmission ont été rapportés : autosomique dominante, récessive et récessive liée à l'X. 

Actuellement, 11 gènes sont connus pour porter des mutations, associées à cette maladie 

(Zeitz et al., 2015). Si une partie de ces gènes codent pour des protéines impliquées dans la 

cascade de phototransduction (Audo et al., 2009), certains correspondent à des protéines 

localisées dans les cellules bipolaires (Zeitz et al., 2009) comme le récepteur au glutamate 

GRM6 (Dryja et al., 2005 ; Zeitz et al., 2007) ou la nyctalopine (NYX) (Bech-Hansen et al., 

2000). Alors que la plupart des mutations dans le gène RHO mènent à des RPs de type 

autosomique dominant ou récessif (voir ci-dessous), quelques substitutions d'acides aminés 

peuvent conduire à la CNCS (Dryja et al., 1993 ; Zeitz et al.,2008). 

 

III.2.2.  Les rétinites pigmentaires (RPs) 

Le terme RP représente un groupe de maladies héréditaires qui se caractérisent par une 

dégénérescence des photorécepteurs et des dépôts pigmentaires intra-rétiniens (Figure 21). 

Les RPs appartiennent aux dystrophies bâtonnets-cônes avec dans un premier temps une 

dégénérescence des bâtonnets en périphérie, suivie dans la majorité des cas par une 

dégénérescence des cônes. Cette dégénérescence évolue de la rétine périphérique à la rétine 

centrale. Cette chronologie explique pourquoi les patients sont initialement atteints d’une 

cécité nocturne et ne présentent une déficience de la vision diurne que plus tard dans leur vie 

(Hamel, 2006). En général la RP se déclare à l’adolescence et évolue tout au long de la vie 

jusqu’à la cécité même si l’apparition des premiers signes et l’évolution de la maladie varie 

fortement en fonction des patients (RP syndromiques versus non syndromiques, type de 

mutation, facteurs environnementaux …). Lorsque la RP n’est pas associée à d’autres 

symptômes, il est difficile d’évaluer l’apparition de la maladie car les patients peuvent déjà 

avoir perdu un très grand nombre de bâtonnets avant de ressentir les premiers symptômes. 

 

III.2.2.1. Les RPs syndromiques 

Dans 20 à 30 % des cas la RP est associée à un syndrome non oculaire (Hartong et al., 2006). 

Les deux principaux syndromes en terme de nombre de patients atteints et de gènes identifiés 

sont le syndrome de Bardet-Biedl et le syndrome d’Usher avec respectivement 17 et 12 gènes 

mutés (Daiger et al., 2013) (Figure 20). 
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Le syndrome de Bardet-Biedl, qui représente 5-6% des cas de RP, se caractérise également 

par l’association d’autres symptômes tels qu’une obésité, une polydactylie post-axiale, une 

atteinte de la fonction rénale, un hypogénitalisme et un déficit intellectuel plus ou moins 

sévère (Chennen et al., 2014). Ces atteintes sans rélations apparentes ont été expliquées par un 

dysfonctionnement du métabolisme ciliaire partagé par les systèmes en cause (rétine, rein, os, 

système nerveux…). L’association de ces atteintes définit une nouvelle famille de maladie : 

les ciliopathies. D’autres ciliopathies avec atteintes rétiniennes sont bien connues bien que 

moins fréquentes : le syndrome de Joubert correspond à une atteinte plus générale du système 

nerveux central avec une malformation congénitale du tronc cérébral. Des troubles 

respiratoires, un nystagmus, une hypotonie, une ataxie et un retard du développement moteur 

peuvent être observés (Romani et al., 2013). Le syndrome de senior Loken (SLS) quant à lui 

désigne une atteinte oculo-rénale très rare (1/1 000 000) qui se caractérise par l'association 

d'une néphropathie tubulo-interstitielle chronique et d'une RP. De même que le syndrome de 

Bardet-Biedl, les syndromes de Joubert et de Senior-Loken sont des maladies très hétérogènes 

au plan génétique (7 gènes rapportées codent pour des protéines du cil primaire) (Fliegauf et 

al., 2006).   

Le syndrome d’Usher, quant à lui, associe à la RP une surdité neurosensorielle profonde 

présente dès la naissance et associée à des troubles vestibulaires (syndrome d’Usher type I), 

ou modérée à intensité faible et non-progressive (Type II). La forme de type III, très rare, 

associe une surditité progressive, une RP ainsi qu’une ataxie vestibulaire dont le degré 

d’atteinte peut varier. Le syndrome d’Usher correspond à 14% des cas de RP avec une 

prévalence de 1/30 000 et il s’agit de la cause la plus fréquente de surdité-cécité héréditaire 

(Hamel et al., 2006). Les types 1 et 2 du syndrome d’Usher sont les formes les plus 

fréquemment observées puisqu’elles représentent à elles deux environ 90-95% de tous les cas. 

Au moins 12 loci chromosomiques ont été identifiés jusqu’à présent et assignés aux trois 

formes cliniques majeures. Parmi les gènes identifiés à ces loci, on peut citer pour la forme de 

type I : MYO7A (USH1B), USH1C, CDH23 (USH1D), PCDH15 (USH1F), USH1G et CIB2 

(USH1J). Trois gènes ont été identifiés dans le syndrome de type II : USH2A, GPR98 

(VLGR1) et DFNB31 (Saihan et al., 2009). 

Il existe d’autre RP syndromiques. La plupart relève de défaut métabolique. Notons à titre 

d’exemple Lla maladie de Refsum associe une neuropathie périphérique à la RP suite à 

l'accumulation d'acide phytanique dans le système nerveux périphérique et dans la rétine 

(Jansen et al., 2004). 
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 Figure 22 : Répartition des gènes responsables de RP, selon leur mode de transmission : récessif 

(A), dominant (B), liée à l’X (C). 

Extrait de Hartong et al., 2006. 
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III.2.2.1. Les RPs non syndromiques 

Comme nous l’avons mentionné précédemment, la pathologie se manifeste dans un premier 

temps par une diminution de l’acuité et du champ visuel en condition nocturne. A ce stade de 

la maladie, les déficits sont minimes et les examens cliniques simples montrent rarement 

d’anomalies. Seule une diminution de l'amplitude de l’onde a dans les conditions scotopiques 

peut être visualisées par ERG global. En progressant, la maladie évolue vers une cécité 

nocturne complète, les patients prennent alors pleinement conscience de leur atteinte visuelle. 

Le champ visuel va progressivement se rétrécir, ce qui se traduit par une vision dite tubulaire. 

Une dyschromatopsie légère peut apparaître, conduisant à une vision pâle des couleurs ainsi 

qu’à une photophobie. Ces symptômes sont les signes de l’atteinte des photorécepteurs de 

type cône. L’atteinte de la rétine centrale, sous forme d’œdème maculaire ou d’une atrophie 

fovéo-maculaire, engendre une baisse de l’acuité visuelle centrale. Les examens cliniques 

révèlent différentes altérations : 

- des dépôts pigmentaires dans la rétine périphérique produits par la migration des 

cellules de l’EPR dans les couches internes suite à la mort des photorécepteurs, 

- une nette atrophie de la rétine, 

- une pâleur du disque de la papille optique, 

- une diminution des ondes a et b observées dans toutes les conditions, 

- un scotome en périphérie qui s’élargit avec la progression de la RP (Hamel, 2006). 

Au stade final de la pathologie, la cécité est quasi-totale et le champ de vision se réduit à une 

forme de tunnel autour d’un point focal avec seulement quelques degrés d’acuité visuelle. Le 

fond d’œil révèle alors des dépôts pigmentaires jusqu’à la macula, avec un aspect cireux du 

disque optique. Une angiographie à la fluorescéine révèle une forte atrophie de la rétine et de 

la choroïde en périphérie. Les réponses à l’ERG sont souvent devenues trop faibles pour être 

enregistrables (Figure 21). 

 

Les formes de RP non syndromiques sont de loin les plus fréquentes avec une prévalence 

estimée à 1/ 4000 personnes, soit plus d’un million de personnes à travers le monde (Daiger et 

al., 2013). La diversité génétique des RPs est bien connue avec les trois modes de 

transmission mendéliens. Entre 15 et 20% des cas de RP sont issus de transmissions 

autosomiques dominantes, contre 20 à 30% pour les transmissions autosomiques récessives et 

6 à 10% liées au chromosome X (Figure 22). De très rares cas de transmission 

mitochondriale ont été rapportés et sont généralement associés à des formes de RP atypiques  
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Symbol Location Protein
Type of retinitis 

pigmentosa
O ther diseases Mutations

ABCA4 1p22.1
ATP-binding cassette 

transporter – retinal
Autosomal recessive

Recessive macular dystrophy; recessive dystrophy; recessive 

fundus flavimaculatus; recessive cone-rod dystrophy
680

BEST1 11q12.3 Bestrophin 1
Autosomal dominant ; 

autosomal recessive

Dominant vitreo-retinochoroidopathy; recessive 

bestrophinopathy; dominant Best type macular dystrophy
232

C2ORF71 2p23.2
Chromosome 2 open 

reading frame 71
Autosomal recessive 13

C8ORF37 8q22.1
Chromosome 8 open 

reading frame 37
Autosomal recessive Recessive cone-rod 4

CA4 17q23.2 Carbonic anhydrase IV Autosomal dominant 6

CERKL 2q31.3
Ceramide kinase-like 

protein
Autosomal recessive Recessive cone-rod dystrophy with inner retinopathy 8

CLRN1 3q25.1 Clarin-1 Autosomal recessive Recessive Usher syndrome 23

CNGA1 4p12
Rod cGMP-gated channel 

alpha subunit
Autosomal recessive 8

CNGB1 16q13
Rod cGMP-gated channel 

beta subunit
Autosomal recessive 6

CRB1 1q31.3 Crumbs homolog 1 Autosomal recessive
Recessive Leber congenital amaurosis; dominant pigmented 

paravenous chorioretinal atrophy
183

CRX 19q13.32

Cone-rod otx-like 

photoreceptor homeobox 

transcription factor

Autosomal dominant
Recessive, dominant and de novo Leber congenital 

amaurosis; dominant cone-rod dystrophie
51

DHDDS 1p36.11
Dehydrodolichyl 

diphosphate synthetase
Autosomal recessive 1

EYS 6q12
Eyes shut/spacemaker 

(Drosophila) homolog
Autosomal recessive 118

FAM161A 2p15
Family with sequence 

similarity 161 member A
Autosomal recessive 6

FSCN2 17q25.3
Retinal fascin homolog 2, 

actin bundling protein
Autosomal dominant Dominant macular dystrophy 1

GUCA1B 6p21.1
Guanylate cyclase 

activating protein 1B
Autosomal dominant Dominant macular dystrophy 3

IDH3B 20p13
NAD(+)-specific isocitrate 

dehydrogenase 3 beta
Autosomal recessive 2

IMPDH1 7q32.1
Inosine monophosphate 

 dehydrogenase 1
Autosomal dominant Dominant Leber congenital amaurosis 14

IMPG2 3q12.3
Interphotoreceptor matrix 

proteoglycan 2
Autosomal recessive 10

KLHL7 7p15.3
Kelch-like 7 protein 

(Drosophila)
Autosomal dominant 3

LRAT 4q32.1
Lecithin retinol 

acyltransferase
Autosomal recessive Recessive Leber congenital amaurosis 10

MAK 6p24.2
Male germ-cell associated 

 kinase
Autosomal recessive 9

MERTK 2q13
c-mer protooncogene 

receptor tyrosine kinase
Autosomal recessive 27

MRFP
Membrane Frizzled-related 

Protein
Autosomal recessive

NR2E3 15q23
Nuclear receptor 

subfamily 2 group E3

Autosomal dominant ; 

autosomal recessive

Recessive Stargardt disease; Goldmann-Favre syndrome; 

recessive enhanced S-cone syndrome
45

NRL 14q11.2 Neural retina lucine zipper
Autosomal dominant ; 

autosomal recessive
Recessive retinitis pigmentosa 14

OFD1 Xp22.2
Oral-facial-digital 

syndrome 1 protein
X-linked

Orofaciodigital syndrome 1, Simpson-Golabi-Behmel 

syndrome2
127

PDE6A 5q33.1
cGMP phosphodiesterase 

alpha subunit
Autosomal recessive 16

PDE6B 4p16.3

Rod cGMP 

phosphodiesterase beta 

subunit

Autosomal recessive Dominant congenital stationary night blindness 39

PDE6G 17q25.3
Phosphodiesterase 6G 

cGMP-specific rod gamma
Autosomal recessive 1

PRCD 17q25.1
Progressive rod-cone 

degeneration protein
Autosomal recessive 2

PROM1 4p15.32 Prominin 1 Autosomal recessive
Dominant Stargardt-like and bulls eye macular dystrophy; 

dominant cone-rod dystrophy
9

PRPF3 1q21.2

Human homolog of yeast 

pre-mRNA splicing factor 

3

Autosomal dominat 3

PRPF6 20q13.33

Human homolog of yeast 

pre-mRNA splicing factor 

6

Autosomal dominat 2

PRPF8 17p13.3

Human homolog of yeast 

pre-mRNA splicing factor 

C8

Autosomal dominat 21

PRPF31 19q13.42

Human homolog of yeast 

pre-mRNA splicing factor 

31

Autosomal dominat 65

PRPH2 6p21.1 Peripherin 2
Autosomal dominant; 

digenic with ROM1

Dominant macular dystrophy; dominant vitelliform MD; 

dominant cone-rod dystrophy; dominant central areolar 

choroidal dystrophy

123

RBP3 10q11.22
Retinol binding protein 3, 

interstitial
Autosomal recessive 2

RDH12 14q24.1 Retinol dehydrogenase 12 Autosomal dominat Recessive Leber congenital amaurosis 66

RGR 10q23.1
RPE-retinal G prtein-

coupled receptor
Autosomal recessive Dominant choroidal sclerosis 7

RHO 3q22.1 Rhodopsin
Autosomal dominant ; 

autosomal recessive
Dominant congenital stationary night blindness 161

RLBP1 15q26.1
Retinaldehyde-binding 

protein1
Autosomal recessive

Recessive Bothnia dystrophy; recessive retinitis punctata 

albescens; recessive Newfoundland rod-cone dystrophy
20

ROM1 11q12.3
Retinal outer segment 

membrane protein 1

Autosomal 

dominant;digenic 

w/PRPH2

11

RP1 8q12.1 RP1 protein
Autosomal dominant ; 

autosomal recessive
Autosomal dominant and recessive 67

RP2 Xp11.23
Retinitis pigmentosa 2 (X-

linked)
X-linked 76

RP9 7p14.3

RP9 protein or PIM1-

kinase associated protein 

1

Autosomal dominat 2

RPE65 1p31.2
Retinal pigment epithelium-

specific 65 kDa protein

Autosomal dominant ; 

autosomal recessive
Recessive Leber congenital amaurosis 134

RPGR Xp11.4
Retinitis pigmentosa 

GTPase regulator
X-linked

X-linked cone dystrophy 1; X-linked atrophic macular 

dystrophy
151

SAG 2q37.1 Arrestin (s-antigen) Autosomal recessive Recessive Oguchi disease 11

SEMA4A 1q22 Semaphorin 4A Autosomal dominat Dominant cone-rod dystrophy 3

SNRNP200 2q11.2

Small nuclear 

ribonucleoprotein 200 kDa 

(U5)

Autosomal dominat 7

SPATA7 14q31.3
Spermatogenesis 

associated protein 7
Autosomal recessive Recessive Leber congenital amaurosis 15

TOPORS 9p21.1

Topoisomerase I binding 

arginine/serine rich 

protein

Autosomal dominat 8

TTC8 14q32.11
Tetratricopeptide repeat 

domain 8
Autosomal recessive Recessive Bardet-Biedl syndrom 14

TULP1 6p21.31 Tubby-like protein 1 Autosomal recessive Recessive Leber congenital amaurosis 31

USH2A 1q41 Usherin Autosomal recessive Recessive Usher syndrome 392

ZNF513 2p23.3 Zinc finger protein 513 Autosomal recessive 1

  

Tableau 5 : Ensemble des gènes responsables de RPs non syndromiques. 

Adapté de Daiger et al. 2013. 
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Symbol Location Protein
Type of retinitis 

pigmentosa
O ther diseases Mutations

ABCA4 1p22.1
ATP-binding cassette 

transporter – retinal
Autosomal recessive

Recessive macular dystrophy; recessive dystrophy; recessive 

fundus flavimaculatus; recessive cone-rod dystrophy
680

BEST1 11q12.3 Bestrophin 1
Autosomal dominant ; 

autosomal recessive

Dominant vitreo-retinochoroidopathy; recessive 

bestrophinopathy; dominant Best type macular dystrophy
232

C2ORF71 2p23.2
Chromosome 2 open 

reading frame 71
Autosomal recessive 13

C8ORF37 8q22.1
Chromosome 8 open 

reading frame 37
Autosomal recessive Recessive cone-rod 4

CA4 17q23.2 Carbonic anhydrase IV Autosomal dominant 6

CERKL 2q31.3
Ceramide kinase-like 

protein
Autosomal recessive Recessive cone-rod dystrophy with inner retinopathy 8

CLRN1 3q25.1 Clarin-1 Autosomal recessive Recessive Usher syndrome 23

CNGA1 4p12
Rod cGMP-gated channel 

alpha subunit
Autosomal recessive 8

CNGB1 16q13
Rod cGMP-gated channel 

beta subunit
Autosomal recessive 6

CRB1 1q31.3 Crumbs homolog 1 Autosomal recessive
Recessive Leber congenital amaurosis; dominant pigmented 

paravenous chorioretinal atrophy
183

CRX 19q13.32

Cone-rod otx-like 

photoreceptor homeobox 

transcription factor

Autosomal dominant
Recessive, dominant and de novo Leber congenital 

amaurosis; dominant cone-rod dystrophie
51

DHDDS 1p36.11
Dehydrodolichyl 

diphosphate synthetase
Autosomal recessive 1

EYS 6q12
Eyes shut/spacemaker 

(Drosophila) homolog
Autosomal recessive 118

FAM161A 2p15
Family with sequence 

similarity 161 member A
Autosomal recessive 6

FSCN2 17q25.3
Retinal fascin homolog 2, 

actin bundling protein
Autosomal dominant Dominant macular dystrophy 1

GUCA1B 6p21.1
Guanylate cyclase 

activating protein 1B
Autosomal dominant Dominant macular dystrophy 3

IDH3B 20p13
NAD(+)-specific isocitrate 

dehydrogenase 3 beta
Autosomal recessive 2

IMPDH1 7q32.1
Inosine monophosphate 

 dehydrogenase 1
Autosomal dominant Dominant Leber congenital amaurosis 14

IMPG2 3q12.3
Interphotoreceptor matrix 

proteoglycan 2
Autosomal recessive 10

KLHL7 7p15.3
Kelch-like 7 protein 

(Drosophila)
Autosomal dominant 3

LRAT 4q32.1
Lecithin retinol 

acyltransferase
Autosomal recessive Recessive Leber congenital amaurosis 10

MAK 6p24.2
Male germ-cell associated 

 kinase
Autosomal recessive 9

MERTK 2q13
c-mer protooncogene 

receptor tyrosine kinase
Autosomal recessive 27

MRFP
Membrane Frizzled-related 

Protein
Autosomal recessive

NR2E3 15q23
Nuclear receptor 

subfamily 2 group E3

Autosomal dominant ; 

autosomal recessive

Recessive Stargardt disease; Goldmann-Favre syndrome; 

recessive enhanced S-cone syndrome
45

NRL 14q11.2 Neural retina lucine zipper
Autosomal dominant ; 

autosomal recessive
Recessive retinitis pigmentosa 14

OFD1 Xp22.2
Oral-facial-digital 

syndrome 1 protein
X-linked

Orofaciodigital syndrome 1, Simpson-Golabi-Behmel 

syndrome2
127

PDE6A 5q33.1
cGMP phosphodiesterase 

alpha subunit
Autosomal recessive 16

PDE6B 4p16.3

Rod cGMP 

phosphodiesterase beta 

subunit

Autosomal recessive Dominant congenital stationary night blindness 39

PDE6G 17q25.3
Phosphodiesterase 6G 

cGMP-specific rod gamma
Autosomal recessive 1

PRCD 17q25.1
Progressive rod-cone 

degeneration protein
Autosomal recessive 2

PROM1 4p15.32 Prominin 1 Autosomal recessive
Dominant Stargardt-like and bulls eye macular dystrophy; 

dominant cone-rod dystrophy
9

PRPF3 1q21.2

Human homolog of yeast 

pre-mRNA splicing factor 

3

Autosomal dominat 3

PRPF6 20q13.33

Human homolog of yeast 

pre-mRNA splicing factor 

6

Autosomal dominat 2

PRPF8 17p13.3

Human homolog of yeast 

pre-mRNA splicing factor 

C8

Autosomal dominat 21

PRPF31 19q13.42

Human homolog of yeast 

pre-mRNA splicing factor 

31

Autosomal dominat 65

PRPH2 6p21.1 Peripherin 2
Autosomal dominant; 

digenic with ROM1

Dominant macular dystrophy; dominant vitelliform MD; 

dominant cone-rod dystrophy; dominant central areolar 

choroidal dystrophy

123

RBP3 10q11.22
Retinol binding protein 3, 

interstitial
Autosomal recessive 2

RDH12 14q24.1 Retinol dehydrogenase 12 Autosomal dominat Recessive Leber congenital amaurosis 66

RGR 10q23.1
RPE-retinal G prtein-

coupled receptor
Autosomal recessive Dominant choroidal sclerosis 7

RHO 3q22.1 Rhodopsin
Autosomal dominant ; 

autosomal recessive
Dominant congenital stationary night blindness 161

RLBP1 15q26.1
Retinaldehyde-binding 

protein1
Autosomal recessive

Recessive Bothnia dystrophy; recessive retinitis punctata 

albescens; recessive Newfoundland rod-cone dystrophy
20

ROM1 11q12.3
Retinal outer segment 

membrane protein 1

Autosomal 

dominant;digenic 

w/PRPH2

11

RP1 8q12.1 RP1 protein
Autosomal dominant ; 

autosomal recessive
Autosomal dominant and recessive 67

RP2 Xp11.23
Retinitis pigmentosa 2 (X-

linked)
X-linked 76

RP9 7p14.3

RP9 protein or PIM1-

kinase associated protein 

1

Autosomal dominat 2

RPE65 1p31.2
Retinal pigment epithelium-

specific 65 kDa protein

Autosomal dominant ; 

autosomal recessive
Recessive Leber congenital amaurosis 134

RPGR Xp11.4
Retinitis pigmentosa 

GTPase regulator
X-linked

X-linked cone dystrophy 1; X-linked atrophic macular 

dystrophy
151

SAG 2q37.1 Arrestin (s-antigen) Autosomal recessive Recessive Oguchi disease 11

SEMA4A 1q22 Semaphorin 4A Autosomal dominat Dominant cone-rod dystrophy 3

SNRNP200 2q11.2

Small nuclear 

ribonucleoprotein 200 kDa 

(U5)

Autosomal dominat 7

SPATA7 14q31.3
Spermatogenesis 

associated protein 7
Autosomal recessive Recessive Leber congenital amaurosis 15

TOPORS 9p21.1

Topoisomerase I binding 

arginine/serine rich 

protein

Autosomal dominat 8

TTC8 14q32.11
Tetratricopeptide repeat 

domain 8
Autosomal recessive Recessive Bardet-Biedl syndrom 14

TULP1 6p21.31 Tubby-like protein 1 Autosomal recessive Recessive Leber congenital amaurosis 31

USH2A 1q41 Usherin Autosomal recessive Recessive Usher syndrome 392

ZNF513 2p23.3 Zinc finger protein 513 Autosomal recessive 1
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et syndromiques (Hartong et al., 2006). Aujourd’hui près de 3100 mutations différentes ont 

été identifiées dans les RP. Récemment, Daiger et al. (2013) ont recensé un ensemble de 56 

gènes impliqués dans le développement de RP non-syndromiques (Tableau 5). Les différents 

gènes associés aux RPs peuvent être regroupés en six grandes catégories en fonction du rôle 

biologique de la protéine codante : la phototransduction, le métabolisme rétinien (cycle visuel, 

phagocytose des cellules de l’EPR), le développement et la différenciation cellulaire, la 

structure cellulaire et l'épissage (Berger., 2010). 

Si des mutations de nombreux gènes ont été identifiées comme responsables de RP au sein de 

la cascade de phototransduction (canaux ioniques, enzymes), le gène codant la 

RHODOPSINE est le plus fréquemment muté (plus de 20% des cas de RP) avec plus d’une 

centaine de mutations différentes (cf. III.2).  

Un grand nombre de gènes codant des protéines impliquées dans le cycle visuel (cf. I.2.3.3) 

sont également en cause dans les RPs : LRAT, RDH, RPE65, CRALBP. Les mutations de 

LRAT et de RPE65 donnent des RPs sévères ave une présentation d’Amarose congénitale de 

Leber (ACL) (Chacon-Camacho et al. 2015 ; Browne et al., 2011). Des mutations dans 

d’autres gènes codant des protéines responsables de fonctions biologiques spécifiques des 

cellules de l’EPR, tels que MERTK ou BEST1 peuvent également être responsables de formes 

rares de RP. 

Des gènes codant des facteurs de transcription importants pour la différenciation rétinienne et 

plus particulièrement ceux qui interviennent dans le lignage des photorécepteurs peuvent être 

responsables de RP suite à certaines mutations. (Bessant et al., 1999). De nombreuses 

mutations autosomiques dominantes ont été rapportées pour CRX, mais elles donnent plus 

souvent des dystrophies cônes-bâtonnets (cf. III.1) que des RPs (Freund et al., 1997 ). 

Quelques mutations causant des RPs ont été rapportées pour le facteur de transcription NRL 

impliqué dans la spécification cône versus bâtonnets (Bessant et al., 1999). Un troisième 

facteur de transcription, NR2E3, également impliqué dans la spécification cône versus 

bâtonnets peut également être à l’origine de RP suite à des mutations bien spécifiques (cf. 

III.2.2) 

La structure particulière des photorécepteurs est déterminée par un ensemble de protéines qui 

maintiennent la structure des segments externes. Des mutations dans certains gènes codant ces 

protéines telles que ROM1 (Rod outer segment protein 1), PERIPHERINE ou FASCININE-2 

peuvent engendrer des RPs. (Kajiwara et al., 1994, Goldberg et Molday, 1996 ; Apfelstedt-

Sylla et al., 1995).  
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La dernière grande catégorie de gènes responsables de RP concerne la famille de gènes codant 

des protéines du splicéosome impliquées dans la machinerie d’épissage des ARNms. Trois 

protéines spécifiques, appelées PRP (precursor of mRNA protein) PRP3, PRP8 et PRP31 

codées respectivement par les gènes PRPF3, PRPF8 et PRPF31 sont impliquées dans des 

formes autosomiques dominantes de RP. Ces gènes sont responsables d’environ 15% des RPs 

de cette catégorie. L’exemple du gène PRPF31 sur lequel j’ai travaillé durant ma thèse sera 

détaillé dans la partie suivante. 
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Figure 23 : Mécanismes d’assemblage du splicéosome et 

d’épissage : l’implication du facteur Prpf31 

 Les cases grisées notées 3 , 8 et 31 représentent les facteurs d’épissages 

: PRPF31, PRPF8 et PRPF3, les cercles blancs représentent les snRNPs 

(U1, U2 et le tri-snRNP U4/U5 U6). Extrait de Pacione et al., 2003. 
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III.3. Les gènes d’intérêts  

 

III.3.1. PRPF31 (Pré-mRNA splincing factor 31) 

Plus de 5% des RPs autosomiques dominantes sont causées par une mutation dans le gène 

PRPF31 (Hartong et al., 2006) soit environ 2.5% de l’ensemble des RPs (Sullivan et al., 

2006). Il s’agit ainsi du second gène le plus fréquemment muté chez les patients atteints de RP 

(Vithana et al., 2003). 

Le gène PRPF31, situé sur le chromosome 19 (région q13.4), comprend 14 exons pour une 

taille de 18kb. Il code pour le facteur d’épissage PRP31 composé de 499 acides aminés et un 

poids de 61 kDa (Vithanan et al., 2001 ; Makarova et al., 2002). Ce facteur, exprimé de façon 

ubiquitaire, intervient directement dans la machinerie du splicéosome (Figure 23). 

Le splicéosome, responsable de l'élimination des séquences introniques par épissage, est 

formé d’un ensemble de cinq petites ribonucléoprotéines nucléaires (U1, U2, U4, U5, et U6) 

(Will et Luhrmann, 1997 ; Hastings et Krainer, 2001). L'épissage majeur, est initié par la 

liaison de la ribonuléoproteine (« small nuclear ribonucleoprotein » ou snRNP) U1 en 5’ du 

site d’épissage du pré-ARNm et de la snRNP U2 en 3’ au point d’embranchement (BPS) 

(Hastings & Krainer, 2001 ; Pacione et al., 2003). Le splicéosome devient actif lorsqu’un 

complexe protéique constitué des snRNP U5 et U4 / U6 vient s’attacher en 5’ de la séquence 

d'épissage. Chacune des snRNP est liée spécifiquement avec un facteur d’épissage de pré-

ARNm (respectivement PRP3, PRP31 et PRP8) (Makarova et al., 2002). Divers 

réarrangements ont lieu entre les snRNP, les facteurs d’épissage et la séquence intronique : la 

snRNP U5 se lie en 5’ libérant ainsi le snRNP U1. Les snRNP U4 et U6 se dissocient l’un de 

l’autre, permettant à U6 et U2 de se lier. Ainsi le splicéosome forme un noyau catalytique 

entre U2, U5, U6 permettant l'élimination de l'intron du pré-ARNm (Pacione et al., 2003 ; 

Schultz et al., 2006). Le facteur PRP31 joue un rôle crucial au sein du splicéosome en 

stabilisant le complexe tri-snRNP U5 U4/U6. Il régule la liaison de la snRNP U4 à la 

séquence intronique et facilite la dissociation des snRNP U4 et U5 (Weidenhammer et al., 

1997 ; Lui et al., 2007).  

 

Le locus de PRPF31 a été découvert comme responsable d’une forme autosomique dominante 

de RP avant de connaître la fonction du gène, grâce à une étude familiale (Al-Maghtheh et al., 

1994 ; 1996). Près de 65 mutations ont été recensées à ce jour sur différentes parties du gène 

PRPF31 (Daiger et al., 2013). L’éventail de mutations comprend des mutations  
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Mutation Effet sur la protéine Références

c.-3_7del p.? Sullivan et al., 2013

c.1-2481G>T ( IVS1 +1G>T) effet sur l'épissage Liu et al., 2008

c.19_20insA p.Leu7Hisfs*4 Sullivan et al., 2013

c.1215delG p,G405fs+7X Dong et al., 2013

complexe (insertion-deletion) p. ? Dong et al., 2013

c.79G>T p.Glu27X Waseem et al., 2007

c.177+1G>A effet sur l'épissage Sullivan et al., 2006;  Rivolta et al., 2006

c.196_197delAA K66DfsX2 Xu et al., 2012

c.220C>T p.Gln74X2 Sullivan et al., 2006

c.267delA p.Glu89Aspfs*11 Sullivan et al., 2013

c.319C>G p.Leu107Val  Rivolta et al., 2006

c.323-2A>G effet sur l'épissage  Rivolta et al., 2006

c.331_342del p.His111_Ile114del Wang et al., 2003

c.358_359delAA p.Lys120GlufsX122 Gandra et al., 2008

c.390delC p.Asn131MetfsX67 (p.Asn131fs7ter197) Sullivan et al., 2006

c.413C>A (c.412C>A) p.Thr138Lys Waseem et al., 2007

c.421-1G>A effet sur l'épissage Xia et al., 2004

c.421G>T p.Glu141X Sullivan et al., 2006

 c.527+1G>T effet sur l'épissage Chakarova et al., 2006

c.527+1G>A effet sur l'épissage Gandra et al., 2008

c.527+3A>G effet sur l'épissage
Al-Maghtheh et al., 1996; Vithana et al., 2001; Waseem 

et al., 2007

c.528-39_531del p.? Sullivan et al., 2013

c.528-1G>A effet sur l'épissage Waseem et al., 2007

c.528-3_45del (IVS6-3 to -45 del) effet sur l'épissage Vithana et al., 2001

c.544_618del75 bp E182_E206del Xu et al., 2012

c.615delC p.Y205* Xu et al., 2012

c.581C>A p.Ala194Glu Vithana et al., 2001

580-581dup33bp insertion de 11 acides aminés Vithana et al., 2001

c.636delG p.Met212IlefsX27 (Met212fs/ter238) Sullivan et al., 2006

c.646G>C  p.Ala216Pro Vithana et al., 2001

c.732_737delins20bp p.Met244fsX248 Martinez-Gimeno et al., 2003

c.758_767del p.Gly253AlafsX65 (p.Gly253fs/ter317) Sullivan et al., 2006

non préciser p.Lys257fsX277 De Sousa Dias et al., 2013

c.769_770insA p.Thr258AspfsX21 (Lys257fsX277) Vithana et al., 2001; Martinez-Gimeno et al., 2003

c.785delT  p.Phe262SerfsX59 Lim et al., 2009

c.808_809insC p.His270Profs*8 Sullivan et al., 2013

c.824_825insA p.Y275X Yang et al., 2013

c.828_829delCA  p.His276GlnfsX2 (p.His276fsX237) Martinez-Gimeno et al., 2003

c.856-2A>G effet sur l'épissage  Rivolta et al., 2006

c.871G>C p.Ala291Pro Sullivan et al., 2006

c.877_910del p.Arg293_Arg304>ValfsX17  Rivolta et al., 2006

c.895T>C p.Cys299Arg Sullivan et al., 2006

délétion de 14bp dans l'exon 9 p.Arg289Profs*30 Villanueva et al., 2014

c.915_916insTGT p.Val305_Asp306insCys Sullivan et al., 2013

c.920_920insA
décalage en 307 puis stop prématuré en 322 

(fsX322)
Lu et al., 2013

c.973G>T  p.Glu325X Sullivan et al., 2006

1049_IVS10+20del/insCCCCT effet sur l'épissage Sullivan et al., 2006

c.1060C>T p.Arg354X Sullivan et al., 2013

c.1073+1G>A (IVS10+1G>A) effet sur l'épissage Sullivan et al., 2006

 c.1074-2 A>T  p. Y359SfsX29 Yang et al., 2013

c.1084delA p.Met362X Sullivan et al., 2013

c.1098delG p.Leu366fs*1 Pan et al., 2014

c.1115_1125del p.Arg372GlnfsX99 Vithana et al., 2001

 c.1142delG p.Gly381GlufsX32 Sato et al., 2005

Int11 c.1146+2T>C effet sur l'épissage Waseem et al., 2007

c.1155_1159delGGACG/insAGGGATT p.Asp386GlyfsX28 Sato et al., 2005

c.1374+654C>G effet sur l'épissage Rio Frio et al., 2009

 indel ex1/int1 Perte ed'une copie de PRPF31 Sullivan et al., 2006

4.8 kb deletion Perte ed'une copie de PRPF31 Sullivan et al., 2006

11.3 kb deletion Perte ed'une copie de PRPF31 Sullivan et al., 2006

59 kb deletion Perte ed'une copie de PRPF31 Kohn et al., 2009

32-42 kb deletion Perte ed'une copie de PRPF31 Sullivan et al., 2006

> 44.8 kb deletion Perte ed'une copie de PRPF31 Sullivan et al., 2006

30 kb deletion Perte ed'une copie de PRPF31 Abu-Safieh et al., 2006

Tableau 6 : Mutations connues dans le gène PRPF31 responsables de RPs. 

Adapté de Audo et al., 2010 et Liu et Zack, 2013. 
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faux sens, des insertions et/ou délétions plus au moins importantes. Rio Frio et collaborateurs 

(2008b) ont montré que la majorité des mutations (29 sur 40 analysées) dans le gène PRPF31 

mène à l’apparition d’un codon stop prématuré et à la dégradation de l'ARNm (Tableau 6). 

Le phénotype, l'âge d'apparition et la gravité de la maladie chez les patients varient selon le 

type de mutation. De plus, au sein d’une même famille, la même mutation a été associée à des 

variations phénotypiques comme rapporté dans plusieurs études familiales réalisées à travers 

le monde au cours des dix dernières années en Angleterre (Al-Maghtheh et al.,1994 ; Vithana 

et al., 2001), Colombie (Al-Maghtheh al., 1996; Vithana et al., 1998), Chine (Xia et al., 2004 ; 

Liu et al., 2008 ; Xu et al., 2013), Inde (Saini et al., 2013), Etats-Unis (McGee et al., 1997) et 

en France (Audo et al., 2010). L’ensemble de ces études a révélé la présence de patients 

asymptomatiques, mettant en évidence la pénétrance incomplète de la pathologie. Les patients 

symptomatiques diffèrent principalement des patients asymptomatiques porteurs de la même 

mutation, par les niveaux d’ARNm de PRPF31 produits (Waseem et al., 2007 ; Venturini et 

al., 2012). Cette caractéristique d’haplo-insuffisance défini la capacité de l’allèle sain à 

produire la protéine sauvage en quantité suffisante, malgré la présence de l'allèle 

pathologique. Elle est à la base de l’apparition et de la pénétrance des symptômes de la 

maladie (Xia et al., 2004 ; Abu-Safieh et al., 2006). Un haut niveau d'expression de l'allèle 

sauvage permet de compenser la présence de l'allèle muté et ainsi d’assurer la fonction 

biologique de la protéine PRP31 chez les patients asymptomatiques. Au contraire un taux 

d’expression insuffisant de l'allèle sauvage, par rapport au niveau d’expression nécessaire de 

PRPF31, entraînerait les symptômes de la RP.  

À la lumière des différents résultats démontrant la pénétrance incomplète de la maladie, des 

modèles de co-régulation ont été proposés. En 2008, l’étude de Rio Frio et al., met en 

évidence le produit d’un élément génétique (eQTL: expression quantitative trait locus) situé 

dans la région 14q21-23 capable de réguler la transcription des deux allèles de PRPF31 (Rio 

Frio et al., 2008a, 2009). Plus récemment un second gène isoallélique, CNOT3, situé en 

19q13.4 proche de PRPF31, a été décrit comme un régulateur négatif spécifique de PRPF31, 

en se liant directement à son promoteur (Venturini et al., 2012). CNOT3 étant lui-même 

soumis à des variations d’expression soit à cause d’un polymorphisme du gène ou bien suite à 

l’action des facteurs de l’eQTL du chromosome 14 (Utz et al., 2013) (Figure 24). L’ensemble 

de ces études suggère que le phénotype de la maladie serait déterminé par le co-héritage 

allélique PRPF31 (mutant et sauvage) et CNOT3 (allèles correspondants aux variants 

fortement exprimés) (Rose et al., 2014) (Figure 25). 
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Figure 24 : Modèle de régulation de l’expression du gène PRPF31 en fonction de CNOT3 

et des eQTLs 14q21-23. 

La rétine (pointillés rouge) a des exigences d’épissage plus élevées par rapport à d'autres tissus 

(pointillés violet), limitant la manifestation de la maladie à la rétine. L'expression de l'allèle 

sauvage de PRPF31 est modulée par les facteurs de co-régulation eQTLs et le gène CNOT3. 

Ainsi, l’expression de CNOT3 et des eQTLs determinent le phénotype symptomatique ou 

asymptomatique parmi les patients porteurs hétérozygotes portant l'allèle sauvage et mutant, 

comparé au personne homozygote sauvage (contrôle). Extrait de Utz et al., 2013. 

Figure 25 : Combinaison génétique entre les gènes CNOT3 et PRPF31 chez des 

individus porteur de mutation sur PRPF31. 

L représente un allèle avec une faible expression de CNOT3 et H indique une haute 

expression de CNOT3. L’allèle muté de PRPF31 (rouge barré), l’allèle sauvage en bleu. 

L’apparition de la maladie necessite une haute expression des deux allèles du gène CNOT3 

(D), alors qu’une expression moins importante de CNOT3 donne un phénotype 

asymptomatique (A, B et C). Adapté de Rose et al., 2014. 
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Le mécanisme d’épissage étant essentiel à toute cellule de l’organisme, plusieurs études ont 

cherché pourquoi les mutations du gène PRPF31 entrainent exclusivement une maladie de 

type RP non syndromique. L’existence d’isoformes spécifiques de PRPF31 dans la rétine a 

été exclue (Tanackovic et Rivolta, 2009). En revanche, il a été rapporté chez la souris adulte 

que les niveaux d'expression des facteurs d’épissage (dont PRPF31) et des 5 snRNPs sont plus 

élevés dans la rétine que dans les autres tissus, suggérant qu’une forte activité basale 

d’épissage est requise dans la rétine (Cao et al., 2011). Les mêmes observations ont été 

rapportées à partir de rétines humaines (Tanackovic et al., 2011). Ainsi, bien que des 

mutations dans PRPF31 confèrent des insuffisances d'épissage dans tous les tissus, la haute 

activité d’épissage requise dans la rétine par rapport aux autres tissus conduit à des 

manifestations de la maladie spécifiquement dans le tissu rétinien. Cette forte activité 

d’épissage pourrait être requise par les photorécepteurs en raison du renouvellement constant 

de leurs segments externes et la nécessité de synthétiser de grandes quantités de protéines 

impliquées dans la phototransduction. 

Des études visant à évaluer les effets des mutations de PRPF31 sur l’épissage de pré-ARNm, 

ont mis en évidence des altérations de l’épissage de certains gènes spécifiques des 

photorécepteurs. Par une approche d’immunoprécipitation couplée à une analyse par 

microarray, Mordes et al. (2007) met en évidence 146 transcrits dont l’épissage est dépendant 

de PRP31. Parmi ces transcrits, certains sont issus de gènes connus pour être potentiellement 

responsables de RP en cas de mutations. En utilisant deux lignées cellulaires exprimant une 

forme mutée de PRP31 (une délétion et une insertion), ces auteurs ont démontré dans certains 

cas des défauts d’épissage des gènes PRPH2 (Retinal Degeneration Slow, peripherine) et 

FSCN2, (retinal actin-binding protein fascin) (Mordes et al., 2007). Des études sur des 

cultures primaires de neurones rétiniens de souris post-natales exprimant des formes mutées 

de PRP31, ont mis en évidence un épissage réduit de l’intron 3 du gène de la RHODOPSINE. 

Ceci engendre une réduction d’expression de la protéine et une apoptose des cellules 

porteuses de la mutation (Yuan et al., 2005). A l’opposé d’autres études, dont l’analyse de 

lymphocytes de certains patients, démontrent un effet mineur ou absent sur l’épissage pour 

certaines mutations de PRPF31 (Deery et al., 2002 ; Rivolta et al. 2006). 

 

D’autres études mettent en cause les cellules de l’EPR, comme le type cellulaire affecté et 

responsable de la pathologie liée aux mutations du gène PRPF31.  

Si l’invalidation du gène Prpf31 chez la souris s’est avérée létale (Bukjakowska et al., 2009), 

les souris Prpf31 +/- âgées de plus d’un an présentent des perturbations dans l'EPR avec la  
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perte des invaginations basales. Une accumulation de dépôts amorphes entre l'EPR et la 

membrane de Bruch est observée (Graziotto et al., 2011). Plus récemment un défaut de 

l’activité de phagocytose des cellules de l’EPR des souris Prpf31 +/- a été rapporté (Farkas et 

al., 2014). Le même résultat a été obtenu avec une lignée humaine de cellules de l’EPR 

(ARPE-19) où l’expression de PRPF31 a été réprimée par des petits ARN interférents 

(siRNA) (Farkas et al., 2014). La localisation et l'expression de certains marqueurs 

d'adhésion, comme la sous-unité β5 de l’intégrine et de protéines impliquées dans la 

phagocytose tel que le récepteur MerTK, sont également perturbées dans l’EPR des souris 

Prpf31 +/- (Farkas et al., 2014). L’ensemble de ces résultats suggère que des défauts 

d’adhésion et de phagocytose des cellules de l’EPR pourraient être la conséquence de 

mutation(s) dans le gène codant le facteur d'épissage Prp31 et donc que les cellules de l’EPR 

seraient susceptibles d'être les premières cellules affectées dans la pathologie. 

 

 

III.3.2. RHODOPSINE 

Les mutations du gène codant la RHODOPSINE, le pigment visuel des bâtonnets, sont 

responsable de plus de 20% des RPs autosomiques dominantes à travers le monde. Cette 

prévalence varie d’un pays à un autre. Par exemple, aux Etats-Unis, les mutations du gène de 

la RHODOPSINE représentent jusqu'à 26% des patients atteints (Sullivan et al. 2006). Les 

études de cohortes européennes montrent moins de variabilité : Espagne (20%), Allemagne 

(16%) (Bunge et al., 1993), Italie (16%) (Ziviello et al., 2005), et France (16.5%) (Audo et al., 

2010), à l’exception du Royaume-Uni et de la Norvège qui présentent une prévalence de 25 à 

50% (lngleheam et al.,1998 ; Grondahl et al., 2007). A l’opposé les populations d’Asie 

montrent une prévalence plus faible : moins de 7% pour la Chine (Chan et al., 2001), moins 

de 6% au Japon (Ando et al., 2007), et moins de 2% en Inde (Gandra et al., 2008). 

Ces nombreuses études de cohortes réalisées à travers le monde ont permis de mettre en 

évidence un large spectre de mutations du gène RHO (Sohocki et al., 2001 ; Sullivan et al. 

2006). Selon le type de mutation (autosomique dominante ou récessive) ainsi que sa 

localisation dans le gène, les patients vont présenter une RP ou CNCS (Mendes et al., 2005 ; 

Berger et al., 2010). 

Ce gène situé dans la région 3q21-24, composé de 1044 paires de bases comprend cinq exons 

et code pour une protéine de 348 acides aminés. La RHODOPSINE, qui appartient à la  
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Figure 26 : Structure secondaire de la RHODOPSINE, localisant les principales 

mutations connues et leur classification. 

Extrait de Mendes et al., 2005. 
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superfamille des récepteurs couplés aux protéines G est organisée en trois domaines distincts : 

la partie N-terminale intra discale, la partie transmembranaire constituée de 7 domaines et la 

partie C-terminale localisée dans le cytoplasme des segments externes (Napier et al., 2014) 

(Figure 26). 

Plus de 160 mutations ont été recensées dans le gène RHO comme responsables de RPs 

(Human Gene Mutation Database HGMD). Les premières mutations identifiées furent les 

substitutions P23H et P347L, respectivement les plus communes aux Etats-Unis et en Europe 

(Dryja et al., 1990). Par la suite, différentes études démontrant l’existence de nombreuses 

autres mutations (Sung et al. 1994) ont permis d’établir une classification de l’ensemble des 

mutations en fonction de leur effet direct sur la protéine (Kaushals et Khorana, 1994). Cette 

classification a évolué au fur et à mesure de l’identification de nouvelles mutations, menant à 

l’identification de 6 classes de mutations en 2005 (Mendes et al. 2005) (Figure 26). 

Les mutations qui n’interfèrent pas dans le repliement de la RHODOPSINE, mais qui 

engendrent un défaut de transport de la protéine sont regroupées dans la classe I, telle que la 

mutation P347L (Kim et al 2012). La classe II correspond aux mutations empêchant la 

reconstitution de la RHODOPSINE avec le 11-cis-rétinal, due à une séquestration de la 

protéine au sein du recticulum endoplasmique, comme la mutation P23H (Comitato et al., 

2014). Les mutations de la classe III, comme la mutation R135L, correspondent aux 

mutations qui interfèrent dans le mécanisme d’endocytose (Chuang et al., 2004). La classe IV 

regroupe les mutations qui impliquent une modification post-transcriptionnelle affectant la 

stabilité de la protéine. C’est le cas de la mutation substitutive T4R (Zhu et al. 2004). 

L’ensemble des mutations qui entraînent une augmentation du taux d'activation la 

transducine, comme la mutation V137M, est regroupé dans la classe V (Andres et al., 2003). 

Enfin les mutations qui provoquent une activation constitutive de la RHODOPSINE en 

absence du chromophore (à l’obscurité) sont regroupées dans la classe VI. Ces mutations sont 

principalement responsables de CSNB. Cette classification ne permet malheureusement pas à 

ce jour de classer toutes les mutations trouvées car toutes n’ont pas fait l’objet d’étude 

détaillée sur les conséquences biochimiques et cellulaires de la mutation (Mendes et al., 

2005).  

Une des mutations les plus étudiée est la substitution de la proline en position 23 qui a une 

très forte prévalence aux Etats-Unis (12% des RPs autosomiques dominantes) alors qu’elle est 

absente dans la population européenne (Dryja et al. 1990 ; Farrar et al., 1990). La mutation 

P23H correspond aujourd’hui au modèle type des mutations de la classe 2, avec une forme de 

la RHODOPSINE mal repliée et mal localisée. Ce mauvais repliement entraîne un stress au  
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niveau du rectilium endoplasmique et la formation d’agrégats protéiques menant à l’apoptose 

des cellules (Comitato et al., 2014). Sept mutations substitutives de la proline en position 347 

sont liées à l’apparition de RP : P347S, P347L, P347A, P347G, P347C, P347R et P347T. La 

mutation P347L est la mutation la plus commune des RPs autosomiques dominantes en 

Europe (Audo et al. 2010). 

Plusieurs études menées sur différents modèles transgéniques ont démontré que le domaine C-

terminal était essentiel pour le transport de la RHODOPSINE dans les segments externes des 

photorécepteurs (Li et al., 1996, Green et al., 2000, Concepcion et al., 2002). Les rats 

transgéniques S334ter, dont la RHODOPSINE est amputée des 15 acides aminés C-

terminaux, présentent une distribution anormale de la forme tronquée de la rhodopsine, 

détectée dans la CNE (Green et al. 2000). A l’échelle subcellulaire, les auteurs démontrent un 

enrichissement de la RHODOPSINE au niveau cytoplasmique et membranaire (Green et al. 

2000). Concepcion et al. (2002) ont rapporté dans le même modèle S334ter que les molécules 

de RHODOPSINE mutées sont co-transportées avec la RHODOPSINE sauvage au sein des 

vésicules post-Golgi, mais que cette mauvaise localisation ne serait pas responsable de la mort 

des photorécepteurs. Des modèles de lapins transgéniques (Kondo et al., 2009) et de porcs 

transgéniques (Petters et al., 1997, Kraft et al., 2005) pour les mutations P347L et P347S ont 

également été générés et développent une dégénérescence des photorécepteurs présentant de 

nombreuses similitudes avec celles observées chez des patients atteints de la même mutation. 

De manière intéressante, Kraft et al. (2005) confirme une délocalisation de la RHODOPSINE 

au niveau des segments internes des photorécepteurs et démontre que la réponse à la lumière 

de la RHODOPSINE mutée est sensiblement altérée. Une hypothèse envisagée serait que la 

substitution P347 de la RHODOPSINE interfère avec l’inactivation de la rhodopsine. Cette 

hypothèse est en accord avec d’anciens travaux (Ohguro, 1997), montrant un fort niveau de 

phosphorylation par la Rhodopsine kinase de peptides contenant les substitutions P347S et 

P347L, ce qui pourrait perturber le processus d’inactivation de la RHODOPSINE. 

Ces différents modèles n’ont pas permis d’élucider clairement le(s) mécanisme(s) 

moléculaire(s) et cellulaire(s) qui sous-tend(ent) la mort de photorécepteurs suite aux 

mutations de type P347 du gène de RHODOPSINE chez l’Homme. L’évaluation et la 

compréhension de ces mécanismes sont essentielles pour le développement de futures 

thérapies. 
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Figure 27 : Structure du gène NR2E3, localisant les principales mutations connues. 

Les différents domaines fonctionnels sont représentés par les rectangles blancs et noirs : région de 

liaison à l'ADN indépendamment du ligand (A/B), domaine de liaison à l'ADN (DBD), région 

charnière (hinge) et domaine de liaison du ligand potentiel (LBD).  
Extrait de Schorderet et al., 2009. 
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III.3.1. NR2E3 (Nuclear receptor, class 2, subfamily E, member 3) 

Le facteur de transcription Nr2e3 également appelé « récepteur nucléaire spécifique des 

photorécepteurs » (PNR), est un membre de la superfamille des récepteurs nucléaires aux 

hormones stéroïdes/thyroïdes dont l'activation dépend de sa liaison avec un ligand. 

Le gène NR2E3 situé sur le chromosome 15 (région q22.32), comprend 8 exons pour une 

taille de 7,5kb. Il code pour une protéine composée de 410 acides aminés d’un poids 

moléculaire de 45 kDa. Le facteur Nr2e3 partage une organisation structurelle avec 

l’ensemble des récepteurs nucléaires aux hormones (Figure 27). L'extrémité N contient le 

domaine A/B hautement variable qui contribue à la liaison à l'ADN indépendamment du 

ligand. La région la plus conservée du récepteur nucléaire contient le domaine de liaison à 

l'ADN (DBD). En C-terminal se trouve le domaine de liaison du ligand potentiel, une poche 

hydrophobique formée de 12 hélices alpha (LBD). La région charnière (Hinge) très variable 

qui relie les domaines DBD et LBD constitue le domaine le plus spécifique à chaque type de 

récepteur nucléaire (Schorderet et Escher, 2009 ; Mollema et Haider, 2010). 

L’expression de Nr2e3 est restreinte à la couche externe de la neuro-rétine. Plusieurs études 

ont permis de lui attribuer différents rôles dans la différenciation des photorécepteurs, 

particulièrement dans le choix du lignage cône versus bâtonnet, en interagissant avec les 

facteurs de transcription CRX et NRL (cf. II.1.3) (Chen et al., 2005 ; Peng et al., 2005 ; Cheng 

et al., 2006 ; Oh et al ., 2008 ; Webber et al., 2008 ; Haider et al ., 2009). 

En accord avec l'expression de ce facteur de transcription spécifique à la rétine, toutes les 

mutations décrites dans NR2E3 sont uniquement associées à des dégénérescences rétiniennes 

aux phénotypes cliniques extrêmement variables (Schorderet et Escher, 2009). Un grand 

nombre de mutations est associé avec le syndrome d'augementation des cônes S (Enhanced S-

Cone syndrome ou ESCS), aussi appelé syndrome de Goldmann-Favre. Ce syndrome au 

mode de transmission autosomique récessif se manifeste par l’absence de bâtonnet 

fonctionnel, une augmentation du nombre de cône S (d’où une augmentation de la sensibilité 

aux courtes longueurs d’onde) et des altérations variables des cônes L/M. La réponse des 

cônes S évaluée par l’ERG chez ces patients atteints d’ESCS présente une amplitude environ 

30 fois plus élevée par rapport à la norme. Les études actuelles ont permis d’identifier plus 

d’une trentaine de mutations causales dans l’ESCS, la majorité d’entre-elles étant situées dans 

les domaines DBD (12 mutations) et LBD (16 mutations). Les mutations dans le gène NR2E3 

représentent 1 à 2% des formes dominantes de RPs. Actuellement, une seule mutation causale  
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Figure 28 : Mécanismes moléculaires potentiels à la base des différents phénotypes rétiniens 

dus aux mutations dans le gène NR2E3. 

Dans la situation ''normale'', le facteur Nr2e3 active les gènes spécifiques des bâtonnets (le 

promoteur du gène de la RHODOPSINE) et réprime les gènes spécifiques des cônes (promoteur 

des gènes de l’OPSINE M et de l’OPSINE S) de concert avec CRX et NRL. B) Chez les patients 

atteints d’hypersensibilité à la lumière bleue (ESCS) porteurs principalement de mutations 

localisées dans le domaine DBD (absence de liaison à l'ADN), NR2E3 ne peut potentialiser CRX / 

NRL qui transactivent le gène RHO et ne répriment pas l'expression des gènes spécifiques des 

cônes. C) Chez les patients atteint adRP, la protéine NR2E3 porteuse de la mutation G56R agit 

comme un répresseur des gènes des bâtonnets et des cônes, La protéines mutées lient CRX sans 

pouvoir se lier à l’ADN, empêchant donc CRX de jouer son rôle de transactivateur du gène RHO.  
Adapté de Roduit et al., 2009. 
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a été identifiée (RP37) : une substitution G56R localisée dans le premier doigt de zinc du 

domaine DBD (Coppieters et al., 2007 ; Gire et al., 2007 ; Escher et al., 2009).  

 

Plusieurs études in vitro par surexpression ont permis d’avancer dans la compréhension des 

mécanismes moléculaires qui sous-tendent le phénotype observé (ESCS versus RP) en 

fonction du type de mutation (Escher et al., 2009 ; Roduit et al., 2009). Chez les patients 

atteints d’ESCS porteurs d’une mutation dans le domaine DBD, en absence de liaison à 

l’ADN, NR2E3 ne pourrait potentialiser l’activation des gènes des bâtonnets dépendante du 

complexe CRX/NRL et ne serait pas capable de réprimer l’expression des gènes spécifiques 

des cônes. La protéine NR2E3 mutée (G56R) agirait quant à elle comme un dominant négatif 

en réprimant l’expression des gènes spécifiques des photorécepteurs induite par CRX (Roduit 

et al., 2009) (Figure 28). Néanmoins, aucune altération de l’interaction entre CRX et la forme 

G56R de NR2E3 n’a été rapportée. Exceptées ces études dans des modèles artificiels 

(surexpression dans des cellules de rein), le(s) mécanismes(s) moléculaire(s) et cellulaire(s) 

responsable(s) de telle ou telle forme de dystrophies des photorécepteurs (ESCS, arRP ou 

adRP) reste(nt) encore très mal connu(s). 
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IV. Les cellules souches pluripotentes induites (cellules iPS) 
 

IV.1.  Les cellules souches pluripotentes 

Une cellule souche pluripotente est définie par deux caractéristiques principales : la propriété 

d’auto-renouvellement (multiplication à l’identique pour produire de nouvelles cellules 

souches) et sa capacité à se différencier dans l’ensemble des différents types de cellules de 

l’organisme. Aux premiers stades de développement des mammifères (avant le 4e jour 

embryonnaire) les cellules de la morula sont totipotentes, c’est-à-dire qu’elles sont capables 

de donner tous les types de tissus embryonnaires et extra-embryonnaires (Figure 29). Au 

stade blastocyste, la capacité de différenciation des cellules se restreint aux cellules des tissus 

embryonnaires. Ces cellules situées dans la masse interne du blastocyste sont dites alors 

pluripotentes (Sugarawa et al., 2012). Les cellules multipotentes sont des cellules souches 

capables de donner plusieurs types cellulaires issus du même lignage, comme les CPRs qui 

sont capables de générer tous les types cellulaires de la rétine (Cepko, 2014). Ces cellules sont 

présentes au cours du développement jusqu’au stade adulte, où elles sont généralement 

regroupées au sein de niches spécialisées. C’est le cas par exemple de la zone marginale 

ciliaire (ZMC) de l’œil contenant les cellules souches rétiniennes adultes, qui permettent chez 

certaines espèces de générer de nouveaux neurones rétiniens (Perron et Harris, 2000). Enfin 

les cellules souches dites unipotentes sont des cellules capables de ne donner qu’un seul type 

cellulaire spécialisé. 

IV.1.1. Les cellules souches embryonnaires (cellules ES) 

La capacité des cellules souches pluripotentes à générer tous les types cellulaires de 

l’organisme offre un grand potentiel en médecine régénérative et plus largement pour 

l’ensemble du domaine biomédical. C’est dans ce contexte que les premières cellules souches 

embryonnaires ont été isolées et mises en culture à partir de blastocystes de souris en 1981 

(Evans and Kaufman, 1981). La première lignée de cellules souches embryonnaires (ES) 

humaines ne fut dérivée qu’en 1998 par l’équipe du Dr Thomson (Thomson et al., 1998). 

Les méthodes de culture des cellules ES humaines ont été optimisées par la suite, pour 

garantir à long terme un maintien de leurs propriétés d'auto-renouvellement et de 

pluripotence, avec une stabilité du caryotype (Amit et al., 2000). 

Les cellules ES humaines présentent une morphologie caractéristique avec un noyau imposant 

qui occupe la majorité de l’espace cytoplasmique, elles sont serrées sous la forme de colonies  
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Figure 29 : Hiérarchisation du potentiel des cellules souches au cours du 

développement et lors de la reprogrammation. 

L’ontogenèse commence à partir d'une seule cellule, le zygote. Le zygote et les 

blastomères de l'embryon précoce sont totipotentes avec le potentiel de former 

l'organisme entier. Ce potentiel de différenciation diminue progressivement au 

cours du developpement à une capacité de pluripotence, multipotence, 

unipotence jusqu’aux cellules somatiques différenciées en phase terminale. Le 

potentiel des cellules somatiques peut être rétabli au stade totipotent par SCNT 

ou à l'état pluripotent par la reprogrammation. ICM : “internal cellular mass” ; 

SCNT: somatic cell nuclear transfer. Extrait de Mitalipov et Wolf, 2009. 
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compactes aux bordures bien délimitées. En plus de cet aspect morphologique, la grande 

capacité de prolifération, la pluripotence et un caryotype euploïde sont des caractéristiques 

importantes des cellules ES humaines (Cowan et al., 2004). Les cellules ES humaines 

possèdent une activité importante de la télomerase et de l’alcaline phosphatase, cette dernière 

étant facilement visualisable par simple réaction biochimique in vitro. De plus, ces cellules 

sont caractérisées par l’expression de différents marqueurs de surface spécifiques comme le 

glycolipide Stage Specific Embryonic Antigen-4 (SSEA-4) ou les protéoglycanes de type 

« Tumor Related Antigen » (TRA), TRA-1-60 et TRA-1-81 (Thomson et al., 1998). Les 

cellules ES expriment aussi une combinaison de facteurs de transcription spécifiques de leur 

état de pluripotence, tels que le facteur « octamer-binding transcription factor -4 » (OCT4), 

connu aussi sous le nom POU5F1, mais aussi le facteur à homéo-domaine NANOG, le facteur 

« Sex determining region Y -box 2 » (SOX2), ou encore le facteur LIN28A (Koestenbauer et 

al., 2006). Les facteurs de transcription OCT4, NANOG et SOX2 forment un circuit de 

régulation essentiel au maintien de l’état de pluripotence des cellules ES (Chambers et al, 

2003 ; Boyer et al., 2005). 

D’un point de vue fonctionnel, les cellules ES humaines peuvent être caractérisées par leur 

habilité à se différencier dans différents types cellulaires correspondant aux trois feuillets 

embryonnaires (endoderme, mésoderme et ectoderme). Deux techniques sont utilisées pour 

mettre en évidence cette différenciation spontanée. La première par formation de corps 

embryonnaires, correspondant à des agrégats sphériques de cellules ES mis en culture en 

suspension en absence de FGF-2 qui est responsable du maintien de l’état transitoire de 

pluripotence (Itskovitz-Eldor et al., 2000). La seconde technique consiste à injecter les 

cellules ES humaines dans un modèle de souris ou rat immuno-déficient, où les cellules vont 

être capable de former différents tératomes qui contiennent des cellules issues des trois 

feuillets embryonnaires (Thomson et al., 1998). 

Ces propriétés uniques des cellules ES donnent l’opportunité de mieux comprendre le 

développement embryonnaire humain. De plus, elles peuvent être la source d’une grande 

quantité de cellules différenciées pour différentes études de la thérapie cellulaire aux criblages 

de médicaments (Sugarawa et al., 2012). Cependant, la dérivation de cellules ES humaines 

implique la destruction d’un embryon de pré-implantation, ce qui pose de nombreuses 

questions éthiques et alimente aujourd’hui un vaste débat sur les considérations morales, 

religieuses et politiques associées à cette recherche. Ainsi, même si la recherche sur les 

cellules ES humaines  
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s’avère indispensable, la génération de cellules souches pluripotentes sans l'utilisation de 

matériel embryonnaire est souvent considérée comme plus appropriée. 

 

IV.1.2. Les cellules souches induites à la pluripotence (cellules iPS) 

En 2006, Takahashi et Yamanaka ont démontré qu’en forçant des fibroblastes murins à 

exprimer certains facteurs de transcription connus pour être associés à l’état de pluripotence, 

les cellules adoptaient une morphologie semblable à celle des cellules ES. La surexpression à 

l’aide de rétrovirus des quatre gènes Oct4, Sox2, Klf4, et c-Myc, a été identifiée comme 

suffisante pour induire la pluripotence chez ces fibroblastes de souris. Ces facteurs ont été 

sélectionnés parmi les 24 gènes candidats connus pour leur rôle dans l’état de pluripotence. 

Les cellules résultantes, appelées cellules souches induites à la pluripotence (« induced 

pluripotent stem (iPS) cells ») ont été reconnues comme similaires aux cellules ES d’un point 

de vue moléculaire et fonctionnel (Takahashi et al., 2006). 

La même équipe du Pr Yamanaka a été capable de reprogrammer par la même approche des 

fibroblastes humains (Takahashi et al., 2007). Ces fibroblastes sur-exprimant les quatre 

facteurs OCT4, SOX2, KLF4 et C-MYC et cultivés dans les mêmes conditions que les 

cellules ES, modifient et forment des colonies similaires aux colonies de cellules ES 

humaines en culture. Une seconde équipe a également démontré la capacité des fibroblastes 

humains à être reprogrammer en cellules iPS suite à la transduction avec une autre 

combinaison de facteurs de transcription également impliqué dans le maintien de l’état de 

pluripotence : OCT4, SOX2, NANOG, et LIN28 (Yu et al., 2007). 

Les cellules iPS font encore l’objet de nombreuses études comparatives face aux cellules ES. 

Bien que les cellules iPS soit décrites comme semblables aux cellules ES au niveau 

morphologique et moléculaire, avec une expression spécifique de marqueurs de la 

pluripotence et leur capacité de différenciation dans l’ensemble des types cellulaires (corps 

embryonnaires, tératomes), la mise en évidence d’une mémoire épigénétique aux seins des 

cellules iPS (différences d’expression génique, de miRNAs et de méthylation) pose encore de 

quelques questions au sein de la communauté scientifique. 

 

IV.1.2.1. Les méthodes de reprogrammation 

L’efficacité de la reprogrammation des cellules somatiques en cellules iPS présente une forte 

variabilité. Celle-ci dépendant essentiellement du type de cellules somatiques utilisé, de la  
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Figure 30 : Aberrations génomiques et épigénétiques pouvant 

survenir aux différentes étapes de génération et maintenance des 

cellules souches pluripotentes. 

Extrait de Lund et al, 2012. 



103 

 

combinaison de facteurs reprogrammateurs et du système de reprogrammation associé, mais 

également des techniques de culture des cellules iPS. 

 

IV.1.2.2. Les cellules initiales 

Selon le type cellulaire initial, des différences d’efficacité et de cinétique de la 

reprogrammation sont observées. Par exemple, 8 à 12 jours sont nécessaires pour 

reprogrammer des fibroblastes embryonnaires de souris à l'aide de rétrovirus alors que le 

même processus prend 20 à 25 jours avec des fibroblastes de prépuce humain (Gonzalez et al., 

2011). 

Chez l'Homme les fibroblastes du derme sont le plus couramment utilisés (80% des études 

publiées) ; viennent ensuite les cellules sanguines, principalement en raison de leur 

accessibilité et de la relative facilité de culture de celles-ci. D’autre types de cellules 

somatiques ont été utilisés, comme les kératinocytes (Aasen et al ., 2008; Maherali et al . 

2008), les hepatocytes (Aoi et al., 2008), les mélanocytes (Utikal et al., 2009) ainsi que des 

cellules pancréatiques (Stadtfeld et al., 2008). Différents types de cellules souches adultes, 

telles que les cellules souches neurales, mésenchymateuses ou dérivées du tissu adipeux ont 

également pu être reprogrammées (Eminli et al ., 2009; Kim JB et al., 2009a, 2009b). 

Plusieurs études ont analysé la capacité de différents types de cellules somatiques à être 

reprogrammés, afin de démontrer l’intérêt de chacun par rapport à leur facilité de 

reprogrammation, leur disponibilité ou encore leur pertinence thérapeutique. Par exemple, les 

kératinocytes primaires humains transduits avec les facteurs OCT4, SOX2, KLF4 et C-MYC 

présentent une reprogrammation 100 fois plus efficace et se multiplient beaucoup plus vite 

que des fibroblastes (Aasen et al., 2008). Les cellules de sang de cordon qui expriment 

l’antigène de surface CD133, peuvent être reprogrammées en cellules iPS en sur-exprimant 

juste les deux facteurs OCT4 et SOX2 (Giorgetti et al., 2009). De plus, leur disponibilité dans 

les banques de cellules de sang de cordon pourrait offrir un avantage logistique pour leur 

utilisation. 

 

Différentes aberrations génomiques et épigénétiques peuvent survenir lors de la génération 

des cellules iPS ; aussi bien durant la reprogrammation que lors de la culture (entretien, 

congélation, décongélation) (Lund et al., 2012) (Figure 30). Même si la plupart des lignées de 

cellules iPS maintiennent un caryotype normal, un certain nombre d’aberrations  
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chromosomiques récurrentes peuvent être retrouvées telles que l’amplification des 

chromosomes 8, 12, 17, 20 et X. L’inactivation du chromosome X, l’empreinte génomique 

(« impriting ») et la méthylation de l’ADN font partie des altérations épigénétiques qui 

peuvent être observées lors de la culture des cellules iPS (et cellules ES) suivant les types de 

cultures (prolongées, présence versus absence de cellules nourricières). Lors de la 

reprogrammation, les altérations épigénétiques rapportées concernent des anomalies de 

méthylation de l’ADN sur des motifs H3K27me3 et H3K9me3 d’un sous-ensemble de gènes 

(Guenther et al., 2010). Plusieurs études ont démontré que la mémoire épigénétique des 

cellules d'origine pouvait être conservée dans les cellules iPS et par conséquent conférerait 

aux cellules iPS la facilité à se différencier dans leur lignage cellulaire d’origine (Kim K et 

al., 2010, Polo et al., 2010). Dans ce contexte on peut signaler que des cellules iPS générées à 

partir de cellules rétiniennes telles que les cellules de l’EPR et de photorécepteurs, se 

différencient plus facilement, respectivement en cellules de l’EPR (Liao et al., 2010) et en 

photorécepteurs (Hiler et al., 2015). Ces résultats sont non négligeables pour l’utilisation 

future des cellules iPS humaines à des fins cliniques (Chun et al., 2010). 

 

IV.1.2.3. Les facteurs de reprogrammation 

Les facteurs de reprogrammation correspondent à des facteurs de transcription codés par des 

gènes qui sont normalement exprimés très tôt au cours du développement embryonnaire car 

impliqués dans le maintien de la pluripotence des cellules souches embryonnaires. La 

combinaison la plus couramment utilisée est l’association des quatre facteurs OCT4, KLF4, 

SOX2 et C-MYC, appelée cocktail « OKSM », mis en évidence par l’équipe du Pr Yamanaka 

(Takahashi et al., 2007). La combinaison OCT4, SOX2, NANOG, et LIN28 (OSNL), décrite 

par l’équipe du Dr Thomson (Yu et al., 2007) est moins utilisée mais possède l’avantage 

d’exclure le proto-oncogène C-MYC. Dans ce contexte, différentes approches de 

reprogrammation ont été entreprises en utilisant une combinaison de seulement trois (OKS) 

ou deux facteurs (OK). Le proto-oncogène C-MYC, n’est pas indispensable à la 

reprogrammation, mais améliore considérablement son efficacité. Il agit principalement dans 

les stades précoces en rendant l’environnement de la chromatine actif (Rahl et al., 2010). Les 

facteurs C-MYC et KLF4 agissent sur la prolifération cellulaire et peuvent être remplacés par 

des homologues, respectivement L-MYC ou N-MYC et KLF2 ou KLF5 (Nakagawa et al., 

2008). Le facteur SOX2 peut être remplacé par SOX1 ou par SOX3 (Nakagawa et al., 2008), 

ou bien ne pas être utilisé si les cellules somatiques d’origine l’expriment de façon endogène  
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Tableau 7: Composés chimiques utilisés pour faciliter la reprogrammation. 

Extrait de Zhang et al., 2012. 
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comme les cellules souches neurales. Dans ce cas particulier, il a été démontré que la 

surexpression du seul facteur OCT4 est suffisante pour générer des cellules iPS (Kim et al., 

2009). Des approches utilisant la sous-unité catalytique de la télomérase humaine (hTERT) et 

l’antigène T du virus simien 40 (SV 40 large T antigen) en combinaison avec le cocktail 

OKSM ont permis d’augmenter l’efficacité de la reprogrammation (Park et al., 2008).  

D’autres approches ont consisté à utiliser de petites molécules capables de moduler 

spécifiquement certaines voies de transduction. Elles peuvent être associées avec différents 

cocktails de facteurs de transcription pour augmenter l’efficacité de reprogrammation ou pour 

remplacer certains facteurs reprogrammateurs (Zhang et al., 2012) (Tableau 7). Le 

remodelage de la chromatine étant une des étapes critiques qui limite la vitesse de génération 

des cellules iPS, certains composés chimiques agissant sur la chromatine (méthylation, 

acétylation,..) ont été utilisés. Parmi les composés facilitant la reprogrammation, on peut citer 

l’azacytidine, un inhibiteur de la méthyltransférase de l’ADN, ainsi que différents inhibiteurs 

de l'histone désacétylase (HDAC), tels que l’acide hydroxamique, la trichostatine A et l'acide 

valproïque (Huangfu et al., 2008a ; Li et al,. 2009). Des composés capables d’inhiber la 

« Glycogen Synthase Kinase 3 » (GSK3) ou la « Mitogen-activated protein kinase 1 » 

(MEK1) améliorent également la reprogrammation induite par le cocktail OKSM. Des 

cellules iPS ont pu être obtenues à partir de fibroblastes humains avec les seuls facteurs OCT4 

et SOX2 associés à l’acide valproïque (Huangfu et al., 2008b). Zhu et al. (2010) ont démontré 

qu’il était possible de reprogrammer des kératinocytes et des cellules endothéliales (HUVEC) 

avec le seul facteur OCT4 associé à quatre composés chimiques : un inhibiteur sélectif du 

récepteur 1 au TGFβ, un inhibiteur de MEK1, un inhibiteur de l’HDAC et un activateur de la 

« 3’-phosphoinositide-dependent kinase-1 » (PDK1). 

 

IV.1.2.4.  Les méthodes de reprogrammation  

IV.1.2.4.1. Les méthodes intégratives 

 

Les systèmes viraux : 

 

Initialement les vecteurs rétroviraux, associés au virus inactivé de la leucémie murine de 

Moloney (MMLV), ont été les premiers types de vecteurs utilisés pour la génération de 

cellules iPS avec une efficacité de l’ordre de 0,01% pour les fibroblastes humains (Figure 

31). Près de 20 sites différents d'intégration rétrovirale (RIS) par clone de cellule iPS ont été 

mis en évidence (Takahashi et al., 2007). Les rétrovirus ayant tendance à s’intégrer près des  
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Figure 31 : Représentation des différentes techniques de reprogrammation utilisant 

des vecteurs viraux. 

Extrait de Gonzàlez et al., 2011. 
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Figure 32 : Représentation des différentes techniques de reprogrammation 

utilisant des vecteurs non viraux. 

Extrait de Gonzàlez et al., 2011. 
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sites initiateurs de la transcription, ils peuvent être susceptibles de causer des transformations 

malignes, remettant en cause la sécurité des cellules iPS (Hawley et al., 2008 ; Varas et al., 

2009). Des vecteurs lentiviraux dérivés du VIH ont également été utilisés avec succès (Yu et 

al., 2007 ; Blelloch et al., 2007) (Figure 31). Ces vecteurs ont une plus grande efficacité 

d'infection que les rétrovirus et ont la capacité de transcrire de plus grands ensembles 

génétiques (jusqu’à 8-10kb). Cette propriété a ainsi permis l'utilisation de grands vecteurs 

polycistroniques capables de coder les quatre facteurs de reprogrammation en une 

construction unique grâce la présence d’un élément « Internal Ribosome Entry Site » (IRES) 

et de « self-cleaving 2A peptides sequences » (Carey et al., 2009 ; Sommer et al., 2009). De 

plus, la dérivation de cellules iPS à partir d'une seule intégration grâce à un vecteur 

polycistronique réduit les risques de mutagenèse due à l’insertion virale et augmente 

l’efficacité de reprogrammation (Sommer et al., 2009). Contrairement aux vecteurs dérivés 

des rétrovirus, l’expression des transgènes apportés par les lentivirus est moins efficacement 

réprimée dans les cellules iPS (Hotta & Ellis, 2008), ce qui peut potentiellement perturber la 

différenciation des cellules iPS dans certains lignages cellulaires. Des systèmes inductibles 

classiques utilisant les systèmes TetON avec le promoteur à la tétracycline permettant de 

contrôler l’expression des transgènes ont alors été développées (Brambrink et al., 2008 ; 

Stadtfeld et al., 2008).  

 

Les systèmes non-viraux : 

 

Dans le but d’éviter les vecteurs viraux dont l’intégration des transgènes est aléatoire, des 

systèmes basés sur la transfection (lipofection, électroporation, nucléofection) d'ADN ont été 

développés. Plusieurs améliorations ont alors été apportées à ce système notamment par 

l’utilisation de constructions multicistroniques similaires à celles utilisées dans les systèmes 

viraux (cf. IV.1.2.4.1). Pour améliorer la stabilité et l’efficacité d'intégration de ces 

constructions polycistroniques non virales, la séquence a été placée dans des système de 

transposition de type piggyBac (PB) (Wang et al., 2008) (Figure 32). Le système PB est 

constitué d'un plasmide donneur contenant le transposon, co-transfecté avec un plasmide 

auxiliaire exprimant la transposase. Plusieurs équipes ont utilisé les vecteurs de 

reprogrammation de type PB pour générer des cellules iPS à partir de fibroblastes de souris et 

humains, puis ont éliminé le transposon par recombinaison (système Cre) (Woltjen et al., 

2009 ; Yusa et al., 2009). 

  



112 

 

  

Figure 33 : Répresentation du mécanisme de réplication du virus de Sendai. 

Extrait de www.lifetechnologies.com (Cytotune). 

http://www.lifetechnologies.com/
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IV.1.2.4.2. Les méthodes non-intégratives 

 

Pour limiter les risques d’intégration des gènes reprogrammateurs, notamment le proto-

oncogène C-MYC, des systèmes non-intégratifs ont été développés, en se basant sur le fait 

que l'expression transitoire des facteurs de reprogrammation est suffisante pour la génération 

de cellules iPS à partir de cellules somatiques. 

 

Les systèmes viraux : 

 

La première tentative pour générer des cellules iPS par un système non-intégratif a été 

réalisée par l’utilisation d’un vecteur de type adénovirus contenant les quatre facteurs OKSM 

(Stadtfeld et al., 2008). Cependant, l'efficacité de génération de cellules iPS avec ce système 

est très dépendante du type cellulaire de départ et reste de l’ordre de 0,0001% à 0,0018%, ce 

qui est environ trois fois inférieur à celle obtenue avec les rétrovirus (Zhou et al., 2009) 

(Figure 31). 

Le virus Sendai (SeV) est un virus à ARN à brin négatif non segmenté qui a une réplication 

exclusivement cytoplasmique, sans étape de transcription inverse via la formation d'ADN 

(Figure 33). Les gènes délivrés par les virus de Sendai ne peuvent donc pas être intégrés au 

génome de la cellule hôte, ni être régulés par des modifications épigénétiques. Plusieurs 

équipes ont utilisé les virus de Sendai comme vecteur de reprogrammation pour générer des 

cellules iPS, à partir de cellules somatiques de souris ou humaines (Fusaki et al., 2009 ; 

Macarthur et al., 2012 ; Seki et al., 2010 et 2012 ; Kahler et al. 2013). Les cellules 

reprogrammées éliminent les ARNs viraux par dilution en raison de la forte prolifération 

cellulaire. Si les premières techniques se basaient sur l’utilisation de plusieurs vecteurs ARN 

pour la production des quatre facteurs de reprogrammation, multipliant ainsi le titre infectieux 

et la mort potentielle des cellules, un vecteur contenant les quatre facteurs a été développé 

(Nishimura et al., 2011). Cette technique est aujourd’hui tout aussi efficace que l’approche 

rétrovirale et présente les avantages d’une sécurité accrue pour le manipulateur.  

 

Les systèmes non-viraux : 

 

Comme alternative aux virus, certains auteurs ont développé des stratégies de 

reprogrammation basées sur la transfection d’ADN plasmidique à partir d’épisomes  
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exprimant respectivement C-MYC et OKS, ou d’un plasmide unique polycistronique 

exprimant OKSM (Okita et al., 2008 ; Jia et al., 2010) (Figure 32). Cette technique est peu 

efficace, probablement en raison d’un faible taux de transfection dû à la grande taille des 

plasmides et en raison d’une dilution prématurée des plasmides dans les cellules mitotiques. 

Une façon de contourner ce problème consiste à utiliser des épisomes contenant une origine 

de réplication (oriP) et l’antigène-1 du virus nucléaire d’Epstein-Barr (EBNA1) (Yu et al., 

2009), facilitant leur maintien dans les cellules en division (Yates et al., 1984). Dans ce 

contexte, la co-transfection de trois plasmides oriP/EBNA1 exprimant respectivement OCT4-

SOX2-NANOG-KLF4, OCT4-SOX2-SV40LT-KLF4 et MYC-LIN28 a permis de générer des 

cellules iPS à partir de fibroblastes fœtaux humains (Yu et al. 2009). L’efficacité de 

reprogrammation reste très faible (3 à 6 colonies par million de cellules nucléofectées) et la 

majorité des lignées de cellules iPS obtenues n’a pas perdu les épisomes (Yu et al., 2009). 

Une préoccupation majeure à propos de ce système est la présence de l'antigène SV40LT 

parmi les facteurs de reprogrammation. Ce puissant proto-oncogène viral est capable de 

réguler la voie de signalisation p53 et celle du rétinoblastome et ainsi favoriser la génération 

de lignées de cellules iPS avec un fort potentiel malin. 

Afin de diminuer la taille des épisomes et de supprimer la séquences procaryotes 

potentiellement méthylable, les ADN circulaires de type « minicircle » sont une solution 

intéressante pour l'expression des facteurs de reprogrammation sans intégration (Jia et al., 

2010) (Figure 32). Ces vecteurs sont surenroulés et ne disposent ni d'origine de réplication 

bactérienne, ni de gène de résistance aux antibiotiques car la structure initiale du plasmide est 

éliminée par une recombinaison (Chen et al., 2003). Cette technique présente un taux 

d’efficacité très limité (0,005%) (Jia et al., 2010). 

Plus récemment, des équipes ont développé des approches de reprogrammation en utilisant 

des ARNms synthétiques codant les facteurs de reprogrammation OKSM et LIN28 (Warren 

et al., 2010 ; Plews et al., 2010 ; Yakubov et al., 2010) (Figure 32). En raison de la faible 

stabilité des ARNm, cette méthode nécessite une répétition quotidienne de la transfection des 

ARNm pendant 5 à 15 jours, entraînant un fort taux de mort cellulaire. Plusieurs équipes ont 

alors utiliser en compléments des molécules ou des miARNs pour ihniber la voie de 

l’interféron, qui est la principale voie responsable de la mort cellulaire (Angel et Yanik, 

2010 ; Plews et al., 2010). Cette technique de reprogrammation a un rendement beaucoup plus 

élevé que les autres techniques non-intégratives, similaires aux approches utilisant les virus. 

Cette nouvelle technique de reprogrammation peut représenter  
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Figure 34 : Avantages / inconvénients des différents types de 

reprogrammation en fonction du type cellulaire d’origine et de la 

méthode utilisée. 

Extrait de Gonzàlez et al, 2011. 



117 

 

un procédé optimal. En effet, les risques d'intégration génomique ou de mutagenèse par 

insertion, associés aux « techniques virales » sont évités et elle présente une plus grande 

efficacité que les méthodes utilisant l’ADN (Sohn et al.,2012). 

Des études récentes ont rapporté l’expression de miARN spécifiques dans les cellules ES. Ces 

miARNs jouent un rôle crucial dans la régulation des gènes de la pluripotence (Leonardo et 

al., 2012) (Figure 32). Plusieurs équipes ont ainsi développé des approches de 

reprogrammation à l’aide de miARNs spécifiques des cellules souches pluripotentes (Anokye-

Danso et al. 2011 ; Miyoshi et al. 2011 ; Subramanyam et al., 2011 ). Une efficacité correcte 

de reprogrammation a ainsi pu être obtenue avec des cellules somatiques humaines suivant 

différentes combinaisons de miRNA : miR302b/miR372 (Subramanyan et al., 2011), 

miR200c/miR302s/miR369s (Miyoshi et al., 2011) et miR303/miR367, en présence d’un 

inhibiteur de HDAC (Anokye-Danso et al., 2011). 

 

Les vecteurs non-nucléiques : 

 

Une autre façon d’éviter d’introduire du matériel génétique exogène dans la cellule consiste à 

délivrer les facteurs reprogrammateurs sous forme protéique (Figure 32). Afin de faire 

pénétrer ces protéines dans la cellule, il est possible d’utiliser la protéine TAT du HIV 

(Frankel et Pabo, 1988). Le développement de protéines de fusion OCT4, SOX2, KLF4 et C-

MYC avec le domaine TAT a permis de reprogrammer des fibroblastes humains en présence 

d’un inhibiteur d’HDAC (Zhou et al., 2009 ; Kim D et al., 2009). Cependant ces protocoles 

sont très peu efficaces (0,001%) et le temps de reprogrammation est très long (8 semaines). 

Par ailleurs, la production de ces protéines en quantité suffisante est relativement fastidieuse, 

rendant cette approche peu utilisable en routine. 

 

Depuis la mise en évidence du processus de reprogrammation par les quatre facteurs OKSM 

(Takahashi et al., 2007), les techniques n’ont cessé de progresser et de se multiplier (Holm 

Zaehres et al,. 2010) (Figure 34). Aujourd’hui, un large éventail de techniques est possible. 

Pour choisir la méthode la plus adéquate, il est important de prendre en considération 

différents paramètres : 

- le type cellulaire de départ et la quantité de cellules disponibles, 

- le but de l’étude (recherche versus clinique), 
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- les facteurs inhérents à chaque type de reprogrammation, tels que la préparation des 

vecteurs (ADN, ARN ou virus) et le temps de reprogrammation, 

- le taux d’efficacité. 

 

Actuellement les cellules iPS humaines contournent les préoccupations éthiques rencontrées 

dans le cadre de l’utilisation des cellules ES humaines et fournissent une source 

potentiellement illimitée de cellules différenciées de l’ensemble des types cellulaires de 

l’organisme. Leur utilisation ouvre ainsi la voie à de nombreuses études de recherche 

fondamentale et clinique allant de la compréhension du développement humain à la thérapie 

cellulaire. De plus, la possibilité de générer des cellules iPS à partir de cellules somatiques de 

patients permet de modéliser divers pathologies et ainsi de mieux les comprendre et de 

développer de nouvelles applications thérapeutiques. 

  



120 

 

  



121 

 

V. Les cellules iPS humaines : différenciation rétinienne et 

applications 
 

Au cours des dernières années, un nombre croissant de données indiquent que les cellules 

pluripotentes humaines (cellules ES et iPS) peuvent être différenciées en cellules de rétine, en 

particulier en photorécepteurs et en cellules de l’EPR (Borooah et al., 2013; Rowland et al., 

2012) qui sont les principales cellules affectées dans les cas de RP (cf. III.2.2). 

 

V.1. Protocoles de différenciation 

V.1.1. Différenciation en photorécepteurs  

En se fondant sur l'identification des signaux moléculaires requis pour la spécification du 

territoire oculaire et pour la différenciation de la rétine, Lamba et al. (2006) ont été les 

premiers a établir les conditions permettant de générer efficacement des cellules rétiniennes à 

partir de cellules ES humaines. Ce protocole est basé sur l’utilisation d’une combinaison 

d'inhibiteurs de la voie BMP (Noggin) et de la voie WNT (Dkk-1) ainsi que de l’addition d’un 

facteur de croissance analogue à l'insuline (IGF-1). Différentes combinaisons alternatives ont 

été mise en évidence ces dernières années pour engager la différenciation des cellules ES et 

iPS humaines dans le lignage des photorécepteurs, comme par exemple l’utilisation de Lefty, 

un antagoniste de la voie BMP/Nodal (Osakada et al., 2008, 2009 ; Hirami et al., 

2009 ; Lamba et al., 2010). 

La méthode développée par Meyer et al. (2009) évite l'utilisation de protéines recombinantes 

et tire parti de la sécrétion endogène de NOGGIN et de DKK-1, grâce à des milieux 

supplémentés de N2 ou B27 ou petites molécules favorisant la différenciation neurale, comme 

SU5402. Plusieurs protocoles utilisant à la fois des systèmes de culture en deux et trois 

dimensions, associés à des milieux de culture pro-neuraux, ont permis de générer des 

progéniteurs rétiniens, capables de se différencier dans l’ensemble des types cellulaires de la 

neuro-rétine, dont les photorécepteurs. Une étape de formation de corps embryonnaires (EB) 

reste très majoritairement présente dans les différents protocoles (Tableau 8). 

Des études récentes ont rapporté la génération de structures rétiniennes en trois dimensions, 

avec un déroulement qui récapitule in vitro plus ou moins fidèlement le développement de la 

rétine in vivo. Comme précédemment démontré à partir de cellules ES de souris (Eiraku et al., 

2011), l'auto-formation de cupules optiques a été obtenue avec des cellules ES humaines. Les  
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Références 

Cellules 

pluripotentes 

utilisées

Facteurs et suppléments utilisés Méthode de cultures
Temps de 

différenciation 
Résultats

Dkk-1, IGF1, Noggin, FGF2 3D (EB)

 Suppléments N2, B27  puis 2D (Matrigel)

Dkk-1 et Lefty /  CKI-7et SB431542  3D (EB) 

Acide rétinoïque et Taurine 
et 2D (Poly 

Lysine/laminine/fibronectine )

3D (agrégats),

 2D (laminine)

 puis 3D (rosette en suspension)

3D (agrégats),

 2D (laminine)

3D (agrégats),

Noggin (Dorsomorphine), Dkk-1 

(XAV939) et héparine
 2D (laminine)

 puis 3D (rosette en suspension)

KSR et suppléments (N2, B27 ) 2D (système de culture hESC)

IGF-1, Dkk-1, Noggin, Shh, FGF-2 2D (poly-ornithine, laminine)

Suppléments (B27 sans rétinoïque 

acide et N2)
2D (gélatine)

Noggin, FGF2, FGF9, Dkk-1 et IGF-1 2D ( gélatine/laminine)

KSR et suppléments (N2, B ) 3D (agrégats),

 IGF-1, Dkk-1, Noggin, Lefty, Shh, et 

Taurine  
2D (poly-ornithine, laminine)

KSR et suppléments (N2, B27) 3D (EB +Matrigel)

IWR1, SAG, acide rétinoïque et 

CHIR99021
3D (suspension)

KSR et suppléments (N2, B27) 3D (EB) 

 DAPT, FGF1, IGF-1, Dkk-1, Noggin 

et FGF2
2D (synthemax)

Suppléments N2 et B27 3D (Matrigel)

Acide rétinoïque, Taurine, FGF2, 

FGF1,et SHH 
2D (Matrigel)

Yanai et al. 2013 hES
Suppléments N2 et B27 Noggin, Dkk-

1, IGF1, FGF2 Taurine et T3
3D (EB) 15 jours

A 15 jours les cellules CRX+ sont 

détectables

3D (Matrigel)

2D (Matrigel)

Suppléments N2 et B27 3D (EB)

 IGF-1, Dkk-1, Noggin, FGF2, DAPT 

et FGF1
2D (synthemax)

FBS, Suppléments (B27 sans 

rétinoïque acide et N2)

3D (EB +Matrigel appauvrie en 

facteurs)

Héparine, Acide rétinoïque , taurine 3D (suspension)

2D (système de culture iPS)

3D (suspension)

 KSR, Supplément N2 2D (système de culture hiPSC)

FGF2, Nicotinamide 3D (suspension)

KSR, SVF,Supplément N2

BMP4, SU 5402, CHIR99021, acide 

rétinoïque, taurine

Lamba et al. 2006 hES 1 à 3 semaines 
26 % de cellules RAX+ PAX6, 12% de 

cellules CRX+ et 5.75% de cellules NRL+

Osakada et al. 2008 et 

2009/ Himari et al. 2009 / 

Jin et al. 2011 et 2012

hES et hiPS 170-200 jours 

A 120 jours, 11% des cellules sont CRX+ 

et à 170 jours, 8.5% sont Rhodopsine+. 

A 200 jours,  environ 10% des cellules 

expriment l'OPSINE

Hambright et al. 2012 hES 50 jours Pas d'Immunohistochimie

Meyer et al. 2009 hES et hiPS Plus de 50 jours
.Après 16 jours, 95% des cellules sont 

PAX6+ et RAX+. 25% expriment VSX2.
Suppléments N2 et B27 

Lamba et al. 2010 hES et hiPS Noggin, Dkk1 et IGF1 2 mois

A 3 semaines plus de 70% des cellules 

sont PAX6+ ; 12% CRX+ et 30% NRL+. 

Moins de 1% des cellules exprime la 

RHODOPSINE ou l'OPSINE.

Meyer et al. 2011 / Phillips 

et al. 2012
hES et hiPS Plus de 120 jours

Les vésicules expriment à 80 jours CRX 

(55.9%), Pas de marquage RHODOPSINE 

ou OPSINE.

Amirpour et al. 2012 hES 17 à 41 jours

A 17 jours 80% des cellules présente un 

marqueur de la rétine neurale (Rx, Pax6, 

Otx2 and Vsx2).  A 41 jours, des cellules 

sont positives pour la RECOVERINE et 

l'OPSINE.

Mellough et al. 2012 hES, hiPSC 35 à 65 jours
A 45 jours 50% des cellules exprime 

l'OPSINE

Tucker et al. 2011 et 2013 hiPS 60 à 90 jours
A 90 jours les cellules expriment 

RECOVERINE

Nakano et al; 2012 hES 120 jours

A 40 jours des cellules RECOVERINE+ 

and CRX+ sont observées.  A 126 jours 

détection de cellules NRL+ et 

RHODOSPINE+

Boucherie et al. 2013 hES et  hiPS 30 jours
Le marqueur CRX est présent dès 10 

jours, et RHODOPSINE à 30 jours

A 40 jours les cellules CRX+ sont 

présentes; augmentation de leur 

nombren avec le temps

Zhu et al. 2013 hiPS Suppléments N2 et B27 5 à 60 jours

Zhong et al. 2014 hiPS 35 à 150 jours
Photorécepteurs sensibles à la lumières 

présents après 150-200 jours

Tucker et al. 2013 hiPS de 5 à 150 jours

Les marqueurs  RECOVERINE, OPSINE, 

RHODOPSINE apparaissent entre 90 et 

120 jours.

Reichman et al. 2014 hiPS Supplément N2 14 à 150 jours

Marqueurs de la neurorétine détectés 

dès 14 jours, Cellules ganglionnaires dès 

21 jours et phorécepteursentre 35 jours 

(CRX/RECOVERINE) et 100 jours 

(RHODOPSINE et OPSINE)

Wang et al. 2015 hES et hiPS 7 à 12 semaines

Les cellules exprimant CRX apparaissent 

à 6 semaines et augmentent avec le 

temps

Kuwahara et al. 2015 hES 3D (EB) gfCMD 150 jours
RECOVERINE et NRL présents à 150 

jours dans structures laminées

Tableau 8 : Principaux protocoles de différenciation des cellules souches 

pluripotentes humaines en cellules de rétine 

Adapté de Goureau et al, 2012. 
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Références 

Cellules 

pluripotentes 

utilisées

Facteurs et suppléments utilisés Méthode de cultures
Temps de 

différenciation 
Résultats

Dkk-1, IGF1, Noggin, FGF2 3D (EB)

 Suppléments N2, B27  puis 2D (Matrigel)

Dkk-1 et Lefty /  CKI-7et SB431542  3D (EB) 

Acide rétinoïque et Taurine 
et 2D (Poly 

Lysine/laminine/fibronectine )

3D (agrégats),

 2D (laminine)

 puis 3D (rosette en suspension)

3D (agrégats),

 2D (laminine)

3D (agrégats),

Noggin (Dorsomorphine), Dkk-1 

(XAV939) et héparine
 2D (laminine)

 puis 3D (rosette en suspension)

KSR et suppléments (N2, B27 ) 2D (système de culture hESC)

IGF-1, Dkk-1, Noggin, Shh, FGF-2 2D (poly-ornithine, laminine)

Suppléments (B27 sans rétinoïque 

acide et N2)
2D (gélatine)

Noggin, FGF2, FGF9, Dkk-1 et IGF-1 2D ( gélatine/laminine)

KSR et suppléments (N2, B ) 3D (agrégats),

 IGF-1, Dkk-1, Noggin, Lefty, Shh, et 

Taurine  
2D (poly-ornithine, laminine)

KSR et suppléments (N2, B27) 3D (EB +Matrigel)

IWR1, SAG, acide rétinoïque et 

CHIR99021
3D (suspension)

KSR et suppléments (N2, B27) 3D (EB) 

 DAPT, FGF1, IGF-1, Dkk-1, Noggin 

et FGF2
2D (synthemax)

Suppléments N2 et B27 3D (Matrigel)

Acide rétinoïque, Taurine, FGF2, 

FGF1,et SHH 
2D (Matrigel)

Yanai et al. 2013 hES
Suppléments N2 et B27 Noggin, Dkk-

1, IGF1, FGF2 Taurine et T3
3D (EB) 15 jours

A 15 jours les cellules CRX+ sont 

détectables

3D (Matrigel)

2D (Matrigel)

Suppléments N2 et B27 3D (EB)

 IGF-1, Dkk-1, Noggin, FGF2, DAPT 

et FGF1
2D (synthemax)

FBS, Suppléments (B27 sans 

rétinoïque acide et N2)

3D (EB +Matrigel appauvrie en 

facteurs)

Héparine, Acide rétinoïque , taurine 3D (suspension)

2D (système de culture iPS)

3D (suspension)

 KSR, Supplément N2 2D (système de culture hiPSC)

FGF2, Nicotinamide 3D (suspension)

KSR, SVF,Supplément N2

BMP4, SU 5402, CHIR99021, acide 

rétinoïque, taurine

Lamba et al. 2006 hES 1 à 3 semaines 
26 % de cellules RAX+ PAX6, 12% de 

cellules CRX+ et 5.75% de cellules NRL+

Osakada et al. 2008 et 

2009/ Himari et al. 2009 / 

Jin et al. 2011 et 2012

hES et hiPS 170-200 jours 

A 120 jours, 11% des cellules sont CRX+ 

et à 170 jours, 8.5% sont Rhodopsine+. 

A 200 jours,  environ 10% des cellules 

expriment l'OPSINE

Hambright et al. 2012 hES 50 jours Pas d'Immunohistochimie

Meyer et al. 2009 hES et hiPS Plus de 50 jours
.Après 16 jours, 95% des cellules sont 

PAX6+ et RAX+. 25% expriment VSX2.
Suppléments N2 et B27 

Lamba et al. 2010 hES et hiPS Noggin, Dkk1 et IGF1 2 mois

A 3 semaines plus de 70% des cellules 

sont PAX6+ ; 12% CRX+ et 30% NRL+. 

Moins de 1% des cellules exprime la 

RHODOPSINE ou l'OPSINE.

Meyer et al. 2011 / Phillips 

et al. 2012
hES et hiPS Plus de 120 jours

Les vésicules expriment à 80 jours CRX 

(55.9%), Pas de marquage RHODOPSINE 

ou OPSINE.

Amirpour et al. 2012 hES 17 à 41 jours

A 17 jours 80% des cellules présente un 

marqueur de la rétine neurale (Rx, Pax6, 

Otx2 and Vsx2).  A 41 jours, des cellules 

sont positives pour la RECOVERINE et 

l'OPSINE.

Mellough et al. 2012 hES, hiPSC 35 à 65 jours
A 45 jours 50% des cellules exprime 

l'OPSINE

Tucker et al. 2011 et 2013 hiPS 60 à 90 jours
A 90 jours les cellules expriment 

RECOVERINE

Nakano et al; 2012 hES 120 jours

A 40 jours des cellules RECOVERINE+ 

and CRX+ sont observées.  A 126 jours 

détection de cellules NRL+ et 

RHODOSPINE+

Boucherie et al. 2013 hES et  hiPS 30 jours
Le marqueur CRX est présent dès 10 

jours, et RHODOPSINE à 30 jours

A 40 jours les cellules CRX+ sont 

présentes; augmentation de leur 

nombren avec le temps

Zhu et al. 2013 hiPS Suppléments N2 et B27 5 à 60 jours

Zhong et al. 2014 hiPS 35 à 150 jours
Photorécepteurs sensibles à la lumières 

présents après 150-200 jours

Tucker et al. 2013 hiPS de 5 à 150 jours

Les marqueurs  RECOVERINE, OPSINE, 

RHODOPSINE apparaissent entre 90 et 

120 jours.

Reichman et al. 2014 hiPS Supplément N2 14 à 150 jours

Marqueurs de la neurorétine détectés 

dès 14 jours, Cellules ganglionnaires dès 

21 jours et phorécepteursentre 35 jours 

(CRX/RECOVERINE) et 100 jours 

(RHODOPSINE et OPSINE)

Wang et al. 2015 hES et hiPS 7 à 12 semaines

Les cellules exprimant CRX apparaissent 

à 6 semaines et augmentent avec le 

temps

Kuwahara et al. 2015 hES 3D (EB) gfCMD 150 jours
RECOVERINE et NRL présents à 150 

jours dans structures laminées
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cellules sont cultivées sous forme d'agrégats en suspension (semblables aux EBs) en présence 

de Matrigel et de sérum dans un milieu pro-neural avec l’addition, dans des fenêtres de temps 

bien déterminées, d’un antagoniste de la voie Wnt puis d’un agoniste de la voie Shh avec un 

inhibiteur de la glycogène synthase 3 (Nakano et al., 2012 ). Au fil du temps, les progéniteurs 

rétiniens présents dans la cupule optique nouvellement formée se divisent et se différencient 

dans l’ensemble des différents types de cellules rétiniennes, avec une organisation plus au 

moins laminaire. La présence de quantités décroissantes du facteur BMP4 pendant une 

semaine au début de la différenciation permet d’obtenir plus régulièrement des structures 

rétiniennes laminées très similaires à une rétine neurale in vivo (Kuwahara et al., 2015). Ces 

auteurs mettent en évidence une région semblable à la ZMC au sein de leurs structures 

rétiniennes entre les cellules de l’EPR et la structure neuro-rétinienne. Cette région contient 

des cellules qui s’auto-renouvellent. Ces cellules migrent au fur et mesure de leur 

différenciation dans la structure neurorétinienne afin que celle-ci s’accroisse (Kuwahara et al., 

2015). 

 

Des structures de type vésicule optique ont également été générées à partir de cellules ES et 

iPS humaines avec un protocole différent (Meyer et al., 2011 ; Phillips et al., 2012). Des corps 

embryonnaires cultivés en présence d’un milieu pro-neural et de composés chimiques ((LDN-

19318 et XAV939) mimant les protéines Dkk et Noggin (inhibiteurs des voies BMP/TGF et 

WNT) (Figure 35, page 128) peuvent dans certains cas se différencier en structures 3D de 

type vésicule optique, contenant une population homogène de progéniteurs rétiniens. Ces 

progéniteurs peuvent se différencier dans différents types de cellules neuro-rétiniennes, même 

si l’organisation des structures est rapidement perdue (absence de lamination). Une adaptation 

de ce protocole a récemment été publiée (Zhong et al., 2014), sans ajout de facteurs exogènes 

et en présence de Matrigel à faible concentration de facteurs de croissance (Growth Factor 

Reduced-Matrigel). La présence de sérum de veau fœtal et l’addition d’acide rétinoïque dans 

une fenêtre de temps bien définie permettent respectivement d’augmenter la survie cellulaire 

et la maturation des photorécepteurs. En plus de l’expression des marqueurs spécifiques des 

photorécepteurs matures (cônes et bâtonnets), ces auteurs démontrent pour la première fois la 

capacité des photorécepteurs générés (plus de 200 jours de culture) à répondre à la lumière 

(Zhong et al. 2014). 

La méthode mise au point et couramment utilisée par notre équipe (Reichman et al., 2014), 

permet la génération spontanée de structures de neuro-rétine à partir de cellules iPS humaines  
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confluentes, sans étape de formation de corps embryonnaires comme dans l’ensemble des 

autres protocoles publiés. Ce protocole simple et reproductible de culture en 2D et 3D, permet 

également de s’affranchir de l’utilisation de Matrigel et de l’ajout de différentes molécules 

activatrices ou inhibitrices de voies de transduction spécifiques, puisque le système de culture 

permet la sécrétion endogène d’inhibiteurs des voies BMP/TGF (NOGGIN) et WNT (DKK). 

En outre, après la mise en culture en suspension des structures de neuro-rétines, les 

progéniteurs rétiniens qui la composent peuvent se différencier dans tous les types cellulaires 

rétiniens, dans un ordre chronologique identique à la situation in vivo (Reichman et Goureau, 

2014). 

Une méthode relativement similaire (sans formation de corps embryonnaires) a été rapportée 

cette année : l’ajout de FGF2 ou de nicotinamide favoriserait la différenciation, 

respectivement dans le lignage neuro-rétinien et le lignage de l’EPR (Wang et al., 2015). 

 

Si les protocoles permettant la différenciation des cellules souches pluripotentes humaines en 

photorécepteurs ont progressé lors des 5-7 dernières années (Jayakody et al., 2015), 

l’ensemble des chercheurs du domaine utilisent actuellement une des trois méthodes 

permettant de produire des photorécepteurs matures et fonctionnels de manière robuste, 

reproductible et efficace :  

- la formation de cupules et vésicules optiques (Kuwahara et al., 2015 ; Nakano et al., 

2012),  

- la formation de structures de type OV (Meyer et al., 2011 ; Zhong et al., 2014)  

- et la formation de structures de type neuro-rétine (Reichman et al., 2014 ; Reichman et 

Goureau, 2014). 

 

V.1.2. Différenciation en cellules de l’EPR  

La capacité des cellules ES et iPS humaines à se différencier en cellules de l’EPR a été 

démontrée à plusieurs reprises (Rowland et al., 2012 ; Leach et al., 2015) (Tableau 9). Deux 

méthodes principales ont été rapportées : la première méthode est basée sur la capacité des 

cellules pluripotentes à se différencier spontanément en cellules de l’EPR (parmi d'autres 

types de cellules) en utilisant un système de culture adhérente ; la seconde méthode inclus une 

étape de formation de corps embryonnaires ou d’agrégats de cellules iPS en trois dimensions.  
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Figure 35 : Molécules inhibitrices et activatrices des différentes voies de signalisation 

impliquées dans la génération et la différenciation des cellules iPS humaines. 

Extrait de www.stemgent.com. 
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La première approche consiste à permettre aux cellules ES ou iPS humaines de proliférer sur 

une période prolongée et d’induire une différenciation spontanée par la suppression du FGF2 

du milieu de culture, qui est responsable du maintien de l’état de pluripotence. Environ 1 à 8 

semaines après le retrait du FGF2, des zones pigmentées brunes apparaissent au sein du tapis 

cellulaire et s’élargissent au fil du temps. Ces zones pigmentées sont alors isolées 

manuellement et remises en culture pour être amplifiées de façon homogène (Klimanskaya et 

al., 2004 ; Vugler et al, 2008 ; Carr et al., 2009 ; Buchholz et al., 2009). Bien que les 

rendements soient plus faibles, l’avantage commun de certaines études est que la 

différenciation est réalisée sans facteurs exogènes en utilisant simplement des milieux 

supplémentés (Maruotti et al., 2013 ; Reichman et al., 2014). Une façon d’augmenter le 

nombre de foyers pigmentés lors de ce processus de différenciation spontanée consiste à 

ajouter un inhibiteur de la voie BMP, telle que la dorsomorphine (Lane et al. 2014) (Figure 

35). 

D’autres protocoles publiés ont essayé de récapituler le développement précoce de l'EPR par 

une différenciation « dirigée » des cellules dans le but d’obtenir un meilleur rendement. 

Zahabi et al. (2012) ont ainsi démontré que l’addition de facteurs spécifiques sur les cellules 

pluripotentes adhérentes permet d’obtenir une population de cellules pigmentées en près de 18 

jours. Ces facteurs permettent dans un premier temps une différenciation neuronale (Noggin 

ou SB431542, et FGF2), puis la spécification en cellules de l’EPR (FGF2 et Shh). 

Par la suite, Buchholz et al. (2013) ont développé un protocole sur 14 jours, basé sur 

l’utilisation dans un premier temps de facteurs nécessaires à la spécification de la rétine 

(Noggin, IGF1, Dkk1, et FGF2), mis en évidence par Lamba et al. (2006), puis dans un 

second temps de facteurs connus pour promouvoir la différenciation des cellules de l’EPR, 

tels que la nicotinamide (NIC), l’activine A, le « peptide intestinal vasoactif » (VIP) et un 

inhibiteur du récepteur au FGF (SU5402). Ce protocole présente l’un des meilleurs 

rendements publiés avec près de 80% de cellules exprimant PMEL17 (marqueur des pigments 

de l’EPR) au 14e jour de culture. L’addition de la molécule CHIR99021, un agoniste de la 

voie de signalisation Wnt, permet également d’améliorer le rendement de différenciation à 

partir de cellules ES humaines (Leach et al. 2015) (Figure 35). 

 

La méthode en trois dimensions impliquant la formation de corps embryonnaires (EB), 

présente l’avantage d’être généralement initiée en même temps que la différenciation des 

cellules de la rétine neurale (Meyer et al., 2009 ; Nistor et al., 2010 ; Phillips et al., 2012 ; 

Nakano et al., 2012 ; Singh et al., 2013 ; Zhong et al., 2014). Plusieurs études se basent sur la  
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Références 
 Type 

cellulaire
Technique de différenciation Facteurs et suppléments

Temps de 

différenciation

Osakada et al., 2008 hES
3D (SFEB) puis adhérent (poly-D-

lysine/laminine/fibronectine)
Activine, Lefty A et Dkk-1 60 jours

Vugler et al., 2008 hES adhérent - spontanée FGF2 1 à 3 semaines

Meyer et al., 2009 hES, hiPS 3D (EB) puis adhérent (laminine) N2, héparine 40 jours

Hirami et al., 2009 hiPS
3D (SFEB) puis adhérent (poly-D-

lysine/laminine/fibronectine)
Lefty A et Dkk-1 35 jours

Osakada et al., 2009 hES, hiPS
3D (SFEB) puis adhérent (poly-D-

lysine/laminine/fibronectine)
Y-27632, CKI-7 et SB431542 40 à 60 jours

Idelson et al., 2009 hES 3D puis adhérent (laminine) Activin A, SB431542, TGFβ1 et FGF2 4 semaines

Carr et al., 2009 hiPS adhérent - spontanée 4 semaines

Nistor et al,, 2010 hES 3D puis adhérent (Collagène)
T3, taurine, acide hyaluronique, Dkk1,

LeftyA, FGF, acide rétinoïque, et B27
35 à 40 jours

Zahabi et al., 2012 hiPS  adhérent (Matrigel)
Noggin ( SB431542), FGF2, acide rétinoïque, 

et Shh
60 jours

Kokkinaki et al., 2011 hiPS
3D (EB) suspension puis adhérent (poly-

D-lysine/laminine)
SVF, nicotinamide, SB431542 et activine A 28 jours

Zhu et al., 2011 hES, hiPS 3D (EB) et adhérent (Geltrex)
SVF, Matrigel, N2, B27, noggin, Dkk1, IGF1, 

FGF2 et Activine A
4 à 8 semaines

Krohne et al., 2012 hiPS adhérent (Matrigel) Nicotinamide et activine A 42 jours

Nakano et al., 2012 hES, hiPS 3D (EB- Matrigel) Matrigel, IWR1, FBS, SAG et CHIR99021 26 jours

Phillips et al., 2012 hiPS 3D (EB) puis adhérent (laminine) N2, héparine 40 à 50 jours

Buchholz et al., 2013 hES, hiPS adhérent (Matrigel)
Noggin, IGF1, Dkk1, NIC, FGF2, activine A, 

SU5402, et VIP
14 jour

Singh et al., 2013 hiPS 3D (EB) puis adhérent (laminine) N2, B27, sérum 30 à 40 jours

Maruotti et al., 2013 hES, hiPS adhérent (Matrigel) B27 50 jours

Zhong et al,, 2014 hiPS 3D (EB- Matrigel) N2, B27, héparine, 21 à 28 jours

Lane et al., 2014 hES adhérent Dorsomorphine _

Reichman et al., 2014 hiPS adhérent - spontanée N2 30 à 45 jours

Leach et al., 2015 hES adhérent
Noggin, IGF1, Dkk1, NIC, FGF2, activine A, 

SU5402, et CHIR99021 ou VIP
14 jours

Tableau 9 : Principaux protocoles de différenciation des cellules souches pluripotentes humaines 

en cellules de l’épithélium pigmentaire rétinien. 

Extrait de Leach et Clegg, 2015. 
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culture de ces corps embryonnaires dans un milieu d’induction neurale contenant le 

supplément N2 (et d'héparine) puis d’un passage en culture adhérente, sur du matrigel ou de la 

laminine, avec un milieu contenant du B27, favorisant ainsi la différenciation rétinienne 

(Meyer et al., 2009 ; Phillips et al., 2012 ; Singh et al., 2013 ; Zhong et al., 2014). Certaines 

équipes ont cherché à améliorer les protocoles, notamment en essayant de réduire le temps de 

différenciation. Plusieurs approches basées sur l’utilisation de facteurs de croissance et de 

petites molécules capables de moduler spécifiquement certaines voies de signalisation ont été 

mises au point (Osakada et al., 2008, 2009 ; Himari et al., 2009 ; Idelson et al., 2010 ; Nistor 

et al., 2010 ; Kokkinaki et al., 2011 ; Zhu et al., 2011 ; Nakano et al., 2012 ).  

L’une des premières approches consiste à favoriser la production de précurseurs neuronaux, 

en cultivant les agrégats de cellules pluripotentes en présence de sérum et des facteurs, Dkk1 

(inhibiteur de la voie Wnt) et Lefty A (inhibiteur de la voie nodal). Les structures en 

suspension sont ensuite dissociées (généralement après 20 jours de culture) et ensemencées 

sur un substrat, variant suivant les études (Tableau 9). Ces méthodes démontrent que près de 

30 à 37% des cellules générées présentent des pigments (Osakada et al., 2008) ou sont 

positives pour les marqueurs de progéniteurs de l’EPR, co-exprimant MITF et PAX6 (Hirami 

et al., 2009). Inspirés de ce protocole de différenciation induite, Nistor et al. (2010) ont 

remplacé les protéines recombinantes Dkk-1 et Lefty-A par des composés chimiques, CKI-7 

(inhibiteur de la caséine kinase) et SB431542 (inhibiteur des récepteurs TGF de type 1), afin 

d’obtenir une méthode de différenciation adaptable aux normes requises pour de futures 

applications cliniques. 

Les cellules de l’EPR sont également présentes au sein des structures de type vésicule optique 

rapportées par différentes équipes (Nakano et al., 2012 ; Zhong et al., 2014). En effet, après 

différentes étapes de culture en présence de sérum de veau fœtal et de composés chimiques 

modifiant la signalisation des voies BMP et Wnt, les vésicules de type OV contiennent dans 

leur partie la plus externe des cellules qui expriment MITF alors que les plus internes 

expriment le marqueur de la rétine neurale VSX2 (Nakano et al., 2012). Des structures très 

similaires avec une couche de cellules de l’EPR sont également obtenues à l’aide d’un 

protocole passant par la formation de corps embryonnaires et n’utilisant qu’un milieu 

supplémenté avec du N2 ou de B27 (Zhong et al., 2014). Bien que l'efficacité de ces 

protocoles reste relativement faible, ils permettent néanmoins d’obtenir une population pure 

de cellules de l’EPR capable de proliférer. De plus, ces cellules présentent un certain nombre 

de fonctions physiologiques importantes pour l’EPR telles que la phagocytose des segments  
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Pathologie Gene Mutation Cellules d'origine
Technique de 

Reprogrammation

Type cellulaire 

différencié
Référence

RP récessive MAK Alu Insert Ex9 Fibroblastes Lentivirus (OKSM)  Neurones rétiniens Tucker et al. 2011

RP RP1 p721Lfs722X Fibroblastes Lentivirus (OKSM) Bâtonnets

RP dominante PERIPHERINE-2 pW316G Fibroblastes Lentivirus (OKSM) Bâtonnets

RP dominante RHODOPSINE pG188R Fibroblastes Lentivirus (OKSM) Bâtonnets

RP dominante RP9 pH137L Fibroblastes Lentivirus (OKSM) Bâtonnets

Atrophie gyrée 

choriorétinienne 
OAT A226V Fibroblastes Lentivirus (OKSM) Cellules de l'EPR Meyer et al. 2011

RP dominante RHODOPSINE pG188R Fibroblastes  Virus de Sendai (OKSM) Cellules de l'EPR et bâtonnets Jin et al. 2012

Amaurose congénitale de 

Leber
LCA non precisée Fibroblastes Rétrovirus (OKSM) Cellules de l'EPR

RP liée à l'X RP2 non precisée Fibroblastes Rétrovirus (OKSM) Cellules de l'EPR

Syndrome d'Usher USH1 non precisée Fibroblastes Rétrovirus (OKSM) Cellules de l'EPR

Neuropathie optique de 

Leber
LHON T14484C Fibroblastes Rétrovirus (OKSM) Cellules de l'EPR

Maladie de Batten non precisée non precisée Fibroblastes  Virus de Sendai (OKSM)
Cellules de l'EPR / neurones 

rétiniens

RP non precisée non precisée Fibroblastes  Virus de Sendai (OKSM)
Cellules de l'EPR / neurones 

rétiniens

Amaurose congénitale de 

Leber
non precisée non precisée Fibroblastes  Virus de Sendai (OKSM)

Cellules de l'EPR / neurones 

rétiniens

Maladie de Stargardt non precisée non precisée Fibroblastes  Virus de Sendai (OKSM)
Cellules de l'EPR / neurones 

rétiniens

BESTROPHINE A146K Fibroblastes Lentivirus (OKSM) Cellules de l'EPR

BESTROPHINE N296H Fibroblastes Lentivirus (OKSM) Cellules de l'EPR

Syndrome d'Usher USH2A R4192H
Fibroblastes - 

Keratinocytes
 Virus de Sendai (OKSM)

Cellules de l'EPR / neurones 

rétiniens /photorécepteurs
Tucker et al. 2013

Choroideremia CHM (REP1) non precisée 
Cellules sanguines 

(PBMCs)

Rétrovirus TetON 

(OKSM)
 -  Vasireddy et al. 2013

Choroideremia CHM (REP1) complexe Fibroblastes Lentivirus (OKSM) Cellules de l'EPR Cereso et al. 2014

IVS10+5G>A Fibroblastes Lentivirus (OKSM) Cellules de l'EPR

1 bp-del (492C) Fibroblastes Lentivirus (OKSM) Cellules de l'EPR

Microphtalmie VSX2 R200Q
Cellules sanguines 

(PBMCs)
MMLV (OSSM+NL)

Structures de type vésicule 

optique
Phillips et al. 2014

RP dominante RHODOPSINE E18K Fibroblastes Rétrovirus (OKSM) Photorécepteurs Yoshida et al. 2014

RP liée à l’X RP2 R120X Fibroblastes Episomes Cellules de l'EPR Schwarz et al. 2014

Amorause congénitale de 

Leber
CEP290 IVS26+1655 A>G Fibroblastes  Virus de Sendai (OKSM) Photorécepteurs Burnight et al. 2014

Rétinopathie récessive LCHAD E510Q Fibroblastes Rétrovirus (OKSM) Cellules de l'EPR Polinati et al. 2015

RP récessive
Mb Frizzled-related protein 

(MRFP)
Li et al. 2014

RP ou maladie de Best

Jin et al. 2011

Zahabi et al. 2012

Singh et al. 2013

Tucker et al. 2013

Tableau 10 : Modèles de dystrophies rétiniennes générés à partir de cellules iPS de 

patients. 
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externes des photorécepteurs, la formation des jonctions serrées et la sécrétion de molécules 

bioactives de manière polarisée (Osakada et al., 2008 ; Idelson et al., 2009 ; Meyer et al., 

2009). Ces protocoles permettant une génération simultanée de photorécepteurs et de cellules 

de l’EPR pourraient être avantageux pour l’étude de pathologie dégénérative de la rétine où 

les deux types cellulaires sont atteints. 

 

V.1.3. Modèles de pathologies oculaires in vitro 

La modélisation basée sur la différenciation de cellules rétiniennes (cellules de neuro-rétine et 

de l’EPR) dérivées de cellules iPS provenant de patients, constitue un domaine émergent de la 

recherche en ophtalmologie. D’un point de vue fondamental la modélisation permet une 

meilleure compréhension des mécanismes à l’origine des pathologies et d’un point de vue 

appliqué elle offre la possiblité de développer de nouveaux traitements pour ces maladies 

oculaires (Gamm et al., 2013 ; Borooah et al., 2013). La majorité des modèles animaux ne 

permettent pas forcément de récapituler tous les aspects de la maladie humaine, par exemple 

aucun animal ne présente une fovéa. Par ailleurs, les tissus post-mortem présentent 

généralement un phénotype pathologique trop avancé pour l’étude de la maladie. Les modèles 

issus de cellules iPS de patients permettent de remédier aux limitations actuelles des études de 

maladies dégénératives de la rétine chez l’Homme. Depuis les cinq dernières années, 

plusieurs études ont rapporté la dérivation de cellules iPS de patients pour modéliser certaines 

pathologies oculaires (Tableau 10), comme les dystrophies rétiniennes, où les cellules de 

l’EPR et les photorécepteurs sont altérés ou ont dégénérés. Cette modélisation présente un 

intérêt tout particulier pour l’étude des maladies héréditaires comme les RPs à cause de leur 

grande hétérogénéité génétique (cf. III.2.2). 

 

V.1.3.1. Exemples de photorécepteurs issus de cellules iPS de patients 

Des cellules exprimant certains marqueurs des progéniteurs rétiniens (PAX6, VSX2 et OTX2) 

et des précurseurs de photorécepteurs (cellules exprimant la RECOVERINE) ont été dérivés à 

partir de cellules iPS d’un patient atteint d’une forme de RP (Tucker et al. 2011). La 

génération de ces cellules a permis d’identifier le type de mutation à la base de cette forme de 

RP, à savoir l'insertion d’une séquence Alu homozygote dans l'exon 9 du gène MAK (« male 

germ cell-associated kinase »). Cette mutation perturbe l’épissage du gène MAK et la 

production d’une protéine MAK fonctionnelle (Tucker et al., 2011).  
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Des cellules iPS porteuses de mutations dans des gènes spécifiques des photorécepteurs 

(rhodopsine ou peripherine 2) ont également été dérivées (Jin et al., 2011, 2012 ; Tucker et 

al., 2013a ; Yoshida et al., 2014). L’étude de la différenciation des cellules iPS porteuses des 

mutations G188R (Jin et al., 2012) ou E18K (Yoshida et al., 2014) dans le gène de la mutation 

P23H correspond aujourd’hui au modèle type des mutations de la classe 2, avec une forme de 

la RHODOPSINE ont permis de démontrer que les photorécepteurs en cours de 

différenciation présentaient des niveaux élevés de protéines liées au stress oxydatif, au stress 

du RE et à l’apoptose. Ces marqueurs du stress oxydatif et de l’apoptose ont également été 

retrouvés dans les bâtonnets dérivés de cellules iPS comportant des mutations dans le gène de 

la PERIPHRERINE-2 (W316G), ou le gène RP9 (H137L) (Jin et al., 2011). 

En combinant la technologie des cellules iPS et les techniques de séquençage, Tucker et al. 

(2013b) ont essayé de comprendre les mécanismes moléculaires et cellulaires à la base d’une 

forme de RP autosomique récessive du syndrome de Usher (mutation R4192H du gène 

USH2A). Bien que le phénotype des photorécepteurs dérivés semble normal, l’analyse des 

transcrits de ces cellules a mis en évidence un décalage du cadre de lecture dans l'intron 40, 

engendrant un codon stop prématuré. Une expression accrue de protéines liées au stress du 

recticulum endoplasmique, suggère que la pathologie découlerait d’un mauvais repliement des 

protéines USH2A et du stress du rectilium endoplasmique (Tucker et al., 2013b). 

Dans le cas des dystrophies rétiniennes héréditaires d’ACL (Amaurose Congénitale de Leber), 

des cellules iPS ont été dérivées à partir de kératinocytes de patients porteurs de mutations 

dans le gène CEP290, le plus communément muté dans l’ACL (Burnight et al. 2014). Si ces 

cellules iPS sont capables de se différencier dans le lignage des photorécepteurs (cellules 

exprimant la RECOVERINE), les défauts de ciliogenèse, attendus dans cette pathologie, n’ont 

pas été recherchés sur des photorécepteurs matures possédant des segments externes 

(Burnight et al. 2014). 

 

V.1.3.2. Exemples de cellules de l’EPR issues de cellules iPS de patients 

Un des tous premiers modèles de RP généré à partir de cellules de l’EPR dérivées de cellules 

iPS de patients, est celui de l’atrophie gyrée choriorétinienne (Meyer et al., 2011). Cette 

maladie dégénérative de la rétine affecte principalement les cellules de l’EPR suite à des 

mutations dans le gène codant l'enzyme Ortnithine Aminotransferase (OAT), qui permet  
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la transamination de l'ornithine et de l'alpha-cétoglutarate en présence de vitamine B6. Les 

auteurs ont montré que l'activité enzymatique de l’OAT était très fortement réduite dans les 

cellules de l’EPR porteuses de la mutation dans le gène OAT (Meyer et al., 2011) 

Des mutations dans le gène codant un récepteur spécifique de l’EPR, « membrane frizzled-

related protein » (MFRP), ont été identifiées comme étant à l'origine de RP autosomiques 

récessives. Les cellules de l’EPR dérivées à partir de deux patients porteurs d’une mutation 

dans le gène MFRP montrent une morphologie anormale avec une faible pigmentation et la 

perte des jonctions serrées, ainsi qu’une désorganisation des fibres d’actine (Li et al., 2014). 

Récemment, Schwarz et al. ont dérivé des cellules de l’EPR à partir de cellules iPS d’un 

patient atteint de RP lié à l’X, correspondant à la présence de la mutation R120X dans le gène 

RP2 (Schwarz et al., 2014). Ces cellules de l’EPR porteuses de la mutation montrent des 

perturbations dans le trafic de l’appareil de Golgi et une mauvaise localisation de la protéine 

RP2, spécifique du cil, en accord avec le rôle potentiel de la protéine RP2 dans le trafic 

vésiculaire et la fonction du cil (Evans et al., 2010). Au sein des photorecepteurs le cil jout un 

rôle primordiale, notamment pour le trafic de l’appareil de Golgi, il semble donc que la 

génération de photorécepteurs matures (présentant des segments externes) à partir de cellules 

iPS porteuses de cette mutation sera bien plus intéressante pour la compréhension de cette 

forme de RP. 

Des modèles de la maladie de Best ont été rapportés lors de la différenciation en cellules de 

l’EPR de cellules iPS porteuses de mutations (A146K, N296H) dans le gène de la 

BESTROPHINE-1 (BEST1), un canal calcique spécifique de l’EPR impliquer dans les 

fonctions de transport entre la choroide et la rétine (cf. I.2.3). Si aucun défaut d’expression et 

de localisation de BEST1 n’est observé, en revanche ces cellules de l’EPR présentent un 

défaut dans le transport des fluides (Signh et al., 2013). De plus les cellules de l’EPR 

porteuses de la mutation accumulent du matériel auto-fluorescent et expriment des marqueurs 

du stress oxydatif après une activité de phagocytose des segments externes des 

photorécepteurs pendant de longues périodes (Singh et al., 2013). Les auteurs proposent que 

l’altération de l’homéostasie du calcium, observée dans ces cellules de l’EPR mutées, pourrait 

être responsable de ces perturbations à la base de la maladie. 

Un modèle de rétinopathie syndromique causé par un déficit en 3-hydroxyacyl-CoA 

déshydrogénase des acides gras à chaîne longue (LCHAD) a été établi avec des cellules de  
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l’EPR issues de cellules iPS porteuses d’une mutation (E510Q) dans le gène codant 

l’hydroxyacyl CoA déshydrogénase (HADHA) (Polinati et al., 2015). Ces cellules de l’EPR 

présentent un phénotype particulier avec des cellules de plus petite taille et des jonctions 

serrées irrégulières. De plus, une accumulation de triglycérides est retrouvée dans le 

cytoplasme de ces cellules (Polinati et al., 2015). 

Une dernière forme de dystrophie rétinienne héréditaire, la choroïderémie, a été étudiée via 

l’utilisation de cellules iPS de patients (Vassireddy et al., 2013 ; Cereso et al., 2014). Cette 

dystrophie liée à l'X se caractérise par dégénérescence progressive de la choroïde, de l’EPR 

puis des photorécepteurs. Après avoir reprogrammé en cellules iPS des fibroblastes de 

patients porteurs d’un ensemble complexe de mutations dans le gène codant la « Rab Escort 

protein » (REP1), Cereso et al. (2014) ont étudié les différentes propriétés des cellules de 

l’EPR différenciées à partir de ces cellules iPS. Les cellules de l’EPR du patient ne montrent 

aucun signe morphologique anormal, aucune perturbation dans le transport des fluides et dans 

l’activité de phagocytose. De manière intéressante, les cellules de l’EPR portant une mutation 

du gène REP1, reproduisent le défaut biochimique observé chez les patients, à savoir une 

diminution de la prénylation des petites protéines G de la famille Rab (Cereso et al., 2014) 

Les recherches sur la dégénérescence maculaire liée à l’âge (DMLA) ne permettent pas 

encore d’identifier de façon certaine les causes de la maladie. Plusieurs facteurs de risque 

pourraient être responsables de cette pathologie tels que l’âge, l’exposition au soleil, la 

cigarette et des antécédents familiaux généralement liés aux polymorphismes de certains 

gènes (les gènes de l’Apolipoprotéine E ou du facteur H du complément ou encore le locus 

ARMS2/HTRA1). Dans ce contexte, il reste très difficile d’établir un modèle in vitro de 

DMLA basé sur la technologie des cellules iPS. Néanmoins, un groupe américain (Yang et 

al., 2014) a généré des cellules iPS contenant les différents haplotypes, protecteur ou à-risque, 

des allèles ARMS2/HTRA1. Les cellules de l’EPR avec les allèles « à risque » présentent un 

plus grand taux de radicaux libres dérivés de l’oxygène en réponse à un stress lumineux, 

probablement en raison d’une activité réduite de la superoxide dismutase (Yang et al., 2014).  

 

La technologie des cellules iPS a également été utilisée pour analyser l’impact de mutations 

spécifiques sur le développement de la rétine, telle qu’une mutation dans le gène VSX2 

responsable d’une forme de microphtalmie (Phillips et al. 2014). Dans ce cas, les cellules 

progénitrices rétiniennes présentes au sein des structures de type OV ont tendance à se  
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spécifier vers le lignage des cellules de l’EPR. De plus, la génération des photorécepteurs est 

très tardive et aucune cellule bipolaire n’a pu être obtenue à partir des cellules iPS du patient 

(Phillips et al., 2014). 

 

V.2. Les applications liées à la modélisation in vitro des dystrophies 

rétiniennes 

 

En plus de permettre l’étude mécanistique de la pathologie, deux grands champs 

d’applications peuvent être développés à partir de ces modèles in vitro issus de cellules iPS de 

patients : le criblage de molécules et les tests de thérapies innovantes comme la thérapie 

génique. 

 

V.2.1. Le criblage de molécules  

Les cellules rétiniennes générées à partir de cellules iPS de patients atteints de dystrophies 

rétiniennes peuvent être utilisées pour réaliser un criblage de différents composés, comme de 

simples molécules chimiques, différents composés naturels (plantes, etc...) ou des banques de 

microARNs. Des criblages phénotypiques dirigés contre un mécanisme clairement identifié au 

départ ou sur sa conséquence physiologique (prolifération, différenciation, viabilité, ou 

fonction spécialisée du type cellulaire obtenu) peuvent être développés. Dans le cas de défauts 

biochimiques bien établis, des criblages plus spécifiques ciblant l’activité biochimique 

défectueuse peuvent être envisagés. La majorité des modèles et des tests actuellement 

rapportés ciblent les pathologies cardiaques et du système nerveux central (Rajamohan et al., 

2012). Si aucun criblage à haut débit utilisant des cellules de rétine n’a été décrit, plusieurs 

études en ont apporté la preuve de concept. Dans le cadre de dystrophies rétiniennes, des 

photorécepteurs ou des cellules de l’EPR dérivés de cellules iPS ont été utilisées pour la 

découverte ou la validation de composés neuroprotecteurs (Jin et al., 2011 ; Meyer et al., 

2011 ; Schwarz et al., 2014 ; Yoshida et al., 2014). 

Ainsi, l’ajout d’-tocopherol (un antioxydant), lors de la culture de photorécepteurs dérivés de 

cellules iPS de patients atteints de RP (mutation H137L dans le gène RP9) favorise la survie 

des bâtonnets (Jin et al., 2011). Le même type d’approche sur les photorécepteurs porteurs 

d’une mutation (E18K) dans le gène RHO, a permis de sélectionner des inhibiteurs de la voie 

mTOR comme composés neuroprotecteurs (Yoshida et al., 2014).  
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Meyer et al. (2011) ont montré que la très faible activité enzymatique de l’OAT dans les 

cellules de l’EPR porteuses de la mutation dans le gène OAT pouvait être partiellement 

rétablie en présence de vitamine B, ouvrant la voie à de potentiels criblages non plus 

phénotypiques mais biochimiques. 

Une approche similaire pourrait être envisagée pour les patients atteints de RP lié à l’X (RP2), 

notamment pour rétablir la fonction de la protéine RP2. En effet, Schwarz et al. (2014) ont 

démontré que les molécules G418 et PTC124 (Ataluren), qui permettent l'incorporation d'un 

acide aminé au niveau du codon stop prématuré, restaurent entre 13 à 20% de l’expression de 

la protéine RP2, menant ainsi au bon fonctionnement du transport au sein de l’appareil de 

Golgi dans les cellules de l’EPR porteuses de la mutation R120X dans le gène RP2. 

 

Pour la DMLA qui affectent 25 à 30 millions de personnes à travers le monde, la mise au 

point de tests de criblage à haut débit permettant de trouver des molécules favorisant la survie 

ou diminuant le stress oxydatif des cellules de l’EPR est actuellement envisagée. Le 

« readout » idéal pour cette pathologie multifactorielle est difficile à déterminer. Néanmoins 

Chang et al. (2014) ont utilisé le stress oxydatif en réponse au peroxyde d’hydrogène pour 

cribler différents antioxydants sur des cellules de l’EPR dérivées de cellules iPS de cinq 

patients atteints de DMLA. Ils ont ainsi proposé que la curcumine pourrait être un composé 

idéal pour restaurer la défense des cellules de l’EPR contre le stress oxydatif, cette propriété 

étant fortement altérée dans les cellules de l’EPR issues de cellules iPS de patients atteints de 

DMLA (Chang et al., 2014) 

 

Si ces systèmes de criblage de composés biologiques/chimiques peuvent permettent la 

découverte de futurs médicaments, ils pourraient également être utilisés pour vérifier 

l’absence d’effets toxiques de médicaments potentiels. 

 

V.2.2. Les tests de thérapies innovantes 

La possibilité de générer des modèles spécifiques de pathologies rétiniennes héréditaires à 

partir de cellules iPS offre la possibilité de tester l'efficacité de certaines thérapies géniques 

(correction de la mutation et/ou apport d’un gène sain, approches d’optogénétique). Les 

résultats obtenus à partir d'essais de thérapie génique dans un système humain in vitro, 

couplés à des études in vivo dans des modèles animaux, s’ils existent, pourraient conduire 

plus rapidement à des études précliniques de phase I/II et des essais cliniques. 
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 Plusieurs modèles in vitro de dystrophies rétiniennes héréditaires obtenus à partir de cellules 

iPS de patients ont permis de démontrer la restauration d’un phénotype cellulaire et/ou 

biochimique normal après une manipulation génétique. 

L’utilisation d’un chromosome artificiel bactérien (BAC) comme vecteur du gène humain de 

l’OAT a permis de corriger une mutation dans le gène OAT (Howden et al., 2011) et de 

restaurer l’activité de cette enzyme OAT dans les cellules de l’EPR dérivées des cellules iPS 

corrigées (Meyer et al., 2011). 

Dans le cadre de la RP liée au gène MFRP, la transduction des cellules iPS d’un patient 

porteur d’une mutation dans ce gène à l’aide d’un AAV contenant le gène sauvage permet le 

rétablissement d’un phénotype et d’une fonction normale des cellules de l’EPR dérivées de 

ces cellules iPS (Li et al., 2014). 

 

Dans les cas de choroïdorémie, deux études complémentaires ont démontré la possibilité de 

corriger le défaut dû au gène REP1 muté avec un système d’AAV, soit directement sur les 

fibroblastes du patient (Vasireddy et al., 2014), soit sur les cellules de l’EPR (Cereso et al., 

2014). Cette dernière étude démontre que l’introduction d’une copie saine du gène REP1 dans 

les cellules de l’EPR issues de cellules iPS porteuses de la mutation du gène REP1, permet 

aux cellules de l’EPR de récupérer un phénotype normal avec une activité enzymatique de 

prénylation du même ordre de grandeur que dans des cellules de l’EPR saines (Cereso et al., 

2014).  

 

L’ensemble de ces études illustre l'important potentiel de la technologie des cellules iPS via la 

génération de modèles de pathologies rétiniennes in vitro. L’utilisation des cellules 

rétiniennes dérivées de cellules iPS de patients permet ainsi : 

- de récapituler avec précision le déroulement de la maladie in vitro,  

- de donner un aperçu des aspects fonctionnels défectueux liés aux mutations, 

- d’identifier de nouvelles mutations sporadiques, 

- de tester la toxicité de différents médicaments et / ou l'efficacité de nouveaux 

composés sur une population cellulaire bien définie, 

- d’optimiser de futurs essais de thérapie génique (Leach et al., 2015). 
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Objectifs de Thèse 

 

Le fort potentiel des cellules iPS permet le développement de nombreux projets à visée 

thérapeutique notamment dans le cadre des pathologies rétiniennes dégénératives. Dans ce 

contexte l’équipe dirigée par le Dr. Olivier Goureau a pour objectif de développer des études 

précliniques requises pour le développement de thérapies, utilisant les cellules iPS.  

Mon projet de thèse a consisté, dans un premier temps, à générer des cellules iPS dérivées de 

patients atteints de RP pour étudier in vitro les effets d'un gène déficient dans le 

développement et la physiologie des cellules rétiniennes humaines. Ces cellules iPS porteuses 

de différentes mutations sont un outil de modélisation remarquable, permettant d’étudier les 

mécanismes cellulaires et moléculaires impliqués dans la pathogénie de RPs spécifiques 

(Borooah et al. 2013 ; Rowland et al. 2012). 

Le Centre d’Investigation Clinique 1423 dirigé par le Pr Sahel au sein de l’hôpital des XV-

XX, présente une très large cohorte de patients atteints de RP aux phénotypes et génotypes 

extrêmement bien caractérisés. Nous avons choisi de cibler différentes formes de RP 

correspondant à des formes autosomiques dominantes (ad), décrites précédemment :  

- La duplication (c.709_734dup / p.C247X) ou de la délétion (c.269-273del/ 

p.Tyr90CysfsX21) au sein du gène PRPF31  

- la mutation P347L au sein du gène RHO 

- la mutation G64R au sein du gène NR2E3. 

Dans un premier temps, différentes lignées de cellules iPS, porteuses des mutations 

sélectionnées, ont été générées à partir de fibroblastes issus des biopsies de peau des patients, 

et caractérisées afin de former une banque de cellules iPS pathologiques (Partie I). 

Durant mon travail de thèse, j’ai contribué au développement d’un nouveau protocole 

permettant la différenciation des cellules iPS en cellules de l’EPR, en progéniteurs rétiniens, 

et en photorécepteurs (Partie II). 

La dernière partie de mon travail a consisté à utiliser ce protocole pour différencier les 

cellules iPS porteuses de mutation en cellules rétiniennes (rétine neurale et EPR) afin de 

générer des modèles in vitro de RP, permettant l’étude de la physiopathologie spécifique à 

chaque mutation (Partie III et IV). 
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Matériels et Méthodes 
 

I. Sélection des patients 
 

En accord avec la législation française, notre projet intitulé, « Projet de biopsie de peau de 

patients atteints de dystrophies rétiniennes pour l’obtention des cellules souches pluripotentes 

dans un but de recherche sur les pathologies », a été déposé auprès du Comité de protection 

des personnes (CPP) d’Ile de France et de l’Agence nationale de la sécurité du médicament et 

des produits de santé (ANSM, anciennement AFSAPPS). Après avoir obtenu les avis 

favorables du CPP (2012-A01333-40 ; Ref. promoteur : P12-02) et de l ‘ANSM (B121362-

32), les premiers patients ont pu être prélevés avec leur consentement éclairé, au sein de 

cohortes suivies au Centre d’Investigation Clinique (CIC) 1423 rattaché à l’hôpital des 

Quinze-Vingts. Le CIC 1423 et le centre de références maladies rares (CMR) « Dystrophie 

rétiniennes d’origine génétique » qui lui est associé depuis 2005, se sont dotés d’une 

plateforme de phénotypage performante permettant une caractérisation anatomique et 

fonctionnelle détaillée des patients selon des méthodes standardisées, basées sur les règles 

éthiques en vigueur, les recommandations internationales ainsi que sur le développement de 

nouvelles techniques plus spécifiques. Ainsi, depuis la création du CIC puis de son 

association avec le CMR, une cohorte de patients atteints de dystrophies rétiniennes 

héréditaires au phénotype parfaitement caractérisé a été constituée. 

Avec l’aide du Dr Audo, des familles aux caractéristiques génétiques connues ont été 

sélectionnées, en ciblant uniquement des formes de RP autosomique dominante (adRP) sous-

tendues par des mutations des gènes RHO, PRPF31 ou NR2E3. Nous avons choisi au sein de 

mêmes familles des personnes atteintes porteuses d’une mutation sur chacun des gènes 

étudiés (sujets affectés), des personnes porteuses de la même mutation mais indèmne (sujets 

asymptomatiques) et des personnes non porteuses de la mutation et donc indèmnes (contrôle). 

Nous avons recruté dix personnes pour le gène PRPF31, issues de trois familles avec deux 

mutations différentes (c.709-734dup, c.269-273del.) : six personnes affectées, une personne 

asymptomatique et trois personnes indèmnes (contrôle) (Figure 36). Pour l’étude du gène 

codant la RHODOPSINE (substitution 1040C>T), nous avons recruté au sein d’une même 

famille deux sujets affectés ainsi qu’une personne indèmne. Enfin, pour l’étude du gène 

NR2E3 (substitution 166G>A), nous avons recruté une personne affectée  
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n° CIC n° Famille Sexe Date de la biopsie Gène d'intérêt Etat clinique Mutation 

4528 273 M 18/12/2012 PRPF31 Symptomatique Tyr91CysfsX21
398 273 M 20/12/2012 PRPF31 Symptomatique Tyr91CysfsX22
4138 1706 M 22/01/2013 PRPF31 Asymptomatique Cys247X
3777 1706 F 22/01/2013 PRPF31 Symptomatique Cys247X
785 273 M 31/01/2013 PRPF31 Sain
1031 273 F 22/02/2013 PRPF31 Symptomatique Tyr91CysfsX22
4137 1706 F 26/03/2013 PRPF31 Sain
5327 761 F 03/07/2014 PRPF31 Symptomatique Tyr91CysfsX22
5331 761 M 03/07/2014 PRPF31 Symptomatique Tyr91CysfsX22
5328 761 M 03/07/2014 PRPF31 Sain

Figure 36 : Pédigree des patients sélectionnés atteints d’une RP causée par différentes 

mutations (269-273del et 709-734dup) dans le gène PRPF31. 

carré: homme, rond: femme. noir : symptomatique porteur de la mutation, gris: asymptomatique porteur 

de la mutation et blanc: asymptomatique non porteur de la mutation. 
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(Figure 37) et trois autres au sein d’une autre famille accompagnées d’une personne indèmne 

(Figure 38). 

 

II. Biopsies de peau et cultures de fibroblastes 
 

Les biopsies de peau d’environ 4 mm d’épaisseur sont réalisées au niveau de l’aisselle, grâce 

à un système de carottage. L’intervention se fait sous anesthésie locale et se termine par un 

point de suture. Les biopsies sont maintenues dans du milieu de culture (DMEM 1X, 10% 

SVF, 2mM Sodium Pyruvate ; Life Technologies) préalablement chauffé à 37°C. Ce milieu 

est supplémenté d’un antimycotique (Fungizone®, Life Technologies) et d’antibiotiques 

(Pénicilline-Streptomycine, Life Technologies). Les biopsies sont mises en culture dans 

l’heure suivant le prélèvement. 

Avec des instruments de dissection, la biopsie est découpée en trois parties distinctes. 

Chacune de ces parties est déposée, au centre d’une flasque de 25cm² IWAKI (VWR) dans le 

fond de laquelle 300µL de milieu est ajouté. Les flasques sont placées dans l’incubateur à 

37°C 5% CO2, afin que les morceaux de la biopsie adhèrent solidement au plastique. Après 40 

minutes, du milieu de culture est ajouté très délicatement afin de recouvrir la biopsie. Les 

biopsies sont ainsi conservées sans être déplacées. Après émergence des premières cellules de 

la biopsie aux alentours du 5ème jour, la moitié du milieu est changé tous les 10 jours, jusqu’à 

80-100% de confluence. 

Une fois cette confluence obtenue, les fibroblastes sont réensemencés à 5.105 cellules par 

flasque de 75cm². Le surplus de cellules est cryoconservé dans un milieu composé de 90% 

SVF (Life Technologies) et 10% DMSO (Sigma), afin de constituer une banque de 

sauvegarde. 

Lors du premier passage des fibroblastes, les antibiotiques et l’antifongique sont retirés du 

milieu et l’absence de mycoplasmes est vérifiée à l’aide du kit « MycoAlert™ Mycoplasma 

Detection Kit » (Lonza). En parallèle, l’ADN génomique est extrait et séquencé afin de 

contrôler la présence ou non de la mutation d’intérêt, et l’ARN est extrait pour servir de 

contrôle négatif lors de manipulation de qPCR (cf. X.) (Figure 39). 
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n° CIC n° Famille Sexe Date de la biopsie Gene d'intérêt Etat clinique Mutation 

86 63 F 26/03/2013 Nr2e3 Symptomatique G56R

893 574 F 05/12/2013 Nr2e3 Symptomatique G56R

894 574 F 05/12/2013 Nr2e3 Sain

1394 574 F 05/12/2013 Nr2e3 Symptomatique G56R

1395 574 F 05/12/2013 Nr2e3 Symptomatique G56R

n° CIC n° Famille Sexe Date de la biopsie Gene d'intérêt Etat clinique Mutation 

7027 681 M 18/04/2013 Rho Sain

2634 681 F 18/04/2013 Rho Symptomatique P347L

1125 681 F 18/04/2013 Rho Symptomatique P347L

Figure 37: Pédigree des patients sélectionnés atteints d’une RP causée par la mutation 

G56R dans le gène NR2E3. 

carré: homme, rond: femme, noir : symptomatique porteur de la mutation, et blanc: asymptomatique non 

porteur de la mutation. 

Figure 38 : Pédigree des patients sélectionnés atteints d’une RP causée par la mutation 

P347L dans le gène rhodopsine (RHO). 

carré: homme, rond: femme, noir : symptomatique porteur de la mutation, et blanc: asymptomatique non 

porteur de la mutation.  
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III. Reprogrammation 
 

Lors du deuxième passage, les fibroblastes sont ensemencés à 105 cellules dans un puits de 

plaque 6 puits. Deux jours après, les cellules sont transduites avec les quatre virus de Sendai 

contenant les ARNs des gènes reprogrammateurs (OCT-3/4, KLF4, SOX2 et C-MYC ; 

CytoTune®-iPS Sendai Reprogramming Kits, Life Technologies) avec une MOI=3 

(multiplicity of infection) pour chacun. Le milieu est changé tous les deux jours. Sept jours 

après l’infection, 2.105 cellules sont réensemencées dans une boîte de culture de 10 cm de 

diamètre, préalablement ensemencée avec des cellules nourricières (2,5.105 cellules/cm²). Les 

cellules nourricières sont des fibroblastes humains préalablement traités à la Mitomycine C 

(Sigma).  

Le lendemain, le milieu est remplacé par un milieu spécifique, destiné à la culture de cellules 

pluripotentes humaines, le ReproStem (ReproCELL), supplémenté avec 10 ng/ml de FGF-2 

(Preprotech).  

Le milieu est changé tous les jours. Après 21 à 28 jours, les colonies (maximum de 15 par 

patient) sont repiquées mécaniquement, à l’aide d’une aiguille, pour être isolées dans des 

boîtes de culture type «Organ Cell» (Falcon) préalablement ensemencées avec les cellules 

nourricières (2,5.105 cellules/cm²). 

Chaque semaine, un passage mécanique des cellules iPS est réalisé. Durant les 5 premières 

semaines, chaque colonie est isolée dans une nouvelle boîte, afin d’assurer la clonalité des 

cellules iPS. 

Lors du sixième passage, 3 clones sont maintenus en culture, les autres clones sont congelés 

avec du milieu de congélation CryoStem™ Freezing Medium (StemGent). Les colonies 

maintenues en culture sont alors stabilisées, et amplifiées afin de réaliser dans un premier 

temps leur caractérisation.  

 

IV. Culture des cellules iPS 
 

IV.1. Culture sur cellules nourricières 

Chaque semaine, les cellules iPS sont passées mécaniquement sur un nouveau tapis de 

cellules nourricières (2,5.105 cellules/cm²). Les cellules nourricières sont amplifiées et traitées  
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Figure 39: Différentes étapes requises pour la génération et la différenciation des cellules 

iPS de patients. 

Grandes étapes de manipulations: 1) Culture primaire des fibroblastes issus de la biopsie avec 

amplification et conservation ; 2) Reprogrammation en cellules iPS avec sélection (repiquage); 3) 

Culture des cellules iPS (stabilisation, caractérisation et amplification); 4) Différenciation en cellules 

rétiniennes (neuro-rétine ou cellules de l’EPR) après approximativement 20 passages. 
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à la mitomycine C puis congelées afin d’être prête à l’utilisation pour la culture des cellules 

iPS lors de chaque passage. Ainsi, elles sont décongelées, ensemencées la veille du passage 

des cellules iPS et conditionnées quelques heures avant le passage avec du milieu ReproStem 

supplémenté de 20 ng/ml de FGF-2.  

Le milieu est changé tous les jours avec 10 ng/ml de FGF-2, à l’exception du lendemain du 

passage, où seul du FGF-2 est ajouté au milieu. Régulièrement, les colonies de cellules iPS 

doivent être « nettoyées » : il s’agit de retirer manuellement (à l’aide d’une pointe) les 

structures qui se sont formées en 3 dimensions, correspondant aux cellules iPS qui se 

différencient spontanément.  

IV.2. Culture en absence de cellules nourricières 

La culture en présence de cellules nourricières demandant un entretien très rigoureux 

(production des cellules nourricières, passage mécanique, « nettoyage » des cellules), 

différents substrats ont été développés pour remplacer ces cellules nourricières. Nous avons 

choisi de suivre cette progression technologique et d’utiliser la Vitronectine avec le milieu 

associé, Essential 8™ Medium (Life Technologies) ou TeSR™-E8™ (Stemcell 

Technologies). 

Ces conditions, dites « feeder-free », permettent de réaliser des passages avec un substrat à 

base de d’Éthylène Diamine Tétra-Acétique (EDTA) (Gentle Cell Dissociation Reagent, 

StemCell Technologies), ce qui permet une amplification des cellules iPS 10 à 20 fois plus 

rapide qu’en présence de cellules nourricières. Cette méthode de culture, diminue fortement la 

différenciation spontanée des colonies de cellules iPS. Par ailleurs, la réalisation du passage 

en fin de semaine, permet de s’affranchir de changer le milieu des cellules iPS le week-end. 

Face à ce système moins contraignant, l’ensemble des cellules iPS a progressivement été 

adapté à cette méthode de culture. 

V. Différenciation des cellules iPS en cellules de l’Epithélium 

Pigmentaire Rétinien (EPR)  
 

Les cellules iPS cultivées sur cellules nourricières sont maintenues dans les mêmes conditions 

pendant 14 jours après le passage. Le FGF-2 est soustrait du milieu pendant 48 heures puis le 

milieu ReproStem est remplacé par un milieu pro-neural (DMEM-F12 avec 1% de 

supplément N2 et 0.1% Pénicilline/Streptomycine, Life Technologies). Le milieu est changé 

tous les 2 jours jusqu’à l’apparition des cellules pigmentées. Pour les cellules iPS cultivées en  
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Anticorps primaire Espèce Dilution Fournisseurs Utilisation

Acetylated Tubulin Mouse monoclonal 1:1 000 Sigma IF

Actin Mouse monoclonal 1:400 Abcam WB

AP2 Mouse monoclonal 1:100 DSHB IF

Best-1 Mouse monoclonal 1:1 000 Novus IF

Brachyury Rabbit polyclonal 1:100 TEBU IF

BRN3A Mouse monoclonal 1:250 Millipore IF

Calretin Mouse monoclonal 1:500 Abcys IF

CD73 Mouse monoclonal 1:100 BioLegend IF

Cone arrestin Rabbit polyclonal 1:2 000 Millipore IF

CRX Mouse monoclonal 1:1 000 abnova IF

Ezrin Mouse monoclonal 1:250 Sigma IF

Glutamin Synthetase Mouse monoclonal 1:500 Millipore IF

Ki67 Rabbit polyclonal 1:1 000 BDPharmagen IF

Lim1 (Lhx1) Mouse monoclonal 1:20 DSHB IF

Lhx2 Goat polyclonal 1:200 Santa Cruz IF

Mertk Rabbit polyclonal 1:50 Abcam IF

Mitf Mouse monoclonal 1:200 DAKO IF

Nanog Rabbit polyclonal 1:200 Cell signaling IF

Oct4 Rabbit polyclonal 1:100 Cell signaling IF

Opsine G/R Rabbit polyclonal 1:5 000 Millipore IF

Otx2 Rabbit polyclonal 1:5 000 Millipore IF

Pax6 Rabbit polyclonal 1:1 000 Millipore IF

PKCα Rabbit polyclonal 1:5 000 Santa Cruz IF

Prpf31 Rabbit polyclonal 1:200 Santa Cruz WB

Rax/Rx Rabbit polyclonal 1:10 000 Abcam IF

Recoverin Rabbit polyclonal 1:2 000 Chemicon IF

Rhodopsin Mouse monoclonal 1:250 Don du Dr Molday IF

RPE65 Mouse monoclonal 1:250 Millipore IF

SSEA4 Mouse monoclonal 1:200 Cell signaling IF

SMA Mouse monoclonal 1:100 DAKO IF

Sox9 Rabbit polyclonal 1:1 000 Millipore IF

Sox17 Goat polyclonal 1:200 R&D IF

TRA1-60 Mouse monoclonal 1:100 Cell signaling IF

Tuj1 Mouse monoclonal 1:250 Covance IF

Vsx2 (Chx10) Goat polyclonal 1:2 000 Santa Cruz IF

ZO-1 Rabbit polyclonal 1:250 Life technoligies IF

Phaloïdine - alexa 594 Amanite phalloïde 1:20 Life technoligies IF

Tableau 11: Liste des anticorps utilisés dans cette étude. 

IF: marquage par immunofluorescence, WB: analyse par Western blot.  
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condition « Feeder-Free », le milieu E8 est remplacé 5 jours après le passage par son 

équivalent sans FGF-2 et TGF-β : le milieu E6 (Life Technologies ou Stemcell Technologies). 

Au 7ème jour après le passage, le milieu E6 est supplémenté de 1% de supplément N2 (Life 

Technologies) et changé tous les 2 jours jusqu’à l’apparition des cellules pigmentées. Les 

patchs de cellules pigmentées qui se forment dans le tapis cellulaire sont découpés à l’aide 

d’une aiguille et déposés sur une matrice de Geltrex® (Life Technologies). Une fois à 

confluence, les cellules de l’EPR sont caractérisées par RT-qPCR et immunohistochimie. Ces 

cellules peuvent être passées jusqu’à 2 fois à l’aide de trypsine 0.25% (Life Technologies) via 

une incubation pendant 10 minutes à 37°C. 

 

VI. Différenciation des cellules iPS en rétine-neurale  
 

Quatre jours après le passage de cellules iPS en condition « feeder-free », le milieu de culture 

E8 est remplacé le milieu E6 comme décrit précédemment (cf. V.) : Au bout de 48 heures, le 

milieu E6 est supplémenté avec 1% de supplément N2 et changé tous les 2 jours. Après 26 

jours, les structures en 3D de type neurorétine sont détachées du tapis avec une aiguille puis 

mise en suspension dans un milieu de culture composé de DMEM-F12 avec 2% de 

supplément B27 (Life Technonologies) et 0,1% de Pénicilline/Streptomycine. La moitié du 

milieu est remplacée tous les 2 jours, et supplémentée de 20 ng/ml de FGF-2 pendant les 7 

premiers jours. Les structures poursuivent ainsi leur différenciation et leur maturation 

cellulaire. 

 

VII. Cryosection 
 

Pour la cryosection, les structures en 3D de type neurorétine sont fixées 10 à 20 minutes, 

selon leur taille, dans 4% de paraformaldéhyde (PFA), puis incubées dans du PBS contenant 

30% de sucrose (Sigma) pendant 4 heures au minimum. Les structures sont alors incluses 

dans du PBS contenant 10% de sucrose et 7.5% de gélatine et congelées à -50°C dans de 

l’Isopentane (Sigma-Aldrich). Des sections de 10μm d’épaisseur sont collectées sur lame, à 

l’aide du Cryostat (MICROM HM 560). 
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VIII. Immunomarquage et acquisition des images 
 

Le marquage par immunofluorescence a été réalisé, soit sur des cellules ensemencées sur 

lamelles de verre (quelques jours après leur passage pour les cellules iPS, quatre à six 

semaines après le passage pour les cellules de l’EPR), soit sur des cryosections de structures 

de neurorétine. Les lames ou lamelles sont incubées 1 heure à température ambiante avec une 

solution de saturation (PBS avec 0,2% de Gélatine et 0,25% de Triton X-100) puis sur la nuit 

à 4°C avec les anticorps primaires (Tableau 11). Le lendemain, les lames sont lavées 3 fois 

dans du PBT (PBS avec 0,1% de Tween) puis incubées pendant 1 heure avec les anticorps 

secondaires correspondants, conjugués aux Alexa Fluor 488 ou 594 dilués à 1:600 et avec le 

DAPI (diamidino-phenyl-indole) dilué au 1:1000, dans le tampon de saturation. Les signaux 

fluorescents sont détectés par un microscope confocal équipé de lasers à 488 et 545nm 

(Olympus). 

 

VIII.1. Traitement des images 

 Le logiciel ImageJ a été utilisé pour mesurer et analyser l’intensité des marquages. Les 

différentes images séparées par canaux (correspondant à chaque longueurs d’ondes) sont 

combinées, et l’ensemble des slices sont compilées. Pour observer et représenter la 

localisation des protéines selon l’axe apical-basal des cellules, la pile d’images est sectionnée 

selon les axes XZ ou YZ. 

 

VIII.2. Quantification 

Afin d’évaluer la quantité de cellules exprimant une protéine marquée, des acquisitions sont 

réalisées par un scanner de lames, le NanoZoomer (Hamamatsu Photonics). Les images sont 

ensuite redimensionnés à l’aide d’une macro du logiciel ImageJ, pour être analysées par la 

camera virtuelle de l’Arrayscan (Thermo Scientific™ ArrayScan™ XTI Live High Content 

Platform). 

 

IX. Marquage Phosphatase Alcaline 
 

Les cellules iPS sont amplifiées sur des lamelles de verre (Delta microscopies). Quatre jours 

après le passage, les cellules sont fixées à l’éthanol, puis incubées 3 à 5 minutes à température  
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Nom Séquence des Amorces (SYBR)

PRPF31 For CAGCAAGCAAGCCAAAGCT

PRPF31 Rev CCGGATGAACTTATGGATGATG

CNOT3 For CGCAAATGGAACGGTTCAAAG

CNOT3 Rev GTATTCGTGAGCCACTGGCCA

Nom Reference "TaqMan® Gene Expression ID Assays"

18S 18S-Hs99999901_s1

AFP AFP-Hs00173490_m1

BEST1 BEST1-00188249_m1

BLUE OPSIN OPN1SW-Hs00181790_m1

BRN3A POU4F1-Hs00366711_m1

BRN2B POU4F2-Hs00231820_m1

CALREITIN CALB2-Hs00242372_m1

CONE ARRESTIN ARR3-Hs00182888_m1

CRX CRX-Hs00230899_m1

DKK1 DKK1-Hs00183740_m1

DNMT3B DNMT3B-Hs00171876_m1

GAD2 GAD2-Hs00609534_m1

GATA4 GATA4-Hs01034629_m1

GATA6 GATA6-Hs00232018_m1

GDF3 GDF3-Hs00220998_m1

GLAST1 SLC1A3-Hs00188193_m1

HAND1 HAND1-Hs00231848_m1

LHX2 LHX2-Hs00180351_m1

LIM1 LHX1-Hs00232144_m1

LIN28A LIN28A-Hs00702808_s1

MERTK MERTK-Hs01031973_m1

MITF MITF-Hs01117294_m1

NANOG NANOG-Hs02387400_g1

NES NES-Hs00707120_s1

NEUROD1 NEUROD1-Hs00159598_m1

NODAL NODAL-Hs00415443_m1

NOGGIN NOG-Hs00271352_s1

NRL NRL-Hs00172997_m1

OCT4 POU5F1-Hs00999632_g1

PAX6 PAX6-Hs00240871_m1

PEDF SERPINF1-Hs01106934_m1

PKCα PRKCA-Hs00925195_m1

RED /GREEN OPSIN OPN1MW-Hs00241039_m1

RAX RAX-Hs00429459_m1

RECOVERIN RCVRN-Hs00610056_m1

RHO RHO-Hs00892431_m1

RPE65 RPE65-Hs01071462_m1

SIX3 SIX3-Hs00193667_m1

SOX2 SOX2-Hs01053049_s1

TERT TERT-Hs00972656_m1

VSX2 VSX2-Hs00766959_s1

Tableau 12: Liste des amorces utilisées dans cette étude.  
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ambiante dans une solution de BCIP/NBT (5-Bromo-4-chloro-3-indolyl phosphate et p-

nitroblue tetrazolium chloride). La réaction est arrêtée par plusieurs lavages au PBS et les 

lamelles de verre sont montées sur lame avec du milieu de montage Fluoromount-G® 

(SouthernBiotech). Les acquisitions sont faites à sur un microscope inversé à fond clair Nikon 

TS100. 

 

X. RT-PCR quantitative  
 

Les ARNm sont extraits en utilisant le kit «Nucleospin RNA II ou XS» (Macherey Nagel) et 

les ADNc sont synthétisés avec le kit « ARNm Reverse Transcription » (Quiagen), suivant les 

protocoles établis par les fournisseurs. Les réactions de PCR quantitatives sont faites avec  

0.25µM d’amorce (Tableau 12), dans un volume de 20μl avec le mix « Power SYBR® Green 

PCR Master Mix » ou « Power TaqMan Master Mix Gene expression » (Applied Biosystems) 

selon le type d’amorce. Elles sont réalisées avec l’appareil 7500 Real-Time PCR System 

(Applied Biosystems) avec un cycle de 2 minutes à 50°C puis un cycle de dénaturation de 10 

minutes à 95°C et ensuite 40 cycles comprenant 15 secondes à 95°C et 1 minute à 60°C.  

Les valeurs délivrées par la machine correspondent au nombre de cycle (Ct) effectué avant 

que l’ADN synthétisé, à partir du couple d’amorces, soit détecté. Les valeurs de Ct sont dans 

un premier temps normalisées par rapport aux valeurs de Ct obtenues pour le gène ubiquitaire 

18S : ΔCtéchantillon = Ctéchantillon– Ct18S). Cette valeur de ΔCt est ensuite normalisée à la valeur 

obtenue pour le contrôle de chaque expérience : ΔΔCt = ΔCtéchantillon– ΔCtcontrole). La valeur de 

l’expression relative d’un gène d’intérêt, en ARN messager, au sein de l’échantillon est calculée 

grâce à la formule : 2-ΔΔCtéchantillon.  

 

XI. Analyse par Western blot 
 

Les extraits protéiques ont été collectés dans du tampon de lyse RIPA (1% Triton X-100, 1% 

sodium déoxycholate, 0,1% sodium dodecyl sulfate (SDS), 50mM HEPES (pH 7,4), 150mM 

NaCl, 10% glycerol, 1,5mM MgCl2, 1mM EGTA) contenant des inhibiteurs de protéase et de 

phosphatase (Sigma), à partir de cellules de l’EPR dérivées de cellules iPS de différents 

patients. Les extraits ont alors été centrifugés pendant 5min à 5000g et 12 μg de protéines ont 

été soumis à une migration en gel SDS-polyacrylamide. Les protéines ont été transférées sur 

une membrane de nitrocellulose (Whatman). La membrane a été saturée pendant 1 heure à  



162 

 

 

 

 



163 

 

température ambiante dans du PBS contenant 0.1% de Tween (PBT) et 5% de lait en poudre 

et incubée toute la nuit à 4°C avec l’anticorps primaire (Tableau 11) dilué dans la solution de 

saturation. Après 3 lavages de 10 minutes dans une solution de PBT, les membranes ont été 

incubées pendant 1 heure à température ambiante avec l’anticorps secondaire couplé à la 

péroxidase. Après plusieurs lavages en PBT, l’activité de la péroxidase a été détectée sur un 

film photographique en utilisant le kit de détection Chemiluminescence (PerkinElmer, 

Waltham, MA). Les films ont été scannés et le signal quantifié avec le logiciel ImageJ. 

 

XII. Caryotype et tératome 
 

Les analyses caryotypiques, ainsi que la mise en évidence de la formation de tératomes dans 

les souris immunodéficientes sont réalisées sur la Plateforme Cellules Souches de Villejuif 

(ES team, Paris Sud) avec l’aide du Dr O. Féraud. Les caryotypes sont traités par une méthode 

de G-banding. Les tératomes sont générés par injection de cellules iPS en suspension (1 à 

2.106 cellules) dans des souris NOD Scid gamma (NSG, Charles River) de 6 semaines. Apres 

8 à 10 semaines, les tératomes sont disséqués et fixés au PFA 4%. Les échantillons sont inclus 

en paraffine, coupés, puis les sections sont marquées avec de l’Eosine et de l’Hématoxyline 

(Griscelli et al., 2012). 

 

XIII. Microscopie électronique à balayage (MEB) et à transmission 

(MET) 

 

Les cellules de l’EPR dérivées de cellules iPS sont ensemencées à 105 cellules par cm² sur une 

membrane en suspension (Corning® Transwell® polyester membrane cell culture inserts) et 

incubées à 37°C en présence de 5% CO2. Le milieu de culture (DMEM/F12 supplémenté de 

1% N2) est changé tous les deux jours pendant 4 à 6 semaines. A ce temps, les cellules sont 

fixées au Gultaraldéhyde 2% dans un tampon phosphate à 0.1mM durant 1h à température 

ambiante, puis les échantillons sont lavés au tampon phosphate. La suite des manipulations est 

réalisée sur la plateforme de microscopie électronique de Jussieu, avec l’aide de Virginie 

Bazin (MEB) et Géraldine Toutirais (MET).  

Pour les observations en MEB, les échantillons sont traités au tetroxyde d’osium pendant 20 

minutes à température ambiante puis déshydratés dans des bains d'éthanol successifs à  

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0002944012001022
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Figure 40 : Mesure de l’activité de phagocytose de cellules de l’EPR. 

La mesure de l’intensité de fluorescence dégagée par les cellules de l’EPR, mises en présence de 

segments externes de photorécepteurs de porc (POS) préalablement marqués au FITC, permet 

d’évaluer l’activité de phagocytose totale (A). L’ajout de bleu de trypan sur les cellules de l’EPR 

masque le signal fluorescent externe aux cellules (B), donnant une mesure du signal fluorescent 

correspondant aux POS internalisés par les cellules. Ces deux mesures, permettent de déduire la 

l’intensité de fluorescence correspondant aux POS attachés à la surface des cellules. Le ratio 

d’activité de phagocytose est obtenu en rapportant la fluorescence FITC sur la fluorescence du 

Dapi, reflétant le nombre de cellules de l’EPR présentes. 
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concentrations croissantes et enfin séchés par rinçage de l'hexaméthyldisilazane. Les 

échantillons sont montés sur un support en aluminium avec un disque adhésif de carbone, où 

ils sont métallisés par projection d’or. Les observations sont réalisées sur le Cambridge 

Instruments Stereoscan 260 SEM (Leica). 

 Pour les observations en MET, les échantillons sont post-fixés dans une solution d'eau 

bidistillée, à 1% d'osmium pendant 1 h à température ambiante. Après lavages avec de l'eau 

bidistillée, les échantillons sont déshydratés dans des bains d'éthanol successifs à 

concentrations croissantes. Les échantillons sont ensuite infiltrés dans une solution 50% 

Ethanol 50% Résine EPON pendant 1h puis dans 100% résine EPON, pendant 48 heures à 

60°C pour la polymérisation. Des sections de 70nm d'épaisseur sont coupées avec un 

microtome Ultracut UCT (LEICA) et placées sur des grilles de rhodium. Les grilles sont 

colorées pendant 2 minutes dans Uranyless (DELTA Microscopies) et pendant 5 minutes dans 

0,2% de citrate de plomb. Chaque grille est analysée sur un microscope électronique (EM 912 

OMEGA, ZEISS) à 80 kV et les images sont capturées avec un appareil photo numérique 

(montage latéral TEM CCD, Veleta 2Kx2K). Le logiciel utilisé est le iTEM. 

 

XIV. Mesure de la résistance électrique transépithéliale 
 

Les cellules de l’EPR dérivées de cellules iPS sont ensemencées à 105 cellules sur une 

membrane en suspension (cf. XII.) et incubées à 37°C en présence de 5% CO2. Trois fois par 

semaine la valeur de résistance électrique transépithéliale est évaluée à l’aide d’un Voltmètre 

(EVOM avec STX2 Electrode, WPI). Ces valeurs sont ensuite rapportées en cm². 

 

XV. Mesure de l’activité de phagocytose 
 

Les cellules de de l’EPR dérivées de cellules iPS sont ensemencées dans une plaque de 96 

puits à bords noirs (Corning Costar) et incubées à 37°C en présence de 5% CO2. Le milieu de 

culture (cf. XII.) est changé tous les deux jours pendant 4 à 6 semaines de culture. La mesure 

de l’activité de phagocytose est ensuite évaluée en incubant les cellules de l’EPR avec 106 

segments externes de photorécepteurs (POS) de porc préalablement marqués au FITC 

(Finnemann et al., 1997). La moitié des puits sont traités au bleu de trypan 0.2% pendant 10 

minutes, afin de bloquer le signal fluorescent provenant du FITC lié aux POS présents sur la 

membrane des cellules de l’EPR, et donc de visualiser uniquement le signal correspondant  
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aux POS internalisés par les cellules. Après une série de lavage au PBS supplémenté de 1 mM 

MgCl2 and 0.2 mM CaCl2 (PBS-CM), les cellules sont fixées à 4°C avec du méthanol 

« glacé ». Les cellules sont ensuite réhydratées 5 minutes en présence de PBS-CM et incubées 

avec du DAPI (10µg/ml) (Figure 40). Une mesure du signal fluorescent à 488nm et 350nm 

est effectué à l’aide d’un lecteur automatisé Infinite® M1000 Pro (TECAN). L’activité de 

phagocytose des cellules de l’EPR est ainsi évaluée par le ratio entre le signal émis par le 

FITC et celui du DAPI. Les puits n’ayant pas été mis en présence de POS servent de contrôle 

négatif, afin de normaliser les valeurs obtenues. 
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Résultats 
 

 

I. Génération des clones de cellules iPS 

 

I.1. Reprogrammation des fibroblastes en cellules iPS 

Les cellules iPS ont été générées à partir de fibroblastes de différents patients atteints de 

rétinite pigmentaire (RP) autosomique dominante due à des mutations dans trois gènes 

distincts. Pour chaque gène, une ou plusieurs personnes indèmnes de la même famille ont été 

sélectionnées comme « contrôles ». Les personnes ont été recrutées au sein de cohortes de 

patients parfaitement génotypés et phénotypés, au Centre d’Investigation Clinique (CIC) 

1423, rattaché à l’hôpital des Quinze-Vingts. Ainsi à partir de six familles différentes dix-huit 

patients ont été inclus dans l’étude :  

 douze personnes atteintes de RP due à une mutation dans l’un des gènes PRPF31, 

RHO (rhodopsine), ou NR2E3  

 une personne porteuse de la même mutation dans le gène PRPF31 mais ne présentant 

pas de symptôme (« asymptomatiques »)  

 cinq personnes indèmnes ne portant pas de mutation (« contrôles »). 

Une biopsie de peau a été prélevée sur chacun des individus et mise en culture. Toutes les 

biopsies ont permis de générer des cultures homogènes de fibroblastes, négatifs au test de 

dépistage des mycoplasmes. Ces fibroblastes ont ainsi été amplifiés jusqu’à deux passages 

pour être soit congelés afin de conserver un stock de fibroblastes, soit directement utilisés 

pour générer des cellules iPS. 

Environ 1.105 fibroblastes sont transduits avec quatre virus de Sendai, contenant chacun une 

construction d’ARN codant un des facteurs reprogrammateurs, OCT4, KLF4, SOX2 ou 

CMYC. Au bout de 2-3 jours, nous observons les premiers changements morphologiques des 

cellules transduites (Figure 41). Les cellules rétrécissent, s’arrondissent et forment des amas 

cellulaires. Au 7e jour, une partie des cellules sont réensemencées sur un tapis de cellules 

nourricières. Des petits îlots de cellules en cours de reprogrammation (iPS-like) se distinguent 

rapidement du tapis nourricier. Ces îlots de cellules s’étendent et, devenant peu réfringent à la 

lumière, vont former un amas cellulaire de couleur marron. Entre 21 et 28 jours, les îlots de  
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Figure 41: Représentation schématique des différentes étapes de la reprogrammation 

des fibroblastes en cellules iPS. 

Culture des fibroblastes issus de la biopsie de peau (en haut à gauche); évolution de l’aspect des 

cellules durant la reprogrammation induite par les facteurs OCT4, KLF4, SOX2 et CMYC tranduits 

par des virus de Sendai (frise en bas); Colonies de cellules iPS établies (en haut à droite).  



171 

 

cellules « iPS-like » deviennent semblables à des colonies de cellules souches pluripotentes 

plus ou moins planes et aux bords délimités. Les cellules sont de petite taille avec des noyaux 

visibles occupant près de 80% de l’espace cytoplasmique. L’aspect des colonies et des 

cellules sont très variables, seules les colonies à l’aspect le plus proche de celui de colonies de 

cellules souches pluripotentes établies sont repiquées et isolées sur un nouveau tapis de 

cellules nourricières. 

Lors du premier repiquage, seule une partie des colonies repiquées vont générer de nouvelles 

colonies de cellules iPS. Chaque colonie est passée manuellement pendant 5 fois en isolant 

systématiquement chaque nouvelle colonie. Le nombre de colonies restant au 5e passage, 

varie en fonction des fibroblastes d’origine. Lors du 6e passage, un clone est sélectionné et 

maintenu en culture pour chaque patient et les autres sont congelés, pour une utilisation 

potentielle future. Chaque clone est ainsi annoté XcY, X correspond au numéro du patient et 

Y au numéro du clone (ex : clone iPS 785c3, pour le clone 3 du patient 785).  

 

I.2. Génération de lignées de cellules iPS porteuses d’une mutation dans 

le gène PRPF31. 

Cette première étude est centrée sur le gène PRPF31 comprenant 14 exons et codant le facteur 

d’épissage PRPF31 (cf. Introduction III.3.1). Nous avons ciblé deux mutations différentes: 

une délétion dans l’exon 4, c.269-273del, conduisant à l’apparition d’un codon stop prématuré 

au 21e acide aminé (p.Tyr90CysfsX21) et une duplication dans l’exon 8, c.709-734dup, 

conduisant aussi à l’apparition d’un codon stop prématuré en 247 (p.Cys247X). 

 

I.2.1. Génération des clones iPS  

Dans le cas de la délétion dans l’exon 4, deux familles (761 et 273) ont été sélectionnées, 

comprenant respectivement deux et trois patients, ainsi qu’une personne indèmne (contrôle) 
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Figure 42 : Caractérisation des cellules iPS 785c2  

(clone n°2 issu du patient 785 de la famille 273, non porteur de la mutation) 
Séquençage de la région d’intérêt du gène PRPF31 à partir d’ADN génomique de fibroblastes du 

patient 785 (A). Activité phosphatase alcaline d’une colonie de cellules iPS 7857c2 au passage 23 

(B). Analyse du caryotype des cellules iPS 785c2 au passage 22 (C). Absence d’expression des 

ARNs du virus de Sendai dans les cellules iPS 785c2. Les valeurs sont normalisées par rapport à 

celle des fibroblastes non transduits (D). Analyse par RT-qPCR de l’expression de différents 

marqueurs de pluripotence et d’auto-renouvèlement dans les cellules iPS 785c2, les valeurs sont 

rapportées à l’expression de chaque marqueur dans les cellules ES humaines (E). Analyse par 

immunohistochimie de l’expression des marqueurs de pluripotence NANOG et TRA1-60 (F), 

OCT4 et SSEA4 (G) dans les cellules iPS 785c2 au passage 22. Barres d'échelle = 100 µm (B-F-G). 
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(« contrôle ») ne portant pas la mutation. Dans le cas de la duplication dans l’exon 8, une 

famille (1706) a été recrutée. Elle comprend une femme (3777) malade porteuse de la 

mutation ainsi que ses parents. Le père (4138) est considéré comme « asymptomatique » car il 

présente la mutation mais pas de signe clinique de la maladie et la mère (4137) ne portant pas 

la mutation est considéré comme un « contrôle » (indèmne). 

Pour les individus de la famille 1706, 22 clones de cellules iPS pour les individus 

asymptomatiques, porteurs ou non de la mutation (4137 et 4138) et 10 clones de cellules iPS 

pour le patient atteint de RP (3777) ont été dérivés. Dans la famille 273 (Tyr90CysfsX21) des 

clones de cellules iPS (6 clones) ont pu être obtenus uniquement avec les fibroblastes du 

patient indèmne (785). Les fibroblastes issus des 3 patients porteurs de la mutation de cette 

famille n’ont pas permis d’obtenir de cellules iPS avec le protocole de reprogrammation établi 

(cf. Matériels et Méthodes III.). Pour la suite de l’étude nous avons sélectionné un ou deux 

clones par individu (785c2, 3777c2, 4138c1, 4138c2, 4137c9). 

Les cellules iPS sont cultivées à raison d’un passage par semaine pour obtenir des colonies 

homogènes contenant peu de cellules différenciées. Lorsque les clones de cellules iPS sont 

stabilisés, généralement à partir du 10e passage, une caractérisation complète est réalisée pour 

chacun des clones. 

I.2.2. Exemple de caractérisation du clone de cellules iPS 785c2 (contrôle)  

La figure 42 présente, à titre d’exemple, la caractérisation du clone iPS 785c2. Le séquençage 

de l’ADN génomique des cellules iPS 785c2 confirme l’absence de la délétion de la base 269 

à 273 dans l’exon 4. Les deux allèles du gène PRPF31 sont donc sauvages (Figure 42 A). 

L’analyse du caryotype des cellules iPS 785c2 ne révèle aucune anomalie chromosomique 

(Figure 42 B). Le clone iPS 785c2 présente des colonies homogènes aux bords délimités avec 

une activité phosphatase alcaline (Figure 42 C) spécifique des cellules souches pluripotentes. 

Une analyse par RT-qPCR est réalisée pour quantifier l’expression des ARNs induits par les 

virus de Sendai. Comme attendu, une forte expression de ces différents ARNs est retrouvée 

dans les fibroblastes sept jours après leur transduction avec les virus, alors qu’aucune trace de 

virus n’est observée dans le témoin négatif, correspondant aux fibroblastes avant la 

reprogrammation (Figure 42 D). L’absence de détection des ARNs des virus de Sendai dans 

les cellules iPS 785c2 après 10 passages confirme que les ARNs des virus codants pour les 

gènes  
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Tableau 13: Récapitulatif de l’ensemble des lignées de cellules iPS générées à partir des 

fibroblastes des différents patients PRPF31 (Cys247X ou Tyr90CysfsX21). 
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de reprogrammation ont bien été perdus et donc que le processus de reprogrammation est 

terminé. 

Afin de vérifier le caractère pluripotent des cellules iPS 785c2, la détection de marqueurs 

spécifiques de la pluripotence est réalisée par RT-qPCR et immunohistochimie. L’expression 

d’un ensemble des gènes impliqués dans la pluripotence et l’auto-renouvellement des cellules 

souches pluripotentes est clairement détectée dans les cellules iPS 785c2 avec des niveaux 

d’expression comparables à ceux retrouvés dans les cellules ES humaines (Figure 42 E). 

Comme attendu, l’expression de ces marqueurs est peu ou pas détectable dans les fibroblastes 

785 avant reprogrammation. Les marquages immunohistochimiques révèlent l’expression des 

marqueurs membranaires TRA1-60 et SSEA4 ainsi que celle des facteurs de transcription 

NANOG et OCT4 (Figure 42 F et G). De plus, le caractère de pluripotence a été mis en 

évidence par la formation de tératomes dans différents organes de souris NSG 

immunodéficientes préalablement injectées avec un million de cellules iPS 785c2 (non 

montrés). Ces tératomes contiennent des cellules spécifiques des trois feuillets embryonnaires, 

traduisant la capacité des cellules iPS 785c2 à se différencier spontanément dans tous les 

types cellulaires de l’organisme. 

L’ensemble de ces résultats valide la reprogrammation complète des cellules iPS 785c2 et leur 

propriété de pluripotence. 

Comme pour le clone de cellules iPS 785c2, un clone de cellules iPS issu de chacun des dix 

individus des familles PRPF31 a été caractérisé avec l’ensemble de ces mêmes analyses. Le 

tableau 13 récapitule l’ensemble des résultats obtenus pour chaque individu. 

 

I.2.3. Difficultés de reprogrammation et nouveau protocole 

Comme rapporté précédemment, aucun clone de cellules iPS n’a pu être obtenu à partir des 

fibroblastes issus des trois patients de la famille 273 (4528, 1031 et 398) porteurs de la 

mutation Tyr90CysfsX21. En revanche, six clones de cellules iPS ont pu être générés à partir 

des fibroblastes du patient indèmne (785) de cette famille (Tableau 13).  

Afin de vérifier, une transduction correcte des fibroblastes avec les virus de Sendai, nous 

avons réalisé une analyse par RT-qPCR pour déterminer le niveau d’expression des différents 

ARNs du virus de Sendai dans les cellules (Figure 43). Sept jours après la transduction, les  
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Figure 43 : Analyse par RT-qPCR de l’expression des ARNs de 

Sendai dans les fibroblastes de différents patients de la famille 

273 après transduction. 

Les fibroblastes du patient 785 qui ont permis de générer des cellules iPS 

sont utilisés comme contrôle positif. Les valeurs sont normalisées par 

rapport à celle des fibroblastes non transduits.  
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ARN du virus de Sendai sont bien retrouvés dans les fibroblastes des différents individus de la 

famille 273 à des niveaux équivalents (Figure 43). Ces résultats démontrent que l’absence de 

reprogrammation n’est pas due à un problème de transduction des fibroblastes avec les virus 

de Sendai.  

La reprogrammation des fibroblastes du patient indèmne (785) de la famille 273 

(Tyr90CysfsX21) ayant permis la génération de cellules iPS (dont un caractérisé en Figure 

42), nous avons sélectionné des patients porteurs de la même mutation au sein d’une autre 

famille (famille 761) afin de savoir si ce problème de reprogrammation pouvait être lié à la 

présence de la mutation Tyr90CysfsX21. 

Dans un souci d’amélioration de la reprogrammation, nous avons choisi d’adapter le protocole 

de reprogrammation à la culture en absence de cellules nourricières (« feeder-free» ; cf. 

Matériels et méthodes IV.2). Cette technique a permis d’obtenir 6 clones de cellules iPS à 

partir des fibroblastes du patient 5237 et 4 clones pour l’individu 5328 (contrôle). Aucune 

cellule iPS n’a pu être obtenue pour le patient 5331. Ces résultats ayant permis de 

reprogrammer les fibroblastes d’un patient porteur de la mutation Tyr90CysfsX21, permettent 

d’écarter l’hypothèse d’un lien entre la présence de la mutation dans le gène PRPF31 et 

l’inefficacité de la reprogrammation. 

 

La faible efficacité de cette technique de reprogrammation nous a encouragé à tester une 

nouvelle approche n’utilisant plus que trois virus de Sendai (CytoTune II, Life Technologies) 

contenant respectivement les facteurs CMYC, KLF4 et une construction polycistronique 

OCT4-SOX2-KLF4. Dans cette approche, un plus grand nombre de fibroblastes (3.105 

cellules) est utilisé pour la reprogrammation. Nous avons réalisé cette reprogrammation dans 

deux conditions de culture : avec ou sans cellules nourricières (cf. Matériels et méthodes IV). 

Les fibroblastes des deux individus 5331 (Tyr90CysfsX21) et 5328 (contrôle), ont permis 

d’obtenir un grand nombre de clones de cellules iPS (entre 16 et 20 clones) quelque soient la 

condition. Ces résultats confirment que l’efficacité de reprogrammation est indépendante de la 

présence de la mutation Tyr90CysfsX21. De plus, nous constatons que la méthode de culture 

(avec ou sans cellules nourricières) n’a pas d’influence sur l’efficacité de la reprogrammation, 

avec ce protocole de reprogrammation « CytoTune II ». 
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Figure 44 : Caractérisation des cellules iPS 7027c7 

(clone n°7 issu du patient 7027de la famille 681, non porteur de la mutation) 
Séquençage de la région d’intérêt du gène RHO, à partir d’ADN génomique de fibroblastes du 

patient 7027 (A). Activité de la phosphatase alcaline d’une colonie de cellules iPS 7027c7 au 

passage 21 (B). Analyse du caryotype des cellules iPS 7027c7 au passage 17 (C). Absence 

d’expression des ARNs du virus de Sendai dans les cellules iPS 7027c7. Les valeurs sont 

normalisées par rapport à celle des fibroblastes non transduits (D). Analyse par RT-qPCR de 

l’expression de différents marqueurs de pluripotence et d’auto-renouvèlement dans les cellules iPS 

7027c7; les valeurs sont rapportées à l’expression de chaque marqueur dans les cellules ES 

humaines (E). Analyse par immunohistochimie de l’expression des marqueurs de pluripotence 

NANOG et TRA1-60 (F), OCT4 et SSEA4 (G) dans les cellules iPS 7027c7 au passage 21. Barres 

d'échelle = 100 µm (B-F-G).  
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I.3. Génération de lignées de cellules iPS porteuses d’une mutation du 

gène RHO  

Cette seconde étude est centrée sur la mutation substitutive 1040C>T dans le gène RHO 

(rhodopsine), qui engendre le remplacement de l’avant dernier acide aminé en position 347 

d’une Proline en Leucine (P347L). 

La famille 681 est composée de la mère (1125) et de sa fille (2634) atteintes de RP due à cette 

mutation. Le père indèmne non-porteur de la mutation (7027) sert de contrôle. 

 

Des clones de cellules iPS ont pu être générés pour les trois individus de la famille. Nous 

avons sélectionné un clone par individu : 1125c5, 2634c14 et 7027c7. Une fois la culture des 

cellules iPS stabilisée, une caractérisation complète a été effectuée pour chacun des clones.  

 

I.3.1. Caractérisation du clone de cellules iPS 7027c7 (contrôle)  

La figure 44 présente à titre d’exemple la caractérisation du clone de cellules iPS 7027c7.  

L’ADN génomique, issu des fibroblastes de l’individu 7027, séquencé dans la région de 

l’exon 4 du gène RHO, démontre l’absence de la mutation 1040C>T. L’individu 7027 est 

homozygote pour l’allèle sauvage du gène RHO (Figure 44 A). Aucune anomalie 

chromosomique n’a été mise en évidence par l’analyse caryotypique (Figure 44 B), validant 

ainsi l’intégrité chromosomique du clone 7027c7. Les colonies homogènes et bien délimitées 

du clone iPS 7027c7, présentent une activité phosphatase alcaline (Figure 44 C) spécifique 

des cellules souches pluripotentes. 

L’analyse par RT-qPCR confirme l’absence des ARNs du virus de Sendai dans les cellules 

iPS 7027c7, après 10 passages, (Figure 44 D), confirmant que les ARNs des virus codants 

pour les gènes de reprogrammation ont bien été perdus. 
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Tableau 14 : Récapitulatif de l’ensemble des lignées de cellules iPS générées à partir des 

fibroblastes des différents patients RHO (P347L). 

Figure 45 : Analyse du caryotype des cellules iPS 

2634c14 au passage 15. 

Mise en évidence d’une monosomie du chromosome 

sexuel X (flèche rouge). 
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La quantification par RT-qPCR de l’expression d’un ensemble des gènes impliqués dans la 

pluripotence et l’auto-renouvellement montre des niveaux d’expression de ces gènes 

comparables entre les cellules iPS 7027c7 et les cellules ES humaines (Figure 44 E). Ces 

marqueurs sont peu ou pas détectables dans les fibroblastes 7027 avant reprogrammation. 

L’expression des marqueurs membranaires TRA1-60 et SSEA4 ainsi que ceux des facteurs de 

transcription NANOG et OCT4 sont révélés par des marquages immunohistochimiques 

(Figure 44 F et G). 

L’ensemble de ces résultats démontre que les cellules iPS 7027c7, sont bien pluripotentes et 

que la reprogrammation est achevée. 

Comme pour les cellules iPS 7027c7, un clone de cellules iPS des deux autres individus de la 

famille 681 (1125, 2634) a été caractérisé. Le tableau 14 récapitule l’ensemble des résultats 

obtenus pour chaque individu. (La caractérisation du clone 1125c6 est présentée en partie IV, 

Figure 54).  

 

I.3.2. Exemple d’un clone de cellules iPS « défectueux » : anomalie 

chromosomique 

Pour le clone 2634c14, l’ensemble des résultats de caractérisation montre une 

reprogrammation complète et confirme l’état pluripotent des cellules (Tableau 14). 

Cependant lors de l’analyse caryotypique des cellules au passage 15, une monosomie du 

chromosome X a été observée dans plusieurs métaphases (Figure 45). Cette anomalie 

récurrente mais non systématique démontre l’existence d’une population cellulaire hétérogène 

au sein des cellules iPS 2634c14. En raison de cette anomalie chromosomique majeure, le 

clone de cellules iPS 2634c14 n’a pas été conservé pour la suite de l’étude. 

 

I.4. Génération de lignées de cellules iPS porteuses d’une mutation du 

gène NR2E3. 

Cette dernière étude cible le facteur de transcription impliqué dans la différenciation des 

photorécepteurs, NR2E3 et la mutation substitutive 166G>A, responsable de RP autosomique 

dominante. Cette mutation située dans l’exon 2 est localisée dans le domaine spécifique de 

liaison à l’ADN (DBD) et mène au remplacement d’une glycine par une arginine. 
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L’étude a commencé avec une seule patiente (86), mais ne pouvant avoir des biopsies des 

membres de sa famille (63), une seconde famille (574) a été recrutée. Elle est composée de 

trois personnes malades portant la mutation (893, 1394, et 1395) et d’un individu non porteur 

de la mutation (894).  

 

Les fibroblastes du patient 86 ont permis de générer des clones de cellules iPS avec le premier 

protocole établi (CytoTune I, présence de cellules nourricières). Les fibroblastes des patients 

893, 1394 et 1395 ont donné naissance à des clones de cellules iPS (entre 2 et 6 par individu) 

dans les conditions de culture «feeders free». Des reprogrammations basées sur l’utilisation 

des quatre virus de Sendai (CytoTune I), ont été effectuées sans succès avec les fibroblastes 

de l’individu indèmne, non porteur de mutation (894). En revanche, la transduction avec les 

trois virus de Sendai (KLF4, CMYC, et le polycistronique OCT4-SOX2-KLF4) a permis de 

générer une vingtaine de clones dans les deux conditions de culture (« feeders » versus 

« feeder-free ») pour les fibroblastes de ce même patient (Tableau 15). Nous avons remarqué 

que la morphologie des colonies de cellules iPS obtenues dans ce cas est irrégulière, ainsi 

qu’une forte proportion des cellules différenciées au sein des colonies. Ces observations 

semblent démontrer une instabilité de ces clones de cellules iPS. La caractérisation complète 

de ces clones permettra de déterminer quel(s) clone(s) de cellules iPS répond(ent) aux critères 

requis pour le ou les inclure dans la suite de l’étude. 
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  Figure 46 : Caractérisation des cellules iPS 86c7 

(clone n°7 issu du patient 86 de la famille 63, porteur de la mutation G56R) 

 
Séquençage de la région d’intérêt du gène NR2E3, à partir d’ADN génomique de fibroblastes du 

patient 86 (A). Activité de la phosphatase alcaline d’une colonie de cellules iPS 86c7 au passage 1 

(B). Analyse du caryotype des cellules iPS 86c7 au passage 13 (C). Absence d’expression des ARNs 

du virus de Sendai dans les cellules iPS 86c7; Les valeurs sont normalisées par rapport à celle des 

fibroblastes non transduits (D). Analyse par RT-qPCR de l’expression de différents marqueurs de 

pluripotence et d’auto-renouvèlement dans les cellules iPS 86c7; les valeurs sont rapportées à 

l’expression de chaque marqueur dans les cellules ES humaines (E). Analyse par immunohistochimie 

de l’expression des marqueurs de pluripotence NANOG et TRA1-60 (F), OCT4 et SSEA4 (G) dans 

les cellules iPS 86c7 au passage 16. Barres d'échelle = 100 µm (B-F-G).  



185 

 

 

I.4.1. Caractérisation du clone de cellules iPS 86c7 : clone iPS porteur de la 

mutation 

La figure 46 présente à titre d’exemple la caractérisation des cellules iPS 86c7. L’individu 86 

est hétérozygote pour le gène NR2E3, il présente un allèle sauvage et un allèle porteur de la 

mutation 166G>A, révélé par le séquençage de l’ADN génomique des fibroblastes (Figure 46 

A). Les caryotypes analysés sur 12 métaphases ne révèlent aucune anomalie chromosomique 

(Figure 46 B). Une activité phosphatase alcaline, spécifique des cellules souches 

pluripotentes est détectée au sein des colonies de cellules iPS 86c7 (Figure 46 C). Afin de 

quantifier l’expression des ARNs du Sendai, une analyse par RT-qPCR est réalisée. Après 10 

passages, les cellules iPS 86c7 n’expriment aucun des ARNs des virus de Sendai (Figure 46 

D), confirmant que les ARNs des virus codants pour les gènes de reprogrammation ont bien 

été perdus. 

Le caractère pluripotent des cellules 86c7 est mis en évidence par la détection de marqueurs 

spécifiques de la pluripotence et de l’auto-renouvellement, par analyses de RT-qPCR et 

marquages immunohistochimiques. L’expression d’un ensemble de gènes spécifiques des 

cellules souches pluripotentes est ainsi retrouvée dans les cellules iPS 86c7 avec des niveaux 

d’expression comparables à ceux des cellules ES humaines (Figure 46 E). L’analyse 

immunohistochimique, permet de visualiser l’expression spécifique des facteurs de 

transcription NANOG et OCT4 et des marqueurs membranaires TRA1-60 et SSEA4 (Figure 

46 F et G). La formation de tératomes dans différents organes de souris NSG 

immunodéficientes après l’injection d’un million de cellules iPS 86c7, a permis de mettre en 

évidence le caractère pluripotent des cellules iPS 86c7. Les tératomes présentent des cellules 

différenciées spécifiques des trois feuillets embryonnaires (non montrés). 

L’ensemble de ces résultats met en évidence la reprogrammation complète des cellules iPS 

86c7, et leur caractère pluripotent ainsi que la présence de la mutation hétérozygote dans le 

gène NR2E3 responsable de la RP. 

Comme pour le clone de cellules iPS 86c7, un clone de cellules iPS issu de chacun des quatre 

individus de la famille 574 (NR2E3) a été caractérisé par les mêmes analyses. Le tableau 15 

récapitule l’ensemble de ces résultats pour chaque individu. 
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Tableau 15: Récapitulatif de l’ensemble des lignées de cellules iPS générées à partir 

des fibroblastes des différents patients NR2E3 (G56R). 

Figure 47: Analyse par RT-qPCR de l’expression des ARNs du virus de Sendai 

dans les cellules iPS 1394c1 au fur à mesure des passages. 

Les fibroblastes transduits du patient (1394) sont utilisés comme contrôle positif; les valeurs 

sont normalisées par rapport à celles des fibroblastes non transduits. Entre le passage 15 et le 

passage 20 les cellules ont été incubées durant 5 jours à 39°C, 5% CO
2
. 
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I.4.2. Exemple d’un clone iPS « défectueux » : persistance de l’expression des 

ARN du virus de Sendai  

Lors de la caractérisation du clone iPS 1394c1, l’analyse par RT-qPCR des ARNs du virus de 

Sendai, a montré que ce clone de cellules iPS présente une expression persistante des ARNs 

de Sendai contenant le facteur CMYC jusqu’au 15e passage (Figure 47). Pour la majorité des 

clones étudiés, une perte d’expression totale des ARNs du virus de Sendai est observée vers le 

10e passage. 

Dans le but de favoriser l’élimination de ces ARNs, les cellules iPS 1394c1, au 19e passage, 

ont été placées durant 5 jours à 39°C dans un incubateur à 5% CO2. Après trois passages 

(P22), l’analyse par RT-qPCR montre une baisse très importante (2000 fois moins) du niveau 

d’expression des ARNs du virus de Sendai dans les cellules iPS 1394c1 incubées à 39°C 

comparées aux cellules iPS 1394c1 avant leur incubation à 39°C (Figure 47). L’analyse 

caryotypique n’a pas révélée d’aberrations chromosomiques, malgré la culture temporaire des 

cellules à 39°C.  

 Afin de confirmer l’intégrité des cellules iPS 1394c1, et donc de l’utilisation de ce clone pour 

l’étude de modélisation future, la perte complète des ARNs contenant CMYC après plusieurs 

passages (entre 30 et 50) devra être vérifiée. 
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II. Différenciation des cellules iPS humaines en cellules rétiniennes 
 

Afin de générer des modèles de RP à partir de cellules iPS de patients, dérivées au cours de 

mon travail, il est nécessaire d’utiliser des protocoles de différenciation robustes et normalisés 

permettant de générer aussi bien des cellules de neuro-rétine (photorécepteurs) que des 

cellules de l’EPR. 

J’ai ainsi participé à l’élaboration d’un nouveau protocole mis au point au sein de notre équipe 

par Sacha Reichman, qui à développé une méthode de différenciation rétinienne basée sur la 

confluence des cellules iPS humaines sans avoir recours à la formation de corps 

embryonnaires ou à l’utilisation de molécules exogènes. 

Ce travail a été réalisé sur des cellules iPS, générées à partir de fibroblastes d’un individu ne 

présentant aucune pathologie diagnostiquée, et reprogrammés par le système de nucléofection 

d’épisomes non intégratifs (Yu et al., 2009). Deux clones ont été caractérisés par l’ensemble 

des techniques utilisées précédemment dans la partie I : activité alcaline phosphatase, 

détection des marqueurs de pluripotence par RT-qPCR et immunohistochimie, formation de 

tératomes et analyse caryotypique. De plus la capacité de pluripotence a été évaluée à partir 

de la formation de corps embryonnaires, capables de se différencier spontanément dans les 

trois feuillets embryonnaires (papier ci-joint, Figure S1). 

Grâce au protocole établi de différenciation, il est possible de générer, par un système d’auto-

formation, des structures neuro-rétiniennes en trois dimensions. Ces structures contiennent 

des progéniteurs rétiniens qui se différencient de façon séquentielle dans l’ensemble des 

cellules de la rétine neurale, dont les photorécepteurs. Lors de ce même protocole, les cellules 

iPS humaines confluentes peuvent se différencier en cellules de l’EPR. 

Ces cellules pigmentées qui apparaissent au cours du temps de culture peuvent être isolées et 

amplifiées pendant deux à trois passages. Ces cellules ont été caractérisées par l’expression de 

marqueurs spécifiques de cellules de l’EPR, par RT-qPCR (MERTK, RPE65, BEST1 et 

PEDF) et par immunohistochimie (MITF, ZO-1). De plus ces cellules de l’EPR dérivées de 

cellules iPS humaines sont fonctionnelles, étant capables de phagocyter les segments externes 

des photorécepteurs (papier ci-joint, Figure 2). 
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Les résultats présentés dans ce papier ont permis de mettre en place des tests de 

caractérisation des cellules de rétine différenciées (EPR et photorécepteurs) à partir de 

cellules iPS humaines, qui peuvent bien entendu être appliqués aux cellules rétiniennes 

dérivées des cellules iPS de patients atteints de RP. 
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Progress in retinal-cell therapy derived from human pluripotent
stem cells currently faces technical challenges that require the
development of easy and standardized protocols. Here, we de-
veloped a simple retinal differentiation method, based on confluent
human induced pluripotent stem cells (hiPSC), bypassing embryoid
body formation and the use of exogenous molecules, coating, or
Matrigel. In 2 wk, we generated both retinal pigmented epithelial
cells and self-forming neural retina (NR)-like structures containing
retinal progenitor cells (RPCs). We report sequential differentiation
from RPCs to the seven neuroretinal cell types in maturated NR-like
structures as floating cultures, thereby revealing the multipotency
of RPCs generated from integration-free hiPSCs. Furthermore, Notch
pathway inhibition boosted the generation of photoreceptor pre-
cursor cells, crucial in establishing cell therapy strategies. This
innovative process proposed here provides a readily efficient
and scalable approach to produce retinal cells for regenerative
medicine and for drug-screening purposes, as well as an in vitro
model of human retinal development and disease.

retinal ganglion cells | rods | cones

Irreversible blindness caused by retinal diseases, such as
inherited retinopathies, age-related macular degeneration

(AMD), or glaucoma, is mainly due to the impairment or loss of
function of photoreceptor cells, supporting retinal pigmented
epithelium (RPE) or retinal ganglion cells (RGCs). Rescuing the
degenerated retina is a major challenge for which specific cell
replacement is one of the most promising approaches (1, 2).
Pluripotent stem cells, like human embryonic stem cells (hESCs)
or induced pluripotent stem cells (hiPSCs), have the ability to be
expanded indefinitely in culture and could be used as an unlimited
source of retinal cells for the treatment of retinal degenerative
diseases (3, 4). Several publications have indicated that hESCs and
hiPSCs can be differentiated into RPE cells spontaneously after
fibroblast growth factor (FGF) 2 removal (5–7) or by different
floating aggregate methods (8–11). Concerning neural retinal
cells, a growing body of convergent data has demonstrated the
ability of hESCs or hiPSCs to be committed into the neural retinal
lineage and further differentiated into cells expressing photore-
ceptor markers (12–15). Recent innovative approaches using 3D -
cultures from embryoid bodies (EBs) of hESCs or hiPSCs allowed
the self-formation of optic cup (OC) structures (16) or the gen-
eration of optic vesicle (OV)-like structures (17), depending on the
addition of exogenous molecules and different substrates used.
These protocols require multiple steps and trained handling, which
are not always compatible with the manufacturing process for
therapeutic approach or drug screening that need a large-scale
production of cells of interest. Therefore, very simple and reliable
approaches minimizing the use of exogenous molecules should be
developed to generate hESCs or hiPSC-derived retinal cells.
In the present study, we report a new retinal differentiation

process using confluent hiPSCs, without cell clumps or EB

formation and in the absence of Matrigel or serum. We dem-
onstrate that integration-free hiPSCs derived from adult human
dermal fibroblasts (AHDFs) cultured in proneural medium can
simultaneously generate RPE cells and self-forming neural
retinal (NR)-like structures within 2 wk and that, when switched
to floating cultures, structures containing retinal progenitor cells
(RPCs) can differentiate into all retinal cell types, including
RGCs and precursors of photoreceptors, needed for therapeutic
applications.

Results
Generation and Characterization of Integration-Free hiPSCs. AHDFs
were cotransfected with three plasmids coding for the transcription
factors OCT4, NANOG, SOX2, LIN28, KLF4, and C-MYC, corre-
sponding to plasmid OriP/EBNA vectors (18). Transfected AHDF
were primarily cultured in fibroblast medium followed by iPS me-
dium, in the presence of small molecules (Fig. S1A) previously
described to improve and accelerate the reprogramming process
(19). Between day 30 and 40, almost all tightly packed dome-like
structures were picked up and replated onto mouse embryonic
fibroblasts (MEFs), noted as passage 0 (P0). Emerging hiPSC col-
onies were detectable in less than 1 wk (Fig. S1B, arrow). Full
characterization of hiPSC line 2 (hiPSC-2) is depicted in Fig. S1.
Expanded hiPSC colonies developed alkaline phosphatase (AP)
activity along with expression of the pluripotency markers NANOG,
TRA1-81, OCT4 (also known as POU Class 5 homeobox 1), and
SSEA4 (Fig. S1 C–I). Quantitative (q) RT-PCR revealed that the

Significance

Human induced pluripotent stem cells (hiPSCs) could be used as
an unlimited source of retinal cells for the treatment of retinal
degenerative diseases. The production of retinal cells from
hiPSCs for personalized therapeutic approaches must comply
with certain criteria, such as safety, efficiency, reproducibility,
and low production cost. Here, we report a simple and scalable
retinal differentiation process for the generation of retinal
pigmented epithelial cells and neural retinal tissues containing
retinal progenitor cells. These progenitors can be differentiated
into all retinal cell types, including retinal ganglion cells and
precursors of photoreceptors, which could find important
applications in regenerative medicine. This method also pro-
vides an accessible in vitro model to investigate mechanisms
involved in human retinogenesis and retinal diseases.
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expression of pluripotency genes markedly increased over the re-
spective fibroblast population and was comparable with that seen in
hESCs (Fig. S1J). PCR analysis on the OriP site on genomic DNA
or episomal fractions demonstrated the absence of genomic in-
tegration of the transgenes and the complete loss of episomal vec-
tors after 15 passages (Fig. S1K). hiPSC-2 could be differentiated in
vitro and in vivo into derivatives of all three germ layers, as shown
by qRT-PCR (Fig. S1L), immunohistochemistry on EBs (Fig. S1
M–O) and teratoma formation in NSG mouse (Fig. S1 P–U).
hiPSC-2 exhibited a normal karyotype (Fig. S1V).

Differentiation of Confluent hiPSCs into RPE Cells and Self-Forming
Neural Retina-Like Structures. Because a prerequisite for hiPSC
differentiation is the shutdown of the self-renewal machinery,
FGF2 was removed from the iPS medium during 2 d to en-
courage the spontaneous differentiation of confluent hiPSCs.
FGF2 withdrawal from the culture medium may also promote
neuroectoderm induction as demonstrated in hESCs (20). To
favor this differentiation of hiPSCs into a neuroectoderm line-
age, colonies were cultured in a serum-free proneural medium
containing N2 supplement (Fig. 1A). This process led to the
appearance of pigmented colonies within 4 d, and, after 7 d,
bright-phase structures started to appear close to over half of
patches of pigmented cells (Fig. 1B). Within 2 wk, all these
structures formed a neuroepithelial tissue partly surrounded
with a patch of pigmented cells (Fig. 1C), corresponding to 1–2
structures per cm2 of culture dish. The formation of these
structures was rarely observed in nonpigmented areas, and the
pigmented patches that did not develop neuroepithelial-like
structures were used for RPE cell culture and expansion.
Gene-expression analysis revealed endogenous expression of

Wnt and BMP antagonists, DKK1 and NOGGIN, in confluent
hiPSC cultures, and both genes were up-regulated during the
formation of the neuroepithelial-like structures (Fig. 1D). By
14 d (D14), isolated neuroepithelial-like structures had lost the
expression of the pluripotency-related gene OCT4 and acquired
expression of transcription factors associated with eye-field
specification, such as LHX2, RAX, PAX6, and SIX3 (Fig. 1E).
Immunostaining of the neuroepithelial-like structures demon-
strated that all cells coexpressed PAX6 and RAX (Fig. 1 F–H),
a characteristic of eye-field cells (21). Nearly all of the cells were
LHX2+, and their progenitor status was confirmed using the cell
proliferation marker Ki67 (Fig. 1 I–K). The expression of both
MITF and VSX2 (also known as CHX10), two transcription
factors involved in retinal specification during OV and OC for-
mation (22), was increased by 10- and 100-fold, respectively, at
D14 (Fig. 1E). Immunohistochemistry experiments revealed an
opposite gradient of VSX2 and MITF expression, with the most
intense staining for VSX2 in the neuroepithelial-like structures
whereas the strongest MITF expression was found in the distal
pigmented part (Fig. 1 L–P). Together, these findings demon-
strate that neuroepithelial-like structures have a marker ex-
pression profile typical of neural retinal progenitor cells (RPCs)
and can be renamed neural retina-like (NR-like) structures. In-
terestingly, the expression of transcription factors typical to
photoreceptor precursors such as NRL and CRX is increased by
fivefold as early as after 14 d in culture (Fig. 1E and Fig. S2A).
The presence of CRX+ cells in the NR-like structures at D14
(Fig. S2B) confirms that some RPCs are already committed to
the photoreceptor lineage.

Isolation and Amplification of hiPSC-Derived RPE Cells. Given the
fast appearance of RPE cells from confluent hiPSCs cultured
in proneural medium, pigmented patches of cells were mechan-
ically isolated at D14 and spread onto gelatin-coated plates for
expansion (Fig. 2A). After 1 mo, they formed a confluent cell
monolayer that displayed the classical cobblestone morphology
(Fig. 2 B and C). The cells were immunoreactive for a key RPE-
specific transcription factor, MITF, and the tight junction
marker ZO-1 (Fig. 2D). qRT-PCR analysis, normalized to adult
human RPE cells, demonstrated that hiPSC-derived RPE

(hiRPE) cells retained the expression of mature RPE-associated
markers such as MERTK, RPE65, BEST1, and PEDF, after
several passages (Fig. 2E). To determine whether hiRPE cells
were functional, we tested their ability to carry out phagocytosis
of FITC-labeled photoreceptor outer segments (POSs). We
detected a pronounced phagocytosis activity as efficient as for
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Fig. 1. Efficient generation of RPE cells and NR-like structures from con-
fluent hiPSCs. (A) Schematic diagram showing the stages of the differenti-
ation protocol. (B and C) Neuroepithelial-like structure derived from hiPSC-2
at D7 and D14. (D) qRT-PCR analysis of NOGGIN and DKK1 in hiPSC-2 at D0,
D7, and D14. Data are normalized on hiPSC-2 single colonies. (E) qRT-PCR
analysis of eye-field transcription factors NRL, CRX, NEUROD1, and pluri-
potency marker OCT4 in NR-like structures at D14. Data are normalized to
hiPSC-2 at D0. (F–P) Immunofluorescence staining of cryosectioned NR-like
structures at D14 for PAX6 and RAX (F–H), Ki67 and LHX2 (I–K), or MITF and
VSX2 (L–P). (Scale bars: B, C, F, I, and L, 100 μm; G, H, J, and M–P, 50 μm.)
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the control RPE-J cell line with an average of 30% internalized
POSs within 3 h (Fig. 2F).

Differentiation of RPCs from NR-Like Structures into All Retinal Cell
Types in Floating Cultures.NR-like structures with the surrounding
pigmented patch of cells (Fig. 1C) were mechanically isolated at
D14 and further cultured as floating structures in the presence of
FGF2 during 1 wk (Fig. 2A), to favor neural retinal differentiation
rather than differentiation into the RPE lineage (23). The isolated
NR-like structure formed a hollow sphere, which continued to
increase in size (Fig. 3 A–C and Fig. S3). Quantitative analysis
showed an increase in thickness of the neuroepithelium from 139 ±
19 μm to 251 ± 41 μm between D17 and D24 (Fig. S3). We ana-
lyzed the time course and the acquisition of specific retinal phe-
notypes from growing spheres, using both immunohistochemistry
and qRT-PCR. Throughout the process from D14 to D42, tran-
scription factors involved in retinal specification and differentiation
were still expressed (Fig. 3 D and E). At D21, VSX2+ cells were
located in the developing neuroepithelium, and MITF+ cells were
found mainly in the RPE cells in the distal part of the NR-like
structures (Fig. 3F, arrow). VSX2+ cells were predominantly lo-
cated along the outer part of the neuroepithelium and also
expressed PAX6 (Fig. 3G). The population of PAX6+/VSX2− cells
congregated at the inner part of the neuroepithelium, which cor-
respond to the retinal neurons that differentiated first and did not
carry the proliferation marker Ki67 (Fig. 3I).
Indeed, as early as D21, RGCs and amacrine cells were

identified by immunohistochemistry at the same location as the

one shown by BRN3A, also known as POU class 4 homeobox 1 (Fig.
3H) or CALRETININ (Fig. 3J) staining. Lim homeobox 1 (LIM1)+

cells corresponding to differentiating horizontal cells were also
found in the neuroepithelium (Fig. 3K). The expression of OTX2
and NEUROD1, two transcription factors involved in the differen-
tiation of RPCs into photoreceptors (24), increased during the
floating culture step (Fig. 3E). The photoreceptor cell fate com-
mitment was confirmed by the large increase in NRL and CRX
expression from D14 to D42 (Fig. 3E and Fig. S2A). Immunohis-
tochemical analysis showed the expression of OTX2 in hiPSC-
derived RPE cells in the distal part of the structures (Fig. 3H, ar-
row), as well as the presence of OTX2+ cells in the neuroepithelium
(Fig. 3H). CRX+ cells were also clearly identifiable in the neuro-
epithelium at D21 (Fig. 3L) and coexpressed OTX2 (Fig. S2 C–H).
At D28, CRX is essentially expressed in postmitotic Ki67− cells (Fig.
3M). As expected (25), OTX2+ committed photoreceptor precursors
did not express PAX6 (Fig. 3N). These data demonstrated that our
culture conditions allowed for the rapid differentiation of hiPSCs
into RGCs, amacrine cells, or horizontal cells, and precursors of
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photoreceptors in 3 wk. Moreover, the protocol developed here
showed a good reproducibility when two distinct nonintegrative
hiPSC lines (hiPSC-1 and hiPSC-2) were compared (Fig. S4).
Prolonged maintenance of isolated NR-like structures in

floating culture allowed further differentiation of the RPCs into
the late-born retinal cell types as demonstrated by qRT-PCR
(Fig. 4 A–E). Indeed, after the first expression of early-born
retinal markers of maturing RGCs (BRN3A and B), amacrine
(CALRETININ and GAD2), and horizontal (LIM) cells (Fig. 4 A
and B), the emergence of markers of late-born retinal cell types
was observed later, corresponding to cone (R/G OPSIN, BLUE
OPSIN, and CONE ARRESTIN) and rod photoreceptors
(RHODOPSIN and RECOVERIN) (Fig. 4 C and D), bipolar
[protein kinase C alpha (PKCα)] cells, and Müller glial cells (the
glutamate/aspartate transporter GLAST1) (Fig. 4E). Transient
expression of BRN3A and BRN3B (Fig. 4A) was confirmed by
immunohistochemical data, showing a gradual decrease in the
BRN3A+ cell population in NR-like structures as the culture was
extended (Fig. S5). Between D21 (Fig. 4F) and D42 (Fig. 4G),
most of the NR-like structures lost their laminar appearance and
developed internal rosettes that contained OTX2+, CRX+, and
RECOVERIN+ cells corresponding to the differentiating pho-
toreceptors (Fig. 4 G and J–L and Fig. S2 F–H), surrounded by
cells that expressed different markers of RGCs (BRN3A and
CALRETININ), amacrine (CALRETININ and AP2) cells, and
horizontal (LIM) cells (Fig. 4 G–J). Interestingly, at D42,
RECOVERIN+ cells expressed the cell surface marker CD73
(Fig. 4L), a marker used for cell sorting of photoreceptor pre-
cursors for transplantation (26). At D77, PAX6 was present only
outside the rosettes in postmitotic cells (KI67−), consistent with
its expression in RGCs, amacrine cells, and horizontal cells (Fig.
4M). By D112, RHODOPSIN and R/G OPSIN appeared in
NR-like structures, reflecting the maturation of both rods and
cones (Fig. 4 N and O). RECOVERIN+ and RHODOPSIN+

cells were commonly localized at the most inner part of the

residual rosettes at D112 (Fig. S6 A and B). Interestingly,
immunohistochemistry using the connecting cilium marker acety-
lated TUBULIN revealed the existence of very thin structures in
the luminal zone of rosettes juxtaposed to RECOVERIN+ cells,
suggesting the formation of potential cilia and photoreceptor
outer segments (Fig. S6 C and D). The differentiation of the two
other late-born retinal cell types, bipolar and Müller glial cells,
also required a longer time in culture (D112) to be detected,
respectively, by PKCα staining (Fig. 4P) and by coexpression of
glutamine synthetase (GS) and SOX9 (Fig. 4Q). Thereby, our
cell-culture conditions allowed the generation of all retinal-cell
types from the RPCs present in the NR-like structures in a
sequential manner.

Acceleration of Photoreceptor Precursor Generation by Notch
Inhibition. Based on the role of Notch in retinal progenitor cell
fate (16, 27), we next investigated the effect of the Notch path-
way inhibition during floating cultures of NR-like structures on
the generation of the precursors of photoreceptors. Because,
in NR-like structures between D21 and D35, most RPCs are
committed to the photoreceptor lineage (corresponding to the
increased expression of the two photoreceptor-specific tran-
scription factors, CRX and NRL) (Fig. 4E and Fig. S2A), the
Notch inhibitor DAPT was added during this time window. A
1-wk treatment with DAPT between D21 and D28 is sufficient to
increase both CRX and RECOVERIN staining (Fig. 5 B–E). This
treatment enables enhanced generation of photoreceptor precursors
because, at D28, the number of CRX+ and RECOVERIN+ cells
increased 2.2- and 2.6-fold, respectively, compared with the control
(Fig. 5J). Concomitantly, the population of mitotic progenitors
evaluated at D28 by Ki67 staining largely decreased (threefold) after
treatment at D28 (Fig. 5J). We further chose to evaluate the effect
of Notch inhibition between D28 and D35 rather than prolonged
exposure to DAPT because few RPCs remained at D28 after

D42

BRN3A OTX2 DAPI

G D42 

PAX6 AP2 DAPI

ID42

CALRETININ DAPI

H

D112

RHO DAPI

N

PKCα DAPI 

D112P D112

GS SOX9 DAPI

QD112

RHO
R/G OPSIN DAPI  

O

RECOVERIN
LIM DAPI

     D42 J D42 

CRX
RECOVERIN DAPI

K

BRN3A OTX2 DAPI    

D21F

Ki67 PAX6 DAPI

D77M

RECOVERIN
CD73 DAPI

D42 L

0
100
200
300
400
500
600
700
800

14 21 28 35 42 49 56 63 70 77 84 91 98 105 112

B

C

A

Fo
ld

 E
xp

re
ss

io
n

E

Days

0
10
20
30
40
50
60
70

14 21 28 35 42 49 56 63 70 77 84 91 98 105 112

RHO BLUE OPSIN CoARD

R/G OPSIN RECOVERIN

0
2
4
6
8

10
12

14 21 28 35 42 49 56 63 70 77 84 91 98 105 112

PKCα GLAST1

0

10

20

30

40

50

14 21 28 35 42 49 56 63 70 77 84 91 98 105 112

BRN3A BRN3B

0
2
4
6
8

10
12

14 21 28 35 42 49 56 63 70 77 84 91 98 105 112

CALRETININ LIM GAD2

Fo
ld

 E
xp

re
ss

io
n

Fo
ld

 E
xp

re
ss

io
n

Fo
ld

 E
xp

re
ss

io
n

Fo
ld

 E
xp

re
ss

io
n

Fig. 4. Differentiation of all retinal cell types from floating NR-like structures. (A–E) qRT-PCR analysis of selected neural retinal cell types in NR-like structures
at different times. Data are normalized to NR-like structures at D14 and at D35 for both R/G and BLUE OPSIN. (F–Q) Immunohistochemical analysis of cry-
osectioned NR-like structure at different stages of differentiation using markers for RGCs (BRN3A, PAX6, and CALRETININ), amacrine cells (PAX6, AP2, and
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(PKCα), Müller glial cells (GS and SOX9), and for mitotic progenitors (Ki67). (Scale bars: F–N, 50 μm; O–Q, 25 μm.)

4 of 6 | www.pnas.org/cgi/doi/10.1073/pnas.1324212111 Reichman et al.

http://www.pnas.org/lookup/suppl/doi:10.1073/pnas.1324212111/-/DCSupplemental/pnas.201324212SI.pdf?targetid=nameddest=SF4
http://www.pnas.org/lookup/suppl/doi:10.1073/pnas.1324212111/-/DCSupplemental/pnas.201324212SI.pdf?targetid=nameddest=SF5
http://www.pnas.org/lookup/suppl/doi:10.1073/pnas.1324212111/-/DCSupplemental/pnas.201324212SI.pdf?targetid=nameddest=SF2
http://www.pnas.org/lookup/suppl/doi:10.1073/pnas.1324212111/-/DCSupplemental/pnas.201324212SI.pdf?targetid=nameddest=SF2
http://www.pnas.org/lookup/suppl/doi:10.1073/pnas.1324212111/-/DCSupplemental/pnas.201324212SI.pdf?targetid=nameddest=SF6
http://www.pnas.org/lookup/suppl/doi:10.1073/pnas.1324212111/-/DCSupplemental/pnas.201324212SI.pdf?targetid=nameddest=SF6
http://www.pnas.org/lookup/suppl/doi:10.1073/pnas.1324212111/-/DCSupplemental/pnas.201324212SI.pdf?targetid=nameddest=SF2
www.pnas.org/cgi/doi/10.1073/pnas.1324212111


DAPT treatment. Under these conditions, Notch inhibition also
led to an increase in the number of photoreceptor precursors
within the NR-like structures, namely a 1.7- and 4.1-fold in-
crease at D35 in the number of CRX+ and RECOVERIN+

cells, respectively (Fig. 5 F–I and K). Interestingly, CONE-
ARRESTIN+ cells that were not normally detected at D35
could be clearly identified at that time after DAPT treatment
(Fig. 5G). Moreover, qRT-PCR analysis confirmed the in-
crease in CONE-ARRESTIN expression at D35 after DAPT
treatment whereas no significant changes in gene expression of
RHODOPSIN, BLUE OPSIN, or R/G OPSIN were observed
(Fig. 5L). GLAST1 expression was decreased after DAPT
treatment (Fig. 5L). All together, these data suggest that in-
hibition of Notch signaling accelerated the generation of
photoreceptor precursors from multipotent RPCs.

Discussion
In this study, we report the finding that a simple culture of confluent
hiPSCs in a serum-free proneural medium is sufficient to generate
NR-like structures and RPE cells in 2 wk. The process we describe
avoids the steps of EB formation and selection and addition of in-
ductive molecules and/or Matrigel, as well as EB coating on ad-
herent substrates. Early generated structures present an OV
phenotype revealed by coexpression of PAX6 and RAX, and an
opposite gradient of VSX2 and MITF between the neuroepithelium
and the RPE. This efficiency is likely due in part to the increasing
endogenous production by confluent hiPSCs of DKK1 and NOG-
GIN, two inducers of neural and retinal specification, generally
added for retinal differentiation of hESCS or hiPSCs (17, 28).

Nevertheless, previous studies reported that IGF-I added to the
culture medium or present in the Matrigel can direct hESCs to
a retinal progenitor identity (12, 29), suggesting that insulin, al-
ready present in the N2 supplement, could be sufficient to play
a similar role in our conditions.
Floating cultures of isolated hiPSC-derived NR-like structures

allowed the differentiation of the RPCs into all of the retinal cell
types, in a sequential manner consistent with the in vivo verte-
brate retinogenesis, demonstrating the multipotency of hiPSC-
derived RPCs. In terms of timing, differentiation of NR-like
structures is quite similar to the ones reported for the in vitro
self-formed OC and OV-like structures (16, 17), with the de-
tection of RGCs between D21 and D35 and photoreceptor
precursors around D30–D40 whereas more mature photo-
receptors, stained for the presence of OPSIN or RHODOPSIN,
were not clearly identified before D77. The use of different
molecules during the culture, such as taurine, sonic hedgehog,
retinoic acid, FGF1, and FGF2, could accelerate photoreceptor
maturation, as recently reported for hESC aggregates in the
presence of Matrigel (28). Interestingly, we report that inhibition
of the Notch pathway when RPCs are committed to the photo-
receptor lineage clearly enhances the proportion of photore-
ceptor precursors in the NR-like structures, with a twofold
increase in CRX+ cells, presumably achieved by forcing RPCs to
exit early from the cell cycle, as previously described (16). A 1-wk
treatment with the Notch inhibitor, DAPT, is indeed sufficient to
induce cell-cycle exit for a large majority of the RPCs, allowing
the generation after 35 d of about 40% of CRX+ photoreceptor
precursors, also expressing cone precursor markers. This strategy
could be considered for the efficient generation of cells with
therapeutic applications. NR-like structures did not invaginate to
form bilayered cups as elegantly reported in an EBs/Matrigel-
dependent protocol using hESCs by Nakano et al. (16). Instead,
the hiPSC-derived structures maintained a laminar organization
until D21 and subsequently developed rosettes containing pho-
toreceptor-like cells in the central region, surrounded by both
cells with a retinal inner nuclear layer-specific identity and
RGCs. This kind of inverted retina, which has also been reported
in OV-like structures (30), could be due to the absence of RPE
cells in close contact with the differentiating neuroepithelium in
the NR-like structures. Nevertheless, generating mature and
stratified NR tissue may not be requisite for future cell-therapy
strategies based on purified photoreceptor precursors or other
retinal-derived cells. In this context, our protocol allows, in 42 d,
the generation of promising candidates for transplantation: i.e.,
CD73+ photoreceptor precursors that have previously been pu-
rified and successfully transplanted in mouse retina (26). The
possibility of combining NOTCH inhibition and CD73 selection
should enable the isolation of a large number of transplantable
cells, holding great promise for the replacement of degenerated
photoreceptors in retinal dystrophies. The ability to produce
RGCs from the NR-like structures could have important impli-
cations for the treatment of glaucoma. Nevertheless, optimiza-
tion of culture conditions will be required to prolong RGC
survival in floating NR-like structures. In addition to the gen-
eration of retinal neurons, our protocol concomitantly allows the
generation of RPE cells (hiRPE) that can be easily passaged and
amplified while retaining their phenotype, close to their in vivo
state. The present protocol hereby holds great potential to rap-
idly generate banks of hiRPE cells intended for the future
treatment of AMD and other RPE-related diseases.
With the goal of maintaining a clinical grade, we generated

hiPSCs by episomal reprogramming because the use of lentiviral
vectors bears a risk of genotoxicity. Reactivation of or residual
transgene expression during hiPSC differentiation could indeed
affect lineage choice and the functionality of hiPSC derivatives,
as recently demonstrated for the RPE cell lineage (31). Although
autologous feeders may be used for the maintenance of hiPSCs
(32), developments toward a xeno-free and feeder-free system
will be required for regenerative therapy. Switching to a non-
xenogeneic system should not be a brake for the generation of
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Fig. 5. Acceleration of photoreceptor precursor generation from floating
NR-like structures by Notch inhibition. (A) Schematic illustration of the ex-
periment with DAPT treatment either from D21 to D28 or from D28 to D35.
(B–I) Immunohistochemical analysis of cryosectioned NR-like structures at
D28 or D35, with (C, E, G, and I) or without (B, D, F, and H) DAPT treatment.
(J and K) Quantification of photoreceptor precursors (CRX and RECOVERIN)
and mitotic progenitors (Ki67) at D28 (J) and D35 (K) with or without
(control) DAPT. Values represent the mean percentage of positive cells ±
SEM (n = 4, *P < 0.05). (L) qRT-PCR analysis of maturing photoreceptor
markers and GLAST1 (marker for Müller glial cells) in D35 NR-like structures
treated with DAPT. Data are normalized to NR-like structures at D35 without
DAPT treatment. (Scale bars: 100 μm.)
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NR-like structures and hiRPE cells as recently reported in others
differentiation approaches (6, 33, 34). From a pharmacological
perspective, hiPSCs offer valuable potential to profile new
compounds in the first process of drug discovery (35). The pro-
liferative capacity of hiPS-derived RPCs and RPE cells should
ensure the development of new cellular tools for phenotype- and
target-based high-throughput screening with the goal of identi-
fying specific active compounds for future treatments of retinal
dystrophies (36).
This new protocol, which eliminates the need for the time-con-

suming and labor-intensive manual steps usually required to dif-
ferentiate hiPSCs into a specific retinal lineage, provides a readily
scalable approach to generate large numbers of both RPE cells
and multipotent RPCs. Thus, in a relatively short period, the
methods described here produce a source of photoreceptor
precursors or RGCs holding the promise for a novel approach to
regenerative medicine and pharmaceutical testing/drug screen-
ing. Our strategy using hiPSCs also provides an opportunity to
study the molecular and cellular mechanisms underlying human
retinal development and should advance the development of in
vitro models of human retinal degenerative diseases.

Materials and Methods
Reprogramming of Human Fibroblasts. The reprogramming was done with an
episomal approach as described (18). Detailed protocols are available in the
SI Materials and Methods.

Retinal Differentiation and hiPSC-Derived Retinal Cell Cultures. hiPSCs were
expanded to confluence in 3-cmMEF-seeded dishes in iPS medium. At this point,
defined as day 0 (D0), confluent hiPSCs were cultured in iPS medium without
FGF2. After 2 d, the medium was switched to a “proneural medium” composed
of DMEM:Nutrient Mixture F-12 (DMEM/F12, 1:1, L-Glutamine), 1% MEM

nonessential amino acids, and 1% N2 supplement (Life Technologies). The
medium was changed every 2–3 d. On D14, identified NR-like structures were
isolated using a needle with the surrounding pigmented cells and were in-
dividually cultured in 24-well-plates as floating structures in the proneural
medium supplemented with 10 ng/mL FGF2. Plates were mounted on a 3D
Nutator shaker (VWR) during the two first days to avoid the adhesion of NR-
like structures to the culture plate bottom, and the medium was changed
every 2–3 d. At D21, FGF2 was removed, and half of the proneural medium
was changed every 2–3 d for the next several weeks. For the DAPT experiment,
structures were treated with 10 μM DAPT (Selleck) during 7 d between either
D21 and D28 or D28 and D35.

For hiPSC-derivedRPE (hiRPE) cell cultures, identifiedpigmentedpatcheswere
cut at D14 without the nonpigmented budding structures and transferred onto
0.1%gelatin-coatedplates, noted as passage0 (P0). hiRPE cellswere expanded in
the proneural medium, and the medium was changed every 2–3 d. At con-
fluency, cells were dissociated and replated onto 24-well gelatin-coated plates
for amplification or onto 96-well gelatin-coated plates for phagocytosis assays.

More information is provided in SI Materials and Methods and Tables S1
and S2.
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SI Materials and Methods
Human Fibroblast and iPSC Cultures. Adult human dermal fibro-
blasts (AHDFs) from an 8-y-old boy (gift from P. Rustin,
INSERM U676, Paris) were cultured in a “fibroblast medium”

composed of Dulbecco’s modified Eagle medium (DMEM), high
glucose, Glutamax II supplemented with 10% FBS, 1 mM so-
dium pyruvate, 1× MEM nonessential amino acids, 100 U/mL
penicillin, and 100 μg/mL streptomycin (all from Life Tech-
nologies). Established human induced pluripotent stem cells
(hiPSCs) were maintained in “iPS medium,” ReproStem medium
(ReproCELL) supplemented with 10 ng/mL human recombinant
fibroblast growth factor (FGF) 2 (Preprotech), on a mitomycin-
inactivated mouse embryonic fibroblast (MEF) feeder layer (2 ×
104 cells per cm2; Zenith Biotech). hiPSCs were manually pas-
saged once a week under a stereomicroscope (Vision Engi-
neering Ltd). For iPSC culture or reprogramation, the feeders
were plated the day before on 0.1% gelatin (Sigma) coated
plates. Cells were routinely cultivated at 37 °C in a standard 5%
CO2/95% air incubator.

Reprogramming of Human Fibroblasts. OriP/EBNA1-based epi-
somal vectors pEP4EO2SEN2K (3 μg), pEP4EO2SET2K (3 μg),
and pCEP4-M2L (2 μg) (all from Addgene) were cotransfected
into AHDF via nucleofection (Nucleofector 4D, V4XP, with
DT-130 program; Lonza). Transfected fibroblasts (106 cells per
nucleofection) were plated directly to 3 × 10-cm MEF-seeded
dishes (5 × 104 cells per cm2) in fibroblast medium. On day 4
posttransfection, the fibroblast medium was replaced with the
iPS medium supplemented with the following: 500 μM valproic
acid (VPA) (Sigma-Aldrich), 0.5 μM PD-0325901 (Selleck; Eu-
romedex), and 2 μM SB431542 (Selleck). After 14 d, cells were
cultured in iPS medium alone. Between 30 d and 40 d, compact
cell clusters were cut and transferred into 60-mm organ cell
culture dishes (Corning) and defined as passage 0 (P0). The
emergent hiPSC colonies were picked under a stereomicroscope
according to their human embryonic stem cell (hESC)-like colony
morphology. They were expanded on feeder layers as described
in Human Fibroblast and iPSC Cultures. Complete loss of epi-
somal vectors and nonintegration of reprogrammative genes
were achieved by PCR (see details below).

PCR Analysis of Episomal Vectors. Purification of episomal DNA
from hiPSCs was carried out with a Nucleospin Plasmid Quick
Pure kit (Macherey-Nagel) according to the manufacturer’s
protocol. Genomic DNA was isolated using a phenol/chlor-
ophorm extraction method. Due to the nature of the purification
methods, the purified genomic DNA was likely contaminated
with residual amounts of episomal DNA from the same cells,
and, likewise, the purified episomal DNA was contaminated with
small amounts of genomic DNA, as clearly reported by Yu et al.
(1). PCR reactions were carried out with Go Taq flexi poly-
merase (Promega). For each PCR, 10 μL of genomic or episomal
DNA extracted from 104 cells (equivalent to 100 ng) was added
as template. The PCR mix contained 1× Go Taq Flexi buffer,
2 mM MgCl2, 0.2 mM dNTPs, 0.5 μM each primer (OriP-F,
TTCCACGAGGGTAGTGAACC; OriP-R, TCGGGGGTGTT
AGAGACAAC), and 1.25 U of polymerase. The reaction was
performed using the following program: initial denaturation for
1 min at 94 °C; 35 cycles of 94 °C for 45 s, 60 °C for 30 s, and 72 °C
for 1 min, followed by 72 °C for 5 min. Episomal and genomic
DNAs from native fibroblasts were used as negative controls,

and OriP/EBNA1-based episomal vectors were used as posi-
tive controls.

Karyotype Analysis. Actively growing hiPSC colonies (80% con-
fluency) were treated with colchicin (20 mg/mL; Eurobio) for 90
min at 37 °C. Cells were dissociated with 0.05% trypsin-EDTA
and incubated in 75 mM KCl (Sigma-Aldrich) for 10 min at 37 °C,
before fixation with 3:1 methyl alcohol/glacial acetic acid. For
mFISH karyotyping, fixed cells were hybridized overnight at 37 °C
with a denatured “cocktail painting mFISH” probe (Meta-
Systems). Slides were washed in successive baths of 1× SSC
and 0.4× SSC, and nuclei were stained with 250 ng/mL diamidino-
phenyl-indole (DAPI). Biotinylated probes were revealed using
a Cy5 MetaSystems B-tect detection kit (MetaSystems). Ten to
20 metaphases were captured using a Zeiss Z1 fluorescence
microscope equipped with a UV HBO 100-W lamp coupled to
an AxioCam camera (Carl Zeiss). All of the analyzed meta-
phases were karyotyped using the MetaSystems Isis software
(MetaSystems).

Alcaline-Phosphatase Staining. Human iPSCs cultured on feeders
were fixed with 95% ethanol for 10 min at room temperature. The
cells were then rinsed with PBS and incubated for 5–10 min at
room temperature with a mixture of 5-Bromo-4-chloro-3-indolyl
phosphate (BCIP) and Nitro blue tetrazolium (NBT) (Roche) in
Tris buffer (pH 9.5) with 5 mM MgCl2 and 0.05% Tween 20.
Following staining, cells were rinsed with PBS before visualiza-
tion under a bright field microscope.

Embryoid-Body Analysis.Human iPSC colonies were mechanically
detached from the feeders layer under a stereomicroscope
(Vision Engineering Ltd.) and then cultured in suspension into
ultra-low attachment culture dishes (Nunc) in ReproStem me-
dium (ReproCELL). Medium was changed every other day, and
embryoid bodies were cultured for 2 wk before RNA extraction or
plated onto gelatin-coated slides for immunohistochemical
analysis.

Teratoma-Formation Assay. To validate the pluripotency of human
iPSC lines, a teratoma-formation assay was performed as pre-
viously described (2) with slight modifications. Briefly, 1 × 106 to
2 × 106 cells were injected in the rear leg muscle of 6-wk-old
NOD Scid gamma (NSG) mice (Charles River). Animals were
killed according to the recommendations of our local ethical and
animal care committee (Authorization 75-865 delivered on April
30, 2010 by the Minister of Agriculture). After 9–10 wk, ter-
atomas were dissected and fixed in 4% paraformaldehyde.
Samples were then embedded in paraffin, and sections were
stained with hematoxylin/eosin.

Phagocytosis Assay. Photoreceptor outer segments (POSs) were
purified from porcine eyes and covalently labeled with fluorescent
dye by incubation with 0.1 mg/mL FITC (isomer-1) according to
established procedures (3). RPE-J [immortalized rat retinal
pigmented epithelium (RPE) cell line] at passage 3 and hiPSC-
derived RPE (hiRPE) cells at passage 1 were placed in individual
wells of a 96-well tissue-culture plate. Each well was layered with
100 μL of DMEM containing 1 × 106 POS particles and was
incubated at 32 °C (RPE-J) or 37 °C (hiRPE) for 3 h before
rinsing the wells three times with PBS containing 1 mM MgCl2
and 0.2 mM CaCl2 (PBS-CM). For exclusive detection of in-
ternalized particles, fluorescence of surface-bound FITC-POS
was selectively quenched by incubation in 0.2% trypan blue in
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PBS-CM for 10 min before cell fixation. Cells were fixed by in-
cubation in ice-cold methanol for 5 min, followed by rehydration
and incubation in DAPI for 10 min at room temperature.
Fluorescent signals were quantified with the Infinite M1000 Pro
(Tecan) plate reader. The RPE-J cell line was used as a positive
control for phagocytic activity, and hiRPE cells in the absence of
POS were used as a negative control.

RNA Extraction and TaqMan Assay. Total RNAs were extracted
using a Nucleospin RNA II kit (Macherey-Nagel) according to
the manufacturer’s protocol, and RNA yields and quality were
checked with a NanoDrop spectrophotometer (Thermo Scien-
tific). cDNA were synthesized from 500 ng of total RNA using
the QuantiTect reverse transcription kit (Qiagen) following the
manufacturer’s recommendations. Synthesized cDNA were then
diluted at 1/20 in DNase-free water before performing quanti-
tative PCR. qPCR analysis was performed on an Applied Bio-
systems real-time PCR machine (7500 Fast System) with custom
TaqMan Array 96-Well Fast plates and TaqMan Gene expres-
sion Master Mix (Life Technologies) following the manu-
facturer’s instructions. All primers and MGB probes labeled with
FAM for amplification were purchased from Life Technologies
(Table S1). Results were normalized against 18S, and quantifi-
cation of gene expression was based on the DeltaCt Method in
three minimum independent biological experiments. Control
RNA from human adult RPE cells corresponds to RPE cells
isolated from dissected eye cups at the fovea level (gift from
T. Léveillard, Institut de la Vision, Paris).

Cryosection, Immunostaining, and Image Acquisition. For cryo-
sections, neural retina (NR)-like structures were fixed for 15
min in 4% paraformaldehyde at 4 °C and washed in PBS.
Structures were incubated at 4 °C in PBS/30% Sucrose (Sigma-
Aldrich) solution during at least 2 h. Structures were embed-
ded in a solution of PBS, 7.5% gelatin (Sigma-Aldrich), 10%
Sucrose and frozen in isopentane at −50 °C, and 10-μm-thick
cryosections were collected. Immunofluorescence staining of
sections was performed as previously described (4). Briefly,
slides were incubated for 1 h at room temperature with
a blocking solution (PBS, 0.2% gelatin, and 0.25% Triton X-
100) and then overnight at 4 °C with the primary antibody
(Table S2). Slides were washed three times in PBS with Tween
0.1% and then incubated for 1 h at room temperature with the
appropriate secondary antibody conjugated with either Alex-
aFluor 488 or 594 (Life Technologies) diluted at 1:600 in
blocking buffer with 1:10,000 DAPI. Fluorescent staining sig-
nals were captured with a DM6000 microscope (Leica micro-
systems) equipped with a CCD CoolSNAP-HQ camera (Roper
Scientific) or using an Olympus FV1000 confocal microscope
equipped with 405-, 488-, and 543-nm lasers. Confocal images
were acquired using a 1.55- or 0.46-μm step size and corre-
sponded to the projection of 4–8 optical sections.

Statistical Analysis. Analysis of variance was realized either with
the nonparametric Friedman test followed by the Dunn’s multiple
comparison test or the Mann–Whitney test for all pair-wise
analysis (Prism 6; GraphPad software). Values of P < 0.05 were
considered statistically significant.

1. Yu J, et al. (2009) Human induced pluripotent stem cells free of vector and transgene
sequences. Science 324(5928):797–801.

2. Griscelli F, et al. (2012) Malignant germ cell-like tumors, expressing Ki-1 antigen
(CD30), are revealed during in vivo differentiation of partially reprogrammed human-
induced pluripotent stem cells. Am J Pathol 180(5):2084–2096.

3. Finnemann SC, Bonilha VL, Marmorstein AD, Rodriguez-Boulan E (1997) Phagocytosis
of rod outer segments by retinal pigment epithelial cells requires alpha(v)beta5
integrin for binding but not for internalization. Proc Natl Acad Sci USA 94(24):
12932–12937.

4. Roger J, et al. (2006) Involvement of Pleiotrophin in CNTF-mediated differentiation of
the late retinal progenitor cells. Dev Biol 298(2):527–539.
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Fig. S1. Derivation and characterization of integration-free hiPSCs (hiPSC-2 clone). (A) Schematic diagram depicting the steps involved in the reprogramming
of AHDF. (B) Emergence of an hiPSC-2 colony (arrow) at P0. (C) Positive alkaline phosphatase staining of hiPSC-2 at P14. (D–I) Immunohistochemistry of
pluripotency markers (NANOG, TRA1-81, OCT4, and SSEA4) for hiPSC-2 at P15. (J) qRT-PCR analysis of pluripotency and self-renewal markers in hESCs, hiPSC-2,
and AHDF. Data are normalized to hESCs. (K) PCR screening using primers targeting OriP for the detection of OriP/EBNA1 vectors in the genomic DNA (gDNA)
or in the episomal (Epi extract) fraction of hiPSC- 2 at P5 (hiPSC-2p5) or at P15 (hiPSC-2p15) and from native AHDF as control. (L) qRT-PCR analysis of several
germ-layer markers in embryoid bodies (EBs) derived from hiPSC-2 after 2-wk culture. Data are normalized to undifferentiated hiPSC-2. (M–O) EBs derived from
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hiPSC-2 plated after 2 wk and stained for markers of endoderm (SOX17), mesoderm (BRACHYURY, SMA), and ectoderm (PAX6, TUJ1). (E–J) Histological analysis
of hiPSC-2–generated teratomas in NSG mouse. Ectoderm: (P) neural tube; (Q) melanin pigment; (R) squamous epithelium. Mesoderm: (S) cartilage; (T) bones.
Endoderm: (U) mucus secreting epithelium (*) described structures. (V) Karyotype analysis of hiPSC-2. (Scale bars: D–F, 100 μm; G–I, 200 μm.)
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Fig. S2. Early differentiation of photoreceptor precursors in NR-like structures. (A) qRT-PCR analysis of NRL and CRX transcription factors in differentiating
NR-like structures. Data are expressed as cycle change in PCR expression level compared with hiPSC-2 at D0. (B) Immunofluorescence staining of cryosectioned
NR-like structures at D14 for CRX. (C–H) Immunofluorescence staining of cryosectioned NR-like structures at D21 and D35 for CRX and OTX2. Confocal images
demonstrating the colocalization of OTX2 and CRX in sections of NR-like structures at D21 (C–E) and D35 (F–H). (Scale bars: B, 100 μm; C–H, 50 μm.)
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Fig. S5. Evolution of the (BRN3A-positive) retinal ganglion cell population during long-term culture. Immunofluorescence staining of cryosectioned NR-like
structures at D35 (A), D42 (B), D77 (C), or D112 (D) for BRN3A. Confocal images demonstrating a decrease in number of BRN3A+ cells around the rosettes during
floating cultures. (Scale bars: 50 μm.)
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Fig. S6. Presence of mature photoreceptors in NR-like structures after long-term cultures. Immunofluorescence staining of cryosectioned NR-like structures at
D112 for RECOVERIN (A, C, and D), RHODOPSIN (A and B) and Acetyl TUBULIN (C and D). Immunohistochemical analysis confirmed the predominant presence
of photoreceptors in internal rosettes, with the appearance of acetylated tubulin-positive structures in the luminal zone of the rosettes (arrow in D). (Scale
bars: A–C, 25 μm; D, 10 μm.)
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Table S1. List of TaqMan Gene Expression ID Assays used for
qRT-PCR

Gene symbols Assay IDs (Life Technologies)

18S 18S-Hs99999901_s1
AFP AFP-Hs00173490_m1
BEST1 BEST1-00188249_m1
BLUE OPSIN OPN1SW-Hs00181790_m1
BRN3A POU4F1-Hs00366711_m1
BRN3B POU4F2-Hs00231820_m1
CALRETNIN CALB2-Hs00242372_m1
CONE ARRESTIN ARR3-Hs00182888_m1
CRX CRX-Hs00230899_m1
DKK1 DKK1-Hs00183740_m1
DNMT3B DNMT3B-Hs00171876_m1
GAD2 GAD2-Hs00609534_m1
GATA4 GATA4-Hs01034629_m1
GATA6 GATA6-Hs00232018_m1
GDF3 GDF3-Hs00220998_m1
GLAST1 SLC1A3-Hs00188193_m1
HAND1 HAND1-Hs00231848_m1
LHX2 LHX2-Hs00180351_m1
LIM1 LHX1-Hs00232144_m1
LIN28A LIN28A-Hs00702808_s1
MERTK MERTK-Hs01031973_m1
MITF MITF-Hs01117294_m1
NANOG NANOG-Hs02387400_g1
NES NES-Hs00707120_s1
NEUROD1 NEUROD1-Hs00159598_m1
NODAL NODAL-Hs00415443_m1
NOGGIN NOG-Hs00271352_s1
NRL NRL-Hs00172997_m1
OCT4 POU5F1-Hs00999632_g1
PAX6 PAX6-Hs00240871_m1
PDEF SERPINF1-Hs01106934_m1
PKCα PRKCA-Hs00925195_m1
R/G OPSIN OPN1MW-Hs00241039_m1
RAX RAX-Hs00429459_m1
RECOVERIN RCVRN-Hs00610056_m1
RHO RHO-Hs00892431_m1
RPE65 RPE65-Hs01071462_m1
SIX3 SIX3-Hs00193667_m1
SOX2 SOX2-Hs01053049_s1
TERT TERT-Hs00972656_m1
VSX2 VSX2-Hs00766959_s1
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Table S2. List of antibodies used for immunohistochemistry analysis

Antigen Species Dilution Source

Acetylated TUBULIN Mouse monoclonal 1:1,000 Sigma
AP2 Mouse monoclonal 1:100 DSHB
BRACHYURY Rabbit polyclonal 1:100 TEBU-Bio
BRN3A Mouse monoclonal 1:250 Millipore
CALRETININ Mouse monoclonal 1:500 Abcys
CD73 Mouse monoclonal 1:100 BioLegend
CONE ARRESTIN Rabbit polyclonal 1:2,000 Millipore
CRX Mouse monoclonal 1:5,000 Abnova
GLUTAMIN SYNTHASE Mouse monoclonal 1:500 Millipore
KI67 Mouse monoclonal 1:200 BD Pharmagen
LIM1 (LHX1) Mouse monoclonal 1:20 DSHB
LHX2 Goat polyclonal 1:100 Santa Cruz
MITF Mouse monoclonal 1:200 DAKO
NANOG Rabbit monoclonal 1:200 Cell Signaling
OCT4 Rabbit monoclonal 1:100 Cell Signaling
OPSIN G/R Rabbit polyclonal 1:5,000 Millipore
OTX2 Rabbit polyclonal 1:5,000 Millipore
PAX6 Rabbit polyclonal 1:1,000 Millipore
PKCα Rabbit polyclonal 1:5,000 Santa Cruz
RAX/RX Rabbit polyclonal 1:10 000 Abcam
RHODOPSIN Mouse monoclonal 1:250 R. Molday
RECOVERIN Rabbit polyclonal 1:2,000 Millipore
SSEA4 Mouse monoclonal 1:200 Cell Signaling
SMA Mouse monoclonal 1:100 DAKO
SOX9 Rabbit polyclonal 1:1,000 Millipore
SOX17 Goat polyclonal 1:200 R&D
TRA1-81 Mouse monoclonal 1:100 Cell Signaling
TUJI1 Mouse monoclonal 1:250 Covance
VSX2 (CHX10) Goat polyclonal 1:2,000 Santa Cruz
ZO1 Rabbit polyclonal 1:250 Life Technologies

DSHB, Developmental Studies Hybridoma Bank; R. Molday, University British Columbia, Vancouver, Canada.

Reichman et al. www.pnas.org/cgi/content/short/1324212111 8 of 8
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III. Modélisation d’une forme de rétinite pigmentaire causée par 

une mutation du gène PRPF31 avec des cellules iPS de patients. 
 

III.1. Article : Altération des cellules de l’EPR dérivées de cellules iPS 

de patients porteurs d’une mutation du gène PRPF31. 

Dans les deux parties précédentes des résultats, nous avons validé :  

- La dérivation des cellules iPS de trois personnes d’une même famille, comportant un 

individu atteint de RP suite à la mutation Cys294X dans le gène PRPF31. Un clone de 

cellules iPS pour chacun des deux individus, indèmne (homozygote sauvage) et malade 

(hétérozygote Cys294X), ont été validés (caryotype normal, propriétés d’auto-renouvellement 

et de pluripotence) (Partie I). 

- La différenciation de cellules iPS en cellules de l’EPR. Les cellules obtenues présentant un 

phénotype similaire à celui des cellules de l’EPR humaines in vivo, avec l’expression de 

marqueurs spécifiques des cellules de l’EPR, la formation d’un tissu épithélial polarisé et la 

capacité de phagocyter les segments externes des photorécepteurs (Partie II).  

Nous avons donc utilisé le protocole de différenciation établi dans notre équipe (Reichman et 

al. 2014 ; Partie II) afin de différencier les cellules iPS correspondant aux deux clones validés, 

en cellules de l’EPR. Ceci afin de déterminer le phénotype des cellules de l’EPR portant la 

mutation Cys294X dans le gène PRPF31.  

Nous avons choisi dans un premier temps de regarder le phénotype des cellules de l’EPR suite 

aux différents résultats rapportant une altération de l’EPR chez les souris Prpf31 +/- 

(Graziotto et al., 2011 ; Farkas et al., 2015). 

L’article présenté ici rapporte successivement : 

1) la génération et la caractérisation des cellules iPS d’un patient porteur de la mutation et 

d’un contrôle (indèmne) de la même famille. 

2) la différenciation de ces deux lignées de cellules iPS en cellules de l’EPR. 

3) la caractérisation du phénotype des cellules de l’EPR mutées dans le gène PRPF31. 

 

Nous avons mis en évidence une absence de lame basale à l’origine d’une désorganisation et 

d’un manque d’adhésion du tapis de cellules de l’EPR. Ce défaut morphologique est completé  
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par une resistance transépithéliales afaiblit et un défaut fonctionel du mécanisme de 

phagocytose des segments externes des photorecpteurs par les cellules de l’EPR porteuses de 

la mutation Cys294X.  

L’ensembles des ces résultats sont en accords avec les travaux de Frakas et al., 2014, qui 

mettent en évidence en cause les défauts des cellules de l’EPR comme responsable de la 

dégénérescence rétinienne (RP). 
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Abstract 

Retinitis pigmentosa (RP) is an inherited degenerative disease of the retina that leads in 

progressive and irreversible vision loss. Mutations in genes that encode pre-mRNA 

processing factors (PRPF) are the second most common cause of the dominant form of RP. 

It is unclear what mechanisms, or which retinal cell types are affected. To investigate the 

mechanisms by which mutations in the RNA splicing factor PRPF31 cause retinal 

degeneration, we used the iPS cell technology to generate RP patient-specific retinal cells. 

iPS cells were generated from dermal fibroblasts obtained from a patient carrying mutation in 

PRPF31, using nonintegrating Sendai virus vectors expressing OCT4, SOX2, KLF4 and c-

MYC. Retinal pigmented epithelial (RPE) cells were derived from confluent iPS cells using 

our previously stepwise differentiation protocol. RPE cells differentiated from PRPF31-

mutated iPS cell lines presented irregular shape with disorganized cell-to-cell contact. Their 

ultrastructure revealed absence of desmosomes and basal membranes. Relative to iPS-

derived RPE cells from unaffected control from the same family, RPE cells derived from 

PRPF31-mutated iPS cells displayed impaired transepithelial resistance and phagocytic 

activity. Since these processes are critical for retinal physiology, these findings likely 

contribute to the clinical picture of RP due to a PRPF31 mutation and confirm that the RPE is 

likely to be the primary site of pathogenesis in RNA splicing factor RP 

 

 

Key words: retinal pigmented epithelium, RNA splicing factors, retinitis pigmentosa and 

human pluripotent stem cells 
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Introduction 

 

Rod-cone dystrophies also called retinitis pigmentosa (RP) in which photoreceptors and RPE 

cells die are the leading cause of blindness or visual impairment in the young adult 

population. RP are a clinically and genetically heterogeneous group of inherited retinal 

disorders primarily affecting rods with secondary cone degeneration. Often, the initial 

symptom that RP patients report is night blindness, which is attributable to the primarily 

affected rods and is a clinical sign of the impaired rod function. Later on, when the 

secondary cone dysfunctions manifest, progressive visual field constriction, abnormal color 

vision, and loss of central vision can be observed—signs of decreasing cone function. As the 

disease progresses, visual impairment increases, leading in some cases to very severe 

visual impairment or even blindness (Hamel 2006). RP is the most common inherited form of 

severe retinal degeneration, with a prevalence estimated to be about one in 3500 individuals 

(Hartong et al. 2006). Over 50 genes have been associated with RP and nearly 3100 

mutations have been reported in these genes (Daiger et al. 2013; Hartong et al; 2006). 

Disease-causing mutations may be inherited autosomal recessive (50-60%) or dominant (30-

40%) as well as X-linked (5–15%) (Hartong et al. 2006). 

The genetic heterogeneity of ROP suggests a diversity of disease mechanisms, which 

remain largely unclear (Berger et al. 2010; Hartong et al. 2006). For many subtypes of RP, 

no appropriate models are available, and a better understanding of the biological process 

impacted by the mutated genes is required to improve treatment strategies and test efficacy. 

Human induced pluripotent stem (iPS) cells reprogrammed from somatic cells are a 

convenient tool to study cellular and molecular mechanisms targeted by disease in RP 

patients and to further test therapeutics. The generation of RP patient-derived iPS cells and 

differentiated retinal cells that recapitulate defined pathogenic steps at the molecular level, 

offer opportunities for modeling the disease.  
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Many data have indicated that human iPS cells can be differentiated into retinal pigmented 

epithelial (RPE) cells and photoreceptors after various manipulation of the culture 

environment (Jin and Takahashi M 2012 ; Rowland et al. 2012 ; Borooah et al., 2013; 

Jayakody et al. 2015). We recently developed a protocol, which eliminates all complicated 

steps required for retinal differentiation, with the simultaneous generation of RPE cells and 

neural retina-like structures containing retinal progenitor cells (Reichman et al. 2014). These 

progenitors can be differentiated into all retinal cell types, including retinal ganglion cells and 

photoreceptors. 

In this study we sought to model one of the most frequent form of autosomal dominant RP, 

caused by mutations in the PRPF31 gene encoding for a pre-mRNA processing factor, 

PRP31 (Liu and Zack 2013; Daiger et al. 2007). According to published reports, PRPF31 

mutation prevalence ranges from 5 to 8% in adRP cohorts from various geographical origins 

(Audo et al. 2010, Daiger et al. 2007 Waseem et al; 2007). More than 40 mutations 

comprising missense, splicing, regulatory and nonsense mutations, in addition to deletions 

and insertions have been reported in different parts of the gene (Liu and Zack 2013; Audo et 

al. 2010).  

Because PRP31 is ubiquitously expressed in every cell type, it is not clear why mutations in 

PRPF31 gene cause only a retinal specific disease. Further, the specific retinal cell type(s) 

affected by these mutations has not been clearly identified. Morphological changes in the 

aging retinal pigmented epithelium (RPE), but not the neural retina, of Prpf31 +/- mice have 

been reported (Graziotto et al. 2011). Recently Farkas et al. (2015) demonstrated in the 

same model a loss of RPE adhesion and a deficiency in phagocytosis, suggesting that 

mouse RPE cells could be the primary cell affected by mutations in Prpf31. For these 

reasons, we first focused on the ability of human PRPF31-mutated iPS cells to be 

differentiated into RPE cells and on the phenotype of these PRPF31-mutated RPE cells. 
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Material and Methods 

 

Patients 

All patients provided written, informed consent of this study, which was approved by the 

Comité de protection des personnes d’Ile de France (2012-A01333-40 ;P12-02) and the 

Agence nationale de la sécurité du médicament et des produits de santé (B121362-32), and 

adhered to the tenets set forth in the Delaration of Helsinki.  

Patient 4137 carries duplication in exon 8 c.709_734dup (pCys247X), and his son, patient 

3777, is unaffected (Audo et al. 2010). 

 

Human fibroblast cultures and reprogramming. 

Four-millimeter punch biopsies were obtained under local anesthetic. The biopsies were 

sectioned into smaller pieces and placed into a T25 culture dish. The tissue was exposed to 

a minimal amount of media (DMEM, 10% foetal calf serum, 1 mM sodium pyruvate, 

Amphotericin β (Fungizone ®) and penicillin–streptomycin), and incubated at 37°C in 5% 

CO2 in a humidified incubator. The following day 2 ml of fresh medium was added. The 

tissue was cultured until sufficient fibroblast outgrowth had occurred for further passage of 

cells. Fibroblast cells were washed in PBS, dissociated using TrypLE Express and re-plated 

at a split ratio of 1:3. For maintenance, the media was replaced every 3–4 days and cells 

passaged when 80–90% confluent. 

Human fibroblasts at 50-80% of confluence were transduced using the CytoTune Sendai 

reprogramming vectors Oct4, Klf4, Sox2 and c-Myc and cultured for 6 days in fibroblast 

medium before to plate them on mitomycined human foreskin (MHF)-seeded dishes. The day 

after, the fibroblast medium was replaced with the iPS medium (see below). The emergent 
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hiPS cell colonies were picked under a stereomicroscope according to their hES cell-like 

colony morphology and expanded on feeder layers as described below.  

 

iPS cell culture maintenance. 

Established hiPS cells were maintained in “iPS medium”, ReproStem medium (ReproCELL) 

supplemented with 10 ng/ml of human recombinant FGF2 (Preprotech), on MHF feeder 

layer. For iPS cell culture or reprogramation, the feeders were plated the day before on 0.1% 

gelatin (Sigma) coated plates. Cells were routinely cultivated at 37°C in a standard 5% CO2 / 

95% air incubator. Human iPS cells were manually passaged once a week under a 

stereomicroscope. 

 

Karyotype analysis. 

Actively growing human iPS cell colonies (80% confluency) were treated with colchicin (20 

mg/ml, Eurobio) for 90 min at 37°C. Cells were dissociated with 0.05% trypsin-EDTA and 

incubated in 75 mM KCl (Sigma-Aldrich) for 10 min at 37°C, before fixation with 3:1 methyl 

alcohol/glacial acetic acid. For mFISH karyotyping, fixed cells were hybridized overnight at 

37°C with a denatured “cocktail painting mFISH” probe (MetaSystems).  Slides were washed 

in successive baths of 1X SSC and 0.4X SSC, and nuclei were stained with 250 ng/ml of 

diamidino-phenyl-indole (DAPI). Biotinylated probes were revealed using Cy5 MetaSystems 

B-tect detection kit (MetaSystems). Ten to twenty metaphases were captured using a Zeiss 

Z1 fluorescence microscope equipped with a UV HBO 100-W lamp coupled to an AxioCam 

camera (Carl Zeiss). All the analyzed metaphases were karyotyped using the MetaSystems 

Isis software (MetaSystems). 

 

Differentiation of human iPS cells into RPE cells. 
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Human iPS cells were expanded to confluence in 3-cm MHF-seeded dishes in iPS medium. 

At this point, confluent human iPS cells were cultured in iPS medium without FGF2. After 2 

days, the medium was switched to a “proneural medium” composed of DMEM:Nutrient 

Mixture F-12 (DMEM/F12, 1:1, L-Glutamine), 1% MEM non-essential amino acids and 1% 

N2 supplement (Life Technologies) (Reichman and Goureau, 2014). The medium was 

changed every 2-3 days.  On D14, identified pigmented patches were cut and transferred 

onto 0.1% gelatin-coated plates, noted as passage 0 (P0). Human iPS-derived RPE cells 

were expanded in the proneural medium and the medium was changed every 2-3 days. At 

confluence, cells were dissociated and replated onto 24-well gelatin-coated plates for 

amplification or immunofluorescence characterization or onto 96-well gelatin-coated plates 

for phagocytosis assays. 

 

Measurement of transepthelial resistance 

The transepithelial resistance of the iPS-derived RPE cells growing on transwell filters and 

the empty transwell filters only coated with Geltrex as a control was measured by using an 

EVOM epithelial voltohmmeter (World Precision Instruments) with a pair of chopstick 

electrodes. 

 

Phagocytosis assay. 

Photoreceptor outer segments (POS) were purified from porcine eyes and covalently labeled 

with fluorescent dye by incubation with 0.1 mg/ml FITC (isomer-1) according to established 

procedures (Finnemann et al. 1997). RPE-J (immortalized rat RPE cell line) at passage 3 

and hiRPE cells at passage 1 were placed in individual wells of a 96-well tissue culture plate. 

Each well was layered with 100 μL of DMEM containing 1×106 POS particles and was 

incubated at 37°C for 3 hours before rinsing filters the wells three times with PBS containing 

1 mM MgCl2 and 0.2 mM CaCl2 (PBS-CM). For exclusive detection of internalized particles, 
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fluorescence of surface-bound FITC-POS was selectively quenched by incubation in 0.2% 

trypan blue in PBS-CM for 10 min before cell fixation. Cells were fixed by incubation in ice 

cold methanol for 5 min followed by rehydration and incubation in with DAPI for 10 min at 

room temperature. Fluorescent signals were quantified with the Infinite M1000 Pro (Tecan) 

plate reader. The human ARPE-19 cell line was used as a positive control for phagocytic 

activity and hiRPE cells in the absence of POS were used as a negative control.  

 

RNA extraction and Taqman Assay. 

Total RNAs were extracted using Nucleospin RNA II kit (Macherey-Nagel) according to the 

manufacturer’s protocol, and RNA yields and quality were checked with a NanoDrop 

spectrophotometer (Thermo Scientific). cDNA were synthesized from 500 ng of total RNA 

using the QuantiTect reverse transcription kit (Qiagen) following manufacturer’s 

recommendations. Synthesized cDNA were then diluted at 1/20 in DNase free water before 

performing quantitative PCR. qPCR analysis was performed on a Applied Biosystems real -

time PCR machine (7500 Fast System) with custom TaqMan® Array 96-Well Fast plates and 

TaqMan® Gene expression Master Mix (Life Technologies) following manufacturer’s 

instructions. All primers and MGB probes labeled with FAM for amplification were purchased 

from Life Technologies (Table S1). Results were normalized against 18S and quantification 

of gene expression was based on the DeltaCt Method in three minimum independent 

biological experiments. 

 

Immunostaining and image acquisition. 

Immunofluorescence staining of sections was performed as previously described (Roger et 

al. 2006; Reichman et al. 2014). Briefly, slides were incubated for 1 hour at room 

temperature with a blocking solution (PBS, 0.2% gelatin and 0.25% Triton X-100) and then 

overnight at 4°C with the primary antibody (Table S2). Slides were washed three times in 
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PBS with Tween 0.1% and then incubated for 1 hour at room temperature with appropriate 

secondary antibody conjugated with either AlexaFluor 488 or 594 (Life Technologies) diluted 

at 1:600 in blocking buffer with 1:10000 DAPI. Fluorescent staining signals were captured 

with a DM6000 microscope (Leica microsystems) equipped with a CCD CoolSNAP-HQ 

camera (Roper Scientific) or using an Olympus FV1000 confocal microscope equipped with 

405, 488 and 543 nm lasers. Confocal images were acquired using a 1.55 or 0.46 µm step 

size and corresponded to the projection of 4 to 8 optical sections. 

 

Western Blot analysis 

Human iPS-derived RPE cells were solubilized in 50 mM HEPES, 150 mM NaCl, 10% 

glycerol, 1.5 mM MgCl2, and 1 % Triton X-100 pH 7.4 buffer with 1 % each of protease and 

phosphatase inhibitor cocktails (Sigma). Whole cell lysates were separated on SDS-

polyacrylamide gels and electroblotted onto nitrocellulose membrane (Whatman). 

Immunoblots were probed with primary antibodies (Table S2) overnight and secondary 

antibodies for 2 hours at RT followed by chemiluminescence detection (PerkinElmer). 

Chemiluminescence films (Amersham) were scanned and signals quantified using NIH 

ImageJ. 

 

Scanning electron microscopy (SEM) and transmission electron microscopy (TEM) 

Human iPS-derived RPE cells cultured on transwell (Corning) were fixed with 2% 

glutaraldehyde (and 1%PAF for TEM-analyzed samples) in 0.1M PBS (pH 7.4), for 1h at 

room temperature and washed in PBS. For SEM, samples were dehydrated in a graded 

ethanol series and dried by rinsing with hexamethyldisilazane. Samples were mounted on an 

aluminum stub with a carbon scotch disc. They were then sputtercoated with gold and were 

observed by Cambridge Instruments Stereoscan 260 SEM (Leica). For TEM, samples were 

postfixed in 1% osmium-bidistilled water for 1h at room temperature. After washes in 
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bidistilled water, the samples were dehydrated in increasing concentrations of ethanol. 

Samples were then infiltrated in 1:1 ethanol: epon resin for 1h and finally 100% epon resin 

for 48h at 60°C for polymerization. 70nm-thick sections were cut with an ultracut UCT 

microtome (LEICA) and picked up on copper rhodium-coated grids. Grids were stained for 2 

min in Uranyless (DELTA Microscopies) and for 5 min in 0,2 % lead citrate and further 

analyzed on an electron microscope (EM 912 OMEGA, ZEISS) at 80kV and images were 

captured with digital camera (Side-Mounted TEM CCD, Veleta 2kx2k). 

 

Statistical analysis. 

Significance of results was assessed using either the Student's t test in one-to-one 

comparisons or nonparametric one-way ANOVA with a Tukey post test when comparing 

multiple samples. (Prism 6, GraphPad software). Values of P< 0.05 were considered 

statistically significant. 

 

 

Results 

 

Generation of iPS cell lines with PRPF31 mutation. 

We obtained skin biopsies from one patient with genotype and phenotype-confirmed RP who 

harbored duplication in exon 8 (c.709_734dup) in PRPF31 gene leading to premature 

termination codon (pCys247X). The unaffected father of the RP patient also submitted a skin 

biopsy, which was processed in parallel to establish control iPS cell lines.  Using sequencing 

of the genomic region of interest, we confirmed the heterozygous duplication at nucleotide 

709 in the PRPF31 gene of RP patient (Figure 1A) and homozygous wild-type sequence in 

the control  (Figure 2A). Dermal fibroblasts were reprogrammed by a non-integrative 

approach using Sendai Virus expressing the four reprogramming genes, OCT4, KLF4, SOX2 
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and C-MYC. Between 10 and 15 days after transduction of fibroblasts, emerging iPS cell 

colonies were detectable. Colonies were picked up for RP patient (Cys294X) and unaffected 

control patient (Ctr) and expanded for 10 passages at which time cells exhibited typical for 

pluripotent stem cell orphology. Two clones of iPS cells were selected from each patient to 

be fully characterized: 3777c1 for the patient carrying the Cys294X mutation (Figure 1) and 

4137c9 iPS cells for the control (Figure 2). qRT-PCR revealed that the expression of 

pluripotency genes were markedly increased over the respective fibroblast population and 

were comparable to that seen in human ES cells (Figures 1B and 2B). Expression of the 

pluripotency markers OCT4 and SSEA4 (Figures 1C and 2C), NANOG and TRA1-60 

(Figures 1D and 2D) was confirmed by immunofluorescence on iPS cell colonies of both 

Cys247X (3777) and control (4137) patients. These clones of iPS exhibited a normal 

karyotype (Figures1E and 2E). Finally, qRT-PCR analysis targeting the RNA from Sendai 

virus demonstrated that both clones of iPS cells from Cys247X (Figure 1F) and control 

(Figure 2F) patients did not express viral RNA confirming the lost of exogenous 

reprogramming genes as expected. 

 

Differentiation of iPS cells into RPE cells. 

We next differentiated the control (Ctr) and PRPF31-mutated (Cys247X) iPS cell lines into 

the RPE cells using our recently reported retinal differentiation protocol (Reichman et al. 

2014; Reichman and Goureau 2014). To encourage the spontaneous differentiation of 

confluent human iPS cells, the pluripotency factor, FGF2 was withdrawn from the culture 

medium and after two days confluent colonies were cultured in a serum free medium 

containing proneural N2 supplement. This led to the appearance of pigmented patches of 

cells, which were mechanically isolated after 14 days and spread onto gelatin-coated plates 

for expansion (Figure 3A). RPE cells from control patient formed after 30 days a confluent 

cell monolayer that displayed the classical cobblestone morphology with characteristic 
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polygonal and pigmented cells (Figure 3B). However iPS-derived RPE cells from RP patient 

(Cys247X-iRPE) did not properly proliferate compared to the control (Ctr-iRPE) and had less 

cell-to-cell contacts (Figure 3B). Cys247X –iRPE cells seemed to be less adhesive, leading 

to the appearance of large areas in the dish without any attached RPE cells (figure 3B).  

For every experiment, Cys247-iRPE cells were grown and passaged in parallel with the 

corresponding control Ctr-iRPE cells for the same period of time using iPS cells of the same 

passage. 

After two weeks post-plating, cell lysates were collected to examine the level of PRP31 

protein using Western Blot analysis. A low level of PRP31 was detected in Cys247X-iRPE 

cells with a 2-fold decrease in PRP31 expression compared to the Ctr-iRPE cells (Figure 

3C). 

qRT-PCR analysis for the mature RPE specific markers, MERTK, RPE65, BEST1 and PEDF, 

confirmed the RPE fate of both Ctr-iRPE and Cys247X-iRPE cells (Figure 3D).  

To determine whether Cys247X-iRPE cells have the correct structural characteristics of RPE 

cells, we studied electron micrographs of these cells cultured on transwell filters . 

Transmission electronic microscopy (TEM) and scanning electronic microscopy (SEM) were 

performed after one month cultures, corresponding to the time needed to obtain polarized 

confluent RPE monolayers in our culture conditions (Reichman et al. 2014). Ultrastructural 

study by TEM revealed that both Ctr-iRPE and Cys294X-iRPE cells had basal nuclei, apical 

microvilli, melanin granules (Figure 4A), and tight junctions between adjoining cells closed to 

the apical part of the cells (Figure 4B). However, no clear desmosomes has been observed 

in Cys247X-iRPE cells in contrast to Ctr-iRPE cells (Figure 4C). Furthermore, both TEM 

(Figure 4D) and SEM (Figure 4E) observations revealed the absence of basal membranes in 

Cys247X-iRPE cells. The presence of microvilli at the apical side of the human iPS-derived 

RPE cells was confirmed by SEM (Figure 4E).  
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As the morphology of Cys247X-iRPE cells is clearly disorganized, we further analyzed by 

immunohistochemistry the expression of key RPE proteins in iPS-derived RPE cells one 

month after seeding onto transwell filters. Immunolabeling for tight-junction zonula occludens 

(ZO-1) showed an irregular staining and revealed a discontinuous staining pattern of the 

tight junctions in Cys294X-iRPE cells, whereas the Ctr-iRPE cells showed a typical epithelial 

morphology with a clear discerned labeling in the cell membrane tight junctions (Figure 5A). 

Phalloidin staining showed a clear distribution of actin adjacent to the cell membrane in Ctr -

iRPE cells, whereas the Cys294X-iRPE cells showed a less regular actin distribution (Figure 

5B). Despite the structural defects observed in Cys294X-iRPE cells, EZRIN and MERTK 

seemed correctly localized at the apical side of the cells, as observed in Ctr-iRPE cells 

(Figures 5A and 5C). BEST1 protein localization were indistinguishable between Cys294X-

iRPE and Ctr-iRPE cells, with BEST1 found near the basolateral membrane (Figure 5D). 

 

Altered functions of RPE cells derived from PRPF31-mutated iPS cells 

Since the establishment of functional tight junctions is required for the maintenance of RPE 

integrity, we measured transepithelial resistance (TER) across iPS-derived RPE cells grown 

on transwell inserts. Recurrent measurements taken over two months, demonstrated a 

significant increase in TER during the first three weeks for Ctr-iRPE cells (Figure 6A). TER 

was maintained near 200 ohm/cm2, corresponding to classical values already reported 

(Sonoda et al. 2009). As expected, no significant TER can be recorded for Cys247X-iRPE 

cells during the fourth weeks of cultures (Figure 6A). 

To address a fundamental aspect of RPE cell function, we tested the ability of iPS-derived 

RPE cells to carry out phagocytosis of FITC-labeled photoreceptor outer segments (POS). A 

pronounced default of total phagocytosis, was observed in Cys247X-iRPE compared to Ctr-

iRPE cells (Figure 6B). As phagocytosis proceeds in two sequential and distinct steps, 

binding and internalization of POS, we determined which step could be affected in Cys247X-
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iRPE cells. Quantification of each step demonstrated that binding and internalization of POS 

were decreased by 2.5 and 5 fold respectively in Cys247X-iRPE cells compared to the Ctr-

iRPE cells (Figure 6B). 

 

Discussion 

The spliceosome is an ubiquitous, dynamic ribonucleoprotein macromolecule required for 

removing introns from a nascent RNA (Chen and Moore 2014). Mutations that cause 

autosomal dominant RP have been identified in five genes (PRPF3, PRPF6, PRPF8, 

PRPF31, and SNRNP200) that encode proteins, which are found in the U4/U6.U5 tri-small 

nuclear ribonucleoproteins (Liu and Zack 2013). Due to the ubiquitous nature of RNA 

splicing, there is much debate regarding the underlying disease mechanism by which 

mutations in the RNA splicing factors lead to photoreceptor specific disease. Furthermore, 

the identification of which retinal cell type is primarily affected by mutations in the RNA 

splicing factors lead to a scientific debate. 

The results presented in our study on the generation of iPS cell lines carrying mutation on 

the PRPF31 gene, provide several important insights into the pathogenesis of RNA splicing 

factor form of RP. To our knowledge, this is the first in vitro model of cell model for RP due 

to splicing factor mutations. First, the PRPF31-mutated iPS cells expressed pluripotent 

markers and presented classical properties of human pluripotent stem cells, indicating that 

Cys294X mutation in the ubiquitous PRPF31 gene did not affect reprogramming of 

pluripotent state per se. However, the RPE cells differentiated from PRPF31-mutated iPS 

cell lines revealed several interesting changes, including small size, disorganized cell -to-cell 

contact and absence of desmosomes and basal membranes. Relative to iPS-derived RPE 

cells from unaffected control from the same family, RPE cells derived from PRPF31-mutated 

iPS cells displayed impaired transepithelial resistance and phagocytic activity. These 
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observations are in agreement with the significant decrease in phagocytosis reported in 

primary RPE cultures of Prpf31 +/- mice (Farkas et al. 2014). The fact that defective 

phagocytosis was reported in cells from young animals (Farkas et al. 2014) and in our RPE 

cells derived from PRPF31-mutated iPS cells suggests that mutations in PRPF31 cause 

alterations in RPE function at an early age and are intrinsically present in RPE cells. 

Therefore, the phenotype appearing in aging Prpf31 +/- mice (Graziotto et al. 2011) suggests 

that degeneration could be the result of a cumulative process.  

Since mutations on the PRPF31 gene should cause RNA splicing aberrations, the PRPF31-

mutated RPE cell line will be an useful tool to validate this hypothesis (Liu and Zack 2013; 

Daiger et al. 2007). Indeed, it has been postulated that PRPF31 mutations do not impair 

splicing as a general process, since microarray analyses of mRNA in lymphoblast cell lines 

of PRPF31 patients did not showed any biased splicing process for housekeeping genes 

(Rivolta et al. 2006). RNA-seq transcriptome analysis in PRPF31-mutated iPS-derived RPE 

cells should allow the identification of differentially spliced specific retinal genes. 

Haploinsufficiency has been described as the cause of RP linked to PRPF31 mutations 

(Abu-Safieh et al. 2006; Rivolta et al. 2006; Rio Frio et al. 2008). Investigating six different 

PRPF31 mutations leading to premature termination codons, Rio Frio et al. (2008) 

demonstrated that haploinsufficiency is due to nonsense-mediated decay and found 

decrease in PRP31 protein abundance in lymphoblastoid cell lines derived from nine patients 

carrying one of these six mutations. Our results reinforced the hypothesis that 

haploinsufficiency is the mechanism of disease in case of PRPF31 mutations because we 

demonstrated for the first time that the level of PRP31 protein in RPE cells derived from 

PRPF31-mutated iPS cells is significantly reduced. As some studies have demonstrated that 

the penetrance of the disease correlates with the expression levels of PRPF31 mRNA 

(Rivolta et al. 2006, Rio Frio et al. 2008, Venturini et al. 2012), it would be interesting to 
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compare the phenotype of human iPS-derived RPE cells from asymptomatic patients with 

unaffected and affected (symptomatic) patients. 

Even though no morphological changes have been observed in the neural retina of the 

Prpf31 +/- mice (Graziotto et al. 2011), in vitro studies concerning the expression of mutated 

forms of PRP31, indicated that PRPF31 mutations lead to defective splicing of photoreceptor 

genes, such as peripherin, (Mordes et al. 2007) and rhodopsin (Yuan et al. 2005). These 

observations, in addition to the high requirement of pre-mRNAs processing in the retina 

(Tanackovic et al. 2011), suggest that the photoreceptors could be directly affected by 

mutations in RNA splicing factors. In this context, we would like to use our innovative retinal 

differentiation protocol (Reichman et al. 2014; Reichman and Goureau 2014) to differentiate 

the PRPF31-mutated iPS cell lines into the retinal lineage and further towards the 

photoreceptor cell fate.  This relative long approach (more than 150 days in culture to obtain 

mature photoreceptors) should allow us to determine if rod or cone photoreceptors carrying 

PRPF31 mutation (Cys294X) show structural or functional defects. 

While the present study utilized iPS cells from one family carrying one specific mutation 

(c.709_734dup), it is likely that similar RPE defects would be found in RPE cells derived 

from iPS cells carrying other PRPF31 mutations. Indeed, the majority of PRPF31 mutations 

were predicted to lead to premature stop codons, as for the mutation (Cys294X) studied in 

our study (Audo et al. 2010). As concerns the other PRPF factors, similar degenerative 

changes have been reported in the Prpf3-T494M, Prpf8-H2309P, and Prpf31 +/- mouse 

models (Graziotto et al. 2011). These observations suggest that the RPE may be the primary 

cell type affected in all the RNA splicing factor forms of RP, with the same underlying 

molecular and cellular mechanisms. To confirm this hypothesis, it would be very interesting 

to determine in the future if RPE cells differentiated from iPS cells derived from PRPF3 or 
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PRPF8 patients present the same structural and functional defects as those reported in our 

study.  

Ultimately, knowledge of the molecular pathways affected by mutations in different splicing 

factors (PRPF 3, 8 or 31), in human iPS-derived RPE cells should help to develop 

pharmacological and gene therapies to slow or reverse RP. In addition, the purity and 

expandability of RPE cells derived from human iPS cells make them a valuable tool to 

screen and test drugs and other therapeutics, such gene therapy (Cereso et al; 2014). Once 

a promising therapy is identified, the relatively slow clinical course of RP and preservation of 

photoreceptors until late stages of disease offer the opportunity to intervene before cell 

replacement becomes necessary. In this manner, human iPS-derived RPE cell models can 

aid the efforts to improve the visual health of RP patients. 
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Legends of figures 

 

Figure 1: Characterization of a specific control iPS cell line (4137c9). 

(A) Pedigree of PRPF31 family and sequencing fibroblasts of control patient (4137). (B) RT-

qPCR analysis of pluripotency and self-renewal markers in human ES cells, iPS cells 

(4137c9) and fibroblasts (4137). Data are normalized to human ES cells. (C and D) 

Immunohistochemistry of pluripotency markers OCT4/ SSEA4 (C) and NANOG / TRA1-60 

(D) for iPS cells 4137c9. Scale bars = 100µm. (E) Karyotype analysis of iPS cells 4137c9 (F) 

Absence of Sendai viral ARN expression in iPS cells 4137c9. One-week infected-fibroblasts 

were used as a positive control and data are normalized to uninfected fibroblasts. 

 

Figure 2: Characterization of a PRPF31-mutated iPS cell line (3777c1). 

(A) Pedigree of PRPF31 family and sequencing fibroblasts of heterozygous c709_734dup 

patient (3777). (B) RT-qPCR analysis of pluripotency and self-renewal markers in human ES 

cells, iPS cells (3777c1) and fibroblasts (3777). Data are normalized to human ES cells. (C 

and D) Immunohistochemistry of pluripotency markers OCT4/ SSEA4 (C) and NANOG / 

TRA1-60 (D) for iPS cells 3777c1. Scale bars = 100µm. (E) Karyotype analysis of iPS cells 

3777c1 (F) Absence of Sendai viral ARN expression in iPS cells 3777c1. One-week infected-

fibroblasts were used as a positive control and data are normalized to uninfected fibroblasts. 

 

Figure 3: Differentiation of PRPF31-mutated and control iPS cell lines into RPE cells. 

(A) Schematic illustration outlining the differentiation protocol to generate and amplify iPS-

derived RPE cells. (B) Phase contrast images of RPE cell monolayer derived from control 

(Ctr) and PRPF31-mutated (Cys294X) iPS cells, two weeks after replating. (C) 

Representative western blot analysis of PRP31 expression and corresponding quantification 
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relative to actin expression. (* P <0.05) (D) RT-qPCR analysis of mature RPE markers in 

Ctr-iRPE and Cys294X-iRPE cells at passage 1. Data are normalized to Ctr-RPE cells. 

 

Figure 4: Electronic microscopic analysis of PRPF31-mutated and control RPE cells. 

(A-D)Transmission electronic microscopic images showed the presence of apical microvilli, 

basal nuclei, tight junctions (B, arrows) in both Ctr-iRPE and Cys294X-iRPE cells and the 

presence of desmosomes (C, arrow) and basal membrane (D, vertical line) only in Ctr-iRPE 

cells. Scale bars = 1µm. (E) Scanning electronic microscopic images showed the presence 

of apical microvilli in both Ctr-iRPE and Cys294X-iRPE cells and the absence of basal 

membrane in Cys247X-iRPE cells. Scale bars = 10µm. 

 

Figure 5: Immunohistochemical analysis of PRPF31-mutated and control RPE cells. 

RPE cells derived from control (Ctr) or PRPF31-mutated (Cys294X) iPS cells cultured for 

one month on transwell filters were immunostained for different RPE markers: (A) thight 

junction protein ZO-1 and apical protein EZRIN; (B) Phalloidin directly coupled to Alexa 

fluorescent protein; (C) apical membrane receptor MERTK or (D) baso-lateral channel 

BESTROPHIN (BEST-1). Scale bars = 100µm. 

 

Figure 6: Altered functions of RPE cells derived from PRPF31-mutated iPS cells. 

(A) Measurement of transepithelial resistance (TER) of Ctr-iRPE and Cys294X-iRPE cells. 

(B) Evaluation of RPE cell phagocytic activity; Ratio of FITC/DAPI fluorescence in Ctr-iRPE 

and Cys294X-iRPE cell cultures at P1 after 3 hours incubation with FITC-labeled POS. Data 

are normalized to Ctr-RPE cells. (* P <0.05). 
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Supporting Information 

 

 

Table S1: List of TaqMan® Gene Expression ID Assays used for qRT-PCR 

 

Gene Symbols Assays IDs (LifeTechnologies) 

18S 18S-Hs99999901_s1 

BEST1 BEST1-00188249_m1 

DNMT3B DNMT3B-Hs00171876_m1 

GAD2 GAD2-Hs00609534_m1 

GDF3 GDF3-Hs00220998_m1 

LIN28A LIN28A-Hs00702808_s1 

MERTK MERTK-Hs01031973_m1 

NANOG NANOG-Hs02387400_g1 

NODAL NODAL-Hs00415443_m1 

OCT4 POU5F1-Hs00999632_g1 

PEDF SERPINF1-Hs01106934_m1 

RPE65 RPE65-Hs01071462_m1 

TERT TERT-Hs00972656_m1 
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Table S2: List of antibodies used in this study 

 

Antigen Species Dilution Source 

ACTIN Mouse monoclonal 1:400 (WB) AbCam 

BEST1 Mouse monoclonal 1:1000 (IF) Novus 

EZRIN Mouse monoclonal 1:250 (IF) Sigma 

MERTK Rabbit polyclonal 1:50 (IF) AbCam 

NANOG Rabbit monoclonal 1:200 (IF) Cell Signaling 

OCT4 Rabbit monoclonal 1:100 (IF) Cell Signaling 

PRP31 Rabbit polyclonal 1 :200 (WB) Santa-cruz 

SSEA4 Mouse monoclonal 1:200 (IF) Cell Signaling 

TRA1-60 Mouse monoclonal 1 :100 (IF) Cell Signaling 

ZO1 Rabbit polyclonal 1:250 (IF) Life Technologies 

Phaloidin-Alexa594 - 1 :20 (IF) Life Technologies 
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III.2. Résultats complémentaires : Etude de clones de cellules iPS 

issus d’un patient asymptomatique. 

Les mutations du facteur d’épissage PRPF31 sont responsables de forme de RP à transmission 

dominante uniquement. Cependant, la pénétrance de la maladie est incomplète, car certains 

sujets hétérozygotes sont asymptomatiques, et présentent un ERG normal (Rio Frio et al., 

2008b). Au sein des cohortes présentes à l’Hôpital des XV-XX, c’est le cas de l’individu 4138 

de la famille 1706 qui présente bien une duplication (c.709-734dup) dans l’exon 8 mais aucun 

symptôme clinique. 

Dans ce contexte, il nous est apparu intéressant de dériver des cellules iPS à partir des 

fibroblastes de ce patient, afin de les différencier en cellules de l’EPR et d’observer le 

phénotype de ces cellules. 

 

III.2.1. Caractérisation des clones iPS 4138c1 et 4138c2 

Sur les 22 clones obtenus à la suite de la reprogrammation des fibroblastes du patient 4138 

(Tableau 13), deux clones de cellules iPS ont été conservés et caractérisés (4138c1 et 

4138c2). 

Le séquençage de la région d’intérêt a permis de confirmer que les cellules iPS 4138c1 et 

4138c2 présentent la duplication dans l’exon 8 (Figure 48 A). 

L’analyse par RT-qPCR montre l’absence d’expression des ARNs du virus de Sendai 

exprimant les gènes reprogrammateurs dans les cellules iPS 4138c1 et 4138c2 après 15 

passages alors que ces ARNs sont bien présents dans les fibroblastes 7 jours après la 

transduction (Figure 48 B). 

Aucune anormalité chromosomiques n’est observée pour les cellules iPS 4138c1 (Figure 48 

C) et 4138c2 (Figure 48 D). 

Les cellules iPS 4138c1 et 4138c2 forment des colonies qui présentent les caractéristiques 

morphologiques classiques des cellules souches pluripotentes ainsi qu’une activité 

phosphatase alcaline (Figure 49 A et B). 

L’expression d’un ensemble de gènes impliqués dans la pluripotence et l’auto-renouvellement 

des cellules souches pluripotentes a été regardée par RT-qPCR. Le profil d’expression de ces 

marqueurs est comparable à celui des cellules ES humaines, bien qu’un niveau d’expression  
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Figure 48 : Caractérisation des cellules iPS 4138c1 et 4138c2 
(clone iPS n°1 et n°2 issu du patient asymptomatique 4138, porteur de la mutation Cys247X) 

 
Pedigree de la famille 1706 et séquençage de la région d’intérêt du gène PRPF31 à partir d’ADN 

génomique issu des fibroblastes du patient 4138 (A). Absence d’expression des ARNs du virus de 

Sendai dans les cellules iPS 4138c1 et 4138c2. Les valeurs sont normalisées par rapport à celles 

des fibroblastes non transduits (B). Analyse du caryotype des cellules iPS 4138c1 au passage 35 

(C) et 4138c2 au passage 45 (D). 



199 

 

 

  

Figure 49 : Caractérisation des cellules iPS 4138c1 et 4138c2 

(clone iPS n°1 et n°2 issu du patient asymptomatique 4138 porteur de la mutation Cys247X) 

 
Activité de la phosphatase alcaline d’une colonie de cellules iPS 4138c1 (A) et 418c2 (B) 

respectivement aux passages 18 et 38. Analyse par RT-qPCR de l’expression de différents 

marqueurs de pluripotence et auto-renouvèlement des cellules iPS 4138c1 et 4138c2; les valeurs 

sont rapportées à l’expression de chaque marqueur dans les cellules ES humaines (C). Analyse par 

immunofluorescence de l’expression des marqueurs de pluripotence OCT4 et SSEA4, NANOG et 

TRA1-60, pour les cellules iPS 4138c1 (D) et 4138c2 (E). Barres d'échelle = 100 µm.  
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Figure 50 : Protocole de différenciation des cellules iPS en cellules de l’EPR. 

Les cellules iPS sont cultivées jusqu’à confluence, avant de supprimer le FGF-2 du milieu de 

culture. Après deux jours, le milieu est remplacé par un milieu pro-neural. A partir du 14
ème

 

jour de culture, les patchs pigmentées sont repiqués manuellement et réensemencés sur 

geltrex (adapté de Reichman et al. 2014). 

Figure 51 : Caractérisation des cellules de L’EPR dérivées des cellules iPS 4138c1 et 4138c2  

(Patient asymptomatique porteur de la mutation Cys247X) 

 
Image en fond clair du tapis de cellules de l’EPR dérivées de cellules iPS 4138c1 et 4138c2 après 6 

semaines de culture (A). Barres d'échelle = 100 µm. Mesures de la résistance transépithéliale des cellules 

de l’EPR dérivées des cellules iPS 4138c1 et 4138c2 après 6 semaines de culture. La mesure de la 

résistance transépithéliale des cellules de l’EPR issues des cellules iPS 4137c9 (patient indèmne) et 

3777c2 (patient malade) est évalué à titre de comparaison (B). 
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plus faible de LIN28 pour les deux cellules iPS 4138c1 et 4138c2 est observé (Figure 49 C). 

L’expression des protéines de surface TRA1-60 et SSEA4, ainsi que l’expression des facteurs 

de transcription NANOG et OCT4 ont également été mises en évidence par des marquages 

immunohistochimiques (Figure 49 D et E). 

L’ensemble de ces résultats, ainsi que la capacité des cellules iPS 4138c1 et 4138c2 à former 

des tératomes chez la souris NSG, confirment que les cellules iPS de ces deux clones 

présentent les caractéristiques classiques des cellules souches pluripotentes ainsi que la 

présence à l’état hétérozygote de la mutation responsable de la RP. 

 

III.2.1. Différenciation et caractérisation de cellules de l’EPR dérivées des 

cellules iPS 4138c1 et 4138c2. 

Les cellules iPS 4138c1 et 4138c2 ont été différenciées en cellules de l’EPR selon le 

protocole décrit précédemment (cf. Matériel et méthodes V ; Figure 50). Pour des raisons de 

simplicité, les cellules de l’EPR obtenues seront nommées cellules EPR 4138c1 et cellules 

EPR 4138c2, en fonction du clone de cellules iPS dont elles sont issues. Les cellules de l’EPR 

obtenues sont cultivées sur des Transwell afin de permettre les échanges de milieu entre le 

pôle apical et basal des cellules et la formation d’un tapis cellulaire parfaitement polarisé. 

Après six semaines de culture, nous avons pu constater que les cellules EPR 4138c1 et EPR 

4138c2 se comportaient différemment. Si un tapis cellulaire homogène et jointif a pu être 

observé pour les cellules EPR 4138c2, celles qui sont issues des cellules iPS 4138c1 forment 

de petits îlots de cellules resserrées (Figure 51 A). Les cellules EPR 4138c1 présentent les 

mêmes caractéristiques morphologiques que les cellules de l’EPR différenciées à partir des 

cellules iPS du patient malade 3777, alors les cellules EPR 4138c2 ont le même aspect de 

tapis hexagonal formé par les cellules de l’EPR « contrôle » (cf. Figure 3, Article III.1). 

Ces différences morphologiques rendent également compte de l’intégrité de l’épithélium. En 

effet, les cellules EPR 4138c2 présentent une valeur de résistance transépithéliale proche de 

celle mesurée pour les cellules de l’EPR issues des cellules iPS 4137c9 (patient indèmne, non 

porteur de mutation) avec des valeurs respectivement de 537 et 384 ohm/cm². Au contraire, 

les cellules EPR 4138c1 présentent une faible valeur de résistance transépithéliale (53 

ohm/cm²) du même ordre que celle obtenue pour les cellules de l’EPR issues des cellules iPS 

3777c2 (125 ohm/cm²), correspondant au patient malade porteur de la mutation (Figure 51 

B). 
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Figure 52 : Analyses par immunofluorescence de l’expression du marqueur des 

jonctions serrées ZO-1 dans les cellules de l’EPR différenciées à partir de 

cellules iPS 4138 c1 et 4138c2. 

Coloration des noyaux au DAPI (bleu). Barres d'échelle = 10 µm. 

Figure 53 : Défaut d’activité de phagocytose des cellules 

de l’EPR dérivées des cellules iPS 4138c1. 

Les valeurs des ratios sont normalisées par rapport aux valeurs 

obtenues pour les cellules de l’EPR dérivées des cellules iPS 

4137c9 (non porteur de mutation). Les valeurs d’internalisation 

sont obtenues par soustraction des valeurs d’attachement aux 

valeurs totales (cf. Matériels et méthodes). 

ZO1 4138c1 ZO1 4138c2 
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Les cellules EPR 4138c1 ont ainsi une résistance transépithéliale près de six fois moins élevée 

que celle des cellules de l’EPR « contrôle ».Un marquage immunohistochimique spécifique 

dirigé contre la protéine ZO-1 met en évidence les jonctions serrées entre les cellules de 

L’EPR (Figure 52). Les cellules EPR 4138c2 présentent un marquage régulier, avec une 

morphologie du tapis cellulaire en « nid d’abeille » spécifique des cellules de l’EPR. Les 

cellules EPR 4138c1 quant à elles, présentent des irrégularités dans le marquage ZO-1, 

mettant en évidence un relâchement de la ceinture d’adhérence autour des cellules. De plus, la 

forme des cellules est très hétérogène et on n’observe pas clairement cette morphologie 

spécifique d’un tapis cellulaire en « nid d’abeille ». Alors que les cellules EPR 4138c2 

présentent les caractéristiques phénotypiques de cellules de l’EPR, les cellules EPR 4138c1 

forment un tapis cellulaire désorganisé et moins jointif, identique à celui obtenu pour les 

cellules de l’EPR issues des cellules iPS 3777c2, correspondant au patient malade porteur de 

la mutation (cf. Article III.1 Figure 5A). 

La fonctionnalité des cellules de l’EPR 4138c1 a été testée par une évaluation de leur activité 

de phagocytose de segments externes des photorécepteurs (POS), par la technique 

précédemment décrite (cf. Articles partie II et III). Les cellules EPR 4138c1 phagocytent trois 

fois moins bien que les cellules de l’EPR provenant de cellules iPS « contrôle » (4137c9) 

(Figure 53). Ce ratio de 0,36 correspondant à la phagocytose totale, est très proche de celui 

obtenu pour les cellules EPR issues de cellules iPS du patient malade (3777c2). Le ratio total 

correspond à la somme des deux étapes de la phagocytose : attachement des POS aux cellules 

EPR et leur internalisation par ces cellules de l’EPR. L’utilisation du bleu de trypan, permet 

d’éteindre la fluorescence extérieure aux cellules (cf. Matériels et Méthodes) et donc d’obtenir 

une valeur précise de la quantité de POS internalisés. Non seulement les cellules EPR 4138c1 

fixent 2,4 fois moins de POS que les cellules EPR 4137c9 («contrôles»), mais en plus elles en 

internalisent 3,8 fois moins (Figure 53). Ces valeurs sont très similaires à celles calculées 

pour les cellules EPR 3777c2 (patient Cys294X), à savoir 2,4 et 5,4 fois moins de POS 

respectivement liés et internalisés. Ces observations démontrent qu’un défaut du mécanisme 

de phagocytose, semblable à celui détecté dans les cellules de l’EPR dérivées des cellules iPS 

du patient malade (3777), est observé au sein des cellules de l’EPR différenciées à partir du 

clone 1 des cellules iPS (4138c1) du patient asymptomatique. 
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L’ensemble de ces résultats suggère qu’à partir des fibroblastes d’un même individu 

asymptomatique porteur de la mutation dominante Cys247X, deux clones distincts de cellules 

iPS ont été dérivés et que les cellules iPS de ces deux clones peuvent être différenciées en 

cellules de l’EPR aux caractéristiques de cellules de l’EPR « contrôles » ou « malades ». En 

effet, les cellules EPR 4138c2 présentent les mêmes caractéristiques cellulaires et 

fonctionnelles que les cellules dérivées à partir de l’individu indèmnes (« contrôle », 4137) 

alors que les cellules EPR 4138c1 présentent les caractéristiques des cellules de l’EPR du 

patient malade (3777). 

Le mécanisme d’haplo-insuffisance à la base du développement de la RP dans le cas des 

mutations du gène PRPF31 pourrait expliquer le comportement différent des deux clones de 

cellules iPS. Néanmoins plusieurs expériences restent à effectuer pour valider cette hypothèse 

(cf. Conclusion & Perspectives). 
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IV. Génération de photorécepteurs à partir de cellules iPS portant 

la mutation P347L du gène rhodopsine. 
 

Dans la première partie de notre travail, nous avons dérivé différentes lignées de cellules iPS 

à partir de fibroblastes des trois individus de la même famille, porteurs ou non de la mutation 

1040C>T dans le gène RHO (Figure 54 A). 

Un clone de cellules iPS pour chaque individu a été caractérisé : 

- Les cellules iPS 7027c7, ont été présentées précédemment (Figure 44), 

- Les cellules iPS 2634c14, portant la mutation P347L, caractérisées précédemment, forment 

une population cellulaire hétérogène dont une partie présente une monosomie du chromosome 

X (Figure 45), 

- Les fibroblastes du second patient de la famille atteint (1125) ont pu être reprogrammés et 

parmi les six clones obtenus, le clone de cellules iPS 1125c6 a été caractérisé et validé de la 

même façon que les deux autres clones sélectionnés (Figure 54). 

 

IV.1. Différenciation de cellules iPS des patients 7027 et 1125 en 

neuro-rétines  

Les cellules iPS 7027c7 (contrôle) et 1125c6 (P347L) sont cultivées à confluence afin d’être 

engagées dans le protocole de différenciation établi dans notre équipe (cf. Résultats II). Ainsi 

les cellules iPS confluentes vont se différencier de façon spontanée lors du retrait du FGF-2 

du milieu de culture. Après deux jours de culture dans ces conditions, la différenciation est 

ensuite orientée dans la voie neurale par l’utilisation d’un milieu dit proneural supplémenté 

avec du N2. Des structures neuro-épithéliales en trois dimensions se forment à la surface du 

tapis de cellules (1 à 3 structures par cm2). Ces structures sont identifiables par leurs formes 

arrondies et d’aspect translucide laissant apparaître une couche laminaire. Les structures sont 

détachées manuellement du tapis aux alentours du 14e jour de culture pour être placées en 

suspension dans le même milieu de culture supplémenté de FGF2 pendant une semaine 

(Figure 55). Les structures neuro-rétiniennes sont maintenues en culture pour permettre aux 

cellules de se  
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Figure 54 : Caractérisation des cellules iPS 1125c6 

(clone n°6 issu du patient 1125 de la famille 681, porteur de la mutation P347L) 
Pedigree de la famille 681 et séquençage de la région d’intérêt du gène RHO à partir de l’ADN 

génomique issu des fibroblastes du patient 1125 (A). Activité de la phosphatase alcaline d’une 

colonie de cellules iPS 1125c6 au passage 31 (B). Analyse du caryotype des cellules iPS 1125c6 au 

passage 20 (C). Absence d’expression des ARNs du virus de Sendai dans les cellules iPS 1125c6. 

Les valeurs sont normalisées par rapport à celles des fibroblastes non transduits (D). Analyse par 

RT-qPCR de l’expression de différents marqueurs de pluripotence et d’auto-renouvèlement dans les 

cellules iPS 1125c6; les valeurs sont rapportées à l’expression de chaque marqueur dans les cellules 

ES humaines (E). Analyse par immunofluorescence de l’expression des marqueurs de pluripotence 

NANOG et TRA1-60 (F), OCT4 et SSEA4 (G) pour les cellules iPS 1125c6 au passage 32. Barres 

d'échelle = 100 µm. 
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Figure 55 : Protocole de différenciation et de maturation de cellules iPS en 

structures de neuro-rétine. 

Les cellules iPS sont cultivées jusqu’à confluence, avant de supprimer le FGF-2 du milieu. 

Après deux jours, le milieu est remplacé par un milieu pro-neural. A partir du 14
e
 jour de 

culture, les structures apparues sont isolées et cultivées en suspension. Pendant la 1
e
 

semaine de culture en suspension du FGF-2 est ajouté au milieu. Les structures sont ainsi 

cultivées le temps nécessaire à la différenciation et maturation des différents types 

cellulaires rétiniens (adapté de Reichman et al. 2014). 

Figure 56 : Caractérisation par immunofluorescence des photorécepteurs au sein des 

structures de neuro-rétine différenciées à partir des cellules iPS 7027c7 (contrôle) et 

1125c6 (P347L).  

Analyses effectuées sur des coupes à congélation de structures neuro-rétiniennes après 112 et 140 jours 

de culture avec différents marqueurs spécifiques du lignage des photorécepteurs: CRX, et 

RECOVERINE (précurseurs des photorécepteurs et photorécepteurs matures), OPSINE (photorécepteurs 

matures de type cône) et RHODOPSINE (photorécepteurs matures de type bâtonnet). Noyaux colorés en 

bleu (DAPI). Barres d'échelle = 10 µm. 
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Figure 57 : Mise au point d’un système de quantification automatisée des marqueurs 

spécifiques des photorécepteurs au sein des structures de neuro-rétine 

(A) Exemples d’images utilisées pour la quantification, acquises à l’Array-scan après 

immunomarquage. Barres d’échelle = 100 µm. Quantification automatisée des cellules exprimant les 

marqueurs CRX (B), OPSINE (C) et RHODOPSINE (D) sur des sections de structures de neurorétines 

différenciées à partir des cellules iPS 1125c6 (P347L) et 7027c7 (contrôle) après 112 et 140 jours de 

culture. Les valeurs représentent la moyenne des pourcentages de cellules positives pour chaque 

marqueur (n = 3). 
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différencier dans les différents types de cellules de neuro-rétine, jusqu'à plus de 100 jours 

pour obtenir les premiers photorécepteurs (Reichman et al. 2014). 

 

IV.2. Caractérisation des cellules différenciées en neuro-rétines à 

partir des cellules iPS des patients 7027 et 1125 

Des marquages immunohistochimiques avec des anticorps spécifiques des photorécepteurs 

réalisés sur des cryosections de structures après 112 et 140 jours de culture mettent en 

évidence la présence de nombreuses cellules exprimant CRX aussi bien dans les structures de 

neuro-rétines issues de cellules iPS portant la mutation (1125) que dans celles issues de 

cellules iPS contrôles (7027) (Figure 56). Une partie de ces cellules co-expriment l’OPSINE, 

correspondant aux photorécepteurs matures de type cône. Un grand nombre de cellules 

expriment également la RECOVERINE et la RHODOPSINE, un marqueur des 

photorécepteurs de type bâtonnet. De manière intéressante, ces photorécepteurs matures 

exprimant l’OPSINE (cônes) ou la RHODOPSINE (bâtonnets) sont présents dans les 

structures de neuro-rétine présentant la mutation dans le gène RHO, suggérant que la présence 

de la mutation n’empêche pas la différenciation des photorécepteurs de type bâtonnet.  

Afin de réaliser une étude plus quantitative, nous avons développé un système de 

quantification automatisée à l’aide du logiciel de l’arrayscan (Figure 57). 

Concernant les cellules positives pour le marqueur CRX, correspondant à la fois aux 

photorécepteurs en cours de différenciation (précurseurs) et matures, la quantification 

automatisée réalisée sur plusieurs cryosections de trois structures neuro-rétiniennes (Figure 

57 A) montre une légère diminution du nombre de cellules exprimant CRX dans les structures 

dérivées des cellules iPS 1125c6 (P347L). En effet moins de 30% de cellules CRX-positives 

sont retrouvées après 112 et 140 jours de culture, comparé à 40-45% de cellules CRX 

positives au sein des structures différenciées à partir des cellules iPS 7027c7 (contrôle). 

Un résultat similaire est retrouvé pour les photorécepteurs de type cône. Le pourcentage de 

cellules exprimant l’OPSINE est de 17,5% et 11, 4% à 112 jours, et tombe à 9% et 4,5% après 

140 jours de culture, respectivement pour les structures issues de cellules iPS « contrôle » 

(7027c7) et porteuses de la mutation P347L (1125c6) (Figure 57 B). La diminution du 

nombre de photorécepteurs à cône entre les jours 112 et 140 peut être attribuée à un problème 

de survie  
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Figure 58 : Analyse par immunofluorescence de l’expression des marqueurs CRX et 

RECOVERINE après dissociation des structures de neuro-rétine. 

Les structures de neurorétines sont différenciées après 28 jours de culture et les cellules 

réensemencées sur lamelles de verre avant d’être traitées pour un marquage en 

immunofluorescence avec des anticorps dirigés contre CRX (vert) et RECOVERINE (rouge). 

Coloration des noyaux au DAPI (bleu). Barres d'échelle = 100 µm. 
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de ces photorécepteurs in vitro, indépendamment de la mutation dans le gène RHO, spécifique 

des bâtonnets. 

Concernant ces photorécepteurs de type bâtonnet exprimant la RHODOPSINE, donc 

potentiellement porteurs de la mutation P347L, la quantification automatisée montre qu’ils 

sont présents en très faible nombre, à savoir moins de 5% des cellules constituant les 

structures de neuro-rétine (Figure 57 C). Après 112 jours de culture, 3% de cellules positives 

pour la RHODOPSINE sont comptées dans les structures « contrôle » (7027c7) et 1% dans les 

structures portant la mutation (1125c6), alors qu’aucune différence n’est détectée après 140 

jours entre les deux types de structures (Figure 57 C). L’augmentation du nombre de cellules 

exprimant la RHODOPSINE entre 112 et 140 jours, suggère que la différenciation des 

bâtonnets n’est pas encore terminée et qu’il serait donc plus intéressant d’effectuer ces études 

quantitatives à des stades plus tardifs (>150 jours de différenciation). 

Sur la majorité des régions observées, nous constatons qu’un grand nombre de cellules 

expriment la protéine RECOVERINE, en corrélation avec la quantité de cellules exprimant 

CRX (Figure 56). La forte densité de ces cellules et la localisation cytoplasmique du 

marqueur, ne permettent pas de délimiter avec précision les cellules individuellement (Figure 

57 D) et de réaliser ainsi une quantification automatisée des cellules exprimant la 

RECOVERINE. 

Pour faciliter cette approche quantitative, il serait souhaitable de mettre au point un système 

automatisé beaucoup plus fiable sur des cellules dissociées. Nous avons décidé d’effectuer un 

premier essai de dissociation des structures neuro-rétiniennes avec la trypsine afin de vérifier 

la morphologie des cellules et leur identité par immunohistochimie (Figure 58). Dans ces 

conditions, on observe bien des cellules qui expriment CRX et/ou la RECOVERINE, après 

dissociation de structures de neuro-rétines différenciées depuis un mois. Ces cellules 

présentent un marquage CRX nucléaire, facilement quantifiable, et un marquage 

RECOVERINE cytoplasmique avec des prolongements semblables aux pieds des 

photorécepteurs. Ce dernier marquage étant plus facilement quantifiable que le marquage 

RECOVERINE visualisé sur les cryosections de structures de neuro-rétine, l’approche sur 

cellules dissociées sera utilisée pour réaliser un comptage automatisé des différentes 

populations de photorécepteurs identifiées. Cette approche devrait nous permettre de 

déterminer plus facilement le phénotype des photorécepteurs et l’effet de la mutation P347L 

du gène RHO sur leur différenciation et survie.  
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Discussion  
 

Les résultats de notre étude ont permis de mettre en évidence la possibilité d’utiliser les 

cellules iPS afin de modéliser et de mieux comprendre les pathologies dégénératives qui 

touchent les photorécepteurs, à savoir les rétinites pigmentaires (RP). 

Nous avons ainsi successivement démontré : 

- la possibilité de dériver des cellules iPS à partir de fibroblastes de patients atteints de RP 

causée par la mutation de trois gènes distincts. 

- la capacité de ces cellules iPS à être différenciées en cellules de l’EPR et/ou en cellules de 

rétine neurale et plus particulièrement en photorécepteurs. 

- la validation d’un modèle d’une forme de RP in vitro, avec la mort des photorécepteurs 

porteurs d’une mutation du gène RHO. 

- la découverte des mécanismes cellulaires à la base du développement de la RP11 

par différenciation des cellules iPS portant une mutation dans le facteur d’épissage PRPF31 

en cellules de l’EPR. 

 

I. Génération de cellules iPS à partir de patients atteints de RP 
 

Cette étude réalisée en collaboration avec le CIC 1423 a permis de recruter et de prélever dix-

huit patients atteints de RP. Ces RPs, autosomiques dominantes, touchent trois gènes distincts. 

La mise en culture des biopsies de peau a été réalisée dans les conditions optimales, permises 

par la proximité de l’hôpital des XV-XX et de l’Institut de la Vision. 

En suivant les protocoles établis au sein de notre équipe, chaque biopsie a permis d’obtenir 

des cultures de fibroblastes, de générer une série de clones de cellules iPS et de caractériser 

ces clones. Pour chaque patient, un clone de cellules iPS doit répondre à des critères de 

qualité et de sécurité indispensables pour leur utilisation future (caryotype normal, auto-

renouvellement, pluripotence, etc..). 

Pour la reprogrammation des fibroblastes de certains patients, des difficultés ont été 

rencontrées avec le premier protocole de reprogrammation utilisant quatre virus de Sendai 

codant chacun pour un gène de reprogrammation. Ces problèmes ont été résolus avec 

l’utilisation d’une nouvelle combinaison de facteurs de reprogrammation avec trois virus de  
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Sendai, codant respectivement pour OCT4-KLF4-SOX2, CMYC et pour KLF4. Ce protocole, 

décrit comme plus efficace par leur producteur (Life Technologies), permet la génération d’un 

plus grand nombre de colonies de cellules iPS à partir des fibroblastes. Pour cette raison, nous 

avons utilisé ce nouveau système pour dériver des cellules iPS à partir des fibroblastes des 

trois patients (398, 1031 et 4528) de la famille 273 porteurs d’une mutation (c.269-273del) 

dans le gène PRPF31, dont les premières reprogrammations avaient échoué. 

De nombreuses hypothèses peuvent être formulées pour expliquer les difficultés rencontrées 

lors de la reprogrammation de ces trois clones. Nous avons écarté l’hypothèse d’un défaut de 

transduction du virus de Sendai. En effet, l’analyse de RT-qPCR confirme que, dans ces 

fibroblastes, les ARNs viraux sont présents en même quantité que dans des fibroblastes dont 

la reprogrammation s’est parfaitement déroulée. 

L’hypothèse d’un défaut de reprogrammation en lien avec la présence de la mutation 

Tyr90CysfsX21 du gène PRPF31 a également été écartée : des fibroblastes de deux patients 

(5331 et 5327), porteurs de la même mutation mais provenant d’une famille différente, ont été 

reprogrammés avec succès. 

Cependant, le défaut de reprogrammation des fibroblastes (398, 1031 et 4528) et leur lien de 

parenté (un père et ses enfants) suggèrent que l’expression de leurs allèles communs 

interférerait dans le processus de reprogrammation. Ces allèles seraient transmis par 

l’intermédiaire du père à ses enfants et absents chez la mère (785). Ceci expliquerait pourquoi 

nous n’avons pas eu de difficultés à reprogrammer les fibroblastes de la mère. Bien que le 

séquençage du génome de ces trois patients puisse permettre d’identifier les gènes 

responsables, il s’avérerait assez fastidieux. Néanmoins, il serait intéressant de regarder 

l’expression de certains gènes candidats rapportés comme étant des freins pour la 

reprogrammation tels que ceux codant certaines métalloprotéinases (Qin et al. 2014). 

Nos résultats montrent que la technique de reprogrammation avec les trois virus de Sendai 

(CytoTune II) présente autant d’efficacité dans les conditions de culture, avec ou sans cellules 

nourricières (“feeders” et “feeders free“). Les conditions de culture en absence de cellules 

nourricières sont moins contraignantes pour le manipulateur et permettent une amplification 

plus rapide des cellules iPS qu’en conditions “feeders”. Cependant, nous avons pu constater 

l’apparition d’aberrations chromosomiques avec le clone 2634c14 dans ces conditions. Il est 

nécessaire d’effectuer une caractérisation complète des clones générés par cette méthode pour 

en mesurer l’efficacité. 
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D’autres composants peuvent être utilisés pour augmenter l’efficacité de reprogrammation, 

tels que les inhibiteurs des histones déacétylases, connus pour permettre un meilleur accès à la 

chromatine ou des activateurs de OCT3/4 pour stimuler l’activation du réseau des gènes 

OCT4-SOX2-NANOG (Zhang et al., 2012). Il est également possible d’utiliser des facteurs 

reprogrammateurs supplémentaires tels que LIN28 ou TERT (Park et al., 2008). L’utilisation 

de ces éléments pourra être envisagée si d’autres difficultés de reprogrammation se 

manifestent. 

 

Lors de la génération et la culture des cellules iPS, une monosomie du chromosome X a été 

retrouvée dans une partie des métaphases des cellules iPS du clone 2634. La perte d’un 

chromosome sexuel est une des anomalies couramment observée dans les cellules souches 

pluripotentes (Taapken et al., 2011 ; observations de la plateforme de cytogénétique de 

Villejuif). Il est difficile de savoir si cette anomalie est due au processus de reprogrammation 

lui-même ou à la culture des cellules iPS (forte prolifération, passage hebdomadaire…). La 

première hypothèse serait la plus probable car le remaniement de la chromatine, durant la 

reprogrammation, est un terrain instable propice à la génération de mutations (Ji et al., 2012). 

Par ailleurs, nous avons observé cette aberration après un faible nombre de passages, ce qui 

renforce cette hypothèse. A cause de l’apparition précoce de cette monosomie (15e passage), 

nous n’avons pas pu réaliser de sauvegarde de matériel à des passages antérieurs pour le clone 

2634c14. Nous ne sommes donc pas en mesure de discriminer entre les deux hypothèses. 

Lors de l’étape de reprogrammation, nous observons l’expression persistante des ARNs du 

virus de Sendai, contenant le proto-oncogène CMYC, au sein des cellules iPS du clone 

1394c1. La persistance du gène CMYC pourrait influencer le phénotype des cellules iPS ainsi 

que leur différenciation. Pour résoudre ce problème, des sites de « sensibilité à la température 

» ont été intégrés par mutagenèse à la séquence ARN du facteur C-MYC afin que ceux-ci 

puissent être dégradés après la mise en culture des clones de cellules iPS à 38-39°C pendant 

quelques jours (CytoTune II, Life technologies). Ce protocole a permis de ramener le niveau 

d’expression de C-MYC exogène (ARN du virus de Sendai) à un niveau résiduel. Nous 

n’avons pas observé d’anomalie chromosomique suggérant que cette persistance temporaire 

d’un des ARN du virus de Sendai n’est pas un frein à l’utilisation de cette technique de 

reprogrammation pour nos futures études de modélisation. 
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L’ensemble de ces techniques, allant de la mise en culture de la biopsie à la validation d’un 

clone iPS, constitue un processus robuste et efficace. Aujourd’hui, des fibroblastes de tous les 

patients sont cryo-conservés, des clones de cellules iPS ont été générés puis cryo-conservés 

pour 85% des patients et 11 clones de cellules iPS sont caractérisés ou en cours de 

caractérisation. Seul un clone (2634c14) de cellules iPS ne répond pas aux contrôles qualités 

requis pour la suite de nos études, confirmant que nos manipulations de reprogrammation et 

de maintenance des cellules iPS sont fiables et reproductibles. 

 

L’ensemble des fibroblastes, des clones de cellules iPS non caractérisés et ceux de cellules 

iPS validés à différents passages, forme une sauvegarde biologique tout au long de l’étude 

mais aussi une banque d’échantillons biologiques indèmnes et pathologiques pour de futures 

études. 

Pour ces études, des individus de même famille, non porteurs de la mutation d’intérêt, ont été 

prélevés afin que leurs cellules iPS puissent être utilisées comme cellules contrôles 

(homologies génétiques). 

 

II. Validation de l’utilisation de cellules iPS de patients pour la 

modélisation de RP : exemple des photorécepteurs différenciés 

à partir de cellules iPS mutées dans le gène rhodopsine. 
 

Les cellules iPS issues de patients sont des outils clés permettant d’apporter de nouveaux 

modèles d’étude des RP, pour ainsi mieux comprendre les acteurs moléculaires et cellulaires 

incriminés, voire de développer de nouvelles applications thérapeutiques. 

Dans un premier temps, notre stratégie a consisté à utiliser les cellules iPS porteuses d’une 

mutation dans le gène RHO, codant le pigment visuel des bâtonnets, pour tenter de retrouver 

le phénotype majeur de la maladie avec des cellules humaines dans des conditions in vitro. 

Dans le cas de mutations affectant la RHODOPSINE, les types cellulaires affectés et le 

mécanisme moléculaire et cellulaire à la base de la dégénérescence sont relativement bien 

connus (Berger et al., 2010 ; Malanson et Lem, 2009 ; Mordes et al., 2005). Les bâtonnets 

porteurs de la mutation dégénèrent les premiers par apoptose entraînant par la suite la mort 

des cônes, principalement due à l’absence de sécrétion par les bâtonnets du RdCVF (Facteur  
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de Viabilité des Cônes dérivé des Bâtonnets) (Léveillard et Sahel, 2010). Les mutations 

situées dans la partie C-terminale de la RHODOPSINE engendreraient un problème de 

transport de la protéine ce qui provoquerait la mort des bâtonnets. 

Notre démarche a été de rechercher ce phénotype de «dégénérescence des bâtonnets» au sein 

de structures neuro-rétiniennes porteuses de la mutation P347L obtenues suivant le protocole 

de différenciation établi dans notre équipe (cf. Résultats II). Nos premières expériences, 

réalisées après des temps de différenciation de plus de 100 jours, montrent une diminution de 

10 à 15% du nombre de photorécepteurs totaux (cellules CRX positives) dans les structures de 

neuro-rétine portant la mutation P347L. Les bâtonnets exprimant la RHODOPSINE sont peu 

nombreux (moins de 1%). Ces résultats sont en corrélation avec le phénotype attendu. 

Au contraire, cette différence du nombre de bâtonnets entre les structures « contrôles » et les 

structures portant la mutation P347L n’est pas observée après 140 jours de différenciation. De 

plus, nous avons noté une augmentation du nombre de bâtonnets au sein des structures de 

neuro-rétine porteuses de la mutation. Cette observation pourrait s’expliquer par le fait que la 

mutation P347L dans le gène RHOengendrerait un décalage dans le processus de 

différenciation voire empêcherait la différenciation des bâtonnets. Cette hypothèse pourrait 

être vérifiée en comparant l’avancement de la différenciation des cellules iPS « contrôles » et 

mutées sur des temps de culture plus longs (cf. ci-dessous). 

Une diminution du nombre de photorécepteurs totaux (cellules CRX positives) et surtout des 

cônes (les cellules OPSINE-positives) est observée entre les jours 112 et 140, en présence ou 

non de la mutation. Cette diminution reflèterait une mort des photorécepteurs indépendante de 

la mutation, suggérant que nos conditions de culture (milieu proneural avec du supplément 

N2) ne seraient pas optimales pour la survie des photorécepteurs. Dans ce contexte, une étude 

récente (Zhong et al., 2014) a pu montrer que la présence de sérum de veau fœtal favoriserait 

la survie des cellules rétiniennes différenciées à partir de cellules ES et iPS humaines. De 

même l’ajout de taurine et d’acide rétinoïque dans des fenêtres de temps bien définies 

favoriserait la survie des photorécepteurs dérivés de cellules souches pluripotentes (Zhong et 

al., 2014). Afin de limiter la mort cellulaire au sein des structures de type neuro-rétine, nous 

avons, ces derniers mois, amélioré notre précédent protocole de différenciation (Reichman et 

al., 2014). Nous enrichissons le milieu de culture avec de la taurine et du B27, riche en 

antioxydants et en vitamine A (précurseur de l’acide rétinoïque). 
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Si cette étude reste préliminaire à cause du faible nombre d’échantillons (n=3), elle met en 

évidence une tendance qu’il faudra confirmer en augmentant le nombre d’échantillons et 

également en étudiant la proportion de photorécepteurs dans des structures de neuro-rétine 

plus matures entre 150 jours et 200 jours de différenciation. Des temps de culture plus longs 

nous permettrons d’être certains que la différenciation des bâtonnets est terminée et de ne 

quantifier que la survie cellulaire. 

La possibilité de dissocier les structures de neuro-rétine et de récupérer les cellules dissociées 

qui conservent l’expression des marqueurs du lignage des photorécepteurs (CRX, 

RECOVERINE, OPSINE, RHODOPSINE) nous permettra de mettre au point des tests de 

quantification beaucoup plus précis. Ces tests sont indispensables pour valider le phénotype 

des photorécepteurs mutés et pour développer, à l’avenir, des systèmes de criblage 

phénotypique basé par exemple sur l’évaluation de la survie des photorécepteurs. La mutation 

P347L étant la mutation la plus commune des RPs autosomiques dominantes en Europe 

(Audo et al., 2010), la mise en évidence de composés pouvant protéger de la dégénérescence 

des photorécepteurs serait une avancée importante vers un traitement préventif de cette forme 

de RP. 

 

Les cellules iPS porteuses de la mutation P347L dans le gène RHO pourront être utilisées 

pour valider les hypothèses concernant le(s) mécanisme(s) moléculaire(s) et cellulaire(s) qui 

sous-tend(ent) la mort de photorécepteurs dans le cadre des mutations de la partie C-terminale 

de la RHODOPSINE. Nous étudierons notamment l’éventualité d’un défaut du transport de la 

protéine vers les segments externes et/ou un défaut d’activation de celle-ci. 

Cette étude mécanistique nécessitera la génération de photorécepteurs matures présentant des 

segments externes pour déterminer la localisation et la fonctionnalité de la RHODOPSINE 

mutée. Des expériences d’immmunomarquage et de microscopie électronique permettront de 

visualiser la protéine au sein des différents compartiments de la cellule pour ainsi mettre en 

évidence d’éventuels problèmes de transport intracellulaire. L’activation de la RHODOPSINE 

pourrait être analysée par une mesure de l’activité des photorécepteurs en réponse à la lumière 

(expériences de patch-clamp). 
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Le stress au niveau du réticulum endoplasmique ne semble pas être un mécanisme à la base de 

la dégénérescence des photorécepteurs dans le cas des mutations localisées dans la partie C-

terminale de la RHODOPSINE (Malanson et Lem, 2009). Cependant, des expériences de 

mesure de stress du reticulum endoplasmique pourraient être mises au point dans les 

photorécepteurs matures dérivés de cellules iPS. L’expression de marqueurs de ce type de 

stress, tels que BAX et CHOP pourrait ainsi être recherchée. 

L’étude que nous présentons ici pourrait être étendue aux autres mutations du gène RHO. 

Dans ce contexte, l’utilisation de cellules iPS porteuses de la mutation P23H (mutation de 

classe I) s’avérerait intéressante pour valider le mécanisme moléculaire (stress du réticulum 

endoplasmique) à l’origine de la dégénérescence des photorécepteurs (Comitato et al., 2014). 

Pour la mise au point d’études de criblages phénotypiques, nous pourrions utiliser un «read-

out» moléculaire ou cellulaire, comme l’expression de ces marqueurs du stress. Le test de 

différents composés, particulièrement des composés décrits comme neuroprotecteurs, s’avère 

très intéressant 

 

III. Utilisation de cellules iPS de patients pour la compréhension de 

la pathogenèse de différentes RPs 
 

Nous avons mis en évidence qu’il était possible de retrouver un phénotype de type RP in vitro 

avec des cellules rétiniennes humaines dérivées de cellules iPS. Dans la seconde partie de 

notre étude, nous avons utilisé des cellules iPS porteuses des mutations dans les gènes NR2E3 

et PRPF31 afin de comprendre la pathogenèse des RPs liée à chacun de ces deux gènes. 

 

III.1.  Caractérisation de modèles de RP due à la mutation du gène 

NR2E3. 

Le facteur NR2E3 est connu pour son implication dans la différenciation finale des 

photorécepteurs. Le facteur NR2E3 permet la formation de chaque type de photorécepteurs 

dans les proportions essentielles à l’intégrité de la rétine en potentialisant l’expression des 

gènes spécifiques des bâtonnets et en réprimant l’expression des gènes spécifiques des cônes. 

(Oh et al., 2008 ; Cheng et al., 2006). La mutation G56R du gène NR2E3, qui conduit à 

l’apparition de RP, est la seule mutation dominante identifiée pour le gène NR2E3 (Coppieters  
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et al., 2007 ; Gire et al., 2007 ; Escher et al., 2009). En effet, la majorité des mutations de 

NR2E3 sont récessives et sont associées à une hypersensibilité à la lumière bleue (Enhanced 

S-Cone syndrome ou ESCS) (Schorderet et Escher, 2009).Nous avons généré, caractérisé et 

validé une lignée de cellules iPS porteuses de la mutation G56R au cours de notre étude. 

Cependant le recrutement tardif des patients de la seconde famille, associé aux difficultés 

rencontrées dans la reprogrammation des fibroblastes de l’individu indèmne servant de 

contrôle à l’étude ne nous pas permis de présenter de résultats sur la différenciation de ces 

lignées de cellules iPS dans le lignage rétinien. 

Lorsque l’ensemble de ces clones sera caractérisé, les cellules iPS seront différenciées en 

structures de neuro-rétine pour étudier le phénotype des photorécepteurs porteurs de la 

mutation en suivant la même approche stratégique que celle utilisée pour la mutation P347L 

du gène de la RHODOPSINE. 

 

Contrairement à l’expression tardive du gène RHO dans les photorécepteurs matures, le gène 

NR2E3 intervient plus tôt dans la différenciation. L’étude fonctionnelle se fera donc sur 

l’ensemble du processus de différenciation des structures de neuro-rétine : à partir de 

l’apparition des précurseurs des photorécepteurs (21 jours de différenciation) jusqu’à la 

maturation des photorécepteurs de type cône et bâtonnet (150 jours de différenciation). Une 

quantification des populations cellulaires tout au long de ce processus nous renseignera sur la 

possibilité d’un défaut de répartition entre bâtonnets et cônes dans la population cellulaire. Il 

sera également intéressant de quantifier les différents sous-types de cônes (rouges-verts et 

bleus). 

D’un point de vue mécanistique, une étude utilisant un système de surexpression in vitro 

(Roduit et al., 2009) suggère que le facteur NR2E3 portant la mutation G56R agirait comme 

un dominant négatif en réprimant l’expression des gènes spécifiques des photorécepteurs 

(bâtonnets et cônes) induite par CRX. L’étude de la différenciation des photorécepteurs au 

sein de structures de neuro-rétine porteuses de la mutation G56R pourrait nous permettre de 

valider cette hypothèse dans un système humain, beaucoup plus proche de la situation in vivo. 

Les mécanismes moléculaires responsables de formes d’ESCS pour certaines mutations du 

gène NR2E3 sont à priori distincts de ceux impliqués dans la dégénérescence des 

photorécepteurs suite à la mutation G56R. A plus long terme, il serait intéressant de dériver  
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Figure 59 : Schéma récapitulatif des défauts phénotypiques et fonctionnels observés 

dans les cellules de l’EPR dérivées de cellules iPS d’un individu indèmne (A) et d’un 

patient porteur de de la mutation Cys247X du gène PRPF31 (B). 
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des cellules iPS à partir de patients atteints d’ESCS afin de comparer leur différenciation dans 

le lignage des photorécepteurs. L’étude par exemple d’une autre mutation telle que R311Q 

permettra de mieux comprendre les mécanismes induisant l’hypersensibilité à la lumière bleue 

et la dystrophie rétinienne. 

 

III.1. Caractérisation de modèles de RP due à la mutation du gène 

PRPF31. 

Le gène PRPF31, impliqué dans 5% des RPs autosomiques dominantes (Hartong et al., 2006), 

code pour la protéine PRPF31 qui intervient directement dans le mécanisme d’épissage au 

niveau du splicéosome. La génération de cellules iPS portant des mutations dans ce gène 

PRPF31 présente un intérêt majeur pour la compréhension de cette forme de RP : 

- pourquoi les mutations dans le gène PRPF31 n’entraînent que des complications 

rétiniennes malgré son expression ubiquitaire ? 

- quelle est l’origine cellulaire de la dégénérescence : les cellules de l’EPR et/ou les 

photorécepteurs ? 

- quels sont les mécanismes moléculaires à la base de cette RP ? 

La génération de cellules de l’EPR à partir des cellules iPS d’un patient porteur de la mutation 

Cys294X dans le gène PRPF31 nous a permis de répondre partiellement à ces questions. Nos 

résultats suggèrent que les cellules de l’EPR seraient les premières cellules affectées dans les 

cas de RP due à la présence du gène PRPF31 muté (Figure 59). 

En effet, les cellules d’EPR portant la mutation Cys294X présentent plusieurs défauts 

d’organisation cellulaire : désorganisation du tapis cellulaire formé par les cellules EPR, 

absence de desmosomes et de lame basale. La diminution importante de la résistance 

transépithéliale témoigne de ce défaut de cohésion entre les cellules du tapis. De plus, nos 

résultats montrent un défaut fonctionnel : l’activité de phagocytose des cellules EPR mutées 

est fortement diminuée. 

Ces défauts d’adhésion et de phagocytose des cellules de l’EPR consécutifs à la présence de la 

mutation dans le gène PRPF31 sont en accord avec les résultats récemment obtenus chez la 

souris (Farkas et al., 2015). Un défaut de l’activité de phagocytose des cellules de l’EPR des 

souris Prpf31 +/- a été observé in vitro. Ce même déficit de phagocytose a été retrouvé dans 

une ligné de cellules EPR humaines au sein de laquelle l’expression de PRPF31 a été 

réprimée (Farkas et al., 2015). Des études par immunohistochimie sur des coupes de rétine de  
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Figure 60 : Défaut d’adhésion lors de la différenciation en structures de neuro-

rétine des cellules iPS issu d’un individu indèmne et d’un patient porteur de la 

mutation Cys247X du gène PRPF31, en conditions «feeders free». (cf. Matériels 

et méthodes VI.) 
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souris Prpf31 +/- semblent indiquer une mauvaise localisation de la sous-unité β5 de 

l’intégrine et de la protéine MerTK, observations que nous ne retrouvons pas dans les cellules 

d’EPR portant la mutation Cys294X. 

En raison de sa fonction, il est possible que les mutations du gène PRPF31 puissent nuire au 

processus général d’épissage. Cependant, des analyses par microarrays sur des lymphocytes 

de patients atteints de RP (dues à neuf mutations différentes du gène PRPF31) ont montré 

qu’aucune de ces mutations n’affectait l’épissage des ARNm (Rivolta et al., 2006). Ces 

problèmes d’altération d’épissage pourraient être spécifiques aux cellules de la rétine (EPR 

et/ou photorécepteurs) en raison de leur forte activité d’épissage (Cao et al., 2011 ; 

Tanackovic et al., 2011). Une analyse du transcriptome par ARN-Seq dans les cellules de 

l’EPR portant la mutation Cys294X du gène PRPF31, pourrait permettre de répondre à cette 

question. Ces expériences d’analyses transcriptomiques seront réalisées cette année, car elles 

pourraient également nous renseigner sur le lien entre des défauts d’épissage et le phénotype 

pathologique observé (défauts d’adhésion et de phagocytose). Ainsi une attention particulière 

sera donnée à l’étude des transcrits des gènes impliqués dans les phénomènes d’adhésion et de 

phagocytose afin de détecter la présence éventuelle de transcrits aberrants pouvant être à 

l’origine du phénotype des cellules de l’EPR portant la mutation Cys294X. 

 

Des études in vitro ont mis en évidence un épissage défectueux de gènes spécifiques des 

photorécepteurs tels que peripherine 2 (Mordes et al., 2007) et rhodopsine (Yuan et al., 2005) 

après surexpression de formes mutées de PRPF31. Même si aucune altération de la rétine 

neurale n’a pu être observée chez les souris Prpf31 +/- âgées (Graziotto et al. 2011), ces 

résultats relativement anciens suggèrent que le défaut initial de la RP11 pourrait se situer au 

niveau des photorécepteurs. 

Afin d’apporter d’autres arguments à cette hypothèse, nous avons essayé de différencier les 

cellules iPS présentant la mutation PRPF31 dans le lignage des photorécepteurs à l’aide de 

notre protocole de différenciation rétinienne (Reichman et al., 2014), adapté en conditions 

«feeders free». Si les cellules iPS contrôles forment spontanément des structures de neuro-

rétine entre 21 et 28 jours de culture, les cellules iPS portant la mutation Cys294X dans le 

gène PRPF31 se détachent de la boîte de culture lorsqu’elles arrivent à confluence (Figure 

60). Il n’a donc pas été possible de générer des structures de neuro-rétine dans ces conditions 

(cellules iPS mutées et « feeder-free »). 
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Aucun défaut de différenciation lié aux mutation du gène PRPF31 n’a été rapporté pour les 

patients atteints de RP lors de la rétinogenèse. Il est probable que le phénomène que nous 

observons in vitro soit dépendant des conditions de culture. La matrice de culture utilisée est 

la Vitronectine, une glycoprotéine retrouvée dans la lame basale, qui permet l’attachement des 

cellules par des intégrines composées de dimères spécifiques (tels que αv, β1, β5 et β8). Il a 

été montré que les cellules souches pluripotentes adhérent à la Vitronectine par 

l’intermédiaire de l’intégrine αvβ5 (Braam et al., 2008), un dimère qui intervient aussi dans le 

processus de phagocytose des segments externes des photorécepteurs par les cellules de l’EPR 

(Lin et Clegg, 1998). Le phénotype pathologique des cellules EPR des souris Prpf31 +/- 

pourrait être lié à une mauvaise localisation de la sous-unité β5 de l’intégrine (Farkas et al., 

2015). La perte d’adhésion des cellules iPS portant la mutation dans le gène PRPF31, lors de 

la différenciation, pourrait également être dépendante d’un mauvais épissage et/ou d’une 

mauvaise localisation de cette sous-unité d’intégrine. Des expériences sont en cours pour 

valider ou réfuter cette hypothèse mais également pour trouver de nouvelles matrices afin 

d’empêcher ce détachement cellulaire. Une autre possibilité consisterait à réadapter les 

cultures suivant notre protocole initial de différenciation, sur des cellules nourricières 

(Reichman et al., 2014). 

L’observation d’une diminution du niveau d’expression de la protéine PRPF31 dans les 

cellules d’EPR mutées (Cys294X) par rapport aux cellules d’EPR contrôles confirme le rôle 

d’un mécanisme d’haplo-insuffisance dans le développement de la pathologie (Rio Frio et al. 

2008b). Ce phénomène d’haplo-insuffisance, lié à une pénétrance incomplète permet 

d’expliquer pourquoi certains patients porteurs de la maladie sont asymptomatiques, car les 

niveaux d’ARNm de PRPF31 observés chez ces personnes sont supérieurs à ceux observés 

chez les personnes ateintes (Waseem et al., 2007 ; Venturini et al., 2012). Cette hypothèse 

pourrait ainsi être validée dans notre système : nous pourrons, par la surexpression d’une 

copie sauvage du gène PRPF31, essayer de rétablir un phénotype normal des cellules d’EPR 

dérivées de cellules iPS portant la mutation Cys294X . 

Ce phénomène d’haplo-insuffisance pourrait expliquer le phénotype différent (pathologique 

ou indèmne) des cellules d’EPR dérivées des deux clones de cellules iPS issus du même 

individu asymptomatique porteur de la mutation Cys294X. Il est ainsi possible que le 

phénotype pathologique observé soit dû à un faible niveau d’expression de PRPF31 dans les 

cellules de l’EPR. A contrario, un niveau d’expression plus élevé de PRPF31 dans le second  
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clone amène les cellules d’EPR qui en dérivent à se comporter comme des cellules EPR 

sauvages. Afin de valider cette hypothèse, une quantification précise de l’expression des 

ARNm et de la protéine PRPF31 dans les cellules d’EPR issues de chaque clone est 

nécessaire. Ce phénomène d’haplo-insuffisance est également décrit comme dépendant de la 

combinaison allèlique de PRPF31 et du gène isoallèlique CNOT3 (Rose et al.,2014 ; 

Venturini et al., 2012).  

Nos modèles de cellules d’EPR issues des cellules iPS du patient asymptomatique pourront 

être utilisés pour confirmer l’implication de CNOT3 et étudier le mécanisme de régulation de 

PRPF31 lié à ce gène. 

Par la suite, nous regarderons si les cellules iPS porteuses d’une autre mutation 

(Tyr90CysfsX21) dans le gène PRPF31 peuvent être différenciées en cellules de neuro-rétine 

et en cellules de l’EPR. Nous pourrons ainsi étudier si ces cellules de l’EPR mutées ont le 

même phénotype que les cellules de l’EPR portant la mutation Cys294X. 

Rappelons également qu’un très grand nombre de mutations impliquées dans des RPs 

autosomiques dominantes ont été identifiées dans cinq gènes de la machinerie d’épissage : 

PRPF3, PRPF6, PRPF8, PRPF31 et SNRNP200 (Liu et Zack 2013). Des études in vivo chez 

des souris Prpf3-T494M et Prpf8-H2309P ont mis en évidence des phénotypes dégénératifs au 

niveau de l’EPR, semblables à ceux visualisés chez les souris Prpf31 +/- (Graziotto et al., 

2011). Ainsi une modélisation de cellules d’EPR différenciées à partir de cellules iPS 

provenant de patients portant des mutations dans les gènes PRPF3 ou PRPF8 pourrait être 

développée. Nous pourrons ainsi déterminer si la présence de ces mutations engendre les 

mêmes défauts structurels et fonctionnels que ceux mis en évidence dans notre étude. 
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Perspectives 
 

Le développement de ces différents modèles in vitro issus de cellules iPS de patients permet, 

comme nous l’avons montré, de réaliser des études fondamentales afin d’identifier les 

mécanismes cellulaires et moléculaires menant à la RP. Ces modèles sont également des 

outils technologiques efficaces pour deux grands champs d’application : le criblage de 

molécules à visée thérapeutique et les tests de thérapies innovantes (thérapie génique). 

Les cellules rétiniennes générées à partir de cellules iPS de patients atteints de RP pourront 

ainsi être utilisées pour réaliser des criblages de composés d’origines variées (molécules 

chimiques, composés naturels ou synthétiques, anticorps, microARNs). Plusieurs grandes 

étapes en amont sont nécessaires au développement d’une étude de criblage : 

1. La génération des outils cellulaires et son contrôle qualité 

- La génération des outils correspond à la génération de cellules iPS à partir de patients 

et d’individus indèmnes ; le contrôle qualité correspond à la caractérisation des clones 

de cellules iPS (pluripotence, caryotype, absence d’ARN viral). 

2. Le développement d’un protocole de différenciation robuste et reproductible pour garantir 

l’homogénéité de la population cellulaire d’intérêt : 

- Différenciation des cellules iPS en cellules de l’EPR pour obtenir une population 

amplifiable. 

- Différenciation en structures de neuro-rétine pour étudier une population de neurones 

(cellules ganglionnaires, photorécepteurs). Dans ce cadre, il peut s’avérer nécessaire 

de dissocier les cellules pour isoler une population homogène (ex : photorécepteurs)  

3. Le choix des tests fonctionnels et/ou marqueurs observables (prolifération, différenciation, 

viabilité ou fonction spécialisée) reflétant le phénotype des cellules d’intérêt. 

- Survie des photorécepteurs dans le cas de la RP causée par la mutation RHO. 

- Evaluation de l’activité de phagocytose dans le cas de la RP causée par la mutation 

PRPF31. 

Les collections de composés biologiques ou chimiques sont généralement détenues par les 

industries pharmaceutiques. Les projets de criblage peuvent être un point de convergence 

entre les intérêts de la recherche publique et de l’industrie. Par collaboration ou par accords  
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industriels, un projet de criblage peut être intégré à une étude longue de développement de 

nouveaux médicaments. Les modèles in vitro issus de cellules iPS de patients peuvent être 

utilisés dans les phases précliniques de conception de nouvelles molécules thérapeutiques. 

Les composés ne sont généralement pas testés sur une population de patients avant les essais 

cliniques de phase II. L’utilisation de cellules iPS de patients permet ainsi de tester l'efficacité 

de futurs médicaments et leur toxicité dans le contexte pathologique dès les premiers stades 

du processus, apportant un gain de fiabilité, de temps et d’argent (Grskovic et al., 2011). 

Les différentes lignées de cellules iPS que nous avons générées forment une collection de 

cellules pathologiques qui répondent aux critères de la norme NF S96-900, particulièrement 

par la validation d’un système de mesure de la qualité. A l’avenir, cette collection pourra 

rejoindre le Centre de Ressource Biologique (CRB) de l’Institut de la Vision ainsi que le 

réseau « Bio Collections » (réseau de CRB en Neurosciences). De nouvelles cellules iPS 

pourront compléter ce catalogue existant. Cette bio-banque permettra le développement de 

nouvelles études en collaboration avec des partenaires industriels (Terray, 2014). 

Dans un contexte plus global, la création d'une bio-banque de cellules iPS à partir d’une large 

population, pourrait former un réservoir de modèles cellulaires pour l’étude de nombreuses 

maladies. L’efficacité et la toxicité de médicaments potentiels pourraient être testées en 

présence de cellules de différentes origines génétiques (haplotypes). L’existence de telles bio-

banques de cellules iPS, partagées entre les universitaires et l’industrie pourrait grandement 

faciliter le développement de nouvelles thérapies (Grskovic et al., 2011). 

 

Les modèles de RP in vitro offrent, en plus, la possibilité de tester l'efficacité de thérapies 

innovantes comme la thérapie génique (correction de la mutation et/ou apport d’un gène sain, 

approche optogénétique). Les résultats obtenus à partir d'essais de thérapie génique dans un 

système humain in vitro, couplés à des études in vivo dans des modèles animaux (s’ils 

existent) pourraient conduire plus rapidement à des études précliniques de phase I/II et à des 

essais cliniques. 

L’utilisation des modèles animaux pour l’analyse expérimentale et pour la validation pré-

clinique est souvent insuffisante voire inadaptée. En effet, la majorité des modèles animaux ne 

permettent pas d’analyser tous les aspects de la pathologie humaine. Par exemple l'œil de  
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rongeur, souvent utilisé en recherche, n’a pas la même taille, ni la même structure qu’un œil 

humain. Certaines formes de RP ont des homologues canins, cependant l’œil du chien est 

structurellement différent de celui de l’Homme et sa rétine ne possède ni macula, ni fovéa 

(Tsai et al., 2007). 

Si les modèles de RP que nous avons développés semblent transposables à l’ensemble des 

gènes mutés dans les RP non syndromiques mais aussi syndromiques (Usher), il serait 

intéressant de développer un modèle de ce type pour la DMLA, qui affecte aujourd’hui 25 à 

30 millions de personnes à travers le monde. La mise au point de tests de criblage à haut débit 

est actuellement envisagée pour trouver des molécules favorisant la survie ou diminuant le 

stress oxydatif des cellules de l’EPR. L’origine de la DMLA n’est pas encore connue : 

plusieurs facteurs de risque pourraient être impliqués tels que l’âge, l’exposition au soleil, le 

tabac et les antécédents familiaux généralement liés aux polymorphismes de certains gènes 

comme le facteur H du complément et le locus ARMS2/HTRA1 (Yang et al., 2014). Même si 

l’utilisation de cellules iPS avec différentes combinaisons d’haplotypes (protecteurs ou à 

risque) peut être envisagée, il reste difficile d’établir un modèle in vitro robuste et 

reproductible de DMLA reproduisant l’ensemble des facteurs de risque. 

La thérapie cellulaire est un dernier grand axe de recherches concernant les cellules 

rétiniennes dérivées de cellules iPS humaines. Dans le but de restaurer la vision, les cellules 

dégénérées (cellules d’EPR et/ou photorécepteurs) pourraient être remplacées par la 

transplantation de cellules rétiniennes saines ou corrigées issues de cellules iPS. Avant de 

pouvoir transplanter les cellules rétiniennes dérivées de cellules iPS de patient, une correction 

de la mutation responsable de la RP devra être effectuée. 

 

Les patients atteints de dégénérescence rétinienne perdent principalement des cellules de 

l’EPR et/ou des photorécepteurs. Par conséquent, deux approches peuvent être envisagées :  

- La greffe de cellules de l'EPR pour remplacer les cellules dysfonctionnelles ou 

dégénérées afin de prévenir la perte de photorécepteurs. 

- La greffe de précurseurs de photorécepteurs, capables de s’intégrer et de former de 

nouvelles connexions avec les autres cellules de la rétine interne (MacLaren et al., 

2006). 
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Ces dernières années, différents groupes ont mis en évidence que des photorécepteurs dérivés 

de cellules ES ou iPS de souris sont capables de survivre et d’établir des connexions avec la 

rétine hôte suite à leur transplantation (Assawachananont et al., 2014 ; Decembrini et al., 2014 

; Gonzalez-Cordero et al., 2013 ; Tucker et al., 2013b). L’amélioration de l’intégration et de la 

survie des cellules au sein de la rétine après transplantation représentent les étapes cruciales 

avant de pouvoir envisager la transplantation chez l’Homme.  

Pour le remplacement des cellules de l’EPR, le frein technique est moins important puisque 

ces cellules ne nécessitent pas la formation de nouvelles connexions synaptiques 

contrairement aux photorécepteurs. Différentes études ont montré que la transplantation sous-

rétinienne de cellules de l’EPR dérivées de cellules ES ou iPS humaines est capable de 

restaurer la fonction visuelle chez des rats RCS, un modèle de dégénérescence rétinienne 

causée par un dysfonctionnement de l'EPR (Carr et al, 2009; Idelson et al., 2009; Lu et al., 

2009). Aujourd’hui, la transplantation de cellules de l’EPR ne se limite plus aux modèles 

animaux puisque des essais cliniques sont en cours avec des cellules de l’EPR différenciées à 

partir de cellules ES (Schwartz et al., 2015). La greffe d’un feuillet de cellules de l’EPR 

dérivées des propres cellules iPS d’un patient vient d’être initiée au Japon (Takahashi et 

Kurimoto, 2014). 

Cette approche autologue pourrait théoriquement être utilisée pour des patients atteints de RP 

dont la mutation est connue. En effet, il serait envisageable de corriger la mutation dans les 

cellules iPS du patient, de les différencier en cellules d’EPR et de les transplanter. Cependant, 

la génération de cellules iPS spécifiques à chaque patient nécessite l’utilisation de ressources 

très importantes (temporelles, matérielles et humaines). Dans ce contexte, l’avenir de la 

thérapie cellulaire utilisant les cellules souches pluripotentes est dépendant de la création 

d’une banque mondiale de cellules iPS haplotypées ce qui diminurait considérablement le 

coût d’un traitement par transplantation (De Rham et Villard, 2014). La création d’une telle 

banque, regroupant la majorité des combinaisons haplotypiques de la population mondiale, 

devrait garantir la disponibilité de cellules iPS utilisables pour les approches de médecine 

régénérative de la rétine et sa compatibilité avec la majorité des patients. 

 

 

 



246 

 

 

 

 

 

  



247 

 

Bibliographie 
 

A 

Aasen, T., Raya, A., Barrero, M. J., Garreta, E., Consiglio, A., Gonzalez, F., Izpisúa Belmonte, J. C. (2008). 

Efficient and rapid generation of induced pluripotent stem cells from human keratinocytes. Nature 

Biotechnology, 26(11), 1276–1284.  

Abu-Safieh, L., Vithana, E. N., Mantel, I., Holder, G. E., Pelosini, L., Bird, A. C., Bhattacharya, S. S. (2006a). A 

large deletion in the adRP gene PRPF31: evidence that haploinsufficiency is the cause of disease. 

Molecular Vision, 12(October 2005), 384–388.  

Abu-Safieh, L., Vithana, E. N., Mantel, I., Holder, G. E., Pelosini, L., Bird, A. C., Bhattacharya, S. S. (2006b). A 

large deletion in the adRP gene PRPF31: evidence that haploinsufficiency is the cause of disease. 

Molecular Vision, 12, 384–8.  

Acampora, D., Gulisano, M., Broccoli, V., Simeone, A. (2001). Otx genes in brain morphogenesis. Progress in 

Neurobiology, 64(1), 69–95.  

Adler, R., Canto-Soler, M. V. (2007). Molecular mechanisms of optic vesicle development: complexities, 

ambiguities and controversies. Developmental Biology, 305(1), 1–13.  

Akimoto, M., Cheng, H., Zhu, D., Brzezinski, J. A., Khanna, R., Filippova, E., Oh, E.C., JING, Y., Linares, J-

L.? Brooks, M., Zareparsi, S., Mears, A.. J., Hero, A., Glaser, T., Swaroop, A. (2006). Targeting of GFP to 

newborn rods by Nrl promoter and temporal expression profiling of flow-sorted photoreceptors. 

Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of America, 103(10), 3890–3895.  

Alexander, J. P., Bradley, J. M., Gabourel, J. D., Acott, T. S. (1990). Expression of matrix metalloproteinases 

and inhibitor by human retinal pigment epithelium. Investigative Ophthalmology & Visual Science, 31(12), 

2520–2528. 

Allikmets, R., Singh, N., Sun, H., Shroyer, N. F., Hutchinson, A., Chidambaram, A., Lupski, J. R. (1997). A 

photoreceptor cell-specific ATP-binding transporter gene (ABCR) is mutated in recessive Stargardt 

macular dystrophy. Nature Genetics, 15(3), 236–46.  

Al-Maghtheh, M., Inglehearn, C. F., Keen, T. J., Evans, K., Moore, A T., Jay, M., Bird A. C., Bhattacharya, S. S. 

(1994). Identification of a sixth locus for autosomal dominant retinitis pigmentosa on chromosome 19. 

Human Molecular Genetics, 3(2), 351–354. 

Al-Maghtheh, M., Vithana, E., Tarttelin, E., Jay, M., Evans, K., Moore, T., Inglehearn, C. F. (1996). Evidence 

for a major retinitis pigmentosa locus on 19q13.4 (RP11) and association with a unique bimodal 

expressivity phenotype. American Journal of Human Genetics, 59(4), 864–871. 

Amirpour, N., Nasr-Esfahani, M. H., Esfandiari, E., Razavi, S., Karamali, F. (2013). Comparing Three Methods 

of Co-culture of Retinal Pigment Epithelium with Progenitor Cells Derived Human Embryonic Stem Cells. 

International Journal of Preventive Medicine, 4(11), 1243–50.  

Amit, M., Carpenter, M K., Inokuma, M S., Chiu, C P., Harris, C P., Waknitz, M A., Itskovitz-Eldor, J., 

Thomson, J A. (2000). Clonally derived human embryonic stem cell lines maintain pluripotency and 

proliferative potential for prolonged periods of culture. Developmental Biology, 227(2), 271–278.  

Anderson Don H. and Fisher Steven K. (1976). The Photoreceptors of Diurnal Squirrels: Outer Segmet 

Structure, Disc Sheddding, and Protein Renewal. Journal of Ultrastructure Research, 55, 119-141. 



248 

 

Ando, Y., Ohmori, M., Ohtake, H., Ohtoko, K., Toyama, S., Usami, R., Kato, S. (2007). Mutation screening and 

haplotype analysis of the rhodopsin gene locus in Japanese patients with retinitis pigmentosa. Molecular 

Vision, 13 (November 2006), 1038–1044. 

Andreazzoli, M., Gestri, G., Angeloni, D., Menna, E., Barsacchi, G. (1999). Role of Xrx1 in Xenopus eye and 

anterior brain development. Development (Cambridge, England), 126(11), 2451–2460. 

Andrés, A., Garriga, P., Manyosa, J. (2003). Altered functionality in rhodopsin point mutants associated with 

retinitis pigmentosa. Biochemical and Biophysical Research Communications, 303(1), 294–301. 

Angel, M., Yanik, M. F. (2010). Innate immune suppression enables frequent transfection with RNA encoding 

reprogramming proteins. PLoS ONE, 5(7), 1–7.  

Anokye-Danso, F., Trivedi, C. M., Juhr, D., Gupta, M., Cui, Z., Tian, Y., Morrisey, E. E. (2011). Highly 

efficient miRNA-mediated reprogramming of mouse and human somatic cells to pluripotency. Cell Stem 

Cell, 8(4), 376–388.  

Aoi, T., Yae, K., Nakagawa, M., Ichisaka, T., Okita, K., Takahashi, K., Yamanaka, S. (2008). Generation of 

pluripotent stem cells from adult mouse liver and stomach cells. Science (New York, N.Y.), 321(5889), 

699–702. 

Apfelstedt-Sylla, E., Theischen, M., Rüther, K., Wedemann, H., Gal, A., Zrenner, E. (1995). Extensive 

intrafamilial and interfamilial phenotypic variation among patients with autosomal dominant retinal 

dystrophy and mutations in the human RDS/peripherin gene. The British Journal of Ophthalmology, 79(1), 

28–34.  

Applebury, M. L., Farhangfar, F., Glösmann, M., Hashimoto, K., Kage, K., Robbins, J. T., Zhang, H. (2007). 

Transient expression of thyroid hormone nuclear receptor TRβ2 sets S opsin patterning during cone 

photoreceptor genesis. Developmental Dynamics, 236(5), 1203–1212.  

Arshavsky, V. Y. (2002). Like night and day: Rods and cones have different pigment regeneration pathways. 

Neuron, 36(1), 1–3.  

Assawachananont, J., Mandai, M., Okamoto, S., Yamada, C., Eiraku, M., Yonemura, S., Sasai, Y., Takahashi, 

M. (2014). Transplantation of embryonic and induced pluripotent stem cell-derived 3D retinal sheets into 

retinal degenerative mice. Stem Cell Reports, 2(5), 662–74.  

Audo, I., Bujakowska, K., Mohand-Saïd, S., Lancelot, M.-E., Moskova-Doumanova, V., Waseem, N. H., Zeitz, 

C. (2010). Prevalence and novelty of PRPF31 mutations in French autosomal dominant rod-cone 

dystrophy patients and a review of published reports. BMC Medical Genetics, 11(1), 145.  

Audo, I., Kohl, S., Leroy, B. P., Munier, F. L., Guillonneau, X., Mohand-Saïd, S., Zeitz, C. (2009). TRPM1 Is 

Mutated in Patients with Autosomal-Recessive Complete Congenital Stationary Night Blindness. 

American Journal of Human Genetics, 85(5), 720–729.  

Audo, I., Manes, G., Mohand-Saïd, S., Friedrich, A., Lancelot, M. E., Antonio, A., Zeitz, C. (2010). Spectrum of 

rhodopsin mutations in French autosomal dominant rod-cone dystrophy patients. Investigative 

Ophthalmology and Visual Science, 51(7), 3687–3700.  

Austin, B. A., Liu, B., Li, Z., Nussenblatt, R. B. (2009). Biologically active fibronectin fragments stimulate 

release of MCP-1 and catabolic cytokines from murine retinal pigment epithelium. Investigative 

Ophthalmology & Visual Science, 50(6), 2896–902.  

B 

Bailey, T. J., El-Hodiri, H., Zhang, L., Shah, R., Mathers, P. H., Jamrich, M. (2004). Regulation of development 

by Rx genes. International Journal of Developmental Biology, 48(8-9), 761–770.  



249 

 

Ban, Y., Rizzolo, L. J. (2000). Regulation of glucose transporters during development of the retinal pigment 

epithelium. Developmental Brain Research, 121(1), 89–95.  

Bassett, E. A., Wallace, V. A. (2012). Cell fate determination in the vertebrate retina. Trends in Neurosciences, 

35(9), 565–73.  

Bazan, N. G., Rodriguez de Turco, E. B., Gordon, W. C. (1993). Pathways for the uptake and conservation of 

docosahexaenoic acid in photoreceptors and synapses: biochemical and autoradiographic studies. 

Canadian Journal of Physiology and Pharmacology, 71(9), 690–698.  

Beatty, S., Koh, H.-H., Phil, M., Henson, D., Boulton, M. (2000). The Role of Oxidative Stress in the 

Pathogenesis of Age-Related Macular Degeneration. Survey of Ophthalmology, 45(2), 115–134.  

Bech-Hansen, N. T., Naylor, M. J., Maybaum, T. A., Sparkes, R. L., Koop, B., Birch, D. G., Weleber, R. G. 

(2000). Mutations in NYX, encoding the leucine-rich proteoglycan nyctalopin, cause X-linked complete 

congenital stationary night blindness. Nature Genetics, 26(3), 319–323.  

Berger, W., Kloeckener-Gruissem, B., Neidhardt, J. (2010). The molecular basis of human retinal and 

vitreoretinal diseases. Progress in Retinal and Eye Research, 29(5), 335–375.  

Bernier, G., Panitz, F., Zhou, X., Hollemann, T., Gruss, P., Pieler, T. (2000). Expanded retina territory by 

midbrain transformation upon overexpression of Six6 (Optx2) in Xenopus embryos. Mechanisms of 

Development, 93(1-2), 59–69.  

Bessant, D. A. R, Payne, A M., Mitton, K. P., Wang, Q. L., Swain, P. K., Plant, C., Bird, A C., Zack D J., 

Swaroop A., Bhattacharya, S. S. (1999). A mutation in NRL is associated with autosomal dominant 

retinitis pigmentosa. Nature Genetics, 21(4), 355–356.  

Bessant, D. A R., Ali, R. R., Bhattacharya, S. S. (2001). Molecular genetics and prospects for therapy of the 

inherited retinal dystrophies. Current Opinion in Genetics and Development, 11(3), 307–316.  

Bibb, L. C., Holt, J. K., Tarttelin, E. E., Hodges, M. D., Gregory-Evans, K., Rutherford, A Gregory-Evans, C. Y. 

(2001). Temporal and spatial expression patterns of the CRX transcription factor and its downstream 

targets. Critical differences during human and mouse eye development. Human Molecular Genetics, 

10(15), 1571–1579.  

Blelloch, R., Venere, M., Yen, J., Ramalho-Santos, M. (2007). Generation of Induced Pluripotent Stem Cells in 

the Absence of Drug Selection. Cell Stem Cell, 1(3), 245–247.  

Boije, H., MacDonald, R. B., Harris, W. A. (2014). Reconciling competence and transcriptional hierarchies with 

stochasticity in retinal lineages. Current Opinion in Neurobiology, 27, 68–74.  

Booij, J. C., Baas, D. C., Beisekeeva, J., Gorgels, T. G. M. F., Bergen, A. A. B. (2010). The dynamic nature of 

Bruch’s membrane. Progress in Retinal and Eye Research, 29(1), 1–18.  

Borooah, S., Phillips, M. J., Bilican, B., Wright, A. F., Wilmut, I., Chandran, S., Gamm, D., Dhillon, B. (2013). 

Using human induced pluripotent stem cells to treat retinal disease. Progress in Retinal and Eye Research, 

37, 163–181.  

Boucherie, C., Mukherjee, S., Henckaerts, E., Thrasher, A. J., Sowden, J. C., Ali, R. R. (2013). Brief report: self-

organizing neuroepithelium from human pluripotent stem cells facilitates derivation of photoreceptors. 

Stem Cells (Dayton, Ohio), 31(2), 408–14.  

Boulton, M., Dayhaw-Barker, P. (2001). The role of the retinal pigment epithelium: topographical variation and 

ageing changes. Eye (London, England), 15(Pt 3), 384–389.  



250 

 

Bovolenta, P., GuMallamaci, A, Briata, P., Corte, G., Boncinelli, E. (1997). Implication of OTX2 in pigment 

epithelium determination and neural retina differentiation. The Journal of Neuroscience : The Official 

Journal of the Society for Neuroscience, 17(11), 4243–4252. 

Bowmaker, J. K., Dartnall, H. J. (1980). Visual pigments of rods and cones in a human retina. The Journal of 

Physiology, 298, 501–11.  

Bowne, S. J., Humphries, M. M., Sullivan, L. S., Kenna, P. F., Tam, L. C. S., Kiang, A. S., Humphries, P. 

(2011). A dominant mutation in RPE65 identified by whole-exome sequencing causes retinitis pigmentosa 

with choroidal involvement. European Journal of Human Genetics, 19(10), 1074–1081.  

Boyer, L. a, Lee, T. I., Cole, M. F., Johnstone, S. E., Levine, S. S., Zucker, J. P., Guentjer, M. G., Jenner, R., 

Gifford, K. D., Melton, D. A., Jaenisch R., Young, R. A. (2005). Core transcriptional regulatory circuitry 

in human embryonic stem cells. Cell, 122(6), 947–956.  

Braam, S. R., Zeinstra, L., Litjens, S., Ward-van Oostwaard, D., Van den Brink, S., Van Laake, L., Lebrin, F., 

Kats, P., Hochstenbach, R., Passier, R., Sonnenberg, A., Mummery, C. L. (2008). Recombinant vitronectin 

is a functionally defined substrate that supports human embryonic stem cell self-renewal via alphavbeta5 

integrin. Stem Cells, 26(9), 2257–2265.  

Brambrink, T., Foreman, R., Welstead, G. G., Lengner, C. J., Wernig, M., Suh, H., Jaenisch, R. (2008). 

Sequential Expression of Pluripotency Markers during Direct Reprogramming of Mouse Somatic Cells. 

Cell Stem Cell, 2(2), 151–159. 

Briggs, C. E., Rucinski, D., Rosenfeld, P. J., Hirose, T., Berson, E. L., Dryja, T. P. (2001). Mutations in ABCR 

(ABCA4) in patients with Stargardt macular degeneration or cone-rod degeneration. Investigative 

Ophthalmology and Visual Science, 42(10), 2229–2236. 

Brzezinski, J. A., Uoon Park, K., Reh, T. A. (2013). Blimp1 (Prdm1) prevents re-specification of photoreceptors 

into retinal bipolar cells by restricting competence. Developmental Biology, 384(2), 194–204.  

Buchholz, D. E., Hikita, S. T., Rowland, T. J., Friedrich, A. M., Hinman, C. R., Johnson, L. V, Clegg, D. O. 

(2009). Derivation of functional retinal pigmented epithelium from induced pluripotent stem cells. Stem 

Cells (Dayton, Ohio), 27(10), 2427–34.  

Buchholz, D. E., Pennington, B. O., Croze, R. H., Hinman, C. R., Coffey, P. J., Clegg, D. O. (2013). Rapid and 

efficient directed differentiation of human pluripotent stem cells into retinal pigmented epithelium. Stem 

Cells Translational Medicine, 2(5), 384–93.  

Bujakowska, K., Maubaret, C., Chakarova, C. F., Tanimoto, N., Beck, S. C., Fahl, E., Bhattacharya, S. S. (2009). 

Study of gene-targeted mouse models of splicing factor gene Prpf31 implicated in human autosomal 

dominant retinitis pigmentosa (RP). Investigative Ophthalmology and Visual Science, 50(12), 5927–5933.  

Bumsted O’Brien, K. M., Cheng, H., Jiang, Y., Schulte, D., Swaroop, A., Hendrickson, A. E. (2004). Expression 

of photoreceptor-specific nuclear receptor NR2E3 in rod photoreceptors of fetal human retina. 

Investigative Ophthalmology and Visual Science, 45(8), 2807–2812.  

Bunge, S., Wedemann, H., David, D., Terwilliger, D. J., Van den Born, L. I., Aulehla-Scholz, C., Schwinger, E. 

(1993). Molecular analysis and genetic mapping of the rhodopsin gene in families with autosomal 

dominant retinitis pigmentosa. Genomics, 17(1), 230–3.  

Burnight, E. R., Wiley, L. A., Drack, A.V., Braun, T. A., Anfinson, K. R., Kaalberg, E. E., Halder J.A., 

Affatigato, L.M., Mullins, R.F., Stone E.M., Tucker, B. A. (2014). CEP290 gene transfer rescues Leber 

congenital amaurosis cellular phenotype. Gene Therapy, 21(7), 662–72.  

C 



251 

 

Cao, H., Wu, J., Lam, S., Duan, R., Newnham, C., Molday, R. S., Hu, J. (2011). Temporal and tissue specific 

regulation of RP-Associated splicing factor genes PRPF3, PRPF31 and PRPC8-implications in the 

pathogenesis of RP. PLoS ONE, 6(1), 1–10.  

Cao, W., Tombran-Tink, J., Elias, R., Sezate, S., Mrazek, D., McGinnis, J. F. (2001). In vivo protection of 

photoreceptors from light damage by pigment epithelium-derived factor. Investigative Ophthalmology and 

Visual Science, 42(7), 1646–1652. 

Cao, W., Wen, R., Li, F., Lavail, M. M., Steinberg, R. H. (1997). Mechanical injury increases bFGF and CNTF 

mRNA expression in the mouse retina. Experimental Eye Research, 65(2), 241–248.  

Carey, B. W., Markoulaki, S., Hanna, J., Saha, K., Gao, Q., Mitalipova, M., Jaenisch, R. (2009). Reprogramming 

of murine and human somatic cells using a single polycistronic vector. Proceedings of the National 

Academy of Sciences of the United States of America, 106(1), 157–62.  

Carr, A. J., Vugler, A.A., Hikita, S. T., Lawrence, J. M., Gias, C., Chen, L. L., Buchholz, D.E., Ahmado, A., 

Semo, M., Smart, M. J. K., da Cruz, L., Johnson L. V., Coffey, P. J. (2009). Protective effects of human 

iPS-derived retinal pigment epithelium cell transplantation in the retinal dystrophic rat. PLoS ONE, 4(12).  

Cepko, C. (2014). Intrinsically different retinal progenitor cells produce specific types of progeny. Nature 

Reviews. Neuroscience, 15(9), 615–27.  

Cereso, N., Pequignot, M. O., Robert, L., Becker, F., De Luca, V., Nabholz, N., Kalatzis, V. (2014). Proof of 

concept for AAV2/5-mediated gene therapy in iPSC-derived retinal pigment epithelium of a choroideremia 

patient. Molecular Therapy — Methods & Clinical Development, 1(February), 14011.  

Chacon-Camacho, O. F. (2015). Review and update on the molecular basis of Leber congenital amaurosis. 

World Journal of Clinical Cases, 3(2), 112.  

Chakarova, C. F., Cherninkova, S., Tournev, I., Waseem, N., Kaneva, R., Jordanova, A., Bhattacharya, S. S. 

(2006). Molecular genetics of retinitis pigmentosa in two Romani (Gypsy) families. Molecular Vision, 12, 

909–14.  

Chambers, I., Colby, D., Robertson, M., Nichols, J., Lee, S., Tweedie, S., Smith, A. (2003). Functional 

expression cloning of Nanog, a pluripotency sustaining factor in embryonic stem cells. Cell, 113(5), 643–

655.  

Chan, W. M., Yeung, K. Y., Pang, C. P., Baum, L., Lau, T. C., Kwok, a K., Lam, D. S. (2001). Rhodopsin 

mutations in Chinese patients with retinitis pigmentosa. The British Journal of Ophthalmology, 85(9), 

1046–1048.  

Chang, B., Grau, T., Dangel, S., Hurd, R., Jurklies, B., Sener, E. C., Wissinger, B. (2009). A homologous genetic 

basis of the murine cpfl1 mutant and human achromatopsia linked to mutations in the PDE6C gene. 

Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of America, 106(46), 19581–19586.  

Chang, Y.-C., Chang, W.-C., Hung, K.-H., Yang, D.-M., Cheng, Y.-H., Liao, Y.-W., Chen, S.-J. (2014). The 

generation of induced pluripotent stem cells for macular degeneration as a drug screening platform: 

identification of curcumin as a protective agent for retinal pigment epithelial cells against oxidative stress. 

Frontiers in Aging Neuroscience, 6(August), 1–12.  

Chen, C.-M. A., Cepko, C. L. (2002). The chicken RaxL gene plays a role in the initiation of photoreceptor 

differentiation. Development (Cambridge, England), 129(23), 5363–5375.  

Chen, J., Rattner, A., Nathans, J. (2005). The rod photoreceptor-specific nuclear receptor Nr2e3 represses 

transcription of multiple cone-specific genes. The Journal of Neuroscience : The Official Journal of the 

Society for Neuroscience, 25(1), 118–129.  



252 

 

Chen, M., Forrester, J. V., Xu, H. (2007). Synthesis of complement factor H by retinal pigment epithelial cells is 

down-regulated by oxidized photoreceptor outer segments. Experimental Eye Research, 84(4), 635–645.  

Chen, S., Wang, Q. L., Nie, Z., Sun, H., Lennon, G., Copeland, N. G., Zack, D. J. (1997). Crx, a novel Otx-like 

paired-homeodomain protein, binds to and transactivates photoreceptor cell-specific genes. Neuron, 19(5), 

1017–1030.  

Chen, Z. Y., He, C. Y., Ehrhardt, A., Kay, M. A. (2003). Minicircle DNA vectors devoid of bacterial DNA result 

in persistent and high-level transgene expression in vivo. Molecular Therapy, 8(3), 495–500.  

Cheng, H., Aleman, T. S., Cideciyan, A. V., Khanna, R., Jacobson, S. G., Swaroop, A. (2006). In vivo function 

of the orphan nuclear receptor NR2E3 in establishing photoreceptor identity during mammalian retinal 

development. Human Molecular Genetics, 15(17), 2588–2602.  

Chennen, K., Scerbo, M. J., Dollfus, H., Poch, O., Marion, V. (2014). Syndrome de Bardet-Biedl : cils et obésité 

De la génétique aux approches intégratives, 30, 1034–1039. 

Chow, R. L., Altmann, C. R., Lang, R. A., Hemmati-Brivanlou, A. (1999). Pax6 induces ectopic eyes in a 

vertebrate. Development (Cambridge, England), 126(19), 4213–22.  

Chuang, J. Z., Vega, C., Jun, W., Sung, C. H. (2004). Structural and functional impairment of endocytic 

pathways by retinitis pigmentosa mutant rhodopsin-arrestin complexes. Journal of Clinical Investigation, 

114(1), 131–140.  

Chun, Y. S., Chaudhari, P., Jang, Y. Y. (2010). Applications of patient-specific induced pluripotent stem cells; 

focused on disease modeling, drug screening and therapeutic potentials for liver disease. International 

Journal of Biological Sciences, 6(7), 796–805.  

Comitato, A., Sanges, D., Rossi, A., Humphries, M. M., Marigo, V. (2014). Activation of Bax in three models of 

retinitis pigmentosa. Investigative Ophthalmology and Visual Science, 55(6), 3555–3562.  

Concepcion, F., Mendez, A., Chen, J. (2002). The carboxyl-terminal domain is essential for rhodopsin transport 

in rod photoreceptors. Vision Research, 42(4), 417–426.  

Coppieters, F., Leroy, B. P., Beysen, D., Hellemans, J., De Bosscher, K., Haegeman, G., De Baere, E. (2007). 

Recurrent mutation in the first zinc finger of the orphan nuclear receptor NR2E3 causes autosomal 

dominant retinitis pigmentosa. American Journal of Human Genetics, 81(1), 147–157.  

Cowan, C. A, Klimanskaya, I., McMahon, J., Atienza, J., Witmyer, J., Zucker, J. P., Wang, B.S.S., Morton, C.C., 

McMahon, A.P., Powers, D., Melton, D. A. (2004). Derivation of embryonic stem-cell lines from human 

blastocysts. The New England Journal of Medicine, 350(13), 1353–1356.  

Cremers, F. P. M., Van De Pol, D. J. R., Van Driel, M., Den Hollander, A. I., Van Haren, F. J. J., Knoers, N. V. 

A., Tijmes, N., Bergen, A. A. B., Rohrshneider, K., Blankenagel, A., Pinckers, A. J. L. G., Deutman,A. F., 

Hoyng, C. B. (1998). Autosomal recessive retinitis pigmentosa and cone-rod dystrophy caused by splice 

site mutations in the Stargardt’s disease gene ABCR. Human Molecular Genetics, 7(3), 355–362.  

Cueva, J. G., Haverkamp, S., Reimer, R. J., Edwards, R., Wässle, H., Brecha, N. C. (2002). Vesicular gamma-

aminobutyric acid transporter expression in amacrine and horizontal cells. The Journal of Comparative 

Neurology, 445(3), 227–237.  

D 

Daiger, S. P., Sullivan, L. S., Bowne, S. J. (2013). Genes and mutations causing retinitis pigmentosa. Clinical 

Genetics, 84(2), 132–141.  



253 

 

Dawson, D. W., Volpert, O. V, Gillis, P., Crawford, S. E., Xu, H., Benedict, W., Bouck, N. P. (1999). Pigment 

epithelium-derived factor: a potent inhibitor of angiogenesis. Science (New York, N.Y.), 285(5425), 245–

248.  

Decembrini, S., Koch, U., Radtke, F., Moulin, A., Arsenijevic, Y. (2014). Derivation of traceable and 

transplantable photoreceptors from mouse embryonic stem cells. Stem Cell Reports, 2(6), 853–65.  

De Sousa Dias, M., Hernan, I., Pascual, B., Borràs, E., Mañé, B., Gamundi, M. J., Carballo, M. (2013). 

Detection of novel mutations that cause autosomal dominant retinitis pigmentosa in candidate genes by 

long-range PCR amplification and next-generation sequencing. Molecular Vision, 19(March), 654–64.  

Deery, E. C., Vithana, E. N., Newbold, R. J., Gallon, V. A., Bhattacharya, S. S., Warren, M. J., Wilkie, S. E. 

(2002). Disease mechanism for retinitis pigmentosa (RP11) caused by mutations in the splicing factor gene 

PRPF31. Human Molecular Genetics, 11(25), 3209–19.  

De Rham, C., Villard, J. (2014). Potential and Limitation of HLA-Based Banking of Human Pluripotent Stem 

Cells for Cell Therapy. Journal of Immunology Research, 2014:518135. 

Dong, B., Chen, J., Zhang, X., Pan, Z., Bai, F., Li, Y. (2013). Two novel PRP31 premessenger ribonucleic acid 

processing factor 31 homolog mutations including a complex insertion-deletion identified in Chinese 

families with retinitis pigmentosa. Molecular Vision, 19(November), 2426–35.  

Dryja, T. P., Berson, E. L., Rao, V. R., Oprian, D. D. (1993). Heterozygous missense mutation in the rhodopsin 

gene as a cause of congenital stationary night blindness. Nature Genetics, 4(3), 280–283.  

Dryja, T. P., McGee, T. L., Berson, E. L., Fishman, G. A, Sandberg, M. A, Alexander, K. R., Derlacki, D. J., 

Rajagopalan, A. S. (2005). Night blindness and abnormal cone electroretinogram ON responses in patients 

with mutations in the GRM6 gene encoding mGluR6. Proceedings of the National Academy of Sciences of 

the United States of America, 102(13), 4884–4889.  

Dryja, T. P., McGee, T. L., Hahn, L. B., Cowley, G. S., Olsson, J. E., Reichel, E., Berson, E. L. (1990). 

Mutations within the rhodopsin gene in patients with autosomal dominant retinitis pigmentosa. The New 

England Journal of Medicine, 323(19), 1302–7.  

Dryja, T. P., McGee, T. L., Reichel, E., Hahn, L. B., Cowley, G. S., Yandell, D. W., Berson, E. L. (1990). A 

point mutation of the rhodopsin gene in one form of retinitis pigmentosa. Nature, 343(6256), 364–366.  

E 

Eiraku, M., Takata, N., Ishibashi, H., Kawada, M., Sakakura, E., Okuda, S., Sasai, Y. (2011). Self-organizing 

optic-cup morphogenesis in three-dimensional culture. Nature, 472(7341), 51–6.  

Eminli, S., Foudi, A., Stadtfeld, M., Maherali, N., Ahfeldt, T., Mostoslavsky, G., Hochedlinger, K. (2009). 

Differentiation stage determines potential of hematopoietic cells for reprogramming into induced 

pluripotent stem cells. Nature Genetics, 41(9), 968–976.  

Escher, P., Gouras, P., Roduit, R., Tiab, L., Bolay, S., Delarive, T., Schorderet, D. F. (2009). Mutations in 

NR2E3 can cause dominant or recessive retinal degenerations in the same family. Human Mutation, 30(3), 

342–351.  

Esteve, P., Bovolenta, P. (2006). Secreted inducers in vertebrate eye development: More functions for old 

morphogens. Current Opinion in Neurobiology, 16(1), 13–19.  

Evans, M. J., Kaufman, M. H. (1981). Establishment in culture of pluripotential cells from mouse embryos. 

Nature.  



254 

 

Evans, R. J., Schwarz, N., Nagel-Wolfrum, K., Wolfrum, U., Hardcastle, A. J., Cheetham, M. E. (2010). The 

retinitis pigmentosa protein RP2 links pericentriolar vesicle transport between the Golgi and the primary 

cilium. Human Molecular Genetics, 19(7), 1358–1367.  

F 

Farkas, M. H., Lew, D., Sousa, M. E., Bujakowska, K., Chatagnon, J., Bhattacharya, S. S., Nandrot, E. 
F. (2014). Mutations in Pre-mRNA Processing Factors 3, 8, and 31 Cause Dysfunction of the Retinal 

Pigment Epithelium. The American Journal of Pathology, 184(10), 2641–2652.  

Farrar, G. J., Kenna, P., Redmond, R., McWilliam, P., Bradley, D. G., Humphries, M. M., Jay, M. (1990). 

Autosomal dominant retinitis pigmentosa: absence of the rhodopsin proline-histidine substitution (codon 

23) in pedigrees from Europe. American Journal of Human Genetics, 47(6), 941–945. 

Feng, L., Xie, Z., Ding, Q., Xie, X., Libby, R. T., Gan, L. (2010). MATH5 controls the acquisition of multiple 

retinal cell fates. Molecular Brain, 3(1), 36.  

Finnemann, S. C. (2003). Focal adhesion kinase signaling promotes phagocytosis of integrin-bound 

photoreceptors. The EMBO Journal, 22(16), 4143–4154.  

Finnemann, S. C., Bonilha, V. L., Marmorstein, A. D., Rodriguez-Boulan, E. (1997). Phagocytosis of rod outer 

segments by retinal pigment epithelial cells requires alpha(v)beta5 integrin for binding but not for 

internalization. Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of America, 94(24), 

12932–7.  

Fliegauf, M., Horvath, J., Von Schnakenburg, C., Olbrich, H., Müller, D., Thumfart, J., Omran, H. (2006). 

Nephrocystin specifically localizes to the transition zone of renal and respiratory cilia and photoreceptor 

connecting cilia. Journal of the American Society of Nephrology : JASN, 17(9), 2424–2433.  

Fliesler, S. J., Anderson, R. E. (1983). Chemistry and metabolism of lipids in the vertebrate retina. Progress in 

Lipid Research, 22(2), 79–131.  

Frank RN, Amin RH, Puklin JE. (1999). Pigment epithelium of eyes with neovascular. American Journal of 

Ophthalmology, 127(99), 694–708. 

Frankel, A. D., Pabo, C. O. (1988). Cellular uptake of the tat protein from human immunodeficiency virus. Cell, 

55(6), 1189–1193.  

Freund, C. L., Gregory-Evans, C. Y., Furukawa, T., Papaioannou, M., Looser, J., Ploder, L., McInnes, R. R. 

(1997). Cone-rod dystrophy due to mutations in a novel photoreceptor-specific homeobox gene (CRX) 

essential for maintenance of the photoreceptor. Cell, 91(4), 543–553.  

Freund, C. L., Wang, Q. L., Chen, S., Muskat, B. L., Wiles, C. D., Sheffield, V. C., Stone, E. M. (1998). De 

novo mutations in the CRX homeobox gene associated with Leber congenital amaurosis. Nature Genetics, 

18(4), 311–312. 

Fu, Y. (2010). Phototransduction in retinal rods and cones. WebVision – The Organisation of the Retina and 

Visual System, 269–301. 

Fuhrmann, S. (2010). Eye morphogenesis and patterning of the optic vesicle. Current Topics in Developmental 

Biology, 93, 61–84.  

Fujieda, H., Bremner, R., Mears, A. J., Sasaki, H. (2009). Retinoic acid receptor-related orphan receptor α 

regulates a subset of cone genes during mouse retinal development. Journal of Neurochemistry, 108(1), 

91–101. 



255 

 

Fujitani, Y., Fujitani, S., Luo, H., Qiu, F., Burlison, J., Long, Q., Wright, C. V. E. (2006). Ptf1a determines 

horizontal and amacrine cell fates during mouse retinal development. Development (Cambridge, England), 

133(22), 4439–4450.  

Furukawa, T., Morrow, E. M., Cepko, C. L. (1997). Crx, a novel otx-like homeobox gene, shows photoreceptor-

specific expression and regulates photoreceptor differentiation. Cell, 91(4), 531–541.  

Fusaki, N., Ban, H., Nishiyama, A., Saeki, K., Hasegawa, M. (2009). Efficient induction of transgene-free 

human pluripotent stem cells using a vector based on Sendai virus, an RNA virus that does not integrate 

into the host genome. Proceedings of the Japan Academy. Series B, Physical and Biological Sciences, 

85(8), 348–362.  

G 

Gamm, D., Phillips, M., Singh, R. (2013). Modeling retinal degenerative diseases with human iPS-derived cells: 

current status and future implications. Expert Review of Ophtalmologie, 8(3), 213–216.  

Gandra, M., Anandula, V., Authiappan, V., Sundaramurthy, S., Raman, R., Bhattacharya, S., Govindasamy, K. 

(2008). Retinitis pigmentosa: mutation analysis of RHO, PRPF31, RP1, and IMPDH1 genes in patients 

from India. Molecular Vision, 14(December 2007), 1105–1113. 

Gire, A. I., Sullivan, L. S., Bowne, S. J., Birch, D. G., Hughbanks-Wheaton, D., Heckenlively, J. R., Daiger, S. 

P. (2007). The Gly56Arg mutation in NR2E3 accounts for 1-2% of autosomal dominant retinitis 

pigmentosa. Molecular Vision, 13, 1970–5.  

Giorgetti, A., Montserrat, N., Aasen, T., Gonzalez, F., Rodríguez-Pizà, I., Vassena, R., Raya, A., Boué, S., 

Barrero, M.J., Corbella, B.A., Torrabadella, M., Veiga, A., Belmonte, J. C. I. (2009). Generation of 

Induced Pluripotent Stem Cells from Human Cord Blood Using OCT4 and SOX2. Cell Stem Cell, 5(4), 

353–357.  

Glubrecht, D. D., Kim, J. H., Russell, L., Bamforth, J. S., Godbout, R. (2009). Differential CRX and OTX2 

expression in human retina and retinoblastoma. Journal of Neurochemistry, 111(1), 250–263.  

Goetz, J. J., Farris, C., Chowdhury, R., Trimarchi, J. M. (2014). Making of a retinal cell: Insights into retinal 

cell-fate determination. International Review of Cell and Molecular Biology (1st ed., Vol. 308). Elsevier 

Inc.  

Goldberg, A. F. X., Molday, R. S. (1996). Defective subunit assembly underlies a digenic form of retinitis 

pigmentosa linked to mutations in peripherin/rds and rom-1. Proceedings of the National Academy of 

Sciences of the United States of America, 93(24), 13726–13730.  

Gomes, F. L. A. F., Zhang, G., Carbonell, F., Correa, J. A., Harris, W. A., Simons, B. D., Simons, B; D., 

Cayouette, M. (2011). Reconstruction of rat retinal progenitor cell lineages in vitro reveals a surprising 

degree of stochasticity in cell fate decisions. Development (Cambridge, England), 138(2), 227–235.  

González, F., Boué, S., Izpisúa Belmonte, J. C. (2011). Methods for making induced pluripotent stem cells: 

reprogramming à la carte. Nature Reviews. Genetics, 12(4), 231–242.  

Gonzalez-Cordero, A., West, E. L., Pearson, R. A., Duran, Y., Carvalho, L. S., Chu, C. J., Naeem, A., Blackford, 

S. J I, Georgiadis, A., Lakowski, J., Hubank, M., Smith, A J., Bainbridge, James W B., Sowden, Jane C., 

Ali, R. R. (2013). Photoreceptor precursors derived from three-dimensional embryonic stem cell cultures 

integrate and mature within adult degenerate retina. Nature Biotechnology, 31(8), 741–7.  

Goureau, O., Terray, A., Matho, K. S., Reichman, S., Orieux, G. (2012). Stem Cells in the Retina : Regeneration 

and Cell Therapy. Dans “Stem Cell Biology and Regenerative Medicine”, p.549–574, Rivers Publishers. 



256 

 

Graw, J. (2003). The genetic and molecular basis of congenital eye defects. Nature Reviews. Genetics, 4(11), 

876–888.  

Graw, J. (2010). Eye development. Current Topics in Developmental Biology, 90(C), 343–386.  

Graziotto, J. J., Farkas, M. H., Bujakowska, K., Deramaudt, B. M., Zhang, Q., Nandrot, E. F., Pierce, E. a. 

(2011). Three gene-targeted mouse models of RNA splicing factor RP show late-onset RPE and retinal 

degeneration. Investigative Ophthalmology and Visual Science, 52(1), 190–198.  

Green, E. S., Menz, M. D., Lavail, M. M., Flannery, J. G. (2000). Constitutive Activation in a Transgenic Rat 

Model of Retinitis Pigmentosa. Investigative Ophthalmology, 41(6), 6 –9. 

Grskovic, M., Javaherian, A., Strulovici, B., Daley, G. Q. (2011). Induced pluripotent stem cells - opportunities 

for disease modelling and drug discovery. Nature Reviews Drug Discovery, 10 (December), 915-929. 

Grøndahl, J., Riise, R., Heiberg, A., Leren, T., Christoffersen, T., Bragadottir, R. (2007). Autosomal dominant 

retinitis pigmentosa in Norway: A 20-year clinical follow-up study with molecular genetic analysis. Two 

novel rhodopsin mutations: 1003delG and I179F. Acta Ophthalmologica Scandinavica, 85(3), 287–297.  

Guenther, M. G., Frampton, G. M., Soldner, F., Hockemeyer, D., Mitalipova, M., Jaenisch, R., Young, R. a. 

(2010). Chromatin structure and gene expression programs of human embryonic and induced pluripotent 

stem cells. Cell Stem Cell, 7(2), 249–257.  

Gullapalli, V. K., Sugino, I. K., Zarbin, M. A. (2008). Culture-induced increase in alpha integrin subunit 

expression in retinal pigment epithelium is important for improved resurfacing of aged human Bruch’s 

membrane. Experimental Eye Research, 86(2), 189–200.  

H 

Haider, N. B., Mollema, N., Gaule, M., Yuan, Y., Sachs, A. J., Nystuen, A. M., Nishina, P. M. (2009). Nr2e3-

directed transcriptional regulation of genes involved in photoreceptor development and cell-type specific 

phototransduction. Experimental Eye Research, 89(3), 365–372.  

Haider, N. B., Naggert, J. K., Nishina, P. M. (2001). Excess cone cell proliferation due to lack of a functional 

NR2E3 causes retinal dysplasia and degeneration in rd7/rd7 mice. Human Molecular Genetics, 10(16), 

1619–1626.  

Hall, M. O., Prieto, A. L., Obin, M. S., Abrams, T. a, Burgess, B. L., Heeb, M. J., Agnew, B. J. (2001). Outer 

segment phagocytosis by cultured retinal pigment epithelial cells requires Gas6. Experimental Eye 

Research, 73(4), 509–520.  

Hall, M. O., Obin, M. S., Prieto, A. L., Burgess, B. L., Abrams, T. a. (2002). Gas6 binding to photoreceptor 

outer segments requires γ-carboxyglutamic acid (Gla) and Ca2+ and is required for OS phagocytosis by 

RPE cells in vitro. Experimental Eye Research, 75(4), 391–400.  

Hamann, S., Zeuthen, T., La Cour, M., Nagelhus, E. a, Ottersen, O. P., Agre, P., Nielsen, S. (1998). Aquaporins 

in complex tissues: distribution of aquaporins 1-5 in human and rat eye. The American Journal of 

Physiology, 274(5 Pt 1), C1332–C1345. 

Hambright, D., Park, K. Y., Brooks, M., McKay, R., Swaroop, A, Nasonkin, I. O. (2012). Long-term survival 

and differentiation of retinal neurons derived from human embryonic stem cell lines in un-

immunosuppressed mouse retina. Mol Vis, 18(July 2011), 920–936.  

Hamel, C. (2006). Retinitis pigmentosa. Orphanet Journal of Rare Diseases, 1, 40.  

Hartong, D. T., Berson, E. L., Dryja, T. P. (2006). Retinitis pigmentosa. Lancet, 368(9549), 1795–1809.  



257 

 

Hastings, M. L., Krainer, A. R. (2001). Pre-mRNA splicing in the new millennium. Current Opinion in Cell 

Biology, 13(3), 302–309.  

Hatakeyama, J., Kageyama, R. (2004). Retinal cell fate determination and bHLH factors. Seminars in Cell & 

Developmental Biology, 15(1), 83–89.  

Hawley, R. G. (2008). Does retroviral insertional mutagenesis play a role in the generation of induced 

pluripotent stem cells? Molecular Therapy : The Journal of the American Society of Gene Therapy, 16(8), 

1354–1355.  

Hennig, A. K., Peng, G. H., Chen, S. (2008). Regulation of photoreceptor gene expression by Crx-associated 

transcription factor network. Brain Research, 1192, 114–133.  

Hiler, D., Chen, X., Hazen, J., Kupriyanov, S., Carroll, P. A., Qu, C., Dyer, M. A. (2015). Quantification of 

Retinogenesis in 3D Cultures Reveals Epigenetic Memory and Higher Efficiency in iPSCs Derived from 

Rod Photoreceptors. Cell Stem Cell, 17(1), 101–115.  

Hill, R. E., Favor, J., Hogan, B. L., Ton, C. C., Saunders, G. F., Hanson, I. M., Prosser J., Jordan T., Hastie N D., 

Van Heyningen, V. Mouse Small eye results from mutations in a paired-like homeobox-containing gene. 

Nature, 354(6354), 522–525.  

Hirami, Y., Osakada, F., Takahashi, K., Okita, K., Yamanaka, S., Ikeda, H., Takahashi, M. (2009). Generation of 

retinal cells from mouse and human induced pluripotent stem cells. Neuroscience Letters, 458(3), 126–

131.  

Hiscott, P., Sheridan, C., Magee, R. M., Grierson, I. (1999). Matrix and the retinal pigment epithelium in 

proliferative retinal disease. Progress in Retinal and Eye Research, 18(2), 167–190.  

Hofer, H., Carroll, J., Neitz, J., Neitz, M., Williams, D. R. (2005). Organization of the human trichromatic cone 

mosaic. The Journal of Neuroscience : The Official Journal of the Society for Neuroscience, 25(42), 9669–

9679.  

Hollyfield, J. G. (1999). Hyaluronan and the functional organization of the interphotoreceptor matrix. 

Investigative Ophthalmology and Visual Science, 40(12), 2767–2769. 

Horsford, D. J., Nguyen, M.-T. T., Sellar, G. C., Kothary, R., Arnheiter, H., McInnes, R. R. (2005). Chx10 

repression of Mitf is required for the maintenance of mammalian neuroretinal identity. Development 

(Cambridge, England), 132(1), 177–187.  

Hotta, A., Ellis, J. (2008). Retroviral vector silencing during iPS cell induction: an epigenetic beacon that signals 

distinct pluripotent states. Journal of Cellular Biochemistry, 105(4), 940–8.  

Howden, S. E., Gore, A., Li, Z., Fung, H.-L., Nisler, B. S., Nie, J., Thomson, J. A. (2011). Genetic correction 

and analysis of induced pluripotent stem cells from a patient with gyrate atrophy. Proceedings of the 

National Academy of Sciences of the United States of America, 108(16), 6537–6542.  

Huangfu, D., Maehr, R., Guo, W., Eijkelenboom, A., Snitow, M., Chen, A. E., Melton, D. A. (2008a). Induction 

of pluripotent stem cells by defined factors is greatly improved by small-molecule compounds. Nature 

Biotechnology, 26(7), 795–797.  

Huangfu, D., Osafune, K., Maehr, R., Guo, W., Eijkelenboom, A., Chen, S., Muhlestein, W., Melton, D. A. 

(2008b). Induction of pluripotent stem cells from primary human fibroblasts with only Oct4 and Sox2. 

Nature Biotechnology, 26(11), 1269–1275.  

Hughes, B. A., Takahira, M. (1996). Inwardly rectifying K+ currents in isolated human retinal pigment epithelial 

cells. Investigative Ophthalmology & Visual Science, 37(6), 1125–1139. 



258 

 

Hyatt, G. A., Schmitt, E. A., Fadool, J. M., Dowling, J. E. (1996). Retinoic acid alters photoreceptor 

development in vivo. Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of America, 

93(23), 13298–13303.  

I 

Idelson, M., Alper, R., Obolensky, A., Ben-Shushan, E., Hemo, I., Yachimovich-Cohen, N., Reubinoff, B. 

(2009). Directed Differentiation of Human Embryonic Stem Cells into Functional Retinal Pigment 

Epithelium Cells. Cell Stem Cell, 5(4), 396–408.  

Ishikawa, M., Sawada, Y., Yoshitomi, T. (2015). Structure and function of the interphotoreceptor matrix 

surrounding retinal photoreceptor cells. Experimental Eye Research, 133, 3–18.  

Itskovitz-Eldor, J., Schuldiner, M., Karsenti, D., Eden, A., Yanuka, O., Amit, Soreq, H., M., Benvenisty, N. 

(2000). Differentiation of human embryonic stem cells into embryoid bodies compromising the three 

embryonic germ layers. Molecular Medicine (Cambridge, Mass.), 6(2), 88–95.  

 

J 

Jadhav, A. P., Mason, H. A., Cepko, C. L. (2006). Notch 1 inhibits photoreceptor production in the developing 

mammalian retina. Development (Cambridge, England), 133(5), 913–923.  

Jansen, G. A., Waterham, H. R., Wanders, R. J. A. (2004). Molecular Basis of Refsum Disease: Sequence 

Variations in Phytanoyl-CoA Hydroxylase (PHYH) and the PTS2 Receptor (PEX7). Human Mutation, 

23(3), 209–218.  

Jayakody, S. A., Gonzalez-Cordero, A., Ali, R. R., Pearson, R. A. (2015). Cellular strategies for retinal repair by 

photoreceptor replacement. Progress in Retinal and Eye Research, 46, 31–66.  

Jellali, A., Stussi-Garaud, C., Gasnier, B., Rendon, A., Sahel, J. A., Dreyfus, H., Picaud, S. (2002). Cellular 

localization of the vesicular inhibitory amino acid transporter in the mouse and human retina. Journal of 

Comparative Neurology, 449(1), 76–87.  

Ji, J., Ng, S. H., Sharma, V., Neculai, D., Hussein, S., Sam, M., Trinh, Q., Church, G. M., McPherson, J. D., 

Nagy, A., Batada, N. N. (2012). Elevated coding mutation rate during the reprogramming of human 

somatic cells into induced pluripotent stem cells. Stem Cells (Dayton, Ohio), 30(3), 435–40. 

Jia, F., Wilson, K. D., Sun, N., Gupta, D. M., Huang, M., Li, Z., Wu, J. C. (2010). A nonviral minicircle vector 

for deriving human iPS cells. Nature Methods, 7(3), 197–199.  

Jia, L., Oh, E. C. T., Ng, L., Srinivas, M., Brooks, M., Swaroop, A., Forrest, D. (2009). Retinoid-related orphan 

nuclear receptor RORbeta is an early-acting factor in rod photoreceptor development. Proceedings of the 

National Academy of Sciences of the United States of America, 106(41), 17534–17539.  

Jin, Z. B., Okamoto, S., Osakada, F., Homma, K., Assawachananont, J., Hirami, Y., Takahashi, M. (2011). 

Modeling retinal degeneration using patient-specific induced pluripotent stem cells. PLoS ONE, 6(2).  

Jin, Z.-B., Okamoto, S., Xiang, P., Takahashi, M. (2012). Integration-free induced pluripotent stem cells derived 

from retinitis pigmentosa patient for disease modeling. Stem Cells Translational Medicine, 1(6), 503–9.  

K 

Kahler, D. J., Ahmad, F. S., Ritz, A., Hua, H., Moroziewicz, D. N., Sproul, A. A., Dusenberry, C. R., 
Shang, L., Paull D., Zimmer M., Weiss K. A., Egli D., Noggle, S. A. (2013). Improved Methods for 



259 

 

Reprogramming Human Dermal Fibroblasts Using Fluorescence Activated Cell Sorting. PLoS ONE, 8(3), 

e59867.  

Kajiwara, K., Berson, E. L., Dryja, T. P. (1994). Digenic retinitis pigmentosa due to mutations at the unlinked 

peripherin/RDS and ROM1 loci. Science (New York, N.Y.), 264(5165), 1604–1608.  

Katoh, K., Omori, Y., Onishi, A., Sato, S., Kondo, M., Furukawa, T. (2010). Blimp1 suppresses Chx10 

expression in differentiating retinal photoreceptor precursors to ensure proper photoreceptor development. 

The Journal of Neuroscience : The Official Journal of the Society for Neuroscience, 30(19), 6515–6526.  

Kaushal, S., Khorana, H. G. (1994). Structure and function in rhodopsin. 7. Point mutations associated with 

autosomal dominant retinitis pigmentosa. Biochemistry, 33(20), 6121–6128.  

Kelley, M. W., Turner, J. K., Reh, T. A. (1994). Retinoic acid promotes differentiation of photoreceptors in 

vitro. Development (Cambridge, England), 120(8), 2091–2102. 

Kelley, M. W., Williams, R. C., Turner, J. K., Creech-Kraft, J. M., Reh, T. A. (1999). Retinoic acid promotes rod 

photoreceptor differentiation in rat retina in vivo. Neuroreport, 10(11), 2389–94.  

Kim, C., Chung, H., Yu, H. G. (2012). Association of p.P347L in the rhodopsin gene with early-onset cystoid 

macular edema in patients with retinitis pigmentosa. Ophthalmic Genetics, 33(2), 96–99.  

Kim, D., Kim, C.-H., Moon, J.-I., Chung, Y.-G., Chang, M.-Y., Han, B.-S., Kim, K.-S. (2009). Generation of 

human induced pluripotent stem cells by direct delivery of reprogramming proteins. Cell Stem Cell, 4(6), 

472–476.  

Kim, J. B., Greber, B., Araúzo-Bravo, M. J., Meyer, J., Park, K. I., Zaehres, H., Schöler, H. R. (2009a). Direct 

reprogramming of human neural stem cells by OCT4. Nature, 461(7264), 649–643.  

Kim, J. B., Sebastiano, V., Wu, G., Araúzo-Bravo, M. J., Sasse, P., Gentile, L., Schöler, H. R. (2009b). Oct4-

Induced Pluripotency in Adult Neural Stem Cells. Cell, 136(3), 411–419.  

Kim, K., Doi, A, Wen, B., Ng, K., Zhao, R., Cahan, P., Daley, G. Q. (2010). Epigenetic memory in induced 

pluripotent stem cells. Nature, 467(7313), 285–290.  

Kim, Y. H., He, S., Kase, S., Kitamura, M., Ryan, S. J., Hinton, D. R. (2009). Regulated secretion of 

complement factor H by RPE and its role in RPE migration. Graefe’s Archive for Clinical and 

Experimental Ophthalmology, 247(5), 651–659.  

Klimanskaya, I., Hipp, J., Rezai, K. A., West, M., Atala, A., Lanza, R. (2004). Derivation and comparative 

assessment of retinal pigment epithelium from human embryonic stem cells using transcriptomics. Cloning 

and Stem Cells, 6(3), 217–245.  

Koestenbauer, S., Zech, N. H., Juch, H., Vanderzwalmen, P., Schoonjans, L., Dohr, G. (2006). Embryonic stem 

cells: Similarities and differences between human and murine embryonic stem cells. American Journal of 

Reproductive Immunology, 55(3), 169–180.  

Köhn, L., Bowne, S. J., S Sullivan, L., Daiger, S. P., Burstedt, M. S. I., Kadzhaev, K., Golovleva, I. (2009). 

Breakpoint characterization of a novel approximately 59 kb genomic deletion on 19q13.42 in autosomal-

dominant retinitis pigmentosa with incomplete penetrance. European Journal of Human Genetics : EJHG, 

17(5), 651–5.  

Kokkinaki, M., Sahibzada, N., Golestaneh, N. (2011). Human induced pluripotent stem-derived retinal pigment 

epithelium (RPE) cells exhibit ion transport, membrane potential, polarized vascular endothelial growth 

factor secretion, and gene expression pattern similar to native RPE. Stem Cells, 29(5), 825–835.  



260 

 

Kolb, H., Goede, P., Roberts, S., Mcdermott, R., Gouras, P. (1997). Uniqueness of the S-cone pedicle in the 

human retina and consequences for color processing. Journal of Comparative Neurology, 386(3), 443–460.  

Kolb, H., Zhang, L., Dekorver, L., Cuenca, N. (2002). A new look at calretinin-immunoreactive amacrine cell 

types in the monkey retina. Journal of Comparative Neurology, 453(2), 168–184.  

Kondo, M., Sakai, T., Komeima, K., Kurimoto, Y., Ueno, S., Nishizawa, Y., Terasaki, H. (2009). Generation of 

a transgenic rabbit model of retinal degeneration. Investigative Ophthalmology and Visual Science, 50(3), 

1371–1377.  

Kraft, T. W., Allen, D., Petters, R. M., Hao, Y., Peng, Y.-W., Wong, F. (2005). Altered light responses of single 

rod photoreceptors in transgenic pigs expressing P347L or P347S rhodopsin. Molecular Vision, 

11(December), 1246–1256. 

Krohne, T. U., Westenskow, P. D., Kurihara, T., Friedlander, D. F., Lehmann, M., Dorsey, A. L., Friedlander, 

M. (2012). Generation of retinal pigment epithelial cells from small molecules and OCT4 reprogrammed 

human induced pluripotent stem cells. Stem Cells Translational Medicine, 1(2), 96–109.  

Kuwahara, A., Ozone, C., Nakano, T., Saito, K., Eiraku, M., Sasai, Y. (2015). Generation of a ciliary margin-like 

stem cell niche from self-organizing human retinal tissue. Nature Communications, 6(May 2014), 1–15.  

L 

Lamba, D. A, Karl, M. O., Ware, C. B., Reh, T. A. (2006). Efficient generation of retinal progenitor cells from 

human embryonic stem cells. Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of 

America, 103(34), 12769–74.  

Lamba, D. A, McUsic, A., Hirata, R. K., Wang, P.-R., Russell, D., Reh, T. A. (2010). Generation, purification 

and transplantation of photoreceptors derived from human induced pluripotent stem cells. PloS One, 5(1), 

e8763.  

Lane, A., Philip, L. R., Ruban, L., Fynes, K., Smart, M., Carr, A., Mason C., Coffey, P. (2014). Engineering 

Efficient Retinal Pigment Epithelium Differentiation From Human Pluripotent Stem Cells. Stem Cells 

Translational Medecine,3(11):1295-304. 

Leach, L. L., Clegg, D. O. (2015). Making Stem Cells Retinal: Methods for Deriving Retinal Pigment 

Epithelium and Implications for Patients with Ocular Disease. Stem Cells, 33(8):2363-73. 

Léveillard, T., Sahel, J.-A. (2010). Rod-derived cone viability factor for treating blinding diseases: from clinic to 

redox signaling. Science Translational Medicine, 2(26), 26ps16. 

Lelièvre, E. C., Lek, M., Boije, H., Houille-Vernes, L., Brajeul, V., Slembrouck, A., Guillonneau, X. (2011). 

Ptf1a/Rbpj complex inhibits ganglion cell fate and drives the specification of all horizontal cell subtypes in 

the chick retina. Developmental Biology, 358(2), 296–308.  

Leonardo, T. R., Schultheisz, H. L., Loring, J. F., Laurent, L. C. (2012). The functions of microRNAs in 

pluripotency and reprogramming. Nature Cell Biology, 14(11), 1114–21.  

Li, S., Mo, Z., Yang, X., Price, S. M., Shen, M. M., Xiang, M. (2004). Foxn4 controls the genesis of amacrine 

and horizontal cells by retinal progenitors. Neuron, 43(6), 795–807.  

Li, T., Snyder, W. K., Olsson, J. E., Dryja, T. P. (1996). Transgenic mice carrying the dominant rhodopsin 

mutation P347S: evidence for defective vectorial transport of rhodopsin to the outer segments. 

Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of America, 93(24), 14176–14181.  

Li, W., Zhou, H., Abujarour, R., Zhu, S., Joo, J. Y., Lin, T., Ding, S. (2009). Generation of human-induced 

pluripotent stem cells in the absence of exogenous Sox2. Stem Cells, 27(12), 2992–3000.  



261 

 

Li, Y., Wu, W.-H., Hsu, C.-W., Nguyen, H. V, Tsai, Y.-T., Chan, L., Tsang, S. H. (2014). Gene Therapy in 

Patient-specific Stem Cell Lines and a Preclinical Model of Retinitis Pigmentosa With Membrane 

Frizzled-related Protein Defects. Molecular Therapy : The Journal of the American Society of Gene 

Therapy, 22(9), 1688–1697.  

Li, Z., Yang, C.-S., Nakashima, K., Rana, T. M. (2011). Small RNA-mediated regulation of iPS cell generation. 

The EMBO Journal, 30(5), 823–834.  

Liao, J. L., Yu, J., Huang, K., Hu, J., Diemer, T., Ma, Z., Fan, G. (2010). Molecular signature of primary retinal 

pigment epithelium and stem-cell-derived RPE cells. Human Molecular Genetics, 19(21), 4229–4238.  

Lim, K. P., Yip, S. P., Cheung, S. C., Leung, K. W., Lam, S. T. S., To, C. H. (2009). Novel PRPF31 and PRPH2 

mutations and co-occurrence of PRPF31 and RHO mutations in Chinese patients with retinitis pigmentosa. 

Archives of Ophthalmology, 127(6), 784–90.  

Lin, H., Clegg, D. O. (1998). Integrin alphavbeta5 participates in the binding of photoreceptor rod outer 

segments during phagocytosis by cultured human retinal pigment epithelium. Investigative Ophthalmology 

& Visual Science, 39(9), 1703–1712. 

Liu, J. Y., Dai, X., Sheng, J., Cui, X., Wang, X., Jiang, X., Wang, Q. K. (2008). Identification and functional 

characterization of a novel splicing mutation in RP gene PRPF31. Biochemical and Biophysical Research 

Communications, 367(2), 420–426.  

Liu, M. M., Zack, D. J. (2013). Alternative splicing and retinal degeneration. Clinical Genetics, 84(2), 142–149.  

Liu, S., Li, P., Dybkov, O., Nottrott, S., Hartmuth, K., Lührmann, R., Wahl, M. C. (2007). Binding of the human 

Prp31 Nop domain to a composite RNA-protein platform in U4 snRNP. Science, 316(5821), 115–120.  

Livesey, R., Cepko, C. (2001). Neurobiology. Developing order. Nature, 413(6855), 471, 473.  

Loosli, F., Winkler, S., Wittbrodt, J. (1999). Six3 overexpression initiates the formation of ectopic retina. Genes 

and Development, 13(6), 649–654.  

Lu, B., Malcuit, C., Wang, S., Girman, S., Francis, P., Lemieux, L., Lanza, R., Lund, R. (2009). Long-term 

safety and function of RPE from human embryonic stem cells in preclinical models of macular 

degeneration. Stem Cells, 27(9), 2126–35 

Lu, F., Huang, L., Lei, C., Sha, G., Zheng, H., Liu, X., Yang, Z. (2013). A novel PRPF31 mutation in a large 

Chinese family with autosomal dominant retinitis pigmentosa and macular degeneration. PLoS ONE, 

8(11), 1–7.  

Lund, R. J., Närvä, E., Lahesmaa, R. (2012). Genetic and epigenetic stability of human pluripotent stem cells. 

Nature Reviews Genetics, 13(10), 732–744.  

M 

Macarthur, C. C., Fontes, A., Ravinder, N., Kuninger, D., Kaur, J., Bailey, M., Lieu, P. T. (2012). Generation of 

human-induced pluripotent stem cells by a nonintegrating RNA Sendai virus vector in feeder-free or xeno-

free conditions. Stem Cells International, 2012, 564612.  

MacLaren, R. E., Pearson, R. A., MacNeil, A., Douglas, R. H., Salt, T. E., Akimoto, M., Swaroop, A., Sowden, J 

C., Ali, R. R. (2006). Retinal repair by transplantation of photoreceptor precursors. Nature, 444(7116), 

203–7.  

Maherali, N., Ahfeldt, T., Rigamonti, A., Utikal, J., Cowan, C., Hochedlinger, K. (2008). A High-Efficiency 

System for the Generation and Study of Human Induced Pluripotent Stem Cells. Cell Stem Cell, 3(3), 340–

345.  



262 

 

Makarova, O. V., Makarov, E. M., Liu, S., Vornlocher, H. P., Lührmann, R. (2002). Protein 61K, encoded by a 

gene (PRPF31) linked to autosomal dominant retinitis pigmentosa, is required for U4/U6·U5 tri-snRNP 

formation and pre-mRNA splicing. EMBO Journal, 21(5), 1148–1157.  

Malanson, K. M., Lem, J. (2009). Rhodopsin-mediated retinitis pigmentosa. Progress in Molecular Biology and 

Translational Science, 88, 1–31. 

Marmorstein, A. D. (2001). The polarity of the retinal pigment epithelium is developmentally regulated. 

Experimental Eye Research, 53(4), 549–553.  

Martínez-Gimeno, M., Gamundi, M. J., Hernan, I., Maseras, M., Millá, E., Ayuso, C., Carballo, M. (2003). 

Mutations in the pre-mRNA splicing-factor genes PRPF3, PRPF8, and PRPF31 in Spanish families with 

autosomal dominant retinitis pigmentosa. Investigative Ophthalmology & Visual Science, 44(5), 2171–7.  

Martínez-Morales, J. R., Rodrigo, I., Bovolenta, P. (2004). Eye development: A view from the retina pigmented 

epithelium. BioEssays, 26(7), 766–777.  

Martins, R. A. P., Pearson, R. A. (2008). Control of cell proliferation by neurotransmitters in the developing 

vertebrate retina. Brain Research, 1192, 37–60.  

Maruotti, J., Wahlin, K., Gorrell, D., Bhutto, I., Lutty, G., Zack, D. J. (2013). A simple and scalable process for 

the differentiation of retinal pigment epithelium from human pluripotent stem cells. Stem Cells 

Translational Medicine, 2(5), 341–54.  

Mata, N. L., Radu, R. A., Clemmons, R. S., Travis, G. H. (2002). Isomerization and oxidation of vitamin A in 

cone-dominant retinas: A novel pathway for visual-pigment regeneration in daylight. Neuron, 36(1), 69–

80.  

Mathers, P. H., Grinberg, A., Mahon, K. A., Jamrich, M. (1997). The Rx homeobox gene is essential for 

vertebrate eye development. Nature, 387(6633), 603–607.  

Matsuoka, R. L., Nguyen-Ba-Charvet, K. T., Parray, A., Badea, T. C., Chédotal, A., Kolodkin, A. L. (2011). 

Transmembrane semaphorin signalling controls laminar stratification in the mammalian retina. Nature, 

470(7333), 259–263.  

McGee, T. L., Devoto, M., Ott, J., Berson, E. L., Dryja, T. P. (1997). Evidence that the penetrance of mutations 

at the RP11 locus causing dominant retinitis pigmentosa is influenced by a gene linked to the homologous 

RP11 allele. American Journal of Human Genetics, 61(5), 1059–1066.  

Mears, a J., Kondo, M., Swain, P. K., Takada, Y., Bush, R. a, Saunders, T. L., Swaroop, A. (2001). Nrl is 

required for rod photoreceptor development. Nature Genetics, 29(4), 447–452.  

Mellough, C. B., Sernagor, E., Moreno-Gimeno, I., Steel, D. H. W., Lako, M. (2012). Efficient stage-specific 

differentiation of human pluripotent stem cells toward retinal photoreceptor cells. Stem Cells, 30(4), 673–

686.  

Mendes, H. F., Van Der Spuy, J., Chapple, J. P., Cheetham, M. E. (2005). Mechanisms of cell death in rhodopsin 

retinitis pigmentosa: Implications for therapy. Trends in Molecular Medicine, 11(4), 177–185.  

Mergler, S., Strauss, O. (2002). Stimulation of L-type Ca(2+) channels by increase of intracellular InsP3 in rat 

retinal pigment epithelial cells. Experimental Eye Research, 74(1), 29–40.  

Meyer, J. S., Howden, S. E., Wallace, K. A., Verhoeven, A. D., Wright, L. S., Capowski, E. E., Gamm, D. M. 

(2011). Optic vesicle-like structures derived from human pluripotent stem cells facilitate a customized 

approach to retinal disease treatment. Stem Cells (Dayton, Ohio), 29(8), 1206–18.  



263 

 

Meyer, J. S., Shearer, R. L., Capowski, E. E., Wright, L. S., Wallace, K. a, McMillan, E. L., Gamm, D. M. 

(2009). Modeling early retinal development with human embryonic and induced pluripotent stem cells. 

Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of America, 106(39), 16698–16703.  

Mitalipov, S., Wolf, D. (2009). Totipotency, pluripotency and nuclear reprogramming. Advances in Biochemical 

Engineering/biotechnology, 114, 185–99.  

Mitton, K. P., Swain, P. K., Chen, S., Xu, S., Zack, D. J., Swaroop, A. (2000). The leucine zipper of NRL 

interacts with the CRX homeodomain. A possible mechanism of transcriptional synergy in rhodopsin 

regulation. Journal of Biological Chemistry, 275(38), 29794–29799.  

Miyoshi, N., Ishii, H., Nagano, H., Haraguchi, N., Dewi, D. L., Kano, Y., Mori, M. (2011). Reprogramming of 

mouse and human cells to pluripotency using mature microRNAs. Cell Stem Cell, 8(6), 633–638.  

Mollema, N., Haider, N. B. (2010). Focus on Molecules: Nuclear hormone receptor Nr2e3: Impact on retinal 

development and disease. Experimental Eye Research, 91(2), 116–117.  

Mollema, N. J., Yuan, Y., Jelcick, A. S., Sachs, A. J., Von Alpen, D., Schorderet, D., Haider, N. B. (2011). 

Nuclear receptor Rev-erb alpha (Nr1d1) functions in concert with Nr2e3 to regulate transcriptional 

networks in the retina. PLoS ONE, 6(3).  

Mordes, D., Yuan, L., Xu, L., Kawada, M., Molday, R. S., Wu, J. Y. (2007). Identification of photoreceptor 

genes affected by PRPF31 mutations associated with autosomal dominant retinitis pigmentosa. 

Neurobiology of Disease, 26(2), 291–300.  

Müller, C., Más Gómez, N., Ruth, P., Strauß, O. (2014). CaV1.3 L-type channels, maxiK Ca2+-dependent K+ 

channels and bestrophin-1 regulate rhythmic photoreceptor outer segment phagocytosis by retinal pigment 

epithelial cells. Cellular Signalling, 26(5), 968–978.  

Mustafi, D., Engel, A. H., Palczewski, K. (2009). Structure of cone photoreceptors. Progress in Retinal and Eye 

Research, 28(4), 289–302.  

N 

Nagelhus, E. A., Horio, Y., Inanobe, A., Fujita, A., Haug, F. M., Nielsen, S., Ottersen, O. P. (1999). 
Immunogold evidence suggests that coupling of K+ siphoning and water transport in rat retinal Müller 

cells is mediated by a coenrichment of Kir4.1 and AQP4 in specific membrane domains. Glia, 26(1), 47–

54.  

Nakagawa, M., Koyanagi, M., Tanabe, K., Takahashi, K., Ichisaka, T., Aoi, T., Yamanaka, S. (2008). 

Generation of induced pluripotent stem cells without Myc from mouse and human fibroblasts. Nature 

Biotechnology, 26(1), 101–106.  

Nakano, T., Ando, S., Takata, N., Kawada, M., Muguruma, K., Sekiguchi, K., Sasai, Y. (2012). Self-formation 

of optic cups and storable stratified neural retina from human ESCs. Cell Stem Cell, 10(6), 771–785.  

Napier, M. L., Durga, D., Wolsley, C. J., Chamney, S., Alexander, S., Brennan, R., Willoughby, C. E. (2014). 

Mutational Analysis of the Rhodopsin Gene in Sector Retinitis Pigmentosa. Ophthalmic Genetics, 29, 1–5.  

Nathans, J., Piantanida, T. P., Eddy, R. L., Shows, T. B., Hogness, D. S. (1986). Molecular genetics of inherited 

variation in human color vision. Science, 232(4747), 203–10.  

Newman, E., Reichenbach, A. (1996). The Muller cell: A functional element of the retina. Trends in 

Neurosciences, 19(8), 307–312.  



264 

 

Newsome, D. A, Dobard, E. P., Liles, M. R., Oliver, P. D. (1990). Human retinal pigment epithelium contains 

two distinct species of superoxide dismutase. Investigative Ophthalmology & Visual Science, 31(12), 

2508–2513. 

Ng, L., Hurley, J. B., Dierks, B., Srinivas, M., Saltó, C., Vennström, B., Forrest, D. (2001). A thyroid hormone 

receptor that is required for the development of green cone photoreceptors. Nature Genetics, 27(1), 94–98.  

Nishida, A., Furukawa, A., Koike, C., Tano, Y., Aizawa, S., Matsuo, I., Furukawa, T. (2003). Otx2 homeobox 

gene controls retinal photoreceptor cell fate and pineal gland development. Nature Neuroscience, 6(12), 

1255–1263.  

Nishimura, K., Sano, M., Ohtaka, M., Furuta, B., Umemura, Y., Nakajima, Y., Nakanishia, M. (2011). 

Development of defective and persistent Sendai virus vector: A unique gene delivery/expression system 

ideal for cell reprogramming. Journal of Biological Chemistry, 286(6), 4760–4771.  

Nistor, G., Seiler, M. J., Yan, F., Ferguson, D., Keirstead, H. S. (2010). Three-dimensional early retinal 

progenitor 3D tissue constructs derived from human embryonic stem cells. Journal of Neuroscience 

Methods, 190(1), 63–70.  

O   

Oh, E. C. T., Cheng, H., Hao, H., Jia, L., Khan, N. W., Swaroop, A. (2008). Rod differentiation factor NRL 

activates the expression of nuclear receptor NR2E3 to suppress the development of cone photoreceptors. 

Brain Research, 1236, 16–29.  

Oh, E. C. T., Khan, N., Novelli, E., Khanna, H., Strettoi, E., Swaroop, A. (2007). Transformation of cone 

precursors to functional rod photoreceptors by bZIP transcription factor NRL. Proceedings of the National 

Academy of Sciences of the United States of America, 104(5), 1679–1684.  

Ohguro, H. (1997). High levels of rhodopsin phosphorylation in missense mutations of C-terminal region of 

rhodopsin. FEBS Letters, 413(3), 433–435.  

Ohsawa, R., Kageyama, R. (2008). Regulation of retinal cell fate specification by multiple transcription factors. 

Brain Research, 1192, 90–98.  

Okita, K., Nakagawa, M., Hyenjong, H., Ichisaka, T., Yamanaka, S. (2008). Generation of mouse induced 

pluripotent stem cells without viral vectors. Science, 322(5903), 949–53.  

Osakada, F., Ikeda, H., Mandai, M., Wataya, T., Watanabe, K., Yoshimura, N., Takahashi, M. (2008). Toward 

the generation of rod and cone photoreceptors from mouse, monkey and human embryonic stem cells. 

Nature Biotechnology, 26(2), 215–224.  

Osakada, F., Jin, Z.-B., Hirami, Y., Ikeda, H., Danjyo, T., Watanabe, K., Takahashi, M. (2009). In vitro 

differentiation of retinal cells from human pluripotent stem cells by small-molecule induction. Journal of 

Cell Science, 122(Pt 17), 3169–3179.  

P 

Pacione, L. R., Szego, M. J., Ikeda, S., Nishina, P. M., McInnes, R. R. (2003). Progress toward understanding the 

genetic and biochemical mechanisms of inherited photoreceptor degenerations. Annual Review of 

Neuroscience, 26, 657–700.  

Pan, X., Chen, X., Liu, X., Gao, X., Kang, X., Xu, Q., Zhao, C. (2014). Mutation analysis of pre-mRNA splicing 

genes in Chinese families with retinitis pigmentosa. Molecular Vision, 20(January), 770–9.  



265 

 

Park, I.-H., Zhao, R., West, J. a, Yabuuchi, A., Huo, H., Ince, T. A, Lerou, P. H., Lensch M. W., Daley, G. Q. 

(2008). Reprogramming of human somatic cells to pluripotency with defined factors. Nature, 451(7175), 

141–146.  

Peng, G. H., Ahmad, O., Ahmad, F., Liu, J., Chen, S. (2005). The photoreceptor-specific nuclear receptor Nr2e3 

interacts with Crx and exerts opposing effects on the transcription of rod versus cone genes. Human 

Molecular Genetics, 14(6), 747–764.  

Perron, M., Harris, W. A. (2000). Retinal stem cells in vertebrates. BioEssays, 22(8), 685–688.  

Petters, R., Alexander, C., Wells, K., Collins, E., Sommer, J., Blanton, M., Banin, E. (1997). Genetically 

engineered large animal model for studying cone photoreceptor survival and degeneration in retinitis 

pigmentosa. Nature Biotechnology, 15, 965–970.  

Phillips, M. J., Perez, E. T., Martin, J. M., Reshel, S. T., Wallace, K. a, Capowski, E. E., Gamm, D. M. (2014). 

Modeling human retinal development with patient-specific induced pluripotent stem cells reveals multiple 

roles for visual system homeobox 2. Stem Cells (Dayton, Ohio), 32(6), 1480–92.  

Phillips, M. J., Wallace, K. A., Dickerson, S. J., Miller, M. J., Verhoeven, A. D., Martin, J. M., Wright, L. S., 

Shen, W., Capowski, E. E., Percin, E. F., Perez, E. T., Zhong, X., Canto-Soler, M. V., Gamm, D. M. 

(2012). Blood-derived human iPS cells generate optic vesicle-like structures with the capacity to form 

retinal laminae and develop synapses. Investigative Ophthalmology & Visual Science, 53(4), 2007–2019.  

Philp, N. J., Wang, D., Yoon, H., Hjelmeland, L. M. (2003). Polarized expression of monocarboxylate 

transporters in human retinal pigment epithelium and ARPE-19 cells. Investigative Ophthalmology & 

Visual Science, 44(4), 1716–21.  

Plews, J. R., Li, J., Jones, M., Moore, H. D., Mason, C., Andrews, P. W., Na, J. (2010). Activation of 

pluripotency genes in human fibroblast cells by a novel mRNA based approach. PLoS ONE, 5(12).  

Polinati, P. P., Ilmarinen, T., Trokovic, R., Hyotylainen, T., Otonkoski, T., Suomalainen, A., Tyni, T. (2015). 

Patient-Specific Induced Pluripotent Stem Cell–Derived RPE Cells: Understanding the Pathogenesis of 

Retinopathy in Long-Chain 3-Hydroxyacyl-CoA Dehydrogenase Deficiency. Investigative Opthalmology 

& Visual Science, 56(5), 3371.  

Polo, J. M., Liu, S., Figueroa, M. E., Kulalert, W., Eminli, S., Tan, K. Y., Hochedlinger, K. (2010). Cell type of 

origin influences the molecular and functional properties of mouse induced pluripotent stem cells. Nature 

Biotechnology, 28(8), 848–855.  

Prabhudesai, S. N. (2005). Targeted effects of retinoic acid signaling upon photoreceptor development in 

zebrafish. Developmental Biology, 287(1), 157–167.  

Q 

Qin, H., Diaz, A., Blouin, L., Lebbink, R. J., Patena, W., Tanbun, P., Leproust, E.M., McManus, M.T., Song, 

J.S., Ramalho-Santos, M. (2014). Systematic identification of barriers to human iPSC generation. Cell, 

158(2), 449–461.  

R 

Rahl, P. B., Lin, C. Y., Seila, A. C., Flynn, R. A., McCuine, S., Burge, C. B., Sharp, P. A., Young, R. A. (2010). 

C-Myc regulates transcriptional pause release. Cell, 141(3), 432–445.  

Rajamohan, D., Matsa, E., Kalra, S., Crutchley, J., Patel, A., George, V., Denning, C. (2013). Current status of 

drug screening and disease modelling in human pluripotent stem cells. BioEssays : News and Reviews in 

Molecular, Cellular and Developmental Biology, 35(3), 281–98.  



266 

 

Redmond, T. M., Yu, S., Lee, E., Bok, D., Hamasaki, D., Chen, N., Pfeifer, K. (1998). Rpe65 is necessary for 

production of 11-cis-vitamin A in the retinal visual cycle. Nature Genetics, 20(4), 344–351.  

Reichman, S., Terray, A., Slembrouck, A., Nanteau, C., Orieux, G., Habeler, W., Goureau, O. (2014). From 

confluent human iPS cells to self-forming neural retina and retinal pigmented epithelium. Proceedings of 

the National Academy of Sciences of the United States of America, 111(23), 8518–23.  

Reichman, S., & Goureau, O. (2014). Production of Retinal Cells from Confluent Human iPS Cells. Methods in 

Molecular Biology. Springer 2014 Nov. 

Relvas, L. J. M., Bouffioux, C., Marcet, B., Communi, D., Makhoul, M., Horckmans, M., Willermain, F. (2009). 

Extracellular nucleotides and interleukin-8 production by ARPE cells: Potential role of danger signals in 

blood - retinal barrier activation. Investigative Ophthalmology and Visual Science, 50(3), 1241–1246.  

Rio Frio, T. R., Civic, N., Ransijn, A., Beckmann, J. S., Rivolta, C. (2008a). Two trans-acting eQTLs modulate 

the penetrance of PRPF31 mutations. Human Molecular Genetics, 17(20), 3154–3165.  

Rio Frio, T. R., Wade, N. M., Ransijn, A., Berson, E. L., Beckmann, J. S., Rivolta, C. (2008b). Premature 

termination codons in PRPF31 cause retinitis pigmentosa via haploinsuffucuency due to nonsense-

mediated mRNA decay. The journal of clinical Investigation, 118(4), 1519–1531.  

Rio Frio, T. R., McGee, T. L., Wade, N. M., Iseli, C., Beckmann, J. S., Berson, E. L., Rivolta, C. (2009). A 

single-base substitution within an intronic repetitive element causes dominant retinitis pigmentosa with 

reduced penetrance. Human Mutation, 30(9), 1340–1347.  

Rivolta, C., McGee, T. L., Rio Frio, T., Jensen, R. V, Berson, E. L., Dryja, T. P. (2006). Variation in retinitis 

pigmentosa-11 (PRPF31 or RP11) gene expression between symptomatic and asymptomatic patients with 

dominant RP11 mutations. Human Mutation, 27(7), 644–53.  

Roberts, M. R., Hendrickson, A., McGuire, C. R., Reh, T. A. (2005). Retinoid X receptor γ is necessary to 

establish the S-opsin gradient in cone photoreceptors of the developing mouse retina. Investigative 

Ophthalmology and Visual Science, 46(8), 2897–2904.  

Roberts, M. R., Srinivas, M., Forrest, D., Morreale de Escobar, G., Reh, T. A. (2006). Making the gradient: 

thyroid hormone regulates cone opsin expression in the developing mouse retina. Proceedings of the 

National Academy of Sciences of the United States of America, 103(16), 6218–6223.  

Roduit, R., Escher, P., Schorderet, D. F. (2009). Mutations in the DNA-binding domain of NR2E3 affect in vivo 

dimerization and interaction with CRX. PloS One, 4(10), e7379.  

Romani, M., Micalizzi, A., Valente, E. M. (2013). Joubert syndrome: Congenital cerebellar ataxia with the molar 

tooth. The Lancet Neurology, 12(9), 894–905.  

Rose, A. M., Shah, A. Z., Venturini, G., Rivolta, C., Rose, G. E., Bhattacharya, S. S. (2014). Dominant PRPF31 

mutations are hypostatic to a recessive CNOT3 polymorphism in retinitis pigmentosa: A novel 

phenomenon of “Linked Trans-Acting Epistasis.” Annals of Human Genetics, 78(1), 62–71.  

Rowland, T. J., Buchholz, D. E., Clegg, D. O. (2012). Pluripotent human stem cells for the treatment of retinal 

disease. Journal of Cellular Physiology, 227(2), 457–466.  

Roy, A., de Melo, J., Chaturvedi, D., Thein, T., Cabrera-Socorro, A., Houart, C., Tole, S. (2013). LHX2 is 

necessary for the maintenance of optic identity and for the progression of optic morphogenesis. The 

Journal of Neuroscience : The Official Journal of the Society for Neuroscience, 33(16), 6877–84.  

Rozet, J. M., Gerber, S., Souied, E., Perrault, I., Châtelin, S., Ghazi, I., Kaplan, J. (1998). Spectrum of ABCR 

gene mutations in autosomal recessive macular dystrophies. European Journal of Human Genetics : 

EJHG, 6(3), 291–295.  



267 

 

Ryeom, S. W., Sparrow, J. R., Silverstein, R. L. (1996). CD36 participates in the phagocytosis of rod outer 

segments by retinal pigment epithelium. Journal of Cell Science, 109, 387-395. 

S 

Saari, J. C., Nawrot, M., Garwin, G. G., Kennedy, M. J., Hurley, J. B., Ghyselinck, N. B., Chambon, 

P. (2002). Analysis of the visual cycle in cellular retinol-binding protein type I (CRBPI) knockout mice. 

Investigative Ophthalmology and Visual Science, 43(6), 1730–1735. 

Saari, J. C., Nawrot, M., Kennedy, B. N., Garwin, G. G., Hurley, J. B., Huang, J., Crabb, J. W. (2001). Visual 

cycle impairment in cellular retinaldehyde binding protein (CRALBP) knockout mice results in delayed 

dark adaptation. Neuron, 29(3), 739–748.  

Saihan, Z., Webster, A. R., Luxon, L., Bitner-Glindzicz, M. (2009). Update on Usher syndrome. Current 

Opinion in Neurology, 22(1), 19–27.  

Saini, S., Robinson, P. N., Singh, J. R., Vanita, V. (2012). A novel 7 bp deletion in PRPF31 associated with 

autosomal dominant retinitis pigmentosa with incomplete penetrance in an Indian family. Experimental 

Eye Research, 104, 82–88.  

Sato, H., Wada, Y., Itabashi, T., Nakamura, M., Kawamura, M., Tamai, M. (2005). Mutations in the pre-mRNA 

splicing gene, PRPF31, in Japanese families with autosomal dominant retinitis pigmentosa. American 

Journal of Ophthalmology, 140(3), 537–40.  

Satoh, S., Tang, K., Iida, A., Inoue, M., Kodama, T., Tsai, S. Y., Watanabe, S. (2009). The spatial patterning of 

mouse cone opsin expression is regulated by bone morphogenetic protein signaling through downstream 

effector COUP-TF nuclear receptors. The Journal of Neuroscience : The Official Journal of the Society for 

Neuroscience, 29(40), 12401–12411.  

Sawada, H., Furthmayr, H., Konomi, H., Nagai, Y. (1987). Immunoelectronmicroscopic localization of 

extracellular matrix components produced by bovine corneal endothelial cells in vitro. Experimental Cell 

Research, 171(1), 94–109.  

Schorderet, D. F., Escher, P. (2009). NR2E3 mutations in enhanced S-cone sensitivity syndrome (ESCS), 

Goldmann-Favre syndrome (GFS), clumped pigmentary retinal degeneration (CPRD), and retinitis 

pigmentosa (RP). Human Mutation, 30(11), 1475–1485.  

Schultz, A., Nottrott, S., Hartmuth, K., Lührmann, R. (2006). RNA structural requirements for the association of 

the spliceosomal hPrp31 protein with the U4 and U4atac small nuclear ribonucleoproteins. Journal of 

Biological Chemistry, 281(38), 28278–28286.  

Schwarz, N., Carr, A. J., Lane, A., Moeller, F., Chen, L. L., Aguila, M., Nommiste B., Muthiah M.N., Kanuga 

N., Wolfrum U., Nagel-Wolfrum K., da Cruz L., Coffey P. J., Cheetham M. E., Hardcastle, A. J. (2014). 

Translational read-through of the RP2 Arg120stop mutation in patient iPSC-derived retinal pigment 

epithelium cells. Human Molecular Genetics, 24(4), 972–986.  

Seki, T., Yuasa, S., Fukuda, K. (2012). Generation of induced pluripotent stem cells from a small amount of 

human peripheral blood using a combination of activated T cells and Sendai virus. Nature Protocols, 7(4), 

718–28.  

Seki, T., Yuasa, S., Oda, M., Egashira, T., Yae, K., Kusumoto, D., Fukuda, K. (2010). Generation of induced 

pluripotent stem cells from human terminally differentiated circulating t cells. Cell Stem Cell, 7(1), 11–13.  

Shaham, O., Menuchin, Y., Farhy, C., Ashery-Padan, R. (2012). Pax6: a multi-level regulator of ocular 

development. Progress in Retinal and Eye Research, 31(5), 351–76.  



268 

 

Shimura, M., Yuan, Y., Chang, J. T., Zhang, S., Campochiaro, P. A., Zack, D. J., Hughes, B. a. (2001). 

Expression and permeation properties of the K+ channel Kir7.1 in the retinal pigment epithelium. Journal 

of Physiology, 531(2), 329–346.  

Singh, R., Shen, W., Kuai, D., Martin, J. M., Guo, X., Smith, M. A, Perez, E. T., Phillips, M. J., Simonett, J. M., 

Wallace, K. A., Verhoeven, A. D., Capowski, E. E., Zhang, X., Yin, Y., Halbach, P. J., Fishman, G. A., 

Wright, L. S., Pattnaik, B. R., Gamm, D. M. (2013). iPS cell modeling of Best disease: insights into the 

pathophysiology of an inherited macular degeneration. Human Molecular Genetics, 22(3), 593–607.  

Sohn, Y.-D., Han, J. W., Yoon, Y. (2012). Generation of induced pluripotent stem cells from somatic cells. 

Progress in Molecular Biology and Translational Science Vol. 111. Elsevier Inc.  

Sohocki, M. M., Daiger, S. P., Bowne, S. J., Rodriquez, J. A., Northrup, H., Heckenlively, J R., Birch D. G., 

Mintz-Hittner H., Ruiz R. S., Lewis R. A., Saperstein D. A., Sullivan, L. S. (2001). Prevalence of 

mutations causing retinitis pigmentosa and other inherited retinopathies. Human Mutation, 17(1), 42–51.  

Sommer, C. A, Stadtfeld, M., Murphy, G. J., Hochedlinger, K., Kotton, D. N., Mostoslavsky, G. (2009). Induced 

pluripotent stem cell generation using a single lentiviral stem cell cassette. Stem Cells, 27(3), 543–549.  

Srinivas, M., Ng, L., Liu, H., Jia, L., Forrest, D. (2006). Activation of the blue opsin gene in cone photoreceptor 

development by retinoid-related orphan receptor beta. Molecular Endocrinology (Baltimore, Md.), 20(8), 

1728–1741. 

Stadtfeld, M., Brennand, K., Hochedlinger, K. (2008). Reprogramming of Pancreatic β Cells into Induced 

Pluripotent Stem Cells. Current Biology, 18(12), 890–894.  

Stadtfeld, M., Hochedlinger, K. (2010). Induced pluripotency: History, mechanisms, and applications. Genes and 

Development, 24(20), 2239–2263.  

Stauss, O. (2005). The Retinal Pigment Epithelium in Visual Function. Physiological Reviews, 845– 881.  

Strauss, O., Richard, G., Wienrich, M. (1993). Voltage-dependent potassium currents in cultured human retinal 

pigment epithelial cells. Biochemical and Biophysical Research Communications, 191(3), 775–81.  

Subramanyam, D., Lamouille, S., Judson, R. L., Liu, J. Y., Bucay, N., Derynck, R., Blelloch, R. (2011). Multiple 

targets of miR-302 and miR-372 promote reprogramming of human fibroblasts to induced pluripotent stem 

cells. Nature Biotechnology, 29(5), 443–448.  

Sugawara, T., Nishino, K., Umezawa, A., Akutsu, H. (2012). Investigating cellular identity and manipulating 

cell fate using induced pluripotent stem cells. Stem Cell Research & Therapy, 3(2), 8.  

Sullivan, L. S., Bowne, S. J., Birch, D. G., Hughbanks-Wheaton, D., Heckenlively, J. R., Lewis, R. A., Daiger, 

S. P. (2006). Prevalence of disease-causing mutations in families with autosomal dominant retinitis 

pigmentosa: A screen of known genes in 200 families. Investigative Ophthalmology and Visual Science, 

47(7), 3052–3064.  

Sullivan, L. S., Bowne, S. J., Reeves, M. J., Blain, D., Goetz, K., Difor, V. N., Daiger, S. P. (2013). Prevalence 

of mutations in eyeGENE probands with a diagnosis of autosomal dominant retinitis pigmentosa. 

Investigative Ophthalmology and Visual Science, 54(9), 6255–6261.  

Sung, C. H., Makino, C., Baylor, D., Nathans, J. (1994). A rhodopsin gene mutation responsible for autosomal 

dominant retinitis pigmentosa results in a protein that is defective in localization to the photoreceptor outer 

segment. The Journal of Neuroscience : The Official Journal of the Society for Neuroscience, 14(10), 

5818–5833. 



269 

 

Swaroop, A, Xu, J. Z., Pawar, H., Jackson, A., Skolnick, C., Agarwal, N. (1992). A conserved retina-specific 

gene encodes a basic motif/leucine zipper domain. Proceedings of the National Academy of Sciences of the 

United States of America, 89(1), 266–270.  

Swaroop, A., Kim, D., Forrest, D. (2010). Transcriptional regulation of photoreceptor development and 

homeostasis in the mammalian retina. Nature Reviews. Neuroscience, 11(8), 563–576.  

Schwartz, S. D., Hubschman, J.-P., Heilwell, G., Franco-Cardenas, V., Pan, C. K., Ostrick, R. M., Mickunas, 

E.,Gay, R.,Klimanskaya, I., Lanza, R. (2012). Embryonic stem cell trials for macular degeneration: a 

preliminary report. Lancet, 379(9817), 713–20. 

T 

Taapken, S. M., Nisler, B. S., Newton, M. A., Sampsell-Barron, T. L., Leonhard, K. A., McIntire, E. M., 

Montgomery, K. D. (2011). Karotypic abnormalities in human induced pluripotent stem cells and 

embryonic stem cells. Nature Biotechnology, 29(4), 313–4. 

Takahashi, K., Tanabe, K., Ohnuki, M., Narita, M., Ichisaka, T., Tomoda, K., Yamanaka, S. (2007). Induction of 

Pluripotent Stem Cells from Adult Human Fibroblasts by Defined Factors. Cell, 131(5), 861–872.  

Takahashi, K., Yamanaka, S. (2006). Induction of Pluripotent Stem Cells from Mouse Embryonic and Adult 

Fibroblast Cultures by Defined Factors. Cell, 126(4), 663–676.  

Takahashi M, Kurimoto Y. (2014). Clinical study of autologous induced pluripotent stem cell-derived retinal 

pigment epithelium (RPE) cell sheets for exudative age-related macular degeneration (AMD). Résumé 

Foundation for Biomedical Research and Innovation – RIKEN. 

Tanackovic, G., Ransijn, A., Thibault, P., Elela, S. A., Klinck, R., Berson, E. L., Rivolta, C. (2011). PRPF 

mutations are associated with generalized defects in spliceosome formation and pre-mRNA splicing in 

patients with retinitis pigmentosa. Human Molecular Genetics, 20(11), 2116–2130.  

Tanackovic, G., Rivolta, C. (2009). PRPF31 alternative splicing and expression in human retina. Ophthalmic 

Genetics, 30(2), 76–83.  

Terray A. (2014). Valorisation de ressources biologiques : Biobanque de cellules iPS pathologiques. Manuscrit 

de DU de Génie Biologique et Médical : Valorisation de la recherche et de l’innovation biomédicale, 

UPMC.  

Thomson, J. A, Itskovitz-Eldor, J., Shapiro, S. S., Waknitz, M. A, Swiergiel, J. J., Marshall, V. S., Jones, J. M. 

(1998). Embryonic stem cell lines derived from human blastocysts. Science, 282(5391), 1145–1147.  

Tsai, K. L., Clark, L. A., Murphy, K. E. (2007). Understanding hereditary diseases using the dog and human as 

companion model systems. Mammalian Genome : Official Journal of the International Mammalian 

Genome Society, 18(6-7), 444–51.  

Tucker, B. A, Park, I.-H., Qi, S. D., Klassen, H. J., Jiang, C., Yao, J., Young, M. J. (2011). Transplantation of 

adult mouse iPS cell-derived photoreceptor precursors restores retinal structure and function in 

degenerative mice. PloS One, 6(4), e18992.  

Tucker, B. A, Anfinson, K. R., Mullins, R. F., Stone, E. M., Young, M. J. (2013). Use of a synthetic xeno-free 

culture substrate for induced pluripotent stem cell induction and retinal differentiation. Stem Cells 

Translational Medicine, 2(1), 16–24.  

Tucker, B. A., Mullins, R. F., Streb, L. M., Anfnson, K., Eyestone, M. E., Kaalberg, E., Stone, E. M. (2013). 

Patient-specifc iPSC-derived photoreceptor precursor cells as a means to investigate retinitis pigmentosa. 

eLife, 2013(2), 1–18.  



270 

 

Turner, D. L., Cepko, C. L. (1987). A common progenitor for neurons and glia persists in rat retina late in 

development. Nature, 328(6126), 131–136.  

U 

Utikal, J., Polo, J. M., Stadtfeld, M., Maherali, N., Kulalert, W., Walsh, R. M., Hochedlinger, K. (2009). 

Immortalization eliminates a roadblock during cellular reprogramming into iPS cells. Nature, 460(7259), 

1145–1148.  

Utz, V. M., Beight, C. D., Marino, M. J., Hagstrom, S. A, Traboulsi, E. I. (2013). Autosomal Dominant Retinitis 

Pigmentosa Secondary to Pre-mRNA Splicing-Factor Gene PRPF31 (RP11): Review of Disease 

Mechanism and Report of a Family with a Novel 3-Base Pair Insertion. Ophthalmic Genetics, (November 

2012), 1–6.  

V 

Varas, F., Stadtfeld, M., de Andres-Aguayo, L., Maherali, N., di Tullio, A., Pantano, L., Graf, T. 

(2009). Fibroblast-derived induced pluripotent stem cells show no common retroviral vector insertions. 

Stem Cells, 27(2), 300–306.  

Vasireddy, V., Mills, J. A., Gaddameedi, R., Basner-Tschakarjan, E., Kohnke, M., Black, A. D., Alexandrov K., 

Zhou S., Maguire A. M., Chung D. C. Mac H., Sullivan L., Gadue P., Bennicelli J. L., French D. L., 

Bennett, J. (2013). AAV-Mediated Gene Therapy for Choroideremia: Preclinical Studies in Personalized 

Models. PLoS ONE, 8(5).  

Venturini, G., Rose, A. M., Shah, A. Z., Bhattacharya, S. S., Rivolta, C. (2012). CNOT3 Is a Modifier of 

PRPF31 Mutations in Retinitis Pigmentosa with Incomplete Penetrance. PLoS Genetics, 8(11).  

Viczian, A. S., Solessio, E. C., Lyou, Y., Zuber, M. E. (2009). Generation of functional eyes from pluripotent 

cells. PLoS Biology, 7(8).  

Villanueva, A., Willer, J. R., Bryois, J., Dermitzakis, E. T., Katsanis, N., Davis, E. E. (2014). Whole exome 

sequencing of a dominant retinitis pigmentosa family identifies a novel deletion in PRPF31. Investigative 

Ophthalmology and Visual Science, 55(4), 2121–2129.  

Vithana, E. N., Abu-Safieh, L., Allen, M. J., Carey, A., Papaioannou, M., Chakarova, C., Bhattacharya, S. S. 

(2001). A human homolog of yeast pre-mRNA splicing gene, PRP31, underlies autosomal dominant 

retinitis pigmentosa on chromosome 19q13.4 (RP11). Molecular Cell, 8(2), 375–381.  

Vithana, E. N., Abu-Safieh, L., Pelosini, L., Winchester, E., Hornan, D., Bird, A. C., Bhattacharya, S. S. (2003). 

Expression of PRPF31 mRNA in patients with autosomal dominant retinitis pigmentosa: A molecular clue 

for incomplete penetrance? Investigative Ophthalmology and Visual Science, 44(10), 4204–4209.  

Vitorino, M., Jusuf, P. R., Maurus, D., Kimura, Y., Higashijima, S.-I., Harris, W. A. (2009). Vsx2 in the 

zebrafish retina: restricted lineages through derepression. Neural Development, 4(April), 14.  

Vugler, A., Carr, A. J., Lawrence, J., Chen, L. L., Burrell, K., Wright, A., Coffey, P. (2008). Elucidating the 

phenomenon of HESC-derived RPE: Anatomy of cell genesis, expansion and retinal transplantation. 

Experimental Neurology, 214(2), 347–361.  

W 

Wang, J. C. C., Harris, W. A. (2005). The role of combinational coding by homeodomain and bHLH 

transcription factors in retinal cell fate specification. Developmental Biology, 285(1), 101–115.  



271 

 

Wang, L., Ribaudo, M., Zhao, K., Yu, N., Chen, Q., Sun, Q., Wang, Q. (2003). Novel deletion in the pre-mRNA 

splicing gene PRPF31 causes autosomal dominant retinitis pigmentosa in a large Chinese family. 

American Journal of Medical Genetics. Part A, 121A(3), 235–9.  

Wang, X., Xiong, K., Lin, C., Lv, L., Chen, J., Xu, C., Zhou, G. (2015). New medium used in the differentiation 

of human pluripotent stem cells to retinal cells is comparable to fetal human eye tissue. Biomaterials, 53, 

40–49.  

Wang, Y., Baskerville, S., Shenoy, A., Babiarz, J. E., Baehner, L., Blelloch, R. (2008). Embryonic stem cell-

specific microRNAs regulate the G1-S transition and promote rapid proliferation. Nature Genetics, 40(12), 

1478–1483.  

Warren, L., Manos, P. D., Ahfeldt, T., Loh, Y. H., Li, H., Lau, F., Rossi, D. J. (2010). Highly efficient 

reprogramming to pluripotency and directed differentiation of human cells with synthetic modified 

mRNA. Cell Stem Cell, 7(5), 618–630.  

Waseem, N. H., Vaclavik, V., Webster, A., Jenkins, S. A., Bird, A. C., Bhattacharya, S. S. (2007). Mutations in 

the gene coding for the pre-mRNA splicing factor, PRPF31, in patients with autosomal dominant retinitis 

pigmentosa. Investigative Ophthalmology & Visual Science, 48(3), 1330–1334.  

Wässle, H. (2004). Parallel processing in the mammalian retina. Nature Reviews. Neuroscience, 5(10), 747–757.  

Webber, A. L., Hodor, P., Thut, C. J., Vogt, T. F., Zhang, T., Holder, D. J., Petrukhin, K. (2008). Dual role of 

Nr2e3 in photoreceptor development and maintenance. Experimental Eye Research, 87(1), 35–48.  

Weidenhammer, E. M., Ruiz-Noriega, M., Woolford, J. L. (1997). Prp31p promotes the association of the U4/U6 

x U5 tri-snRNP with prespliceosomes to form spliceosomes in Saccharomyces cerevisiae. Molecular and 

Cellular Biology, 17(7), 3580–3588. 

Weng, T. X., Godley, B. F., Jin, G. F., Mangini, N. J., Kennedy, B. G., Yu, A. S. L., Wills, N. K. (2002). 

Oxidant and antioxidant modulation of chloride channels expressed in human retinal pigment epithelium. 

American Journal of Physiology. Cell Physiology, 283(3), C839–C849.  

Wikler, K. C., Rakic, P. (1990). Distribution of photoreceptor subtypes in the retina of diurnal and nocturnal 

primates. The Journal of Neuroscience : The Official Journal of the Society for Neuroscience, 10(10), 

3390–3401. 

Will, C. L., Lührmann, R. (1997). Protein functions in pre-mRNA splicing. Current Opinion in Cell Biology, 

9(3), 320–328.  

Witmer, A. N., Vrensen, G. F. J. M., Van Noorden, C. J. F., Schlingemann, R. O. (2003). Vascular endothelial 

growth factors and angiogenesis in eye disease. Progress in Retinal and Eye Research, 22(1), 1–29.  

Woltjen, K., Michael, I. P., Mohseni, P., Desai, R., Mileikovsky, M., Hämäläinen, R., Nagy, A. (2009). 

piggyBac transposition reprograms fibroblasts to induced pluripotent stem cells. Nature, 458(7239), 766–

770.  

Wright, A. F., Chakarova, C. F., Abd El-Aziz, M. M., Bhattacharya, S. S. (2010). Photoreceptor degeneration: 

genetic and mechanistic dissection of a complex trait. Nature Reviews. Genetics, 11(4), 273–284.  

Wu, Y., Singh, S., Georgescu, M.-M., Birge, R. B. (2005). A role for Mer tyrosine kinase in alphavbeta5 

integrin-mediated phagocytosis of apoptotic cells. Journal of Cell Science, 118(Pt 3), 539–553.  

X 

Xia, K., Zheng, D., Pan, Q., Liu, Z., Xi, X., Hu, Z., Xia, J. (2004). A novel PRPF31 splice-site mutation in a 

Chinese family with autosomal dominant retinitis pigmentosa. Molecular Vision, 10(May), 361–365.  



272 

 

Xu, F., Sui, R., Liang, X., Li, H., Jiang, R., Dong, F. (2012). Novel PRPF31 mutations associated with Chinese 

autosomal dominant retinitis pigmentosa patients. Molecular Vision, 18(May), 3021-3028. 

Y 

Yakubov, E., Rechavi, G., Rozenblatt, S., Givol, D. (2010). Reprogramming of human fibroblasts to pluripotent 

stem cells using mRNA of four transcription factors. Biochemical and Biophysical Research 

Communications, 394(1), 189–193.  

Yan, R. T., Wang, S. Z. (2004). Requirement of NeuroD for Photoreceptor Formation in the Chick Retina. 

Investigative Ophthalmology and Visual Science, 45(1), 48–58.  

Yanai, A., Laver, C. R., Joe, A. W., Viringipurampeer, I.A, Wang, X., Gregory-Evans, C. Y., Gregory-Evans, K. 

(2013). Differentiation of human embryonic stem cells using size-controlled embryoid bodies and negative 

cell selection in the production of photoreceptor precursor cells. Tissue Engineering Part C: Methods.  

Yang, J., Li, Y., Chan, L., Tsai, Y. T., Wu, W. H., Nguyen, H. V., Tsang, S. H. (2014). Validation of genome-

wide association study (GWAS)-identified disease risk alleles with patient-specific stem cell lines. Human 

Molecular Genetics, 23(13), 3445–3455.  

Yang, L., Yin, X., Wu, L., Chen, N., Zhang, H., Li, G., Ma, Z. (2013). Targeted exome capture and sequencing 

identifies novel PRPF31 mutations in autosomal dominant retinitis pigmentosa in Chinese families. BMJ 

Open, 3(11), e004030.  

Yang, Z., Ding, K., Pan, L., Deng, M., Gan, L. (2003). Math5 determines the competence state of retinal 

ganglion cell progenitors. Developmental Biology, 264(1), 240–254.  

Yaron, O., Farhy, C., Marquardt, T., Applebury, M., Ashery-Padan, R. (2006). Notch1 functions to suppress 

cone-photoreceptor fate specification in the developing mouse retina. Development (Cambridge, England), 

133(7), 1367–1378.  

Yates, J., Warren, N., Reisman, D., Sugden, B. (1984). A cis-acting element from the Epstein-Barr viral genome 

that permits stable replication of recombinant plasmids in latently infected cells. Proceedings of the 

National Academy of Sciences of the United States of America, 81(12), 3806–3810.  

Yoshida, T., Ozawa, Y., Suzuki, K., Yuki, K., Ohyama, M., Akamatsu, W., Okano, H. (2014). The use of 

induced pluripotent stem cells to reveal pathogenic gene mutations and explore treatments for retinitis 

pigmentosa. Molecular Brain, 7(1), 45.  

Young, R. W. (1976). Friedenwald Lecture: Visual cells and the concept of renewal, Investigative 

Ophthalmology & Visual Science, 15(9), 700–725. 

Young, R. W. (1978). The daily rhythm of shedding and degradation of rod and cone outer segment membranes 

in the chick retina. Investigative Ophthalmology & Visual Science, 17(2), 105–16.  

Young, R. W. (1985). Cell differentiation in the retina of the mouse. (1985) The anatomical Record, 212, 199–

205.  

Yu, J., Hu, K., Smuga-Otto, K., Tian, S., Stewart, R., Slukvin, I. I., Thomson, J. A. (2009). Human induced 

pluripotent stem cells free of vector and transgene sequences. Science, 324(5928), 797–801.  

Yu, J., Vodyanik, M. a, Smuga-Otto, K., Antosiewicz-Bourget, J., Frane, J. L., Tian, S., Thomson, J. a. (2007). 

Induced pluripotent stem cell lines derived from human somatic cells. Science, 318(5858), 1917–20.  

Yuan, L., Kawada, M., Havlioglu, N., Tang, H., Wu, J. Y. (2005). Mutations in PRPF31 inhibit pre-mRNA 

splicing of rhodopsin gene and cause apoptosis of retinal cells. The Journal of Neuroscience : The Official 

Journal of the Society for Neuroscience, 25(3), 748–757.  



273 

 

Yuan, Y., Shimura, M., Hughes, B. A. (2003). Regulation of inwardly rectifying K+ channels in retinal pigment 

epithelial cells by intracellular pH. The Journal of Physiology, 549 (Pt 2), 429–438.  

Yuodelis, C., Hendrickson, A. E. (1986). A qualitative and quantitative analysis of the human fovea during 

development. Vision Research, 26(6), 847–855.  

Yusa, K., Rad, R., Takeda, J., Bradley, A. (2009). Generation of transgene-free induced pluripotent mouse stem 

cells by the piggyBac transposon. Nature Methods, 6(5), 363–369.  

Z 

Zaehres, H., Kim, J. B., Schöler, H. R. (2010). Induced pluripotent stem cells. Methods in 

Enzymology, 476(C), 309–325.  

Zahabi, A., Shahbazi, E., Ahmadieh, H., Hassani, S.-N., Totonchi, M., Taei, A., Baharvand, H. (2012). A New 

Efficient Protocol for Directed Differentiation of Retinal Pigmented Epithelial Cells from Normal and 

Retinal Disease Induced Pluripotent Stem Cells. Stem Cells and Development, 21(12), 2262–2272.  

Zarbin, M. A. (2003). Analysis of retinal pigment epithelium integrin expression and adhesion to aged 

submacular human Bruch’s membrane. Transactions of the American Ophthalmological Society, 101, 

499–520. 

Zeitz, C., Gross, A. K., Leifert, D., Kloeckener-Gruissem, B., McAlear, S. D., Lemke, J., Berger, W. (2008). 

Identification and functional characterization of a novel rhodopsin mutation associated with autosomal 

dominant CSNB. Investigative Ophthalmology & Visual Science, 49(9), 4105–4114.  

Zeitz, C., Labs, S., Lorenz, B., Forster, U., Uksti, J., Kroes, H. Y., Berger, W. (2009). Genotyping microarray for 

CSNB-associated genes. Investigative Ophthalmology and Visual Science, 50(12), 5919–5926.  

Zeitz, C., Robson, A. G., & Audo, I. (2015). Progress in Retinal and Eye Research Congenital stationary night 

blindness : An analysis and update of genotype e phenotype correlations and pathogenic mechanisms. 

Progress in Retinal and Eye Research, 45, 58–110.  

Zhang, Y., Li, W., Laurent, T., Ding, S. (2012). Small molecules, big roles -- the chemical manipulation of stem 

cell fate and somatic cell reprogramming. Journal of Cell Science, 125(Pt 23), 5609–5620.  

Zhong, X., Gutierrez, C., Xue, T., Hampton, C., Vergara, M. N., Cao, L.-H., Canto-Soler, M. V. (2014). 

Generation of three-dimensional retinal tissue with functional photoreceptors from human iPSCs. Nature 

Communications, 10:5, 4047.  

Zhou, H., Wu, S., Joo, J. Y., Zhu, S., Han, D. W., Lin, T., Ding, S. (2009). Generation of Induced Pluripotent 

Stem Cells Using Recombinant Proteins. Cell Stem Cell, 4(5), 381–384.  

Zhu, D., Deng, X., Spee, C., Sonoda, S., Hsieh, C. L., Barron, E., Hinton, D. R. (2011). Polarized secretion of 

PEDF from human embryonic stem cell-derived RPE promotes retinal progenitor cell survival. 

Investigative Ophthalmology and Visual Science, 52(3), 1573–1585.  

Zhu, L., Jang, G. F., Jastrzebska, B., Filipek, S., Pearce-Kelling, S. E., Aguirre, G. D., Palczewski, K. (2004). A 

naturally occurring mutation of the opsin gene (T4R) in dogs affects glycosylation and stability of the G 

protein-coupled receptor. Journal of Biological Chemistry, 279(51), 53828–53839.  

Zhu, S., Li, W., Zhou, H., Wei, W., Ambasudhan, R., Lin, T., Ding, S. (2010). Reprogramming of human 

primary somatic cells by OCT4 and chemical compounds. Cell Stem Cell, 7(6), 651–655.  

Zhu, Z., Huangfu, D. (2013). Human pluripotent stem cells: an emerging model in developmental biology. 

Development (Cambridge, England), 140(4), 705–17.  



274 

 

Ziviello, C., Simonelli, F., Testa, F., Anastasi, M., Marzoli, S. B., Falsini, B., Banfi, S. (2005). Molecular 

genetics of autosomal dominant retinitis pigmentosa (ADRP): a comprehensive study of 43 Italian 

families. Journal of Medical Genetics, 42(7), e47.  

Zuber, M. E. (2010). Eye field specification in Xenopus laevis. Current Topics in Developmental Biology (Vol. 

93). Elsevier Inc.  

Zuber, M. E., Gestri, G., Viczian, A. S., Barsacchi, G., Harris, W. A. (2003). Specification of the vertebrate eye 

by a network of eye field transcription factors. Development (Cambridge, England), 130(21), 5155–5167.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  



275 

 

PUBLICATIONS 
 

Publications originales dans des revues à comité de lecture 

 

S. Reichman, A. Terray, A. Slembrouck, C. Nanteau, G. Orieux, W. Habeler, E. Nandrot, J-

A. Sahel, C. Monville and O. Goureau. From confluent human iPS cells to self-forming neural 

retina and retinal pigmented epithelium. Proc Natl Acad Sci USA, 2014 Jun 10;111(23):8518-

23. 

 

S. El Shamieh, M. Neuillé, A. Terray, E. Orhan, C. Condroyer, V. Démontant, C. Michiels, 

A. Antonio, M-E. Lancelot, M. Letexier, J-P. Saraiva, T. Léveillard, S. Mohand- Saïd, O. 

Goureau, J-A. Sahel, C. Zeitz, I. Audo. Whole exome sequencing identifies PLK1S1 as a new 

ciliary gene underlying autosomal recessive rod-cone dystrophy. The American Journal of 

Human Genetic, 2014 Apr 3; 94(4):625-33. 
 

 

 

Publications de revue 
 

Goureau O, Terray A, Matho KS Reichman S, Orieux O. Stem cells in the retina: 

regeneration and cell therapy. In « Stem cell biology and regenerative medicine ». River 

Publishers 2014, pp549-574. 

 

 

 

 

 

COMMUNICATIONS (POSTERS) 
 

ARVO annual meeting, May 2015, Denver, CO, USA. 

A. Terray, C. Nanteau, A. Slembrouck, J-A Sahel1, S. Reichman, I Audo, O. Goureau. 

Modeling retinal degeneration using induced pluripotent stem cells from patients with the 

common P347L mutation in the RHODOPSIN gene.  

 

Stem Cells and Reprogramming, Keystone Symposia Conference, April 2014, CA, USA. 

A. Terray, C. Nanteau, A. Slembrouck, R. Thyreau, J-A. Sahel, I. Audo, S. Reichman, O. 

Goureau. Modeling inherited retinal degenerations using patient-specific iPS cells.  

 

Forum annuel du DIM Biothérapies, Novembre 2013, Paris. 

A. Terray, S. Reichman, C. Nanteau, A. Slembrouck, I. Audo, O. Goureau. Développement de 

modèles in vitro de rétinites pigmentaires à partir de cellules souches pluripotentes humaines.  

 

 

 



 

Développement de modèles in vitro de rétinites pigmentaires à partir de cellules souches pluripotentes 

humaines. 

 

Les rétinites pigmentaires (RP) sont des pathologies rétiniennes cécitantes d’origine génétique caractérisées 

par une perte des photorécepteurs. Nous avons ciblé des formes de RP autosomique dominante consécutives à 

des mutations dans le gène du pigment visuel de la RHODOPSINE, du facteur d’épissage PRPF31 et du facteur 

de transcription impliqué dans le développement des photorécepteurs NR2E3.  

Les fibroblastes, issus de biopsies de peau de patients, ont été reprogrammés en cellules iPS par une technique 

dite non intégrative. Après stabilisation des cellules iPS, nous avons vérifié leur propriété de pluripotence et 

l’absence d’anomalie caryotypique. 

Les cellules iPS porteuses d’une mutation du gène RHODOPSINE ont été différenciées dans le lignage des 

photorécepteurs. Nos résultats montrent que les photorécepteurs porteurs de la mutation P347L du gène 

RHODOPSINE récapitulent la dégénérescence observée chez les patients. 

Nous montrons que les cellules de l’épithélium pigmentaire rétinien (EPR) dérivées de cellules iPS porteuses 

de la mutation Cys294X  du gène PRPF31 présentent des problèmes d’adhésion cellulaire due à l’absence de 

lame basale. Leur activité de phagocytose est alors perturbée, suggérant qu’un dysfonctionnement de l’EPR 

pourrait être à la base de la RP causée par la mutation Cys294X du gène PRPF31.  

Les modèles développés nous ont permis de mieux comprendre les processus à la base de la pathogénèse de 

certaines RP. Ces modèles associés à des protocoles de criblage, pourraient permettre d’évaluer l’efficacité et 

la toxicité de nouvelles molécules pharmacologiques, mais également être utilisés pour valider des approches 

de thérapie génique. 

 

Mots clés : rétinite pigmentaire, cellules souches pluripotentes induites, reprogrammation, différenciation, 

mutations. 

 

 

 

Development of in vitro models of retinitis pigmentosa using patient-specific pluripotent stem cells. 

 

Retinitis pigmentosa (RP) is an inherited retinal diseases characterized by a loss of photoreceptors. We focused 

specific forms of autosomal dominant RP with mutations in the rod visual pigment RHODOPSIN, the 

ubiquitous splicing factor PRPF31 and the transcription factor involved in the development of photoreceptors 

NR2E3. 

Fibroblasts from skin biopsies of patients were reprogrammed into iPS cells by a non-integrative approach. 

After stabilization of iPS cell lines, we verified their pluripotency property and the absence of karyotype 

abnormalities 

Based on the retinal differentiation protocol, iPS cells carrying a mutation in the RHODOPSIN gene have been 

differentiated in the photoreceptor lineage. Our results showed that the photoreceptors expressing the mutated 

form of RHODOPSIN summarizing the process of degeneration observed in RP patients. 

We show that retinal pigment epithelium (RPE) cells derived from iPS cells carrying a mutation in the PRPF31 

gene lack basal membranes and have cell adhesion disorders. Consequently, their phagocytic activity is 

disturbed, suggesting that a malfunction of the RPE could be the primary step of the development of RP caused 

by mutation Cys294X in the PRPF31 gene. 

The models developed from specific-patient iPS cells have enabled us to better understand the processes 

underlying the pathogenesis of some RP. These models associated with screening protocols could be used to 

evaluate the efficacy and toxicity of new pharmacologic compounds but also used to validate new gene therapy 

approaches. 

 

Keywords: retinitis pigmentosa, induced pluripotent stem cells, reprogramming, differentiation, mutations. 

 


