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Introduction 

 

La coagulation est l’un des processus physiologiques participant au maintien de l’intégrité des 

vaisseaux sanguins. A la suite d’une lésion vasculaire, un ensemble de protéines, appelées facteurs de 

la coagulation, sont activées en cascade pour aboutir à la génération de thrombine. L’une des 

principales fonctions de la thrombine est de produire la fibrine, élément indispensable à la formation 

d’un caillot sanguin stable. Les déficits congénitaux en l’une ou plusieurs protéines de la cascade de la 

coagulation sont responsables de pathologies hémorragiques dont les plus fréquentes sont l’hémophilie 

A (déficit en Facteur VIII de la coagulation) et l’hémophilie B (déficit en Facteur IX de la 

coagulation). 

Le développement des méthodes de biologie moléculaire à partir des années 1990 a permis 

l’étude des gènes codant les protéines de la coagulation. L’identification des anomalies génétiques 

affectant ces gènes a engendré à la fois une meilleure compréhension de la physiologie de la 

coagulation et une meilleure prise en charge des patients. En effet, la connaissance de la mutation 

responsable chez un patient permet l’identification avec certitude des individus pouvant transmettre la 

pathologie dans sa famille. Un conseil génétique peut ainsi être proposé à la famille, aux couples ou 

aux individus porteurs de la mutation afin de les renseigner au mieux sur leur pathologie mais aussi 

sur les risques possibles pour leur descendance. 

L’apparition des méthodes de séquençage à haut débit a entrainé une augmentation importante 

du nombre de variations génétiques identifiées dans les gènes associés aux pathologies congénitales 

hémorragiques. Cependant, la majorité des variants identifiés sont spécifiques d’une famille et la 

détermination du caractère pathogène ou non de ces variants est difficile. Ces anomalies génétiques 

sont alors considérées comme des variations de signification indéterminée. Le développement de 

méthodes in vitro permettant de démontrer le caractère pathogène de ces anomalies est alors d’une 

grande aide pour le conseil génétique. 
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En parallèle, le développement de techniques d’étude du génome dans sa globalité telle que 

l’analyse chromosomique sur puce à ADN (CMA) a permis la mise en évidence d’anomalies 

génétiques de grande taille (délétions et duplications) ne se limitant pas aux seuls gènes codant des 

protéines de la coagulation mais affectant aussi les gènes localisés dans leur entourage. Il est alors 

nécessaire, en vue du conseil génétique, de rechercher les conséquences possibles sur le phénotype des 

patients du dysfonctionnement de chacun de ces gènes. 

Ce travail de thèse comporte trois parties. La première partie a consisté en la caractérisation 

par CMA de réarrangements génomiques de grande taille mis en évidence chez des patients 

hémophiles A ou B par le laboratoire de biologie moléculaire du Centre Hospitalier Universitaire de 

Lyon. La caractérisation précise de ces anomalies avait pour objectif l’étude des corrélations 

génotypes/phénotypes chez ces patients.  

La deuxième partie de cette thèse a été concentrée sur l’étude de variants de signification 

indéterminée localisés au niveau des sites d’épissage du gène F8. L’objectif de ce travail était de 

développer une technique in vitro de type minigène afin de démontrer la pathogénicité de ces 

variations génétiques. 

La troisième partie a concerné l’étude de patients pour lesquels aucune anomalie génétique n’a 

été détectée dans un premier temps. Dans cette situation, l’identification des membres de la famille 

pouvant transmettre l’anomalie est délicate. La mise en place de techniques de biologie moléculaire 

non utilisées en routine telles que les analyses de transcrits et les analyses d’exome peut permettre la 

découverte de nouvelles anomalies génétiques. Le lien de cause à effet entre l’anomalie génétique et le 

phénotype du patient doit ensuite être démontré. Cette partie comporte deux études. Dans la première, 

nous rapportons une délétion intronique profonde retrouvées chez plus de la moitié des hémophiles A 

mineurs de la cohorte lyonnaise chez lesquels aucune anomalie génétique n’avait été détectée à ce 

jour. Nous décrivons un mécanisme moléculaire original par lequel cette délétion est responsable de 

l’exonisation partielle d’une séquence Alu. Dans une seconde étude, nous avons étudié la mutation 

c.1611C>A du gène THBD codant la thrombomoduline. Cette anomalie a été identifiée lors d’une 
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analyse d’exome par l’équipe de Lyon chez une patiente présentant un syndrome hémorragique grave 

inexpliqué. L’objectif de cette dernière étude a été d’explorer les mécanismes physiopathologiques 

induits par la mutation c.1611C>A permettant d’expliquer les taux très élevés de thrombomoduline 

soluble observés chez cette patiente. 

Après un chapitre dédié à des rappels bibliographiques, ces trois parties seront développées sur 

la base de publications acceptées ou en cours de soumission. 
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Section 1 : Génétique des déficits héréditaires de la coagulation 

 

 



19 
 

Partie 1 : Principes généraux du système de la coagulation 

L’hémostase est un processus physiologique permettant de restaurer l’intégrité des vaisseaux 

sanguins suite à une brèche vasculaire. Classiquement, l’hémostase sanguine est divisée en trois étapes 

successives : l’hémostase primaire, la coagulation et la fibrinolyse. Lors de l’hémostase primaire, les 

plaquettes et le facteur Von Willebrand (VWF) forment très rapidement un thrombus blanc afin de 

limiter la perte sanguine. Ce thrombus blanc est consolidé lors de la coagulation par un réseau de 

fibrine insoluble. Plus tardivement, après réparation du vaisseau, le caillot est dégradé lors de la 

fibrinolyse. 

De nombreux facteurs d’origine cellulaire (plaquettes activées à la surface desquelles a lieux la 

réaction de coagulation, cellules exprimant le facteur tissulaire (FT)) ou protéique (facteurs (F) de 

coagulation, cofacteurs et fibrinogène) interviennent lors du processus de coagulation. La majorité des 

facteurs de coagulation sont des enzymes appartenant soit à la famille des sérines protéases (FII, FVII, 

FIX, FX, FXI, FXII et kallicréine) soit à la famille des transglutaminases (FXIII). Ces facteurs sont 

sécrétés par le foie sous forme de zymogènes inactifs (pro-facteurs) qui deviendront actifs après 

clivage protéolytique. La production des FII, FVII, FX et FIX par le foie est dépendante de la présence 

de vitamine K. L’activité de plusieurs de ces facteurs est potentialisée grâce à l’action de cofacteurs 

protéiques. Les FV, FVIII et le kininogène de haut poids moléculaire (KHPM) sont respectivement les 

cofacteurs des FX activé (FXa), FIX activé (FIXa) et de la kallicréine.  

Le processus de coagulation peut être divisé en plusieurs étapes. La première est la phase 

d’initiation qui se déclenche dès l’apparition d’une lésion vasculaire. Cette phase correspond à la voie 

extrinsèque de la coagulation (Figure 1). Suite à une brèche vasculaire, le sous endothélium est en 

contact direct avec la circulation sanguine. Les cellules formant ce tissu expriment fortement le FT à 

leur surface. L’initiation de la cascade de coagulation est déclenchée par la liaison du FVII activé 

(FVIIa) circulant au FT. Le complexe FT/FVIIa catalyse l’activation des FX et FIX en FXa et FIXa. 

La faible quantité de FXa produite lors de cette étape permet l’activation d’une petite fraction de la 

prothrombine (FII) en thrombine (FIIa).  
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La seconde phase de la coagulation correspond à la phase d’amplification (Figure 1). Durant 

cette étape, la thrombine générée à l’état de trace au niveau de la lésion vasculaire amplifie sa propre 

production. Ainsi, le FIIa active le FXI en FXIa et les cofacteurs VIII et V en FVIII activé (FVIIIa) et 

FV activé (FVa). Le FVIIIa s’associe avec le FIXa à la surface des plaquettes activées pour former le 

complexe Tenase. Ce complexe a la capacité de générer du FXa beaucoup plus efficacement que le 

complexe FT/FVIIa. De la même manière, le FXa produit s’associe au FVa à la surface des plaquettes 

activées pour former le complexe prothrombinase qui génère de la thrombine beaucoup plus 

efficacement que le FXa seul. Cette étape de la coagulation est ainsi caractérisée par une explosion de 

la génération de thrombine.  

La dernière étape de la coagulation est l’étape de fibrinoformation. La très grande quantité de 

thrombine générée lors de la phase d’amplification transforme le fibrinogène en monomère de fibrine 

soluble et active le FXIII en FXIII activé (FXIIIa). Les filaments de fibrine se polymérisent au niveau 

du caillot. Ce caillot est ensuite consolidé par l’action du FXIIIa qui catalyse la formation de liaisons 

covalentes entre les fibres de fibrines afin de former un réseau de fibrine insoluble. 

 

Figure 1 : Schéma simplifié de la coagulation. PK, prékallicréine ; KHPM, kininogène de haut poids moléculaire. 
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Afin que la réaction de coagulation ne se propage pas dans les vaisseaux non lésés, de 

nombreux systèmes inhibiteurs permettent de contrôler ce processus. Les principaux systèmes 

inhibiteurs de la coagulation sont : 

- l’inhibiteur de la voie du facteur tissulaire (TFPI) qui régule négativement l’activité du 

complexe FT/FVIIa 

- l’antithrombine qui est un inhibiteur direct des sérines protéases (FIIa, FXa, FXIa 

essentiellement) 

- le système protéine C (PC) / protéine S (PS) qui inhibe la boucle d’amplification de la 

génération de thrombine en clivant les FVa et FVIIIa. Dans ce système, la thrombine se lie à la 

thrombomoduline (TM), une protéine transmembranaire exprimée à la surface des cellules 

endothéliales. Au sein du complexe TM/FIIa ; la thrombine perd ses propriétés procoagulantes et 

devient anticoagulante en catalysant l’activation de la PC en PC activée (PCa). Le rôle de la TM est 

développé plus en détail dans la section 4. 
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Partie 2 : Les déficits héréditaires en facteur de coagulation 

Les déficits en facteur de la coagulation forment un ensemble de pathologies hémorragiques 

héréditaires. La physiopathologie de ces maladies est commune, le déficit en l’un des facteurs de 

coagulation est responsable d’une diminution de la génération de thrombine entrainant la formation 

d’un caillot instable et de mauvaise qualité ne permettant pas de combler efficacement une brèche 

vasculaire. Les déficits en facteur de la coagulation peuvent avoir des expressions cliniques variables 

allant du syndrome hémorragique sévère à des formes pauci-symptomatiques. Les déficits en FVIII et 

FIX, appelés respectivement hémophilie A (HA, OMIM 306700) et B (HB, OMIM 306900), sont les 

plus fréquents. Les autres déficits en facteurs de coagulation, moins fréquents, sont rassemblés sous le 

nom générique de déficits rares de la coagulation.  

1. Les hémophilies 

Les hémophilies sont des pathologies hémorragiques congénitales dues à un déficit partiel ou 

complet en FVIII (HA) ou FIX (HB). Ces pathologies sont causées par des anomalies génétiques 

touchant les gènes codant le FVIII (F8) ou le FIX (F9), tous deux localisés sur le chromosome X. Leur 

transmission se fait sur le mode récessif lié à l’X. Leur incidence dans la population mondiale est 

estimée à 1/5000 et 1/30 000 naissances masculines respectivement pour l’HA et l’HB  (1). En France, 

on dénombre environ 6000 hémophiles A et 1300 hémophiles B (https://www.francecoag.org, Octobre 

2017). En fonction de l’activité résiduelle plasmatique des FVIII (FVIII:C) et FIX (FIX:C), les 

hémophiles sont classés en trois grades de sévérité : les hémophiles sévères (FVIII:C ou FIX:C <1%), 

modérés (1%≤ FVIII:C ou FIX:C <5%) et mineurs (5%≤ FVIII:C ou FIX:C <40%) (2). La répartition 

des hémophiles dans les différents grades de sévérité est présentée dans le Tableau 1. 

Phénotype Sévère, % Modéré, % Mineure, % 
Hémophilie A 31 14 55 
Hémophilie B 27 28 45 

Tableau 1 : Répartition des hémophiles dans les différents grades de sévérité en France. D’après les données du réseau 
Francecoag. (https://www.francecoag.org, Octobre 2017). 
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1. Présentation clinique des hémophilies  

La symptomatologie clinique des hémophilies est relativement bien corrélée aux taux de FVIII:C 

et FIX:C. Les hémophiles mineurs sont classiquement asymptomatiques, des hémorragies peuvent 

apparaître lors de traumatismes importants ou de procédures invasives telles que des chirurgies. Les 

hémophiles modérés sont caractérisés par l’apparition d’hémorragies suite à des traumatismes 

mineurs. Enfin, les hémophiles sévères présentent une symptomatologie hémorragique importante 

avec des saignements fréquents et spontanés essentiellement au niveau des articulations 

(hémarthroses) et des muscles (hématomes) mais aussi plus rarement au niveau d’autres localisations 

(hémorragies digestives, hématuries, hémorragies cérébrales) (3,4). La répétition des hémarthroses au 

niveau de la même articulation entraine sa dégradation progressive et est responsable à terme d’une 

limitation fonctionnelle importante qui nécessite la pose d’une prothèse (arthropathie hémophilique). 

2. Diagnostic biologique des hémophilies 

Les hémophilies sont recherchées dans trois contextes principaux : 

- Existence d’antécédents familiaux d’hémophilie 

- Accident hémorragique inexpliqué 

- Découverte fortuite sur un  bilan de coagulation de routine 

Sur le bilan de coagulation standard, une hémophilie doit être évoquée devant un allongement 

isolé du temps de céphaline avec activateur (ratio TCApatient/TCAtémoin > 1,2). Des dosages spécifiques 

de l’activité plasmatique des facteurs de la voie intrinsèque (FVIII, FIX et FXI) permettent de poser le 

diagnostic. 

Il existe deux méthodes principales pour mesurer les activités plasmatiques des FVIII et FIX. La 

première est le dosage coagulométrique (FVIII:C et FIX:C). Il est basé sur le principe d’un TCA. Le 

plasma dilué du patient est mélangé à un plasma témoin déficitaire en FVIII ou FIX. Le temps de 

coagulation de ce mélange est inversement proportionnel à l’activité des FVIII ou FIX. La deuxième 

méthode est le dosage chromogénique (FVIII:Cr et FIX:Cr). Ce dosage est basé sur la génération de 

FXa par le complexe FVIIIa/FIXa. L’activité du FXa est mesurée à l’aide d’un substrat chromogène 
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spécifique. Les taux de FVIII et FIX sont directement proportionnels à l’activité du FXa générée. Les 

techniques chromogéniques et chronométriques sont équivalentes dans la majorité des cas. Cependant, 

une discordance entre les dosages FVIII:C et FVIII:Cr  existe chez environ un tiers des patients 

hémophiles A mineurs (5). 

Les principaux diagnostics différentiels de l’hémophilie A sont la maladie de Willebrand, le déficit 

combiné en FV+FVIII et l’hémophilie A acquise. 

3. Traitement des hémophilies 

La prévention ou le traitement des événements hémorragiques liés à l’hémophilie repose sur 

l’administration d’un traitement substitutif (concentrés de FVIII ou de FIX d’origine plasmatique ou 

recombinante) par voie intraveineuse (IV). Les traitements substitutifs peuvent être administrés soit à 

la demande lors d’un épisode hémorragique soit de manière prophylactique pour les hémophiles 

sévères. L’objectif du traitement prophylactique est de maintenir le taux de facteur résiduel au-dessus 

de 1-3% afin de prévenir les hémorragies spontanées (6). Le traitement prophylactique est 

actuellement considéré comme la référence dans le traitement des hémophilies sévères (7). Du fait des 

demi-vies des FVIII (8-12h) et FIX (18-24h), le traitement prophylactique des patients hémophiles 

sévères consiste en environ trois injections IV par semaine pour l’HA et deux injections IV par 

semaine pour l’HB.  

Le nombre important d’injections est l’un des principaux facteurs de non observance chez les 

hémophiles, en particulier chez les enfants et les adolescents. De nombreuses molécules à demi-vie 

prolongée sont actuellement en développement (ou récemment arrivées sur le marché). Les stratégies 

utilisées pour augmenter la demi-vie des FVIII et FIX consistent soit en la fixation de groupement 

polyéthylène glycol (PEG) sur les molécules actives soit en la création de protéines de fusion (avec le 

fragment Fc des immunoglobulines ou avec l’albumine ; Tableau 2). Dans le cas de l’HB, ces 

nouvelles molécules ont permis une augmentation significative de la demi-vie du FIX (environ x 2-5) 

permettant un espacement des injections. L’augmentation de la demi-vie du FVIII est plus modeste 

(environ x 1,4-1,7) (8). Une dernière stratégie a été utilisée pour augmenter la demi-vie du FVIII. Elle 
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consiste en la production d’une protéine de FVIII composée d’une seule chaine polypeptidique ce qui 

permet d’augmenter sa stabilité (9). 

Pathologie Molécule Technologie Demi-vie Stade 

Hémophilie A 

BAY94-9027 Pégylation 

x 1,4-1,7 

Phase III 
N8-GP Glycopégylation Phase III 

Adynovate (BAX855) Pégylation Commercialisé (Etats-Unis) 
Eloctat (rFVIII-Fc) Protéine fusion Commercialisé 
rFVIII-SingleChain FVIII chaine unique Phase II/III 

Hémophilie B 
N9-GP Glycopégylation 

x 2-5 
Phase III 

Alprolix Protéine fusion Commercialisé (Etats-Unis) 
Idelvion Protéine fusion Commercialisé 

Tableau 2 : Liste des molécules à demi-vie prolongée pour le traitement des hémophilies A et B 

 Les principaux effets indésirables liés aux traitements substitutifs sont les contaminations 

virales (concentrés de facteurs d’origine plasmatique uniquement) et le développement d’inhibiteurs. 

Le risque de contamination virale est actuellement très bien contrôlé. En effet, avec la mise en place de 

méthodes de purification (cryoprécipitation, chromatographie d’échange d’ions) et d’inactivation 

virale (traitement par solvant/détergent et nanofiltration) lors de la production de concentrés de 

facteurs VIII ou IX, aucun cas de contamination virale n’a été recensé ces 30 dernières années (10).  

 La complication majeure du traitement substitutif est l’apparition d’inhibiteurs anti-FVIII ou 

anti-FIX. Les inhibiteurs apparaissent chez 25 à 30 % des patients hémophiles A sévères et chez 3 à 

5% des patients hémophiles B sévères (1,11). De nombreux facteurs de risque de développement 

d’inhibiteurs ont été identifiés chez les hémophiles A : l’origine ethnique, les antécédents familiaux 

d’inhibiteurs, le type du mutation du gène F8, certains allèles HLA (Human Leukocyte Antigen) et les 

modalités de traitement (12). Les facteurs de risque chez les hémophiles B sont moins bien connus 

mais le type de mutation affectant le gène F9 est un déterminant majeur du développement 

d’inhibiteurs (13–15). L’une des particularités cliniques des patients hémophiles B avec inhibiteurs est 

le risque de choc anaphylactique lors de l’administration de concentré de FIX (16). Le traitement des 

épisodes hémorragiques chez les patients hémophiles avec inhibiteurs dépend du taux d’anticorps. En 

présence d’un taux faible d’anticorps (<5 UB.ml-1) il est possible de saturer l’inhibiteur en 

administrant des doses importantes de concentré de facteur. En cas de concentration importante 

d’inhibiteurs, les agents by-passants tels que le FVIIa recombinant et les concentrés de facteurs du 

complexe prothrombique activés sont utilisés. Ces deux produits sont équivalents en terme d’efficacité 
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et d’effets indésirables thrombotiques mais la réponse à l’un ou à l’autre de ces traitements est variable 

en fonction des patients (17,18). Enfin, l’induction d’une tolérance immune est actuellement la 

meilleure méthode pour éradiquer un inhibiteur. Le taux de réussite est plus important chez les 

hémophiles A (succès dans 60-80% des cas) que chez les hémophiles B (succès dans moins de 50% 

des cas) et dépend de plusieurs facteurs dont le titre initial de l’inhibiteur (1). 

 La desmopressine est un traitement alternatif utilisable chez les patients hémophiles A 

mineurs. Cet analogue de l’hormone antidiurétique entraine la libération des stocks endothéliaux de 

VWF et de FVIII (augmentation du taux de FVIII : x 3-6 en une heure). Cependant, la réponse à la 

desmopressine est variable en fonction des patients et une épreuve thérapeutique est nécessaire avant 

toute utilisation (19). 

De nouvelles stratégies thérapeutiques pour le traitement de l’hémophilie sont actuellement en 

développement. L’une de ces stratégies est l’utilisation de molécules FVIII-mimétiques pour traiter 

l’hémophilie A. Un anticorps bi-spécifique (ACE910, emicizumab) reconnaissant à la fois le FIXa et 

le FX est actuellement à l’essai (phase III). Cette thérapeutique a pour avantage d’avoir une demi-vie 

longue (environ 30 jours) et d’être administrable par voie sous-cutanée (20,21). Une autre stratégie 

consiste à restaurer l’hémostase en inhibant les systèmes inhibiteurs soit par l’administration d’un 

anticorps anti-TFPI (concizumab, phase I/II) (22) soit par l’utilisation d’ARN interférants (siRNA) 

dirigés contre l’antithrombine (fitusiran, ALN-AT3, phase I/II) (23). Enfin, plusieurs essais de thérapie 

génique pour le traitement des hémophilies A et B sévères sont actuellement en cours d’évaluation. 

Cette approche thérapeutique a pour objectif de restaurer chez les patients une production significative 

de FVIII ou de FIX afin de limiter le risque de survenue d’hémorragie spontanée (24,25).  

2. Les déficits rares de la coagulation 

Les déficits rares de la coagulation sont un ensemble de pathologies hémorragiques comprenant 

les déficits en FII (OMIM 613679), FV (OMIM 227400), FVII (OMIM 227500), FX (OMIM 227600), 

FXI (OMIM 612416), FXIII (OMIM 613235 et 613225), le déficit en facteurs vitamine K-dépendants 

(VKCFDs, OMIM 277450) et le déficit combiné en FV et FVIII (OMIM 227300). Leur transmission 
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se fait sur le mode autosomique récessif dans la très grande majorité des cas (26). Ces déficits sont 

rapportés dans la population générale avec des fréquences allant de 1/500 000 pour le déficit en FVII à 

1/ 2 000 000 pour les déficits en FII et FXIII (26,27) (Tableau 3). 

Déficit Prévalence estimée Gènes impliqués 
Cas répertoriés dans le 

registre FranceCoag, nombre 
de patients 

Prothrombine 1 / 2 000 000 F2 1 
FV 1 / 1 000 000 F5 51 

FVII 1/500 000 F7 167 
FX 1 / 1 000 000 F10 25 
FXI 1 / 1 000 000 F11 178 

FXIII 1 / 2 000 000 F13A1 et F13B 27 
Déficit combiné FV et FVIII 1 / 1 000 000 LMAN1 et MCFD2 13 

Déficit en facteurs vitamine K-dépendants <50 familles 
rapportées GGCX et VKORC1 Aucun 

Tableau 3 : caractéristiques générales des déficits rares de la coagulation (28). (https://www.francecoag.org, Octobre 
2017). 

1. Présentation clinique 

La présentation clinique est très variable en fonction du type de déficit mais aussi entre les 

individus porteurs d’un même déficit. Les formes cliniques vont de l’apparition de saignements 

mineurs post-traumatiques à des saignements sévères dès la naissance. Les principaux signes cliniques 

associés aux différents déficits sont répertoriés dans le Tableau 4. Les individus hétérozygotes sont 

asymptomatiques le plus souvent. Des complications gynécologiques telles que des ménorragies, des 

avortements spontanés et des hémorragies de la délivrance sont observées chez environ 20 % des 

femmes porteuses d’un de ces déficits (29,30). 

Dans les déficits rares de la coagulation, le taux résiduel de facteur n’est pas toujours corrélé au 

risque hémorragique. La symptomatologie clinique est assez bien corrélée au taux résiduel de facteur 

pour les déficits en FV+FVIII, FX et FXIII. Cette corrélation est très faible voire inexistante dans le 

cas des déficits en FV, FVII et FXI (31). 

Type 
d’hémorragies 

Hématome 
hémarthrose 

Post-
traumatique Digestive Cavité 

buccale Ménorrhagie Epistaxis Chute du 
cordon SNC 

Déficits FII / FX 

FII / FV / 
FVII / 

FV+FVIII / 
FX / FXI / 

FXIII / 
VKCFD 

FII / FV 
FV+FVIII 

/ FXI / 
FXIII 

FII / FV / 
FV+FVIII / 
FVII / FX / 
FXI / FXIII 

FV / 
FV+FVIII 

/ FVII / 
FX 

FX / 
FXIII / 

VKCFD 

FXIII / 
VKCFD 

Tableau 4 : Signes cliniques les plus fréquents associés aux déficits rares de la coagulation (28). SNC : système nerveux 
central. 
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2. Traitement des déficits rares de la coagulation 

La prise en charge des déficits rares de la coagulation repose essentiellement sur l’administration 

d’un traitement substitutif lors d’un épisode hémorragique. Des concentrés de facteur spécifiques ne 

sont disponibles que pour les déficits en FVII, FXI et XIII. Le traitement des autres déficits est basé 

soit sur l’administration de concentrés du complexe prothrombique (déficit en FII, FX et VKCFD) ou 

de plasma frais congelé (déficits en FV, FVIII+FV). Chez certains patients présentant un phénotype 

sévère, un traitement prophylactique peut être envisagé (32). Le développement d’inhibiteurs suite à 

l’administration d’un traitement substitutif a été rapporté dans des cas de déficits en FII, FVII, FXI et 

FXIII (33–37). 
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Partie 3 : Génétique des déficits héréditaires en facteur de la coagulation : 

exemple de l’hémophilie A. 

Depuis le séquençage du gène F8 en 1984, une très grande diversité d’anomalies génétiques 

affectant ce gène a été mise en évidence et plus de 2000 mutations sont actuellement répertoriées dans 

les bases de données internationales (FVIII variant database, http://www.factorviii-db.org/; CHAMP 

Mutation List Database, www.cdc.gov/ncbddd/hemophilia/champs.htlm). En France, la très grande 

majorité des hémophiles A est génotypés. L’intérêt principal de la réalisation d’une étude génétique 

chez les hémophiles A est la détection de la mutation responsable afin de pouvoir identifier avec 

certitude les femmes conductrices. Cependant dans certains cas, les données de génétique peuvent 

fournir des informations importantes pour la prise en charge des patients (risque de développer un 

inhibiteur, réponse au traitement par la desmopressine). 

Le spectre des mutations responsables d’HA est différent en fonction de la sévérité du 

phénotype. Cinquante pourcents des anomalies trouvées chez les hémophiles A sévères sont des 

grands réarrangements de type inversion de l’intron 22 (Inv22) ou de l’intron 1(Inv1). Des délétions 

ou insertions de taille variable sont présentes dans 20 % des cas et les mutations ponctuelles 

représentent environ 25% des cas (15% de faux-sens et 10 % de non-sens). A l’inverse, les mutations 

faux-sens représentent 75% des anomalies responsables d’HA modérée et mineure (38). 

1. Structure du gène F8 

Le gène F8 est localisé au niveau du bras long du chromosome X (Xq28, chrX:154,064,064-

154,250,998, hg19, https://genome.ucsc.edu). C’est un gène de grande taille s’étendant sur 189 kb, 

composé de 26 exons de taille variable allant de 69 pb (exon 5) à 3016 pb (exon 14). La taille des 

introns varie aussi beaucoup et va de 200 pb (intron 17) à 32 kb (intron 22). Au total 6 introns ont une 

taille supérieure à 14 kb (introns 1, 6, 13, 14, 22 et 25 ; Tableau 5) (39,40). 
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Exon Taille, pb Intron Taille, pb 
1 313 1 22,9 
2 122 2 2,6 
3 123 3 3,9 
4 213 4 5,4 
5 69 5 2,4 
6 117 6 14,2 
7 222 7 2,6 
8 262 8 0,3 
9 172 9 4,8 

10 94 10 3,8 
11 215 11 2,8 
12 151 12 6,3 
13 210 13 16,0 
14 3106 14 22,7 
15 154 15 1,3 
16 213 16 0,3 
17 229 17 0,2 
18 183 18 1,8 
19 117 19 0,6 
20 72 20 1,6 
21 86 21 3,4 
22 156 22 32,4 
23 145 23 1,4 
24 149 24 1,0 
25 177 25 22,4 
26 1958   

Tableau 5 : Taille des exons et des introns composant le gène F8. 

L’intron 22 contient une région riche en CpG qui sert de promoteur bidirectionnel pour deux 

gènes, F8A et F8B, nichés dans le gène F8 (41,42). Le gène F8A, ne contenant aucun intron, est 

transcrit dans le sens opposé du gène F8 et s’étend sur 2 kb dans l’intron 22. Il est exprimé dans de 

nombreux tissus et code une protéine de 40 kDa (Huntingtin-associated protein 40) qui pourrait avoir 

un rôle dans la maladie de Huntington (43,44). Le gène F8B est transcrit dans la même direction que le 

gène F8, son premier exon (codant 8 acides aminés) est localisé dans l’intron 22 du gène F8 et les 

autres exons correspondent aux exons 23 à 26 du gène F8. La fonction du gène F8B est encore mal 

connue (45). Le promoteur de ces deux gènes est localisé dans une région de 9,5kb appelées région 

homologue de l’intron 22-1 (int22h-1). Des copies homologues de cette région sont localisées 

approximativement 300 et 400 kb en amont du gène F8 (int22h-2 et int22h-3 ; Figure 2). Ces régions 

homologues sont impliquées dans des recombinaisons intrachromosomiques appelées Inv22. 
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Figure 2 : Structure du gène F8 (46). Les flèches noires indiquent le sens de la transcription du gène F8A ainsi que les 
orientations des régions homologues de l’intron 22 (int22h) et de l’intron 1 (int1h). Les flèches grise et rose indiquent le sens 
de transcription des gènes F8 et F8B. Les exons du gène F8 sont en noirs. Les copies intragéniques et extragéniques des 
régions homologues des introns 22 et 1 sont en bleu.  

L’intron 1 du gène F8 contient une région d’environ 1kb appelée int1h-1. Cette région possède 

une copie homologue (int1h-2) localisée 125 kb en amont du gène F8. Ces deux séquences 

homologues sont impliquées dans des recombinaisons intrachromosomiques appelées Inv1. 

Le gène F8 est transcrit en un ARNm de 9,01 kb codant une protéine de 2351 acides aminés 

composée d’un peptide signal et d’une succession de domaines protéiques fonctionnels (A1-a1-A2-a2-

B-a3-A3-C1-C2 ; Tableau 6 et Figure 3).  

Domaine Positions, acides aminés 
Peptide signal 1-20 

A1 20-355 
a1 356-390 
A2 391-729 
a2 730-759 
B 760-1667 
a3 1668-1708 
A3 1709-2038 
C1 2039-2191 
C2 2192-2351 

Tableau 6 : Liste des différents domaines protéiques fonctionnels composant le FVIII. 
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Figure 3: Structure du FVIII intracellulaire, circulant et du FVIII activé.  

 

2. Origine des mutations du gène F8 

Lors de la naissance d’un hémophile A sévère, l’absence d’antécédents familiaux 

d’hémophilie est observée dans 50 % des cas. Les cas sporadiques représentent environ 30% des 

phénotypes modérés et mineurs. Ces cas sporadiques sont liés soit à l’apparition d’une mutation de 

novo chez l’enfant soit à l’ignorance de la mère de son statut de conductrice (47). Les études familiales 

de ces cas sporadiques ont montré que dans presque 90% des cas, la mutation est apparue une ou deux 

générations avant (88% des mutations retrouvées chez la mère et seulement 18% chez la grand-mère) 

(47). L’importance des cas sporadiques d’HA est liée à l’existence d’une probabilité élevée de 

mutation du gène F8. Cette probabilité est estimée à 4,2.10-5 par génération de cellules germinales ce 

qui est par exemple 10 fois supérieure à la probabilité de mutation du gène F9 (48). Ce taux de 

mutation permet d’expliquer que l’incidence de l’HA est à la fois la même dans le monde entier et 

indépendante de l’accès des hémophiles aux traitements et au diagnostic prénatal (46).   



33 
 

Les phénomènes d’Inv22 et d’Inv1, qui représentent 50% des cas d’HA sévère, ont lieux 

essentiellement lors de la méiose des gamètes mâles. En effet, du fait de sa petite taille, le 

chromosome Y ne peut stabiliser le chromosome X ce qui facilite ces phénomènes de recombinaison 

intrachromosomiques (49). Les mutations ponctuelles sont aussi prédominantes chez les gamètes 

mâles du fait de la persistance de la spermiogénèse tout au long de la vie. A l’inverse, les grandes 

délétions, conséquences de recombinaisons interchromosomiques, ont lieux essentiellement dans les 

gamètes femelles (50).  

Une autre observation intéressante dans l’HA est la proportion importante de mosaïque 

somatique (liée à l’apparition de mutation au début de l’embryogénèse). Environ 25% des mutations 

ponctuelles sont associées à un phénomène de mosaïque somatique (51). Ce phénomène semble plus 

rare pour les inversions, en effet, un seul cas de mosaïque somatique associée à une inv22 a été 

rapporté dans la littérature (52). Ce phénomène a une grande importance lors de la détermination du 

statut de conductrice des femmes. Une mosaïque germinale peut masquer le fait que la femme est 

conductrice d’HA. 

3. Les mutations du gène F8 

1. Les réarrangements génomiques 

Sous le terme réarrangements génomiques sont classées les délétions, duplications et inversions de 

grande taille (de quelques centaines à plusieurs millions de nucléotides) (53). Les réarrangements 

génomiques peuvent être récurrents (même taille, mêmes points de cassure) ou non (taille différente, 

points de cassure différents).  

a) Réarrangements récurrennts 

La recombinaison homologue non allélique 

La majorité des réarrangements génomiques récurrents sont causés par des recombinaisons 

homologues non alléliques (NAHR pour Non allelic Nomologous Recombination) entre deux 

séquences répétées du génome appelées LCRs (low-copy repeats). Les LCRs sont des régions de 10 à 

300 kb présentant plus de 95% d’homologie entre elles (54). Du fait de leur grande homologie de 
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séquence, les LCRs peuvent s’aligner lors des phénomènes de méiose ou de mitose. Ces erreurs 

d’alignements peuvent entrainer des réarrangements génomiques dans les cellules filles suite à un 

crossing-over. Quand les deux LCRs localisées sur le même chromosome sont orientées dans le même 

sens, la NAHR entre ces deux régions est responsable de délétion et/ou duplication. En revanche s’ils 

sont orientés en sens inverse, la recombinaison de ces deux éléments est responsable d’un phénomène 

d’inversion (Figure 4). Les recombinaisons entre deux LCRs localisées sur des chromosomes 

différents sont responsables de translocations chromosomiques (55). 

 

Figure 4 : Réarrangements génomiques résultant d’une recombinaison homologue non allélique entre deux séquences 
répétées LCRs (53). Les LCRs sont représentées sous forme de flèches noires dont le sens indique l’orientation du LCR. Les 
lettres représentent des régions de l’ADN flanquant les LCRs. a1 : recombinaison entre deux LCRs orientées dans le même 
sens. a2 : recombinaison entre deux LCRs orientées en sens inverse. 

Les réarrangements récurrents dans l’hémophilie A 

La moitié des cas d’HA sévères sont liés à un réarrangement de type NAHR. En effet, Les Inv22 

et Inv1 sont responsables respectivement de 43% et 2,3% des HA sévères (56–59). L’Inv22 est le 

résultat d’une inversion entre une LCRs (int22h-1) localisée dans l’intron 22 du gène F8 et l’une des 

deux copies extragéniques de cette LCRs (int22h-2 et int22h-3) situées respectivement 300 et 400 kb 

en amont du gène F8 (56,57,60). Int22h-2 a la même orientation qu’int22h-1 alors qu’int22h-3 est 

dans le sens opposé. Il y a deux type d’Inv22 : le type 1 (Inv22-1) impliquant directement int22h-1 et 

int22h-3 et le type 2 (Inv22-2) impliquant int22h-1 et int22h-2 après une inversion préliminaire entre 

int22h-2 et int22h-3 (61). La faible fréquence de l’inversion préliminaire entre int22h-2 et int22h-3 

peut expliquer que l’Inv22-2 ne représente que 16% des cas et l’Inv22-1 en représente 80% (62,63). 

Enfin, les 4% restant sont des Inv22 plus complexes associant la duplication de la région comprenant 
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les séquences int22h-2 et int22h-3 et une inversion (64). Le phénomène d’Inv22 est responsable d’une 

cassure du gène F8 avec la séparation des exons 1-22 et des exons 23-26 (Figure 5). Depuis la 

découverte de ce phénomène en 1993, différentes méthodes de diagnostic ont été développées telles 

que le Southern Blot (SB) et les PCR long-fragment (LR-PCR) (56,63).  

 
Figure 5 : L’inversion de l’intron 22 de type 1 (65). Le phénomène d’inversion de l’intron 22 est la conséquence d’une 
recombinaison homologue non allélique intrachromosomique entre deux séquences homologues (int22h-1 et int22h-3) 
orientées en sens inverse.  

L’Inv1, initialement décrite par Brinke et al. (66) puis par Bagnall et al. (67), est le résultat d’un 

mécanisme similaire à l’Inv22 impliquant une séquence de 1041 pb (int1h-1) localisée dans l’intron 1 

du gène F8 et une copie extragénique de cette séquence (int1h-2) localisée approximativement  à 

140kb en amont du gène F8 et orientée en sens inverse. Ce phénomène est aussi responsable d’une 

cassure dans le gène F8 avec la séparation de l’exon 1 et des exons 2-26. La recherche d’une Inv1 

chez les patients est réalisée par PCR (67). 

Un troisième type d’inversion entre une séquence localisée dans l’intron 1 différente de int1h-1 et 

une copie homologue extragénique a été décrite dans un cas d’HA sévère (68).  

Quelques cas de duplications et de délétions de la région localisée entre les séquences int22h-1 et 

int22h-2 (0,5 Mb) ont aussi été décrits dans la littérature (69,70). Ces phénomènes sont la conséquence 

de NAHR entre les LCRs int22h-1 et int22h-2 localisées sur deux chromatides différentes. La 

duplication de cette région de 0,5Mb a été observée chez des hommes non hémophile. La délétion 
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réciproque n’a, à ce jour, été décrite que chez des femmes et aurait une fréquence allélique de 0,21% 

dans la population générale (69,71).  

b) Réarrangements non récurrents  

A la différence des réarrangements récurrents, les anomalies non récurrentes possèdent des points 

de cassure uniques et ont des tailles variables. Les points de cassures des réarrangements non 

récurrents sont caractérisés soit par l’absence totale d’homologie soit par la présence de 

microhomologies de séquences (4 à 20 nucléotides). Parfois, des insertions ou délétions de quelques 

paires de bases sont présentes au niveau de ces points de cassure. Les mécanismes responsables de ces 

anomalies peuvent être classés en deux catégories : ceux ne nécessitant pas d’étape de réplication de 

l’ADN et ceux nécessitant une étape de réplication (72). 

Mécanismes sans réplication  

Ce type de réarrangements est souvent la conséquence de l’action de mécanismes de réparation de 

l’ADN suite à une cassure double brin. Deux mécanismes principaux de réparation de l’ADN après 

une cassure double brin ont été décrits : la jonction d’extrémités non-homologues (NHEJ pour Non 

Homologous End-joining) et la jonction d’extrémités présentant des microhomologies (MMEJ pour 

Microhomology-mediated End-joining).  

La NHEJ permet de lier les deux brins d’ADN après une cassure en absence d’homologie de 

séquence (Figure 6). La ligation des deux brins d’ADN peut entrainer, au niveau du point de cassure, 

la délétion de quelques nucléotides (1 à 4 le plus souvent) ou bien l’insertion de molécules d’ADN 

libres (tels que des rétrotransposons) (73). 
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Figure 6 : Jonction d’extrémités non-homologues NHEJ (74). Suite à la cassure double brin de l’ADN, le complexe 
enzymatique Ku se lie à l’ADN. Ce complexe possède des activités polymérase, ligase et nucléase. Ces activité peuvent 
intervenir dans n’importe quel ordre afin d’éliminer ou d’ajouter des nucléotides. Plusieurs cycles d’élimination/addition de 
nucléotide peuvent avoir lieu. Ces étapes ont pour objectif la création de microhomologie à l’extrémité des brins d’ADN afin 
de faciliter l’étape de ligation. Ce mécanisme est souvent responsable de l’apparition d’erreur au niveau du point de cassure 
mais peut aussi lier les deux brins d’ADN sans modification de la séquence.  

Lors de la MMEJ, avant ligation, les deux brins d’ADN s’hybrident au niveau de séquences 

homologues de 5 à 25 bp situées dans l’entourage du point de cassure (Figure 7). Ce mécanisme de 

réparation est fréquemment responsable de la délétion de la région d’ADN localisée entre les deux 

séquences homologues (72). 

 

Figure 7 : Jonction d’extrémités présentant des microhomologies (MMEJ) (75). Après une cassure bouble brin de 
l’ADN, des nucléotides sont éliminés afin de permettre l’allignement de deux courtes séquences homologues de 5 à 25 pb.  
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Mécanismes avec réplication: Microhomology-Mediated Break-Induced Replication 

(MMBIR) / Fork Stalling and Template Switching (FoSTeS) 

Ces deux mécanismes sont très proches et ont lieu lors d’arrêt de la fourche de réplication (soit du 

fait d’une cassure simple brin de l’ADN en réplication soit lié à la structure secondaire de l’ADN). Le 

brin d’ADN libre s’hybride au niveau d’une séquence présentant des microhomologies localisées à un 

autre endroit sur la molécule d’ADN ce qui permet la création d’une nouvelle fourche de réplication. 

Ce phénomène peut se répéter à plusieurs reprises et être à l’origine de réarrangements très complexes 

associant duplication, triplication, délétion et/ou inversion (Figure 8). Ce type de réarrangements est 

caractérisé par la présence au niveau de chaque point de cassure de microhomologies de séquence. 

 

Figure 8 : Fork Stalling and Template Switching (FoSTeS). Suite à l’arrêt de la fourche de replication. Le brin d’ADN 
libre va s’hybrider sur une séquence présentant une microhomologie (1). Cette hybridation permet la création d’une nouvelle 
fourche de réplication (2). Le même mécanisme peut se répéter plusieurs fois (3). Finalement, la réplication reprend sur le 
brin initial (4). 
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Les réarrangements non récurrents dans l’hémophilie A 

Les délétions de grande taille localisées dans le gène F8 sont responsables de 3% des HA 

sévères (38) et plus de 255 de ces délétions sont répertoriées dans les bases de données internationales. 

Dans quelques cas, les points de cassure ont été caractérisés. La majorité de ces délétions sont causées 

par des mécanismes de type NHEJ et MMBIR (76–81). Un réarrangement complexe du gène F8  

associant à la fois une Inv1 et une délétion (2,56 kb) / insertion (256 kb) lié à un mécanisme de type 

MMBIR / FoSTeS a aussi été rapporté dans la littérature (82). 

De nombreuses duplications (comprenant un à plusieurs exons du gène F8) ont été rapportées 

dans la littérature. Elles ont été identifiées majoritairement chez des hémophiles A sévères mais aussi 

chez des hémophiles modérés et mineurs. Les points de cassure ont été caractérisés pour plusieurs 

d’entre elles et des microhomologies ou des séquences répétées (séquences Alu par exemple) ont été 

fréquemment mises en évidence (83). Ces duplications pourraient être la conséquence de 

réarrangements de type MMEJ ou  MMBIR / FoSTeS. Un cas particulier est la duplication de l’exon 

13 du gène F8 qui est trouvée chez environ un tiers des hémophiles A mineurs originaires du Nord de 

l’Italie (84). La fréquence importante de cette anomalie dans cette région est liée à un effet fondateur. 

Cette duplication est le résultat d’une recombinaison non homologue dont le mécanisme exact est  non 

déterminé à ce jour (85). La présence d’un épissage alternatif chez ces patients (saut de l’exon 13 

surnuméraire) permet la production d’une faible quantité de FVIII normal (86). 

2. Les délétions et insertions de petite taille 

Des petites délétions et insertions (< 50 pb) sont retrouvées dans 16% des HA sévères (38). La 

majorité de ces anomalies sont la conséquence de MMEJ et NHEJ ayant eu lieu suite à une cassure 

double brin de la molécule d’ADN. Ces insertions entrainent souvent un décalage du cadre de lecture 

et l’apparition d’un codon stop prématuré. Une exception est la mutation c.6658_6660del 

(p.Ala2220del) qui est responsable d’HA mineure à modérée (87). Cette délétion conserve la cadre de 

lecture mais entraine une diminution de l’affinité du FVIII pour le VWF et les phospholipides. 
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Les petites délétions ou insertions (1-2 pb) peuvent apparaitre suite à des erreurs de réplication au 

niveau de régions composées d’une répétition d’un seul nucléotide. L’exon 14 du gène F8 contient 

plusieurs répétitions de A particulièrement sensibles à ce phénomène (c.3629_3637 et c.4372_4379) 

(88–90). Bien que ces mutations entrainent un décalage du cadre de lecture, certaines sont 

responsables d’un phénotype modéré d’HA. Ce phénomène est expliqué par l’existence d’erreurs de 

transcription au niveau des mêmes régions répétées lors de la synthèse de l’ARNm permettant la 

restauration du cadre de lecture (91,92) et la production d’une petite quantité de FVIII actif.  

3. Les substitutions nucléotidiques 

a) Origine des substitutions nucléotidiques 

Lors de la réplication de l’ADN, l’ADN polymérase a un taux d’erreur estimé à 10-4-10-5 par 

nucléotide. Ce taux d’erreur est diminué à 10-7 par nucléotide du fait de l’activité exonucléase de 

certaines ADN polymérases. Il existe un système de réparation des erreurs de l’ADN polymérase chez 

l’Homme (MMR pour DNA Mismatch Repair). Ce système permet de diminuer le nombre d’erreur de 

réplication à 10-10/nucléotide (93). Le génome humain contenant 6.10-9 nucléotide, en moyenne il y a 

donc moins d’une erreur de réplication par division cellulaire chez l’Homme. Les protéines formant le  

système MMR reconnaissent les mésappariements sur l’ADN double brin, possèdent une activité 

exonucléase pour éliminer les nucléotides erronés, une activité polymérase pour synthétiser un 

nouveau brin d’ADN et une activité ligase (93). 

Des agressions chimiques et/ou physiques peuvent aussi modifier les bases de l’ADN et être 

responsables de mutation. Il existe deux principaux mécanismes de réparation de ce type de lésion : le 

système de réparation par excision de bases (BER) et le système de réparation par excision de 

nucléotides (NER).  

Le système BER permet d’éliminer et de remplacer les bases modifiées suite à une agression 

chimique (alkylation, oxydation, désamination). Dans une première étape, une DNA glycosylase 

spécifique reconnait la base modifiée (il existe différentes glycosylases spécifiques pour chaque 

modification ex : 8-oxoguanine DNA glycosylase, Uracile N-glycosylase) et coupe la liaison entre la 
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base et le désoxyribose créant un site apurinique ou apyrimidique (AP) dans la molécule d’ADN 

(Figure 9). Le site AP est ensuite clivé par l’apurinique endonucléase 1 puis le nucléotide correct est 

inséré grâce aux actions successives d’une ADN polymérase et d’une ligase (94).  

 

Figure 9 : Réparation de l’ADN par excision de base (BER) (95). Dans une première étape, une DNA glycosylase 
spécifique reconnait la base modifiée et coupe la liaison entre la base et le désoxyribose créant un site apurinique ou 
apyrimidique (AP) dans la molécule d’ADN. Le site AP est ensuite clivé par l’apurinique endonucléase 1 puis le nucléotide 
correct est inséré grâce aux actions successives d’une ADN polymérase et d’une ligase 

Le système NER a pour fonction de réparer des lésions étendues de l’ADN (suite à des radiations 

par exemple). Ce système fonctionne en trois étapes : la reconnaissance de la région lésée, l’excision 

des nucléotides lésés et la synthèse du nouveau brin d’ADN. Le système NER comprend deux voies, 

l’une spécifique des régions non codantes de l’ADN (Global Genome NER) et l’une spécifique des 

régions transcrites (transcription coupled-NER) (96).  
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Figure 10 : Réparation de l’ADN par excision de nucléotide (NER) (97). Après reconaissance de la région de l’ADN 
lésée, la séquence d’ADN est éliminée puis un nouveau brin est synthétisé. 

Malgré ces différents systèmes permettant d’assurer l’intégrité du génome d’une cellule, certaines 

erreurs / lésions ne sont pas corrigées avant le nouveau cycle cellulaire. Ces erreurs ne sont plus 

reconnues comme telles dans les cellules filles et sont transmises aux générations suivantes. Les 

mutations ponctuelles correspondent au remplacement d’un nucléotide par un autre (substitution 

nucléotidique). Elles représentent 25 % des mutations responsables de phénotypes sévères d’HA et 

plus de 75% des mutations responsables des phénotypes modérés et mineurs (38).  

Il est intéressant de remarquer qu’un tiers des substitutions sont localisées au niveau des 

dinucléotides CG (98). La fréquence anormale de substitution au niveau de ces structures est liée au 

phénomène de méthylation des îlots CpG de l’ADN. En effet la désamination de la méthylcytosines 

génère une thymine. La thymine étant une base normale de l’ADN, l’erreur n’est pas détectée par le 
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système BER. Ainsi, la désamination spontanée des méthylcytosine entraine l’apparition de 

substitution C>T (ou G>A en fonction du brin d’ADN où est localisée la méthylcytosine). Le gène F8 

contient 70 îlots CpG et environ 35% des substitutions décrites sur ce gène sont localisées au niveau 

de ces îlots (99). 

b) Mécanismes physiopathologiques des substitutions du gène F8 

Les variations de la région promotrice 

Le promoteur du gène F8 s’étend sur 1175 pb (position c.-1175 à c.-1). Il est composé de 

plusieurs sites de liaison de facteur de transcription tels que HNF 1 et 4 (Hepatic Nuclear Factor 1 et 

4), NF-κB (Nuclear factor κB) et C/EBPα et β (CCAAT/enhancer-binding protein). Des études 

d’expression ont montré que seule la région située entre les positions c.-279 à c.-64 contenant les sites 

de liaison de NF-κB et C/EBPα et β est indispensable à l’activité promotrice (100). 

Un petit nombre de variations localisées dans la région promotrice du gène F8 ont été décrites 

à ce jour (101–104). Ces anomalies sont rencontrées dans tout type de sévérité et sont associées à une 

mauvaise réponse des patients au traitement par la desmopressine (105,106). Des études in vitro 

utilisant un modèle de gène rapporteur ont démontré la pathogénicité de certaines de ces variations 

(103,104). Seules les anomalies localisées dans la région c.-279 à c.-64 du promoteur sont délétères. 

Les variants localisés en dehors de cette région semblent être des polymorphismes rares (c.-51G>A, 

c.-664G>A) (104).  

Les variations des régions exoniques 

Les substitutions exoniques peuvent être classées en trois catégories : 

- les substitutions non-sens : elles entrainent l’apparition d’un codon stop (TAA, TAG, TGA) et sont 

responsables de la synthèse d’une protéine tronquée non fonctionnelle. Elles sont mises en évidence 

dans environ 10% des HA sévères (38). 
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- les substitutions synonymes : du fait de la redondance du code génétique, ce type de variation 

n’entraine pas de changement de l’acide aminé sur la protéine. Cependant ces anomalies peuvent avoir 

un effet délètère sur l’épissage du gène F8 et donc être responsables d’hémophilie A. 

- les substitutions faux-sens : elles entrainent le remplacement d’un acide aminé par un autre sur la 

protéine. Elles peuvent avoir des conséquences très variables sur la molécule de FVIII. On les retrouve 

dans tous les types de sévérité et elles sont localisées dans les domaines A et C du FVIII (Figure 11). 

Elles représentent respectivement  15% et 75% des mutations trouvées chez les hémophiles A sévères 

et non sévères (38).  La pathogénicité des variations faux-sens localisées dans la région de l’exon 14 

du gène F8 codant le domaine B est très incertaine. En effet le domaine B n’est pas nécessaire à 

l’activité pro-coagulante du FVIII (107). Plusieurs équipes ont étudié à l’aide de modèles d’expression 

cellulaire de variant l’impact des substitutions faux-sens localisées dans le domaine B sur l’activité ou 

la biosynthèse du FVIII (108–110). La grande majorité de ces variations semblent n’être que des 

polymorphismes rares. 

 

Figure 11 : Localisation des mutations faux-sens sur le facteur VIII délété en domaine B (111). 
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Plusieurs mécanismes physiopathologiques par lesquels les variations faux-sens sont responsables 

d’anomalies de biosynthèse ou d’activité du FVIII ont été décrits. 

Altération de la structure tertiaire de la protéine de FVIII entrainant sa dégradation intracellulaire 

La majorité des variations faux-sens ont un effet délétère sur la structure tridimensionnelle du 

FVIII. Ceci a pour conséquence une diminution importante de la sécrétion de FVIII. En effet, les 

protéines n’ayant pas une conformation correcte sont séquestrées dans le réticulum endoplasmique et 

orientées vers la voie du protéasome pour y être dégradées. La grande majorité des mutations faux-

sens présentes dans les HA sévères sont responsables d’anomalies de structure du FVIII.  

Altération de la liaison du FVIII au VWF dans la circulation sanguine. 

Dans la circulation sanguine, le FVIII est lié au VWF. Ce dernier protège le FVIII d’une 

dégradation précoce. Certaines variations localisées dans les domaines C1 et C2 du FVIII sont 

responsables d’une diminution de l’affinité du FVIII pour le VWF et entrainent donc un 

raccourcissement de la demi-vie du FVIII (112–114). En dehors de ces deux domaines, la mutation 

p.Tyr1699Phe localisée dans le domaine acide a3 diminue aussi la liaison du FVIII au VWF (115). 

Ces mutations sont observées dans des phénotypes non sévères d’HA. 

Altération de l’activation du FVIII par la thrombine 

Trois clivages protéolytiques par la thrombine au niveau des arginines 391, 759 et 1708 sont 

nécessaires à la transformation du FVIII en FVIIIa. Les régions acides a1, a2 et a3, localisées en 

amont des sites de clivage jouent un rôle important dans l’interaction entre la thrombine et le FVIII. 

Des mutations localisées dans les régions acides telles que p.Tyr365Cys et p.Glu739Lys altèrent 

l’activation du FVIII par la thrombine (116). Ces mutations sont responsables de discordances entre 

les différentes techniques de dosage de l’activité plasmatique du FVIII (FVIII:C < FVIII:Cr). Ce 

phénomène pourrait être lié à la pré-incubation du FVIII avec la thrombine dans le test chromogénique 

test dit en deux temps). Il n’y a pas de phase de pré-incubation dans le test coagulométrique (test dit en 

un temps).  
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Diminution de la stabilité du FVIII 

Des variations localisées au niveau des interfaces entre les domaines A1/A2, A2/A3 et A1/A3 

sont trouvées chez des hémophiles non sévères présentant une discordance importante entre les 

dosages chromogéniques et coagulométriques du FVIII (FVIII:C > FVIII:Cr). Ces mutations 

entrainent une dégradation accélérée du FVIIIa en déstabilisant les liaisons non covalentes existantes 

entre les différents domaines A. Il a ainsi été montré que la mutation p.Arg531His était responsable 

d’une dissociation spontanée du domaine A2 4 fois plus rapide par rapport au FVIII non muté (117). A 

ce jour, plus d’une vingtaine de mutations responsables de discordance FVIII:C >FVIII:Cr ont été 

décrites (118–120). 

Diminution de l’affinité du FVIIIa pour les phospholipides et le FIXa 

Le FVIIIa se lie aux phospholipides chargés négativement présents à la surface des plaquettes 

activées via son domaine C2. Des mutations présentes dans ce domaine, comme par exemple les 

variants p.Ala2220Pro et p.Arg2323Cys, sont responsables d’une perte d’affinité du FVIIIa pour les 

phospholipides. Ces mutations sont responsables de phénotypes non sévères d’HA (121).  

De la même manière, certaines mutations sont responsables d’une perte d’affinité du FVIIIa 

pour le FIXa. C’est le cas des mutations p.Ile585Thr et p.Ser677Phe localisées dans le domaine A2. 

L’encombrement stérique lié à ces mutations, soit du fait de la création d’un nouveau site de N-

glycosylation (p.Ile585Thr) soit du fait de l’introduction d’une chaine latérale encombrante 

(p.Ser677Phe), déstabilise le complexe FIXa/FVIIIa (122). 

Les variations des jonctions intron/exon et des régions introniques 

Les substitutions localisées au niveau des jonctions intron/exon peuvent être responsables 

d’anomalies d’épissage du gène F8. Ce type d’anomalies est observé dans tous les grades de sévérité. 

Les anomalies localisées au niveau des sites d’épissage du gène F8 ont fait l’objet d’une étude 

approfondie dans la section 3 de ce manuscrit. 
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Des variations introniques profondes peuvent aussi être responsables d’anomalies d’épissage en 

entrainant soit la création d’un site de novo d’épissage soit l’activation d’un site cryptique pré-éxistant 

(58,123–125). 

Les variations localisées dans la région 3’ non transcrite du gène F8 

Une seule variation localisée dans la région 3’ non transcrite (3’UTR) du gène F8 a été décrite 

à ce jour chez un hémophile A mineur (126). La mutation c.*59G>T est responsable de la création 

d’un nouveau site donneur d’épissage entrainant la perte de 159 bp dans la région 3’UTR. Les auteurs 

ont démontré à l’aide dans un modèle in vitro que ce variant était responsable d’une diminution de 

l’expression d’un gène rapporteur et donc d’une diminution de la transcription de l’ARNm. 
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Partie 4: Maladies hémorragiques héréditaires liées à des mutations gain de 

fonction. 

Des syndromes hémorragiques héréditaires familiaux ont été rapportés dans la littérature chez 

des individus dont aucun facteur de la coagulation n’était déficitaire. Ces patients présentent des 

phénotypes cliniques et biologiques variables mais ont en commun une diminution importante de la 

génération de thrombine mesurée par le test de génération de thrombine (TGT). Des analyses 

génétiques réalisées chez ces patients ont permis d’identifier des mutations soit dans le gène F5 

(codant le FV) soit dans le gène THBD (codant la thrombomoduline). En conférant des propriétés 

supplémentaires aux protéines mutées, ces mutations sont responsables des phénotypes hémorragiques 

observés chez les patients. 

1. Mutations gain de fonction localisées dans le gène F5 : FV Texas et FV Amesterdam. 

En 2001, Kuang et al ont décrit une grande famille originaire du Texas chez laquelle plusieurs 

membres présentaient un phénotype hémorragique bruyant avec présence de ménorragies importantes, 

d’épistaxis et d’hémorragies post-traumatiques ou post-chirurgicales (127). Peu de données existent 

sur la prise en charge de ces accidents hémorragiques, mais il semblerait que la plupart aient été traités 

par administration de plasma frais congelé. Tous les patients sont porteurs de la mutation du gène F5 

c.2350A>G (p.Ser784Gly) appelée FV Texas. Cette anomalie se transmet dans la famille sur le mode 

autosomique dominant. 

Les patients porteurs de cette anomalie présentent un allongement modéré du temps de céphaline 

avec activateur (TCA) et du temps de Quick (TQ). Cependant, les taux de tous les facteurs de 

coagulation et du fibrinogène sont normaux. Le test de génération de thrombine est perturbé. Enfin, 

une concentration plasmatique de TFPIα 10 fois supérieur à la normale est observée chez les patients 

porteurs de la mutation (128). 

La mutation c.2350A>G, localisée dans l’exon 13 du gène F5, entraine l’apparition d’une 

variation faux-sens (p.Ser784Gly) dans le domaine B du FV. Cette anomalie génétique n’a aucun 

impact sur l’activité pro-coagulante du FV. La mutation c.2350G>A favorise l’utilisation d’un site 
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donneur cryptique d’épissage en c.2351 entrainant la production majoritaire d’un transcrit du gène F5 

plus court où la région c.2351_c.4457 est délétée. Ce transcrit code une isoforme plus courte du FV 

ayant une délétion de 702 acides aminés dans son domaine B (p.Ser784_Asp1486delinsAsn). Cette 

isoforme du FV (appellée FV-court), existante chez les individus sains à l’état de traces, est la forme 

majoritaire circulante chez les patients porteurs de la mutation FV Texas. Les concentrations élevées 

de TFPIα sont liées à l’affinité très élevée du FV-court pour le TFPIα ce qui entraine une 

augmentation importante de la demi-vie de ce dernier (128). Les taux élevés de TFPIα sont 

responsables d’une diminution de la génération de FXa et donc de la génération de thrombine. Cette 

faible génération de thrombine explique le phénotype hémorragique des patients. 

Récemment, une autre anomalie génétique du gène F5, la mutation c.2588C>G (p.Ala863Gly) a 

été identifiée chez une famille ayant un phénotype hémorragique proche de celui observé avec le FV 

Texas (129). Les mêmes anomalies biologiques (allongement des TQ et TCA et diminution de la 

génération de thrombine) sont mises en évidence chez ces patients et une concentration élevée de 

TFPIα est retrouvée. Cette mutation est responsable de la création d’un site donneur de novo 

d’épissage dans l’exon 13 du gène F5 entrainant la production d’un transcrit majoritaire plus court 

(délétion de la région c.2588_c.4457) codant un FV tronqué (p.Ala863_Pro1485del) appelé FV 

Amesterdam. Ce FV présente les mêmes propriétés que le FV Texas (129). 

2. Mutations gain de fonction localisées dans le gène THBD : c.1611C>A (p.Cys537X). 

Récemment, plusieurs équipes indépendantes ont décrit une nouvelle pathologie hémorragique 

chez des patients porteurs à l’état hétérozygote de la mutation du gène THBD c.1611C>A 

(p.Cys537X) codant la TM (130–133). Cette pathologie se transmet sur le mode autosomique 

dominant. Cette mutation entraine la synthèse d’une protéine tronquée des 3 derniers acides aminés du 

domaine transmembranaire et du domaine intracytoplasmique de la TM. 

Les patients porteurs de cette anomalie génétique ne présentent aucune anomalie ni sur le bilan de 

coagulation standard ni sur les fonctions plaquettaires. Les seuls tests perturbés sont l’index de 

consommation de thrombine et le test de génération de thrombine. Les patients présentent tous des 
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taux de TM soluble (sTM) plasmatique très élevés (de 50 à 100 fois la normale). Les caractéristiques 

biologiques des patients porteurs de la mutation THBD c.1611C>A rapportés à ce jour dans la 

littérature sont présentées dans le Tableau 7. 

 1 2 3 4 5 6 

Référence Dargaud et al. 
(131) 

Langdown et 
al. (130) 

Langdown et 
al. (130) 

Langdown et 
al. (130) 

Burley et al. 
(133) 

Burley et al. 
(133) 

Sexe Féminin Masculin Féminin Masculin Masculin Masculin 

Age, années 37 31 Non 
disponible 

Non 
disponible 59 34 

ETP, nM.min 61* 54* 108* 446* 316 316 

ICP, % 74-91 79 68 60 Non 
disponible 

Non 
disponible 

sTM, ng.ml-1 1120 845 553 433 598 633 
Anomalie 
génétique 
associée 

Aucune 
THBD 

C.1418C>T 
(p.Ala473Val) 

Aucune FV Leiden Aucune Aucune 

Tableau 7 : caractéristiques biologiques des patients porteurs de la mutation THBD c.1611C>A rapportés dans la 
littérature. Les tests de génération de thrombine ont été réalisés sur du plasma pauvre en plaquettes en présence de 1pM de 
facteur tissulaire. La génération de thrombine a été évaluée chez les patients à l’aide du potentiel endogène de thrombine 
(ETP).*test de génération de thrombine réalisé en présence d’un inhibiteur du système contact (CTI ; corn trypsin inhibitor). 
Les ETP obtenus chez des patients sains sont respectivement : 835 nM.min, 609-1242 nM.min et 1584+/-56 nM.min dans les 
études de Dargaud et al., Langdown et al.et Burley et al. ICP : index de consommation de prothrombine, valeurs usuelles 
<10%. sTM : thrombomoduline soluble. 

Le phénotype clinique associé à cette anomalie génétique est caractérisé par des hémorragies 

prolongées post-traumatiques (suite à des chirurgies ou des traumatismes minimes). Ces hémorragies 

sont résistantes à l’administration de plasma frais congelé, de concentrés de FIX, d’acide 

tranxénamique ou de desmopressine (131,133). A l’inverse, la transfusion de concentrés plaquettaires 

(associés ou non à des concentrés de FVIII) et l’administration de FVIIa recombinant ou de concentrés 

de facteurs du complexe prothrombique activés sont des thérapies efficaces pour contrôler les 

saignements chez ces patients (130,131,133,134). 

Les mécanismes physiopathologiques responsables des taux élevés de sTM observés chez les 

patients sont inconnus à ce jour et ont fait l’objet d’un travail présenté dans la section 4 de ce 

document.  



51 
 

Section 2. Anomalies génétiques de grande taille dans l’hémophilie: mise en 

évidence et intérêt pour le conseil génétique. 
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Partie 1. Caractérisation par analyse chromosomique sur puce à ADN de 6 

délétions totales du gène F9: implication de la délétion du gène SOX3 dans les 

déficits mentaux observés chez certains patients. 
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3. Résumé 

Contexte: Plusieurs grandes délétions comprenant à la fois le gène F9 dans sa totalité et d’autres 

gènes voisins ont été décrites chez des patients hémophiles B sévères. Certains de ces patients 

présentent des phénotypes cliniques atypiques associant une symptomatologie hémorragique et 

d’autres signes cliniques dont des déficits mentaux plus ou moins importants.  

Matériels et méthodes: Dans cette étude, nous avons caractérisé par analyse chromosomique sur 

puce à ADN (CMA) six délétions totales du gène F9 issues de la cohorte lyonnaise de familles 

d’hémophiles B. L’objectif de ce travail est d’étudier les corrélations génotype/phénotype chez ces 

patients. 

Résultats et discussion: Un déficit mental était présent chez cinq des six patients inclus dans ce 

travail. L’analyse par CMA des génomes de ces patients a mis en évidence dans chaque cas la 

présence de délétions de très grande taille (de 933 kb à 9,19 Mb) situées au niveau des bandes Xq26.3 

à Xq28. Dans tous les cas, la délétion totale du gène F9 était associée à la perte d’un nombre variable 

de gènes voisins (de 5 à 28 autres gènes). L’analyse de nos données nous a permis d’associer à la 

présence d’un déficit mental à une zone de 1,26 Mb contenant sept gènes : LOC389895, SOX3, 

LINC00632, CDR1, SPANXF1, LDOC1, SPANXC. Le gène SOX3 est le gène candidat retenu pour le 

déficit mental présent chez les 5 patients de notre cohorte. En effet, il code un facteur de transcription 

impliqué dans le développement du système nerveux central. A ce jour, tous les patients ayant une 

délétion du gène SOX3 rapportés à la fois dans la littérature et dans cette étude présentent un déficit 

mental plus ou moins important. 

Conclusion: Ce travail montre l’intérêt de réaliser une étude plus complète du génome chez des 

patients hémophiles B présentant un phénotype clinique atypique, notamment s’ils sont porteurs d’une 

délétion totales du gène F9. En effet la perte de gènes voisins du gène F9, tel que SOX3, peut avoir des 

conséquences cliniques importantes. La caractérisation précise de ces délétions par CMA prend toute 

son importance dans le cadre du conseil génétique donné aux femmes conductrices de ces anomalies 

afin d’évaluer le risque de transmission d’hémophilie B sévère associée à un déficit mental. 
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4. Introduction 

Le gène F9 est situé sur le bras long du chromosome X (Xq27.1) et s’étend sur 32,7 kb. Il est 

constitué de 8 exons et est transcrit en un ARNm de 2802 pb codant une protéine de 461 acides aminés 

(135). Un grand nombre de mutations du gène F9 responsables d’HB (> 1000 mutations répertoriées 

dans la base de données internationale, http://www.factorix.org) a été décrit. Parmi ces anomalies 

génétiques, les mutations ponctuelles sont les plus fréquentes (73%) suivies par les délétions (16%) et 

les insertions (3%) (136). Les délétions de grande taille (> 50pb) sont retrouvées dans environ 2% des 

cas d’HB sévère et leur présence est significativement corrélées à l’apparition d’inhibiteurs anti-FIX 

(13–15). 

La délétion d’un ou de plusieurs exons du gène F9 est généralement suspectée chez des patients 

hémophiles B sévères après plusieurs échecs d’amplification de ces exons par PCR. Cependant, cette 

approche n’est pas réalisable chez les femmes conductrices du fait de de la présence de la copie du 

intacte gène F9 sur le second chromosome X. Il existe néanmoins plusieurs méthodes pour étudier les 

variations du nombre de copie (CNVs) telles que la MLPA (multiplex ligation-dependent probe 

amplification) et la CMA. Une centaine de délétions de grande taille du gène F9 ont été rapportées 

dans la littérature et 50% d’entre elles sont des délétions complètes du gène F9. Les points de cassure 

exacts n’ont été décrits que pour 18 de ces délétions et leur taille varie de 1,1 à 884 kb (137–148). 

Dans huit cas, la caractérisation précise des points de cassure a permis de mettre en évidence la 

délétion de gènes voisins du F9 (145–148) et deux des patients porteurs de ces délétions présentaient 

un phénotype atypique d’hémophilie B sévère associant un syndrome hémorragique à d’autres signes 

cliniques dont un déficit mental.  

Six patients porteurs d’une délétion totale du gène F9 ont été étudiés au sein du laboratoire de 

génétique des pathologies hémorragiques des Hospices Civils de Lyon. Un déficit mental est présent 

chez cinq d’entre eux. L’objectif de ce travail a été de délimiter le plus précisément possible ces 

délétions sur le chromosome X par CMA afin d’étudier les corrélations génotype/phénotype chez ces 

patients. 
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5. Matériels et Méthodes 

Description de la population de l’étude 

Nous avons étudié tous les patients (n = 6 ; 5 hommes et 1 femme) porteurs d’une délétion 

totale du gène F9 issus de notre cohorte de 572 familles d’HB (dont 49% d’HB mineures, 13% de 

modérées et 28% de sévères). Les patients et leur famille ont été inclus dans cette étude après avoir 

signé un consentement éclairé. La délétion complète du gène F9 a été suspectée suite à l’échec de 

l’amplification de tous les exons du gène chez les 5 patients hémophiles B sévères (P1 à P4 et P6). Ces 

patients ont été diagnostiqués durant les premières années de vie suite à des épisodes répétés de 

saignements prolongés. Des inhibiteurs anti-FIX ont été détectés chez les patients P1, P3 et P4.  

Une délétion du gène F9 à l’état hétérozygote a été mise en évidence par MLPA chez la 

patiente P5, une femme à taux bas de FIX (FIX:C = 10%) chez laquelle aucune autre mutation n’a été 

détectée après le séquençage de sa seconde copie du gène F9. La patiente P5 a été diagnostiquée de 

façon fortuite lors de la découverte d’un allongement isolé du TCA. 

 A l’exception du patient P6, tous les patients inclus dans ce travail présentaient un phénotype 

atypique associant un syndrome hémorragique et d’autres signes cliniques dont un déficit mental. Les 

patients ont été classés en trois catégories de déficit mental : sévère, modéré et mineur, en fonction de 

l’avis des cliniciens qui les prend en charge et de leur niveau scolaire (Tableau 8). 
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Patient P1 P2 P3 P4 P5 P6 
Sexe Masculin Masculin Masculin Masculin Féminin Masculin 

Age (ans) 21 21 57 12 26 29 
FIX:C (%) <1 <1 <1 <1 10 <1 
Présence 

d’inhibiteurs Oui Non Oui Oui Non Non 

Déficit mental Sévère Mineur Sévère Mineur modéré Non 
Niveau de 

scolarisation 
Etablissement 

spécialisé 
Etablissement 

spécialisé 
Etablissement 

spécialisé 
Scolarité 
normale 

Etablissement 
spécialisé 

Scolarité 
normale 

Retard du 
développement Aucun Retard de la 

marche Aucun 
Retard de la 
marche et de 

la parole 
Aucun Aucun 

Autres 
manifestations 

cliniques 

Petite taille  
(-4SD à 16 ans) 

Hypotonie, 
surpoids,  

cryptorchidie 
bilatérale ayant 
nécessité une 
orchidopéxie, 

scoliose 

Aucun Hypotonie 
Hypertrophie 
mammaire, 

cyphose 
Aucun 

Déficit mental 
dans la famille 

Sœur (FIX:C 
=13%, DM 

mineur), 
Cousin 

maternel 
(FIX:C<1%, 
DM severe). 

Aucun 
(Pas d’autre 
homophile B 
sévère dans la 

famille) 

Frère 
(FIX:C<1%, 

inhibiteurs, DM 
severe), Cousin 

maternel 
(FIX:C<1%, 
DM severe) 

Sœur (FIX:C 
= 20%, DM 

mineur) 
(Pas d’autre 
homophile B 
sévère dans la 

famille) 

Aucun 
(Pas d’autre 
homophile B 
sévère dans la 

famille) 

Aucun 
 

Tableau 8: Caractéristiques cliniques des patients inclus dans cette étude. DM : Déficit mental, HB : hémophilie B.  

 

Réalisation des analyses chromosomiques sur puce à ADN (CMA) 

 Les CMA ont été réalisées par le laboratoire de cytogénétique des Hospices Civils de Lyon par 

Marie-Laure Carage dans le cadre de son mémoire de DES biologie médicale (65). La CMA a été 

réalisée sur de l’ADN génomique préalablement digéré et marqué par un fluorochrome (Alexa 3 ou 

Alexa 5). Une puce composée de 180 000 sondes, enrichies en oligonucléotides sur le chromosome X 

a été utilisée (SurePrint G3 Human CGH Microarray Kit, 4x180K, Agilent Technologies, Santa Clara, 

California, Etats-Unis). Au total, 100 000 sondes étaient situées sur le chromosome X et les 80 000 

autres sondes étaient réparties sur le reste du génome. Le génome entier était couvert avec en moyenne 

une sonde tous les 120 kb. L’espacement médian entre deux sondes sur le chromosome X était de 3 

kb. La couverture sur le gène F9 est d’en moyenne une sonde tous les 617 pb. La CMA a été réalisée 

en suivant les recommandations du fournisseur. Les données ont été analysées à l’aide du logiciel 

Genomic Workbench 5.0.14. Une anomalie du nombre de copies dans une région du génome a été 

définie comme trois sondes successives ayant un ratio log2 anormal. 
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6. Résultats et discussion 

Dans cette étude, six délétions complètes du gène F9 ont été caractérisées par CMA afin d’étudier 

la relation entre la présence d’une large délétion dans cette région du chromosome X et l’existence 

d’un déficit mental. L’analyse cytogénétique a mis en évidence chez chacun des patients l’existence de 

délétions dans la région Xq26.3 à Xq28 de taille variable allant de 933 kb (P6) à 9,19 Mb (P5). Ces 

délétions ont été retrouvées à l’état hétérozygote chez la mère de chacun des patients à l’exception de 

la patiente P5 pour laquelle aucun des deux parents n’est porteur de l’anomalie génétique. L’apparition 

de novo de cette délétion chez la patiente P5 ou l’existence d’une mosaïque germinale chez la mère de 

cette patiente sont deux explications possibles de cette observation. 

Chacune des six délétions étudiées est responsable de la perte du gène F9 dans sa totalité ainsi 

qu’un nombre variable de gènes voisins (de 4 autres gènes délétés pour le patients P6 à 27 pour la 

patiente P5). Les caractéristiques de chacune des six délétions ont été reportées dans le Tableau 9. 

Comme ceci a été le cas dans d’autres travaux portant sur l’étude des grandes délétions du gène F9, 

aucun point de cassure récurrent n’a été mis en évidence (137–148). 

Cinq des six patients inclus dans ce travail présentent un déficit mental plus ou moins important 

(P1-P5). La plus petite région de chevauchement des 5 délétions identifiées chez ces patients 

correspond à la région chrX: 138,383,974 – 140,443,615, hg19 (délétion du patient P4). Cette zone 

contient 11 gènes (F9, MCF2, ATP11C ,CXorf66, LOC389895, SOX3, LINC00632, CDR1, SPANXF1, 

LDOC1, SPANXC). Le patient 6 qui ne présente pas de déficit mental est porteur de la plus petite 

délétion (chrX: 138,246,006 – 139,178,596, hg19) comprenant 5 gènes (FGF13, F9, MCF2, ATP11C, 

CXorf66). En faisant l’hypothèse d’une pénétrance complète, nous avons exclu de la liste des gènes 

candidats pour le déficit mental les gènes  F9, MCF2, ATP11C, CXorf66. La plus petite région du 

génome associée au déficit mental a donc été réduite à une zone de 1,26 Mb (chrX: 139,178,596-

140,443,615, hg19) contenant 7 gènes (LOC389895, SOX3, LINC00632, CDR1, SPANXF1, 

LDOC1, SPANXC). Les positions dans le génome de chacune de ces délétions sont présentées dans la  

Figure 12. L’HB et le déficit mental co-ségrégent chez les hommes atteints dans les familles des 

patients P1 et P3 (il n’y a aucun autre homme atteint dans les familles des patients P2, P4 et P5). 
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Patients 
Coordonnées 

génomiques (taille 
maximum) 

Taille (kb) Gènes compris dans la délétion 

P1 chrX: 138,197,325 – 
144,743,347 6546.0 

F9, MCF2, ATP11C ,CXorf66, LOC389895, SOX3, 
LINC00632, CDR1, SPANXF1, LDOC1, SPANXC, 

SPANXA2, SPANXL, SPANXE, MAGEC3, MAGEC1, 
MAGEC2, SPANXN4, SPANXN3, SLITRK4, SPANXN2, 

UBE2NL, SPANXN1, SLITRK2, TMEM257 

P2 chrX: 137,258,075 – 
142,225,944 4967.9 

FGF13, F9, MCF2, ATP11C, CXorf66, LOC389895, 
SOX3, LINC00632, CDR1, SPANXF1, LDOC1, SPANXC, 

SPANXA2, SPANXL, SPANXE, MAGEC3, MAGEC1, 
MAGEC2, SPANXN4 

P3 chrX: 138,126,120 – 
144,174,201 6033.5 

F9, MCF2, ATP11C, CXorf66, LOC389895, SOX3, 
LINC00632, CDR1, SPANXF1, LDOC1, SPANXC, 

SPANXA2, SPANXL, SPANXE, MAGEC3, MAGEC1, 
MAGEC2, SPANXN4, SPANXN3, SLITRK4, SPANXN2, 

UBE2NL, SPANXN1 

P4 chrX: 138,383,974 – 
140,443,615 2059.6 F9, MCF2, ATP11C, CXorf66, LOC389895, SOX3, 

LINC00632, CDR1, SPANXF1, LDOC1, SPANXC 

P5 chrX: 137,880,627 – 
137,884,787 9191,6 

F9, MCF2, ATP11C, CXorf66, LOC389895, SOX3, 
LINC00632, CDR1, SPANXF1, LDOC1, SPANXC, 

SPANXA2, SPANXL, SPANXE, MAGEC3, MAGEC1, 
MAGEC2, SPANXN4, SPANXN3, SLITRK4, SPANXN2, 
UBE2NL, SPANXN1, SLITRK2, TMEM257, CXorf51A, 

CXorf51B, FMR1 

P6 chrX: 138,246,006 – 
139,178,596 932.5 FGF13 (partiellement), F9, MCF2, ATP11C, CXorf66, 

Tableau 9: Caractérisation de 6 délétions complètes du gène F9 par CMA 

L’association de l’HB sévère et d’un déficit mental a été décrite pour la première fois chez un 

homme ayant une délétion de 6Mb sur le chromosome X (Xq26.1-27.2) (149). Depuis, deux autres cas 

d’association HB et déficit mental ont été rapportés dans littérature : une délétion d’au moins 2Mb 

chez un homme autiste, épileptique et présentant un retard du développement et une délétion de 2,61 

Mb dans la région Xq27.1-27.2 trouvée chez un homme présentant un retard du développement et une 

insuffisance hypophysaire (146,147). Nous avons recherché dans la littérature si d’autres délétions 

dans la région Xq27.1 avaient été rapportées et nous avons trouvé la description d’une délétion de 2,1 

Mb (chrX: 139,498,435-141,770,365, hg19) chez un jeune garçon de 8 ans présentant un déficit 

mental léger et des troubles du langage et du comportement (150). Les points de cassure de ces deux 

dernières délétions ont été déterminés par CMA (147,150). Ainsi en prenant en compte ces données de 

la littérature, nous avons réduit notre région candidate pour le déficit mental à une zone de 1,06 Mb 

(chrX: 139,498,435-140,557,617, hg19) contenant 6 gènes  (SOX3, LINC00632, CDR1, SPANXF1, 

LDOC1, SPANXC) (Figure 12). 
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Figure 12 : Coordonnées génomiques des différentes délétions étudiées (UCSC, hg19). Les délétions mises en évidence 
chez les six patients inclus dans ce travail (P1-P6) ainsi que deux délétions de la région Xq27  rapportées dans la littérature 
sont présentées. Les délétions des patients présentant un déficit mental sont représentées en noir et celle du patient ne 
présentant pas de déficit mental est représentée en gris. La région de 1,06 Mb liée à la présence d’un déficit mental est 
indiquée par des pointillés. 

Le gène CDR1 (Cerebellar Degeneration-Related autoantigen 1) code une protéine de fonction 

inconnue. Les gènes SPANXF1 et  SPANX C (Sperm Proteins Associated with the Nucleus) 

appartiennent à une famille de gènes codant des protéines impliquées dans la spermiogénèse. LDOC1 

(Leucine zipper DOwnregulated in Cancer 1) est un gène suppresseur de tumeur (151). LINC00632 est 

une séquence non codante (elle est transcrite en un ARN non traduit). En prenant en compte les 

connaissances actuelles sur les fonctions de ces gènes et le fait qu’aucun d’entre eux ne soit impliqué 

dans le développement des structures neurologiques, il nous a semblé peu probable que l’un de ces 5 

gènes soit impliqué dans le déficit mental observé chez nos patients. 

A l’inverse, une délétion du gène SOX3 pourrait en partie être responsable du déficit mental 

présent chez les patients P1 à P5. En effet, SOX3 code un facteur de transcription impliqué dans le 

développement de l’hypophyse (147). La protéine SOX3 appartient à la famille des facteurs de 

transcription SOX (SRY-related HMG box) (152). Cette protéine est composée d’un domaine N-
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terminal de fonction inconnue, d’un site de liaison à l’ADN de type HMG (High-Mobility Group) et 

d’un long domaine C-terminal d’activation de transcription composée de 4 régions contenant des 

répétitions d’alanines. Des expériences ont montré la présence de déficit des fonctions hypophysaires 

et des anomalies du système nerveux central chez la souris KO pour le gène SOX3 (153). Chez 

l’homme, des mutations de la région C-terminale (expansions d’alanines ou délétions) et les 

duplications du gène SOX3 sont associées à des phénotypes variables de déficits hypophysaires liés à 

l’X allant du déficit isolé en hormone de croissance au panhypopituitarisme associés dans certains cas 

à un déficit  mental (147). Par contre, la totalité des patients de la littérature ayant une délétion totale 

du gène SOX3 présentent un déficit mental (146,147,150,152). 

Deux autres gènes, FGF13 (Fibloblaste Growth Factor 13) et FMR1 (Fragile X Mental 

Retardation 1) sont impliqués dans des déficits mentaux liés à l’X. Le gène  FGF13 est délété chez les 

patients P2 et P6 et les gènes FGF13 et FMR1 sont délétés chez la patiente P5. FGF13, un gène 

codant une protéine appartenant à la famille FGF, est exprimé dans les neurones du cortex cérébral 

durant le développement embryonnaire. Il a été décrit comme un gène candidat potentiel pour certains 

déficits mentaux syndromiques liés à l’X. En effet, il a été montré l’existence de déficit de la migration 

des neurones dans le cortex et l’hippocampe chez des souris KO pour ce gène ainsi que des difficultés 

d’apprentissage et des troubles de la mémoire (154). Cependant, une délétion du gène FGF13 a été 

trouvée chez 3 de nos patients dont le patient P6 qui ne présente pas de déficit mental. Le gène FMR1 

est associé aux syndromes de l’X fragile et de tremblement-ataxie lié à une prémutation de l'X fragile 

(FXTAS). Chacune de ces deux formes cliniques est caractérisée par de nombreux symptômes et 

notamment un déficit mental (155). Ainsi, il est possible que la délétion partielle hétérozygote du gène 

FMR1 soit en partie responsable du déficit mental observé chez la patiente P5.  

Dans notre travail, aucune femme porteuse d’une délétion hétérozygote du gène F9 ne 

présentait un déficit mental sévère. Il est néanmoins intéressant de noter que la patiente P5 et les sœurs 

des patients P1 et P4 présentent un déficit mental mineur à modéré. Ces trois patientes sont des 

femmes à taux bas de FIX (FIX:C : 10-20%). Il est connu que les femmes porteuses de mutations du 

gène F9 à l’état hétérozygote peuvent avoir des taux de FIX et des phénotypes hémorragiques 
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variables (156,157). Ceci est attribué en partie au phénomène d’inactivation de l’X décrit par Lyon et 

al en 1962 (158). Le phénomène de lyonnisation de l’X pourrait aussi expliquer la présence d’un 

déficit mental chez nos trois femmes à taux bas de FIX. Nous ne disposons pas des dosages de FIX 

chez la totalité des femmes conductrices  de ce travail, il est donc impossible de conclure sur le lien 

entre présence d’un déficit mental et un taux bas de FIX chez ces patientes. 

En conclusion, dans ce travail, nous avons caractérisé par CMA la plus grande cohorte de 

délétions totales du gène F9 rapportée à ce jour. Nos résultats suggèrent fortement que la délétion du 

gène SOX3 soit associée à la présence d’un déficit mental plus ou moins important chez les patients.   

Ainsi, les patients hémophiles B présentant des phénotypes cliniques atypiques, notamment ceux 

porteurs d’une délétion totale du gène F9 à l’état hémizygote doivent être orientés vers un généticien 

afin d’évaluer l’intérêt de la réalisation d’une étude plus globale de leur génome. De telles 

investigations sont particulièrement importantes chez les femmes conductrices de délétions totales du 

gène F9 afin de déterminer le risque de transmission de l’hémophilie B associée à un déficit mental. 
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Partie 2. Caractérisation par analyse chromosomique sur puce à ADN de cinq 

réarrangements génomiques complexes affectant le gène F8 : intérêt pour le 

conseil génétique. 
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1. Résumé 

Contexte : Les inversions génomiques sont classiquement équilibrées mais des profils anormaux 

d’inversion des introns 1 et 22 ont été décrits chez des patients hémophiles A sévères suggérant 

l’existence de réarrangements plus complexes associant inversions et délétions et/ou duplications.  

Objectifs et méthodes : Quatre profils anormaux d’inversion de l’intron 22 et un profil anormal 

d’inversion de l’intron 1 ont été étudiés par analyse chromosomique sur puce à ADN L’objectif de ce 

travail est d’étudier les corrélations génotype/phénotype chez ces patients. 

Résultats et discussion : L’analyse cytogénétique de chaque inversion a montré l’existence de 

réarrangements complexes de la région Xq28. Chez trois patients, des duplications de grande taille, 

allant de 230 kb à 1302 kb, ont été mises en évidence. Ces duplications englobent de nombreux gènes 

voisins du gène F8  dont le gène RAB39B. La duplication du gène RAB39B est une anomalie génétique 

candidate pour certains déficits mentaux liés à l’X. Néanmoins, aucun des patients hémophiles A 

sévères porteurs d’une duplication du gène RAB39B décrits à ce jour (à la fois dans la littérature et 

dans cette étude) ne présente de déficit mental. L’une des hypothèses possibles à cette observation est 

que les réarrangements complexes affectant le gène F8 pourraient entrainer une régulation négative de 

l’expression de RAB39B. Chez les deux derniers patients, l’analyse cytogénétique a montré l’existence 

de délétions de grande taille (de 285 à 522 kb). Un syndrome Moyamoya est fortement suspecté chez 

un de ces deux patients porteur d’une délétion du gène BRCC3. 

Conclusion : Plusieurs gènes voisins du F8 sont associés à différentes pathologies telles que des 

déficits mentaux ou des maladies cardiovasculaires. Tous les patients hémophiles A chez lesquels un 

réarrangement complexe de la région Xq28 est suspecté doivent donc être orientés vers un généticien 

afin d’évaluer l’intérêt de la réalisation d’une étude plus globale de leur génome. De telles 

investigations sont particulièrement importantes chez les femmes conductrices de ces anomalies afin 

de déterminer le risque de transmission de l’hémophilie A sévère associée à un « syndrome des gènes 

contigus ».
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2. Introduction 

Une grande variété d’anomalies génétiques affectant le gène F8 peut être responsable d’HA. Des 

inversions génomiques de grande taille connues sous le nom d’inversion de l’intron 22 (Inv22) et 

d’inversion de l’intron 1 (Inv1) sont responsables respectivement de 43% et 2,3% des HA sévères (56–

59). Les inversions génomiques sont classiquement équilibrées mais des profils anormaux d’Inv22 et 

Inv1 ont été rapportés dans la littérature suggérant l’existence de mécanismes moléculaires plus 

complexes associant inversions et duplications ou délétions (159–169). Dans cette étude nous 

rapportons des réarrangements génomiques non équilibrés mis en évidence chez 4 patients hémophiles 

A sévères et une femme conductrice à taux bas de FVIII. Chacun de ces patients présentait un profil 

anormal soit en Southern blot (SB) pour l’Inv22 soit en PCR pour l’Inv1. Une analyse par CMA a été 

réalisée chez ces patients afin de caractériser plus précisément ces réarrangements génomiques. 

3. Matériels et méthodes 

Patients 

Parmi notre cohorte de 1879 familles d’hémophiles A (phénotype mineur, n=921 ; modéré, 

n=262 ; sévère, n=696), 7 patients présentaient des profils anomaux soit en SB pour l’Inv22 (n=5/7) 

ou bien en PCR pour l’Inv1 (n=2/7). Cinq de ces 7 patients pour lesquels un échantillon d’ADN était 

disponible ont été inclus dans ce travail (patients 1-5). Tous les patients ont signé un consentement 

éclairé pour la réalisation d’analyses génétiques. 

Détection de l’inversion de l’intron 1 

La méthode utilisée pour la détection de l’Inv1 est celle décrite par Bagnall et al. (67) et 

consiste en la réalisation de deux PCR. Lors de la première PCR, des amorces spécifiques de la région 

int1h-1 (9F et 9CR) ainsi qu’une amorce se fixant spécifiquement du côté centromérique d’int1h-2 

(h2F) ont été utilisées. Lors de la 2nde réaction, des amorces spécifiques de la région int1h-2 (H2F et 

2R) ainsi qu’une amorce se fixant spécifiquement du côté télomérique d’int1h-1 (9F) ont été utilisées. 

Les séquences des amorces utilisées, la composition des mélanges réactionnels et les conditions de 

réactions sont décrites dans les Tableau 10,Tableau 11 et Tableau 12. 
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Amorces Séquence 5’-3’ 
9F GTTGTTGGGAATGGTTACGG 

9CR CTAGCTTGAGCTCCCTGTGG 
H2F GGCAGGGATCTTGTTGGTAAA 
2R TGGGTGATATAAGCTGCTGAGCTA 

Tableau 10 : Séquences des amorces utilisées pour les deux PCR nécessaires à la mise en évidence d’une inversion de 
l’intron 1. 

Réactifs Volume (μl) 
PCR 1 PCR2 

Tampon I AmpliTaq 10X 5 5 
ADN patient ou témoin 200 ng 200 ng 
Amorce 9F [10mM] 3 3 
Amorce 9CR [10mM] 3 0 
Amorce H2F [10mM] 3 3 
Amorce 2R [10mM] 0 3 
dNTP [2,5 mM de chaque dNTP] 4 4 
AmpliTaq Polymerase [2,5U/μl] 0,5 0,5 
Eau Qsp 50 Qsp 50 

Tableau 11 : Composition des mélanges réactionnels pour les PCR nécessaires à la mise en évidence d’une inversion 
de l’intron 1. 

 Température (°C) Temps Nombre de cycles 
Dénaturation initiale 94 2 min  

Dénaturation 94 30 s 
30 Hybridation 65 30 s 

Elongation 72 2 min 
Elongation finale 72 7 min  

Tableau 12 : Conditions de PCR pour la recherche de l’inversion de l’intron 1. 

La taille des produits obtenus avec ces deux PCR permet de déterminer la présence ou non 

d’une Inv1. Des produits de PCR de 1908 pb (1ère PCR) et de 1191 pb (2nde PCR) correspondent à un 

profil normal (non inversé) alors que des bandes de 1303 pb (1ère PCR) et 1776 pb (2nde PCR)  

indiquent la présence d’une Inv1. 

Détection de l’inversion de l’intron 22 

La recherche de la présence d’une Inv22 a été réalisée à la fois par SB et LR-PCR chez tous 

les patients. 

Southern Blot 

 Le SB a été réalisé comme précédemment décrit (56). Dans une première étape,  10μg d’ADN 

génomiques sont digérés par l’enzyme de restriction BclI (50U) une nuit à 50°C. Les ADN digérés 

(40μl) sont ensuite migrés sur gel d’agarose 0,5% à 70V pendant 24h. Après deux rinçages avec de 

l’eau, le gel est traité 30 minutes avec une solution dénaturante (NaCl 3M, NaOH 0,5N) à température 

ambiante sous agitation. Après deux nouveaux rinçages, le gel est traité par une solution neutralisante 

(NaCl 1,5 M, Tris 0,5M, pH 7), 30 minutes à température ambiante sous agitation puis, après deux 
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lavages, le gel est traité 30 min par du tampon SSC 10X (tampon citrate sodique de sel) à température 

ambiante sous agitation. L’ADN est ensuite transféré sur une membrane de Nylon. Le lendemain du 

transfert, la membrane de nylon est séchée 2h à 80°C puis humidifiée dans du tampon SSC 2X. La 

membrane est ensuite trempée dans une solution de pré-hybridation (10,4 ml de solution de 

Na2HPO42H2O 1,2M pH 7,2, 8,8 ml de SDS 20%, 4,8ml d’eau) et incubée 4h à 60°C sous rotation. 

Pour l’étape d’hybridation, 10μl de sonde d’hybridation spécifique de la région int22h marquée à la 

digoxine sont dénaturés à 94°C pendant 10 minutes puis ajouté à 5ml de solution d’hybridation (DIG 

Easy Hyb, Sigma Aldrich, Saint Louis, MI, EU). Le tampon de préhybridation est éliminé et remplacé 

par la solution d’hybridation. La membrane est incubée une nuit à 60°C sous rotation. Le lendemain, 

la membrane est lavée une première fois (tampon SSC 0,5X, SDS 0,1%) à 55°C pendant 20 minutes 

puis une seconde fois dans une solution de SSC 0,1X à 55°C pendant 20 minutes. Pour l’étape de 

révélation, la membrane est incubée 30 minutes à température ambiante en présence d’anticorps anti-

digoxine marqués à la phosphatase alcaline, après plusieurs étapes de lavage, les bandes d’intérêt sont 

révélées par chimiluminescence. Le SB permet la détection des trois régions int22h. Des bandes de 

21,5, 14 et 16 kb correspondent respectivement aux régions int22h-1, 2 et 3 non inversées. L’Inv22-1 

est caractérisée par la présence des bandes de 20 (int22h-3/1), 14 (int22h-2) et 17,5kb (int22h-1/3) et 

l’Inv22-2 est définie par la présence des bandes de 20 (int22h-2/1), 15,5 (int22h-1/2) et 16kb (int22h-

3). 

PCR long fragment 

Une LR-PCR utilisant 5 amorces a été utilisée pour confirmer les résultats du SB. Cette 

technique a été décrite par Bagnall et al. (63). La présence de 5 amorces permet l’amplification 

simultanée des 3 régions int22h. En fonction de la taille des produits de PCR obtenus il est possible de 

mettre en évidence la présence d’une Inv22 de type 1 ou 2. Les séquences des amorces utilisées, la 

composition des mélanges réactionnels et les conditions de réaction sont décrites dans les Tableau 

13Tableau 14et Tableau 15. 
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Amorces Séquence 5’-3’ 
H1F CCCTTACAGTTATTAACTACTCTCATGAGGTTCATTCC 
H1R CCCCGGCACTTGAAAGTAGCAGATGCAAGAAGGGCACA 
H2F TCTCAAAATAAGGAATACAGAGAAACCCTGAACAGACC 
H3F TGGCTGAATGAAACCAAGTGTTGAGCCATAAATCA 

H2/3R ACTATAACCAGCACCTTGAACTTCCCCTCTCATA 
Tableau 13 : Séquences des amorces de la PCR long fragment utilisées pour la mise en évidence d’une inversion de 
l’intron 22. 

Réactifs Volume (μl) 

Tampon I (expand long Template) 10X 2,5 
ADN patient ou témoin 250 ng 
MgCl2 [25mM] 0,5 
DMSO 1,875 
dNTP (dATP [5mM], dCTP [5mM], dTTP [5mM], dGTP [2,5mM], 7-deaza-GTP [2,5mM] 2,5 
Expand Long Template PCR System, Enzyme mix (5U/μl) 0,66 
H1F [40mM] 0,18 
H1R [20mM] 0,25 
H2F [5mM] 1 
H3F [12mM] 0,25 
H2/3R [20mM] 0,5 
Eau Qsp 25 

Tableau 14 : Composition du mélange réactionnel pour la PCR long fragment utilisée pour la mise en évidence d’une 
inversion de l’intron 22. 

 Température (°C) Temps Nombre de cycles 
Dénaturation initiale 94 2 min  

Dénaturation 94 12 s 
28 Hybridation / 

élongation 65 15 min 

Elongation finale 68 12 min  
Tableau 15 : Conditions de PCR pour la recherche de l’inversion de l’intron 22. 

Les produits de PCR sont migrés une nuit à 70V en gel d’agarose 0,8%. La LR-PCR permet la 

détection des trois régions int22h. Des bandes de 10, 12 et 11kb correspondent respectivement aux 

régions int22h-1, 2 et 3 non inversées. L’Inv22-1 est caractérisée par la présence des bandes de 9,6 

(int22h-3/1), 12 (int22h-2) et 11,5 kb (int22h-1/3) et l’Inv22-2 est définie par la présence des bandes 

de 9,6 (int22h-2/1), 12,7 (int22h-1/2) et 11kb (int22h-3). 

Les différents profils caractéristiques obtenus avec les deux méthodes (SB et LR-PCR) pour la 

détection de l’inversion de l’intron 22  sont présentés dans le Tableau 16. 

Profil 
Taille des bandes (kb) 

Southern Blot 
Taille des bandes (kb) 
PCR Long fragment 

int22h-1 int22h-2 int22h-3 int22h-1 int22h-2 int22h-3 
Normal 

 21,5 14 16 10 12 11 

Inv22-1 
(homme) 

 
20 14 17,5 9,6 12 11,5 

Inv22-2 
(homme) 20 15,5 16 9,6 12,7 11 

Tableau 16 : Résumé des profils typiques obtenus avec les méthodes SB et LR-PCR pour la mise en évidence des 
inversions de l’intron 22. 
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Réalisation des analyses chromosomiques sur puce à ADN (CMA) 

 Les analyses cytogénétiques ont été réalisées par le laboratoire de cytogénétique des Hospices 

Civils de Lyon par Marie-Laure Carage dans le cadre de son mémoire de DES biologie médicale (65). 

La méthode est présentée dans la partie 1 de cette section. La couverture sur le gène F8 était d’en 

moyenne une sonde tous les 900 pb. 

Afin de confirmer les résultats de CMA, les variations du nombre de copies (CNV) des exons du 

gène F8 ont été contrôlées par MLPA en suivant les recommandations du fournisseur (MRC-Holland, 

Amsterdam, Pays-Bas). 

4. Résultats  

Parmi les cinq patients inclus dans cette étude, 4 sont des hommes hémophiles A sévères (patients 

1 à 4) et la patiente 5 est une femme conductrice à taux bas de FVIII (FVIII:C = 10%). Seul le patient 

3 a développé des inhibiteurs anti-FVIII. En plus des manifestations cliniques liées à l’HA sévère, le 

patient 3 est de petite taille (1,55 m à l’âge adulte), a eu une puberté précoce et présente une 

macrocéphalie et un faciès lunaire. Les caractéristiques cliniques des patients sont répertoriées dans le 

Tableau 17. 

Patient P1 P2 P3 P4 P5 
Sexe Homme Homme Homme Homme Femme 

FVIII:C (%) <1 <1 <1 <1 10 
Présence 

d’inhibiteurs Non Non Oui Non Non 

Autres signes 
cliniques Aucun Aucun 

Petite taille (1,55 m 
à l’âge adulte), 

puberté précoce, 
macrocéphalie et un 

faciès lunaire. 

Aucun Aucun 

Tableau 17 : Caractéristiques cliniques des patients de l’étude. 

Patient 1 

Les recherches des Inv1 et Inv22 ont été réalisées chez le patient 1. Les résultats de SB et LR-

PCR ont permis d’exclure une Inv22 mais  un profil anormal de PCR de l’Inv1 a été mis en évidence 

avec la présence d’une bande surnuméraire. La taille de la première bande correspond à la taille de la 

séquence int1h-1 normale (1908 pb), celle de la seconde bande correspond à la taille de la séquence 

hybride int1h-1/2 (1303 pb) indiquant la présence d’une Inv1 et la taille de la troisième bande 
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correspond à la taille de la séquence int1h-2 normale (1191 pb) (Figure 13). Ces résultats suggèrent la 

présence de copies surnuméraire des régions int1h-1 et int1h2. L’absence de la bande correspondant à 

l’hybride int1h2/1 pourrait être due à un réarrangement de la région flanquant cette séquence 

empêchant son amplification par PCR. 

 
Figure 13 : Profil anormal de l’inversion de l’intron 1. A : résultat de l’amplification de la région int1h-1. 1 et 2 : patient 
1 ; 3 et 6 : homme sain ; 4 : homme avec une inversion de l’intron 1 ; 5 femme conductrice d’une inversion de l’intron 1 ; 7 : 
contrôle négatif. B : résultat de l’amplification de la région int1h-2. 1 et 2 : patient 1 ; 3 et 6 : homme sain ; 4 : homme avec 
une inversion de l’intron 1 ; 5 femme conductrice d’une inversion de l’intron 1 ; 7 : contrôle négatif. Le contrôle négatif 
correspond à une PCR sans ADN. 

 

 L’analyse par CMA du génome du patient 1 a mis en évidence l’existence d’un réarrangement 

génétique complexe de grande taille avec la présence d’une duplication de 230 kb 

(chrX:154,147,182-154,378,045, hg19)  débutant dans l’intron 14 du gène F8 et s’étendant 

jusqu’au gène BRCC3. Cette duplication comprend 5 gènes: F8, FUNDC2, CMC4, MTCP1 et 

BRCC3 ainsi que int1h-2 qui est localisé 24kb en aval du gène BRCC3. Cette duplication est 

combinée à une triplication de 52,5 kb s’étendant des exons 1 à 11 du gène F8 

(chrX:154,182,749-154,235,426, hg19). La duplication des exons 12 à 14 et la triplication des 

exons 1 à 11 du gène F8 ont été confirmés par MLPA (Figure 14 et Tableau 18). 
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Figure 14 : Coordonnées génomiques des différents réarrangements étudiés (UCSC, hg19). Les régions dupliquées (gris 
foncé), tripliquées (noire) et délétées (gris claire) trouvées chez les 5 patients sont indiquées sur la figure. La section 
« repetitive elements » indique les positions des séquences répétées int1h et int22h. Les gènes en vert sont associés à des 
pathologies connues. 

Patient 2 

Les résultats du SB ont montré la présence de 4 bandes (14, 16, 17,5 et 25 kb). Les bandes de 

14 et 17,5kb (correspondant respectivement à int22h-2 et à l’hybride int22h-1/3) indiquent l’existence 

d’une Inv22-1. Cependant la taille de la troisième bande est clairement supérieure aux 20 kb attendus 

pour la séquence int22h-3/1 (approximativement 25 kb) et la bande de 16 kb (correspondant à la 

séquence int22h-3 non inversée) est normalement absente de ce type d’inversion (Figure 15). Les 

résultats de LR-PCR ont confirmé le SB. Quatre bandes ont été observées (10, 11, 11,5 et 12 kb) dont 

deux caractéristiques d’une Inv22-1, une troisième bande plus grande que la bande attendue (10 vs 9,6 

kb) et une bande de 11 kb (int22h-3 non inversée) normalement absente dans le cas d’une Inv22-1. 

Ces résultats sont en faveur de la présence de copies surnuméraires d’int22h-3 et d’un réarrangement 

de la région flanquant int22h-1 responsable de la présence d’une bande plus grande en SB et LR-PCR. 
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Figure 15 : Résultats de Southern blot pour le patient 2. 1 : patient 2 ; 2 : homme sain ; 3 : femme conductrice d’une 
inversion de l’intron 22 de type 1. 

L’analyse par CMA du génome du patient 2 a trouvé une duplication de 498 kb 

(chrX:154,224,460-154,722,370, hg19) englobant 12 gènes et les 3 premiers exons du gène 

F8 (Figure 14 et Tableau 18). La MLPA a confirmé la duplication des exons 1 à 3 du gène F8. 

Patient 3 

Les résultats du SB ont montré la présence de 3 bandes de même intensité (14, 16 et 17,5kb) 

kb). Les bandes de 14 et 17,5kb (correspondant respectivement à int22h-2 et à l’hybride int22h-1/3) 

indiquent l’existence d’une Inv22-1. Cependant la bande de 20 kb (hybride int22h-3/1) caractéristique 

d’une Inv22-1 est absente et la bande de 16 kb (correspondant à la séquence int22h-3 non inversée) est 

normalement absente de ce type d’inversion (Figure 16). Les résultats de LR-PCR ont confirmé le SB. 

Trois bandes ont été observées (12, 11 et 11,5 kb) dont deux caractéristiques d’une Inv22-1 et une 

bande de 11 kb (int22h-3 non inversée) normalement absente dans le cas d’une Inv22-1. Le fragment 

de 9,6 kb (hybride int22h-3/1) est absent. Ces résultats sont en faveur de la présence de copies 

surnuméraires d’int22h-3 et d’une délétion de la région comprenant la séquence hybride  int22h-3/1.  
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Figure 16 : Résultats de Southern blot pour le patient 3. 1 : patient 3 ; 2 : femme conductrice d’une inversion de l’intron 
22 de type 1 ; 3 : homme porteur d’une inversion de l’intron 22 de type 1, 4 ; homme sain. 

 L’analyse par CMA du génome du patient 3 a montré la présence d’une délétion de 285 kb 

(chrX: 154,106,243-154,391,634, hg19) comprenant 4 gènes (FUNDC2, CMC4, MTCP1 et 

BRCC3) ainsi que les exons 1 à 22 du gène F8 (confirmé par MLPA). Cette délétion est 

associée à une duplication de 194 kb (chrX: 154,528,419-154,722,429, hg19) allant de 

l’intron 2 du gène CLIC2 à la séquence int22h-3 (Figure 14 et Tableau 18). Cette délétion 

permet d’expliquer la présence de la bande supplémentaire int22h-3 sur les résultats du SB et 

de la LR-PCR. La mère et la sœur du patient 3 sont porteuses de la même anomalie génétique.  

Patient 4 : 

 Les résultats du SB ont montré la présence de 5 bandes (14, 15,5, 16, 17,5 et 20 kb). Ce 

résultat suggère la présence d’une duplication complète du gène F8 associée à une Inv22-1 (14, 17,5, 

20 kb) et une Inv22-2 (15,5, 16 et 20 kb ; Figure 17). La LR-PCR a confirmé ces résultats et a montré 

5 bandes (9,6, 11, 11,5, 12 et 12, 7 kb). 
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Figure 17 : Résultats de Southern blot pour le patient 4. 1 : homme porteur d’une inversion de l’intron 22 de type 1 ; 2 : 
patient 4 ; 3 : homme sain. 

 

L’analyse par CMA du génome du patient 4 a montré la présence d’un réarrangement plus 

complexe avec une duplication de 1302 kb (chrX: 153,783,581-155,086,461, hg19) englobant 23 

gènes associée à deux triplications : la première s’étendant du gène GAB3 jusqu’à l’intron 22 

du gène F8  (233kb, ChrX:153,885,800-154,118,678, hg19) et la seconde allant de l’intron 2 

du gène CLIC2 à la séquence int22h-3 (194 kb chrX: 154,528,419-154,722,429, hg19 ; Figure 

14 et Tableau 18). La MLPA a confirmé la triplication des exons 22 à 26 et la duplication des 

exons 1 à 21 du gène F8. La mère et le frère (hémophile A sévère) du patient 4 sont porteurs 

de la même anomalie génétique. 

Patiente 5 

La patiente 5 est une femme conductrice d’hémophilie A avec un taux bas de FVIII 

(FVIII:C = 10%). Elle est hétérozygote composite avec un profil anormal d’Inv22 sur une 

copie du gène F8 et l’association de mutations F8 c.2044G>C (p.Val682Leu) + F8 

c.2887G>A (p.Asp963Asn) sur l’autre copie du gène F8. Sa mère et sa grand-mère sont 

porteuses de l’association des deux mutations faux-sens. Les résultats du SB ont mis en évidence 

4 bandes (14, 15,5, 16 et 21,5 kb) de même intensité à l’exception de la bande de 16 kb qui présente 

une intensité supérieure. Ce profile suggère la présence d’une Inv22-2 à l’état hétérozygote mais la 

bande de 20 kb caractéristique de cette inversion (int22h-2/1) est absente (Figure 18). Des résultats 
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similaires ont été retrouvés en LR-PCR : présence de 4 bandes (10, 11, 12, 12,7kb) et la bande 

correspondant à l’hybride int22h-2/1 est manquante (9,6 kb). 

 

Figure 18 : Résultats de Southern blot pour la patiente 5. 1 : patiente 5 ; 2 à 4 : hommes sains ; 5 : femme conductrice 
d’une inversion de type 1. 

 L’analyse par CMA du génome de la patiente 5 a montré la présence d’une délétion de 522 kb 

(chrX:154,106,184-154,628,722, hg19) englobant 10 gènes et les exons 1 à 22 du gène F8 

(Figure 14 et Tableau 18). Cette délétion est localisée entre les séquences int22h-1 et int22h-2, 

int22h-3 n’est pas délété. La MLPA a confirmé la délétion des exons 1 à 22 du gène F8.
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5. Discussion 

Dans ce travail nous avons décrit et caractérisé par CMA 5 profils anormaux d’inversion 

de l’intron 1 et de l’intron 22. Dans tous les cas, l’analyse par CMA du génome des patients a 

montré que des délétions et des duplications de très grande taille étaient associées aux 

inversions chez ces patients. 

La présence d’une duplication était suspectée chez les patients 1, 2 et 4 du fait de la 

présence de bandes surnuméraires sur le SB (recherche d’une Inv22) ou sur la PCR (recherche 

d’une Inv1). L’analyse par CMA du génome de ces trois patients a confirmé cette hypothèse 

et a montré la présence de duplications de très grande taille au niveau de la région Xq28. La 

taille de ces duplications est comprise entre 230kb (patient 1) à 1302 kb environ (patient 4) et 

comprend selon les patients soit une partie (patient 1 et 2) soit la totalité (patient 4) du gène 

F8 ainsi qu’un nombre variable de gènes voisins du gène F8 (de 4 autres gènes dupliqués 

chez le patient 1 à 21 chez le patient 4). De plus, chez les patients 1 et 4, l’analyse par CMA a 

mis en évidence l’existence de régions tripliquées. Les patients 1, 2 et 4 sont tous des 

hémophiles A sévères sans inhibiteur et ne présentent aucun signe clinique autre que ceux 

associés à leur HA.  

La duplication de la région située entre les séquences int22h-1 et int22h-2 (région 

contenant 8 gènes : F8, FUNDC2, CMC4, MTCP1, BRCC3, VBP1, RAB39B et CLIC2) a été 

décrite par plusieurs études chez des patients non hémophiles mais présentant un déficit 

mental et des malformations faciales (69,70,170,171). Dans un travail récent, Varmensenille 

et al. ont montré que le gène RAB39B était un bon gène candidat pour expliquer le déficit 

mental observé chez ces patients (171). En effet les patients porteurs de cette duplication 

présentent des taux de transcrits du gène RAB39B très élevés et la surexpression de ce gène 

chez la souris est responsable de l’apparition d’anomalies du développement du système 
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nerveux central. Le gène RAB39B code une petite GTPase appartenant à une famille de 

protéines impliquées dans la signalisation intracellulaire intervenant notamment au niveau 

neuronal. De façon surprenante, tous les patients hémophiles A rapportés à ce jour (à la fois 

dans ce travail mais aussi dans l’article de Lannoy et al. (70)) porteurs à la fois d’une 

duplication dans la région Xq28 impliquant notamment les gènes F8, RAB39B et CLIC2 et 

d’une Inv22 ou d’une triplication de certains exons du gène F8 ne présentent pas de déficit 

mental ou d’anomalie morphologique. Il est possible que les réarrangements génomiques 

complexes présents chez ces patients hémophiles A soient responsables d’une diminution du 

niveau d’expression des gènes dupliqués dont RAB39B évitant ainsi l’apparition d’un déficit 

mental. Malheureusement, nous n’avons pas pu vérifier notre hypothèse car aucun 

prélèvement d’ARNm n’était disponible pour les patients 1 et 4. 

Le patient 3 était un hémophile A sévère avec un taux élevé d’inhibiteur anti-FVIII. Ce 

patient est décédé des suites d’un accident vasculaire cérébral hémorragique. Le profil 

anormal en SB de ce patient suggère la présence à la fois d’une Inv22-1 et d’une délétion. 

L’analyse par CMA de son génome a montré l’existence d’une délétion de 285 kb dans la 

région Xq28 comprenant les exons 1 à 22 du gène F8 et 4 autres gènes (FUNDC2, CMC4, 

MTCP1 et BRCC3). Miskinyte et al. ont montré que la délétion du gène BRCC3 était une 

étiologie possible pour le syndrome de Moyamoya lié à l’X (172). Ce syndrome est 

caractérisé par l’association d’une angiopathie de Moyamoya, d’une petite taille et de 

malformations faciales. L’angiopathie de Moyamoya est une anomalie de la circulation 

vasculaire avec une sténose progressive de la partie terminale des artères carotidiennes 

entrainant l’apparition d’un réseau artériel compensatoire anormal et fragile augmentant le 

risque d’accident vasculaire cérébral hémorragique ou thrombotique (173). Deux cas d’HA 

sévères ayant une délétion du gène BRCC3 ont été rapportés dans la littérature à ce jour : un 

patient avec un syndrome Moyamoya (174) et un autre patient présentant des signes cliniques 



78 
 

caractéristiques du syndrome Moyamoya lié à l’X mais dont il est impossible d’affirmer le 

diagnostic du fait de l’absence de données d’imagerie cérébrale (169). Ainsi il est probable 

que l’accident vasculaire cérébral hémorragique ayant entrainé le décès du patient 3 soit lié à 

un syndrome Moyamoya non diagnostiqué, d’autant plus que ce patient présente certains 

signes cliniques évocateurs tels qu’une petite taille et des anomalies morphologiques faciales. 

De plus, son oncle maternel (hémophile A sévère avec inhibiteurs) est lui aussi décédé d’un 

accident vasculaire cérébral hémorragique. Enfin, Janczar et al. ont montré plus récemment 

que les femmes conductrices pour les grandes délétions de la région Xq28 comprenant les 

gènes F8 et BRCC3 pouvaient avoir des présentations cliniques variables du syndrome 

Moyamoya du fait d’un déséquilibre d’inactivation de l’X (175). Une exploration du 

syndrome Moyamoya a donc été proposée à la sœur et à la mère du patient 3.  

Le patient 3 et son oncle maternel ont développé un titre très élevé d’inhibiteurs anti-

FVIII. Plusieurs cas de patients hémophiles A sévères ayant à la fois une Inv22 et une délétion 

du gène F8 et ayant développé des inhibiteurs ont été rapportés dans la littérature (168,169). 

Ces observations ne sont pas surprenantes. En effet il est connu que la présence concomitante 

d’une Inv22 et d’une grande délétion du gène F8 est associée à un risque beaucoup plus 

important de développer un inhibiteur que l’Inv22 seule (176). 

La patiente 5 est une femme conductrice d’HA à taux bas de FVIII chez laquelle l’analyse 

par CMA a identifié une délétion de la région comprise entre les séquences int22h-1 et int22h-

2 (0,5 Mb). De façon intéressante, El-Hattab et al. ont décrit la même délétion de 0,5Mb à 

l’état hétérozygote chez deux femmes ayant des taux normaux de FVIII (69). La patiente 5 est 

aussi porteuse de l’association de mutation F8 c.2044G>C (p.Val682Leu) + F8 c.2887G>A 

(p.Asp963Asn). Nous avons démontré dans une autre étude que la mutation p.Val682Leu était 

associée à un  phénotype mineur d’hémophilie A ce qui permet d’expliquer le taux de FVIII 

de la patiente 5 (108). Le mécanisme proposé pour expliquer cette délétion est une 
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recombinaison homologue non-allélique (NAHR) entre les séquences int22h-1 et int22h-2 

localisées sur deux chromatides différentes résultant en un crossing-over non équilibré avec 

formation d’une chromatide portant une duplication et l’autre la délétion réciproque (69,70). 

La délétion comprend les exons 1 à 22 du gène F8 et est responsable de l’apparition du 

fragment de 15,5kb sur le SB correspondant à la séquence hybride int22h-1/2. Ainsi, les 

profils anormaux d’Inv22 observés chez la patiente 5 en SB et LR-PCR ont été faussement 

interprétés comme conséquence d’une Inv22-2. Comme une des deux femmes décrites par El-

Hattab et al. a eu deux fausses couches spontanées et qu’à ce jour aucun homme porteur de 

cette délétion n’a été décrit, El-Hattab et al. ont émis l’hypothèse que cette délétion serait 

létale in utero pour les individus masculins. Cette hypothèse suggère donc que la patiente 5, 

qui est une femme en âge de procréer, pourrait être à risque de fausse couche. Cependant, à ce 

jour cette patiente a eu une fille et n’a aucun antécédent de fausse couche. 

Les patients 2 et 3 sont porteurs de la même duplication de 196 kb située entre l’intron 2 

du gène CLIC2 et int22h-3 (chrX: 154,528,419-154,722,429). Cette duplication est 

chevauchante avec la duplication de 180 kb décrite par Lannoy et al. chez des hémophiles A 

sévères porteurs d’Inv22 (64). Cette duplication est responsable de la présence de 5 copies 

int22h au niveau de la région Xq28, l’une dans le gène F8 (intron 22) et les 4 autres situées 

dans une région plus télomérique. Cette duplication doit être considérée comme un 

polymorphisme car elle a été retrouvée à la fois chez des hémophiles A sévères et chez des 

patients sains (64). 

En conclusion, comme plusieurs gènes voisins du gène F8 sont associés à des pathologies 

diverses telles que des déficits mentaux et des anomalies cardiovasculaires, tous les patients 

chez lesquels un réarrangement complexe de la région Xq28 est suspecté devraient être 

orientés vers un généticien afin d’évaluer l’intérêt d’une étude plus complète de leur génome. 

De telles investigations doivent être menées dans le cadre d’un conseil génétique pour les 
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femmes conductrices de ces anomalies afin d’évaluer le risque de transmission de l’hémophilie 

A sévères associée à un « syndrome des gènes contigus ». 
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Section 3. Caractérisation de variants de signification indéterminée localisés 

au niveau des sites d’épissage du gène F8. 
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Partie 1 : Rappels bibliographiques sur la réaction d’épissage 

Dans les cellules eucaryotes, les ARNm sont synthétisés dans le noyau cellulaire sous forme de 

pré-ARNm lors de l’étape de transcription. L’excision des parties introniques (régions non-codantes) 

des pré-ARNm et la jonction des exons (régions codantes) entre eux sont réalisées lors de la réaction 

d’épissage des pré-ARNm. Cette étape  nécessite l’intervention d’un complexe ribonucléique appelé 

splicéosome. La composition et la structure du splicéosome varient beaucoup au cours de la réaction 

d’épissage. Il existe dans les cellules eucaryotes deux types de splicéosome : le splicéosome de type 

U2 catalysant l’excision des introns de type U2 (la majorité des cas) et le splicéosome de type U12 

catalysant l’excision des introns de type U12. La totalité des introns du gène F8 étant de type U2, nous 

nous intéresserons uniquement à l’épissage des introns par le splicéosome de type U2. 

1. La réaction d’épissage 

L’excision des parties introniques des pré-ARNm et la jonction des exons entre eux sont réalisées 

lors de la réaction d’épissage des pré-ARNm. Cette réaction consiste en deux réactions successives de 

trans-estérification  aboutissant à l’élimination de l’intron et à la liaison des deux exons successifs 

(177). Les différents sites nécessaires à la réaction de trans-estérification sont: le site donneur 

d’épissage (5’ss), le site accepteur d’épissage (3’ss) et le point de branchement (BP). Le site donneur 

d’épissage est composé du dinucléotide GT invariable en début d’intron. Les nucléotides situés autour 

de cette séquence consensus ont aussi leur importance mais sont moins conservés. Le site accepteur 

d’épissage est défini par trois éléments : le BP classiquement localisé 14 à 100 nucléotides en amont 

de la fin de l’intron, le BP est suivi par un tract polypyrimidines puis par le dinuclotide AG invariable 

terminant l’intron (Figure 19). 

 

 

Figure 19 : Structure des jonctions intron/exon. Les trois motifs nécessaires à la réaction d’épissage (GU en 5’, AG en 3’ 
et le A du point de branchement) sont universellement conservés. Les nucléotides situés autour de ces structures sont 
importants mais sont plus variables (les chiffres indiquent les fréquences).  
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La première étape de la réaction d’épissage consiste en l’attaque par le résidu adénosine du BP de 

la liaison phosphodiester du site donneur d’épissage. Cette première réaction génère un état 

intermédiaire avec formation d’une structure en lasso entre l’extrémité 5’ de l’intron et le point de 

branchement et entraine  la création d’un groupement hydroxyle libre au niveau de l’exon localisé en 

5’ de l’intron. Dans une deuxième étape, le groupe hydroxyle libre de l’exon en 5’ de l’intron attaque 

le site accepteur de l’intron ce qui entraine la liaison des deux exons entre eux et la libération de 

l’intron en lasso qui sera rapidement dégradé (Figure 20). 

 

Figure 20 : La réaction d’épissage consiste en deux réactions de trans-estérification successives (177). Lors de la 
première étape, un résidu adénosine (point de branchement) classiquement localisé 14 à 100 nucléotides en amont du site 
accepteur d’épissage (région 3’ terminale de l’intron) va attaquer la liaison phosphodiester au niveau du site donneur 
d’épissage (extrémité 5’ de l’intron). Cette première réaction va générer un état intermédiaire avec formation d’un lasso entre 
l’extrémité 5’ et le point de branchement et la création d’un groupement hydroxyle libre au niveau de l’exon localisé en 5’ de 
l’intron.. Dans une deuxième étape, le groupe hydroxyle libre de l’exon en 5’ de l’intron va attaquer le site accepteur de 
l’intron, entrainant la liaison des deux exons entre eux et la libération de l’intron an lasso qui sera rapidement dégradé. 
(PY)n : tract de polypyrimidines.  

2. Le cycle d’assemblage du spliceosome 

Le splicéosome de type U2 est composé de 4 petites ribonucleoparticules nucléaires (snRNP) : U1, 

U2, U5 et U4/U6 et de nombreuses protéines non-snRNP. Chaque snRNP est composée d’un petit 

ARN nucléaire (snRNA) (deux dans le cas de snRNP U4/U6), d’un ensemble de 7 protéines Sm (B/B’, 

D3, D2, D1, E, F et G) et d’un nombre variable d’autres protéines spécifiques pour chaque snRNP 

(Figure 21) (178). 
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Figure 21 : Composition des principaux snRNPs composant le spliceosome chez l’Homme (178). Les ensembles de 
protéines Sm (B/B’, D3, D2, D1, E, F et G) et de protéines Lsm (Lsm2-8) sont indiqués par l’indication Sm ou Lsm en haut 
des cases présentant la liste des protéines formant chacun des snRNP. L’ensemble snRNP U4/U5/U6 est composé de deux 
ensembles de protéines Sm et d’un ensemble de protéines LSm. 

  

Le recrutement et la libération au cours de la réaction d’épissage de protéines composant le 

spliceosome forment le cycle d’assemblage du spliceosome (Figure 22).  
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Figure 22 : Cycle d’assemblage du spliceosome (179).  

La première étape du cycle du splicéosome consiste en la reconnaissance des sites d’épissage 

donneur et accepteur par certains composants du splicéosome. Le snRNPU1 est recruté au niveau du 

site donneur de l’intron (appariement du snRNA U1 au niveau de la séquence du site donneur 

d’épissage sur le pré-ARN). Comme la majorité des interactions ARN/ARN au sein du splicéosome 

sont faibles, des protéines sont nécessaires pour stabiliser ces liaisons. Ainsi l’interaction 

snRNPU1/pré-ARN est stabilisée par des protéines composant le snRNP U1 et des protéines de la 

famille des protéines riches en sérine et arginine (SR). La phase précoce d’assemblage du splicéosome 

fait aussi intervenir d’autres protéines non-snRNP. Les protéines SF1/BBP et U2AF (U2 auxillary 

factor) se lient respectivement au BP et au tract polypyrimidine. Une coopération entre ces deux 

protéines est nécessaire pour leur liaison au niveau du site accepteur d’épissage : SF1/BBP interagit 

avec le domaine RRM3 (RNA recognition motif 3) de la sous-unité de 65kDa de l’hétérodimère U2AF 

(U2AF65). La sous-unité de 35kDa de U2AF (U2AF35) reconnait le dinucléotide AG du site 

accepteur (Figure 23). Les liaisons au pré-ARNm des différents acteurs protéiques décrits ci-dessus 
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forment le complexe E du spliceosome et jouent un rôle primordial dans la reconnaissance initiale des 

sites d’épissage par le spliceosome.  

 

Figure 23 : Interactions moléculaires au niveau du site accepteur d’épissage au sein du complexe E du spliceosome 
(179). La protéine SF1/BBP se lie au niveau du site de branchement sur le pré-ARNm (exon en bleu et intron en gris). Les 
sous-unités de 65kDa et de 35kDa du facteur auxillaire U2 (U2AF) lient respectivement le tract polypyrimidine et le 
dinucléotide AG. La sous-unité U2AF65 interagit à la fois avec SF1/BBP et U2AF35.  

Après la formation du complexe E, le snRNA U2 s’apparie au niveau du site de branchement du 

pré-ARNm de manière ATP-dépendante entrainant la formation du complexe A. Cette interaction 

ARN/ARN est stabilisée à la fois par une protéine hétérodimérique appartenant au snRNP U2 : SF3a 

et SF3b et par la protéine U2AF65. L’appariement du snRNP U2 au niveau du site de branchement 

entraine la libération de SF1/BBP. Les fonctions de SF1/BBP sont assurées au sein du complexe A par 

l’association SF3b14a/p14 pour l’interaction avec le BP et par SF3b155 au niveau de l’interaction 

avec U2AF65 (Figure 24).  

 

Figure 24 : Interactions moléculaires au niveau du site accepteur d’épissage au sein du complexe A du spliceosome 
(179). La protéine SF1/BBP est libérée et remplacée dans ces fonctions par la protéine du snRNP U2 p14 pour l’interaction 
avec le point de branchement et par la protéine SF3b155 pour l’interaction avec U2AF65. 

A la suite du complexe A, les snRNP U4/U6 et U5, préalablement rassemblés en un complexe 

U4/U6.U5 tri-snRNP, sont recrutés au sein du splicéosome pour former le complexe B. Bien que tous 

les snRNP soient présents au sein du complexe B, ce dernier est inactif. Des réarrangements 
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conformationnels et des modifications de la composition du splicéosome sont nécessaires à 

l’acquisition d’une activité catalytique pour les réactions de trans-estérification. Durant l’activation du 

splicéosome (complexe B’), les snRNP U1 et U4 sont libérés. Le complexe B’ catalyse la première 

réaction de trans-estérification entrainant la formation du complexe C. Après de nouveaux 

réarrangements au sein du splicéosome, la seconde trans-estérification a lieu. A la suite de cette étape, 

l’ARNm est libéré et les snRNP U2, U5 et U6 sont recyclés pour un nouveau cycle. 

Les deux premières étapes du cycle du splicéosome (formation des complexe E et A) illustrent  

plusieurs principes qui caractérisent la réaction d’épissage. Premièrement, la liaison de façon 

séquentielle au niveau  des différents sites réactionnels des introns (site accepteur, donneur, points de 

branchement et tract polypyrimidine) de snRNA et de facteurs protéiques assurent la correcte 

reconnaissance des sites d’épissage. Deuxièmement, au sein du splicéosome, les interactions 

moléculaires essentielles à la réaction d’épissage sont des interactions faibles, ces dernières étant 

renforcées par des interactions avec de multiples facteurs auxiliaires. Ce phénomène est indispensable 

à la flexibilité et à la régulation du splicéosome.  

3. Eléments participant à la reconnaissance de l’exon par le splicéosome  

Parmi les 25 000 gènes présents dans le génome humain, des épissages alternatifs ont été mis en 

évidence pour plus de 90% d’entre eux (180).  L’existence d’épissage alternatif pour un même pré-

ARNm permet la production de multiple isoformes d’une même protéine. Ce phénomène a permis une 

diversification très importante du protéome chez les organismes eucaryotes évolués à partir d’un 

nombre limité de gènes (181). Parce que la régulation de l’épissage alternatif des pré-ARNm permet 

de déterminer à quel moment et dans quel type cellulaire est produite une certaine isoforme protéique, 

tout changement dans ce processus module de nombreuses activités cellulaires différentes. Les 

systèmes de régulation de l’épissage sont donc un élément clé du métabolisme cellulaire. De 

nombreux éléments participent aux systèmes de régulation de ce processus. 
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1. Les sites d’épissage 

a) Le site donneur d’épissage (5’ss) 

Le motif consensus du site donneur d’épissage consiste en 9 nucléotides, CAGGTAAGT, localisés 

à cheval sur la jonction exon/intron. Les trois premiers (numérotés de -3 à -1) sont exoniques alors que 

les 6 autres sont introniques (numérotés +1 à +6). La séquence consensus du site donneur d’épissage 

est parfaitement complémentaire de la séquence du snRNA U1 (Figure 25). Ainsi, la force d’un site 

donneur d’épissage est dépendante de la complémentarité de sa séquence avec le snRNA U1. La 

conservation des nucléotides de la séquence consensus du site donneur permet de déterminer 

l’importance de chaque nucléotide dans la liaison avec le snRNA U1. Le dinucléotide GT en position 

+1 et +2 est constamment présent au niveau des sites donneurs des introns de type U2 et est 

indispensable pour la liaison du snRNA U1 (182). Les nucléotides G en position -1 et +5 sont aussi 

très conservés (environ dans 80 % des cas) car ils permettent la formation de trois liaisons hydrogènes 

chacun avec le snRNA U1 (183). Au niveau de la position +3, un A ou G sont présents dans 80% des 

cas également car ces deux nucléotides peuvent s’apparier à la pseudo-uridine du snRNA U1. Les 

autres positions du site donneur sont plus dégénérées (184). 

 

Figure 25 : La séquence consensus du site donneur d’épissage (183). La taille des lettres représente la fréquence du 
nucléotide en question à une position donnée. 

D’autre snRNA reconnaissent aussi le site donneur d’épissage. Le snRNA U6 se lie au niveau des 

positions +2, +5 et +6 et le snRNA U5 se fixe au niveau des positions -1 et -2 (185). 
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b) Le site accepteur d’épissage (3’ss) 

A la différence du site 5’ss, le site accepteur est défini par plusieurs éléments contenus 

classiquement dans les 40 derniers nucléotides de l’intron. Le premier de ces éléments est la jonction 

intron/exon dont la séquence consensus est YAG/G (Y= C ou T). Le dinucléotide AG (positions -1 et -

2 du site accepteur) est invariable et indispensable à la fixation de la sous-unité U2AF35 du snRNP U2 

(186). Le deuxième élément est le tract polypyrimidine (région riche en C ou T). Le dernier élément 

du 3’ss est le BP. La séquence consensus du BP est très dégénérée chez les eucaryotes supérieurs 

(YTNAY ; Y = C ou T ; N = A, C, G ou T) (187). Seul le A est très conservé car il intervient dans la 

première réaction de trans-estérification. Le BP est généralement localisé entre 14 et 40 nucléotides en 

amont du site accepteur d’épissage. Il peut parfois se trouver jusqu’à 100 nucléotides. Le snRNA U2 

se fixe par complémentarité au niveau du BP lors de l’assemblage du splicéosome. Le splicéosome 

sélectionne le premier AG disponible en aval du point de branchement et du tract polypyrimidine  pour 

la réaction d’épissage. Du fait de l’encombrement stérique lié aux complexes protéiques fixés au 

niveau du BP, le dinucléotide AG doit être néanmoins situé au minimum à 19 pb du point de 

branchement (188). 

2. Rôle de l’architecture intron / exon 

L’architecture exon/intron a une influence sur la reconnaissance des sites d’épissage (189). La 

reconnaissance des sites d’épissage par le splicéosome est facilitée si les introns ou les exons sont de 

petite taille. Deux modèles de reconnaissance des sites d’épissage part le splicéosome ont été proposés 

(190). Pour les introns de dépassant pas 250 nucléotides, le splicéosome reconnait les sites d’épissage 

selon le « modèle de l’intron ».  Dans ce cas  le splicéosome s’assemble au niveau des sites d’épissage 

situés de part et d’autre de l’intron. Pour les autres cas (introns de plus de 250 pb), c’est le modèle de 

l’exon qui prime : le splicéosome s’assemble au niveau des sites d’épissage situés de part et d’autre de 

l’exon (Figure 26). 
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Figure 26 : Schématisation des deux modèles de reconnaissance des sites d’épissage par le spliceosome (190). 

Le « modèle de l’intron » est plus efficace pour la reconnaissance des sites d’épissage par le 

splicéosome. Ainsi de nombreux exons du génome humain flanqués par des introns courts sont 

correctement épissés en dépit de site d’épissage très faible (séquence éloignée de la séquence 

consensus). A contrario, les exons flanqués par des introns de grande taille sont souvent sautés lors 

d’épissage alternatif. Enfin des données expérimentales semblent indiquer que la taille de l’intron en 

amont de l’exon est plus importante pour définir un épissage alternatif que celle de l’intron en aval 

(191). 

3. La structure secondaire des pré-ARNm 

Les pré-ARNm peuvent adopter des structures secondaires les maintenant sous forme double brin 

localement (formation de boucles ou d’épingles à cheveux). En fonction de leur stabilité, ces structures 

peuvent persister dans le temps et interférer ou moduler la réaction d’épissage soit en activant soit en 

inhibant l’assemblage du splicéosome. En effet la reconnaissance des sites d’épissage et les fonctions 

activatrices ou inhibitrices de l’épissage de nombreuses protéines de régulation sont dépendantes 

d’interactions protéine/ARNm simple brin. Ainsi les structures locales des ARNm peuvent soit inhiber 

l’assemblage du splicéosome en masquant un site d’épissage ou des séquences régulatrices activatrices 

ou au contraire favoriser son assemblage en masquant une séquence inhibitrice (190). Les structures 

secondaires d’épissage peuvent aussi faire varier la distance relative entre différents signaux consensus 

d’épissage sur le pré-ARNm afin de  moduler leur reconnaissance par le splicéosome (192). 
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4. Les séquences cis-régulatrices de l’épissage 

Les introns du génome humain contiennent de nombreuses régions dont la séquence se rapproche 

des séquences consensus des sites d’épissage. En dépit de la présence de ces séquences leurres, le 

splicéosome ne reconnait que les sites d’épissage authentiques. Ceci est lié à la présence de 

nombreuses séquences régulatrices de l’épissage. Ces séquences sont appelées séquences activatrices 

ou inhibitrices exoniques (ESE pour exonic splicing enhancers et ESS pour exonic splicing silencers) 

ou introniques (ISE pour intronic splicing enhancers et ISS pour intronic splicing silencers). 

a) Les séquences exoniques activatrices (ESE) 

La majorité des exons du génome humain contiennent des séquences régulatrices de type ESE. La 

plupart de ces séquences fonctionnent en recrutant des éléments trans-régulateurs appartenant à la 

famille des protéines SR (protéines riches en sérines/arginines). Ces protéines sont constituées d’un 

domaine riche en sérines et en arginines à leur extrémité C-terminale (domaine SR) et d’un domaine 

de reconnaissance de l’ARN à leur extrémité N-terminale (domaine RRM pour RNA Recognition 

Motif) (Figure 27) (193). Typiquement ces protéines se fixent sur le pré-ARNm au niveau d’une 

séquence ESE via leur domaine RRM et interagissent avec d’autres protéines par l’intermédiaire de 

leur domaine RS afin de faciliter l’assemblage du splicéosome. Les séquences consensus des ESE 

reconnues par les domaines RRM sont très dégénérées et chaque protéine SR peut se lier à différents 

motifs (Tableau 19) (194).  
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Figure 27 : Liste et structure des protéines SR (193). Les protéines indiquées en noires sont localisées exclusivement dans 
le noyau cellulaire et celles en rouges sont localisées dans le noyau et dans le cytoplasme. 

 

Tableau 19 : Séquences identifiées comme étant des sites de liaison des protéines SR (194) 
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b) Les séquences exoniques inhibitrices (ESS) 

Les séquences ESS sont reconnues par des protéines ayant des fonctions inhibitrices sur 

l’épissage. Ces protéines appartiennent à la famille hnRNP (heterogeneous nuclear 

ribonucleoproteins). Cette famille regroupe environ 30 protéines (hnRNP A1 à hnRNP U), certaines 

pouvant se lier à l’ARNm (hnRNP majeures) et d’autres non (hnRNP mineures). Les hnRNP mineures 

sont moins exprimées et ont pour fonction la régulation des hnRNP majeures (195). 

Trois types de domaine de liaison à l’ARNm ont été identifiés chez les hnRNP (Figure 28) : les 

domaines de type RRM, les domaines riches en glycine (RGG) et les domaines de type KH (K-

homology, domaine identifié en premier sur l’hnRNP K) (196). Les hnRNP possèdent aussi des 

domaines auxiliaires tels que les domaines riches en prolines, glycines ou en acides aminés acides. Ces 

domaines permettent les interactions protéines/protéines avec d’autres hnRNP ou d’autres types de 

protéines. La grande variété de structure des différentes hnRNP est responsable d’une grande diversité 

dans les fonctions de ces protéines (196). 

 

Figure 28 : Les protéines hnRNP (196). Les différentes protéines de cette famille ont un poids moléculaire compris entre 34 
et 120 kDa. De nombreuses hnRNP ont été retrouvées au sein des mêmes complexes protéiques ce qui suggère que plusieurs 
hnRNP pourraient avoir la même fonction. 
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c) Les séquences introniques activatrices (ISE) et inhibitrices (ISS) 

Un très grand nombre de séquences régulatrices introniques ISE ou ISS ont été décrites à ce jour 

(197). L’une des ISE la mieux connue est le triplet GGG ou les tracts de G (Gn, n>3), souvent présents 

sous la forme de motifs répétés, et qui augmentent la reconnaissance par le splicéosome des sites 

d’épissage situés à proximité (198). Ce type d’ISE est commun dans les introns riches en GC (199). 

Les répétitions introniques de CA ont été décrites comme des ISE dans plusieurs cas. Ces séquences 

favorisent l’épissage de l’exon situé en amont probablement via la fixation de l’hnRNP L (200,201). 

D’autres séquences décrites comme des ISE ont été rapportées telles que l’héxanucléotide UGCAUG 

et le motif YCAY (Y= C ou T) (202,203). Il est important de noter que certaines séquences (comme 

par exemple les répétitions de CA ou le motif YCAY), en fonction de leur localisation, peuvent 

fonctionner comme des ISE ou des ISS (200). Enfin plusieurs séquences ISS sont connues comme par 

exemple le motif UCUU qui est reconnu par l’hnRNP I (aussi connu sous le nom de PTB pour 

Polypyrimidine tract Binding). Cette protéine se comporte comme un répresseur de l’épissage 

notamment en empêchant les composants du splicéosome de se fixer sur le tract polypyrimidine (204). 
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Partie 2. Etude in vitro de l’impact sur l’épissage de 26 variations du gène F8 

1. Résumé 

Contexte : La pathogénicité des variations nucléotidiques localisées au niveau des sites d’épissage est 

difficile à évaluer. A ce jour, seul quelques patients hémophiles A porteurs de telles variations ont pu 

bénéficier d’une analyse des transcrits du gène F8 afin de déterminer l’impact de ces variations sur 

l’épissage du gène. 

Objectifs : Etudier in vitro l’impact de la totalité des variations nucléotidiques potentiellement 

responsables d’anomalies d’épissage trouvées dans la cohorte lyonnaise de familles d’hémophiles A.  

Matériels et méthodes : L’impact sur l’épissage de 26 variations nucléotidiques a été déterminé à 

l’aide d’algorithmes in silico (MaxEntScan et Human splicing Finder) et par technique minigène 

(réalisée dans deux modèles cellulaires Huh7 et HeLa). 

Résultats : Une anomalie de l’épissage du gène F8 a été démontrée pour 21 des 26 variants étudiés. 

Ces mutations sont responsables le plus souvent d’un saut d’exon (n=13/19). Les autres mécanismes 

moléculaires trouvés sont l’activation de sites cryptiques d’épissage (n=5), l’utilisation de site de novo 

d’épissage (n=2) ou l’insertion totale de l’intron (n=1). Dans cette étude, 5 mutations silencieuses du 

gène F8 ont été reclassifiées en mutations d’épissage : c.1167A>G (p.Gln389Gln), c.1569G>T 

(p.Leu523Leu), c.1752G>A (p.Gln584Gln), c.5586G>A (p.Leu1862Leu), and c.6066C>T 

(p.Gly2022Gly). La pathogénicité de 5 variants étudiés reste par contre encore incertaine (c.222G>A, 

c.237C>T, c.240C>T, c.2113+5_2113+8del et c.2113+5G>A). 

Discussion : La démonstration de la pathogénicité d’un variant d’épissage permettant d’améliorer le 

conseil génétique donné à la famille. Ce type d’étude devrait être réalisé pour tous les patients porteurs 

de variations affectant potentiellement l’épissage du gène F8 pour lesquels aucun échantillon d’ARNm 

n’est disponible. 

  



96 
 

2. Introduction 

L’hémophilie A (HA) est causée par une grande variété d’anomalies génétiques et plus de 2000 

mutations ont été reportées dans les bases de données internationales. (FVIII variant database, 

http://www.factorviii-db.org/; CHAMP Mutation List Database, 

www.cdc.gov/ncbddd/hemophilia/champs.htlm; Mai 2017). Approximativement 8% des variants 

répertoriés sont classés comme affectant potentiellement l’épissage du gène F8. Cependant, en 

absence d’étude de l’effet de ces variations sur l’épissage, la pathogénicité de ces anomalies est 

difficile à évaluer. 

Les mutations d’épissage peuvent affecter l’épissage d’un gène soit en diminuant la force des sites 

d’épissage physiologiques donneurs ou accepteurs, soit en créant un nouveau site d’épissage, ou alors 

en modifiant des séquences régulatrices. Il est classiquement admis que les mutations affectant les 

séquences invariables GT/AG flanquant les exons sont responsables d’anomalies d’épissage. A 

l’inverse, l’impact sur l’épissage des variations génétiques touchant des positions plus éloignées et 

plus variables des sites d’épissages est difficilement prévisible. Pour aider les généticiens 

moléculaires, des algorithmes informatiques d’aide à l’interprétation des variants d’épissage ont été 

développés. Ces algorithmes donnent un score au site d’épissage physiologique (force du site) et le 

comparent à celui du site d’épissage muté. Cependant l’interprétation des résultats donnés par ces 

logiciels doit être faite avec prudence : aucun logiciel n’a une sensibilité et une spécificité de 100% et 

ils ne donnent aucune indication sur le type d’altération entrainée par la mutation (effet total ou 

partiel ; saut d’exon ou activation d’un site cryptique d’épissage) (205). Idéalement, la démonstration 

de la pathogénicité d’un variant d’épissage se fait par l’association de l’étude in silico et de l’analyse 

de l’ARNm du patient par RT-PCR et séquençage. Dans le cas de l’hémophilie A, le FVIII étant 

essentiellement produit par le foie (206,207), il est impossible d’obtenir des prélèvements d’ARNm 

issus du tissus producteur de FVIII. A ce jour, les études de l’impact de mutations sur l’épissage du 

gène F8 ont toutes été réalisées sur les ARNm ectopiques leucocytaires (124,125,205,208–220). 

Cependant, l’étude des transcrits du gène F8 nécessite de réaliser le prélèvement sanguin en présence 
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de conservateurs des ARNm (prélèvement sur tube Paxgene). Ces tubes étant peu disponibles au 

niveau des services de consultation, peu de patients bénéficient de ce type d’étude.  

L’objectif de ce travail était de statuer sur la pathogénicité de 26 variations génétiques 

potentiellement responsables d’anomalie d’épissage. Ces anomalies ont été étudiées à la fois à l’aide 

de méthodes in silico et in vitro par technique minigène.  

3. Matériels et méthodes 

1. Sélection des variations nucléotidiques à analyser par étude fonctionnelle 

Tous les patients inclus dans ce travail ont signé un consentement éclairé pour la réalisation 

d’analyses génétiques. Parmi notre cohorte de 2074 familles chez lesquelles des analyses génétiques 

du gène F8 ont été réalisées dans le cadre du diagnostic d’HA, 44 mutations pouvant potentiellement 

avoir un impact sur l’épissage ont été identifiées chez 52 familles différentes (soit 2,5 % des familles 

de notre cohorte). Ces 44 variants consistaient en 8 substitutions silencieuses et 36 variations 

génétiques situées au niveau des sites d’épissage. Dix-huit de ces substitutions étaient localisées au 

niveau des séquences invariantes AG/GT. Ces mutations ont été exclues de cette études car elles ont 

été considérées comme certainement responsables du phénotype clinique des patients (ces mutations 

ont été mises en évidence uniquement chez des hémophiles A sévères). Une étude fonctionnelle de 

l’impact sur l’épissage a donc été réalisée sur les 26 variants restants. Les caractéristiques des 

variations génétiques étudiées dans ce travail sont présentées dans le Tableau 20.  
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Patient Sexe FVIII:C 
(%) Phénotype Mutationa Exon/Intron Position 

exonique Protéineb 

Variations nucléotidiques au niveau du site donneur d’épissage 

1 M 17 Mineur c.143+3_143+4insG 1 - - 

2 M 44 Mineur 
c.143+4A>G 1 - - 

3 M 30 Mineur 

4 M 36 Mineur c.222G>A* 2 78/122 p.Thr74Thr 

5 M 29 Mineur 

c.237C>T 2 94/122 p.Asn79Asn 6 M 30 Mineur 

7 M 40 Mineur 

8 M 34 Mineur c.240C>T 2 97/122 p.Ile80Ile 

9 M <1 Sévère c.388+5G>A* 3 - - 

10 M 15 Mineur c.601+5G>A* 4 - - 

11 F 19 Femme 
conductrice c.[670G>A;3674A>G] 5 69/69 p.[Gly224Arg;Gln1225

Arg] 

12 M <1 Sévère c.[787+5G>A;787+12_787+13de
l] 6 - - 

13 M 28 Mineur c.1009G>A 7 222/222 p.Asp337Asn 

14 M 7 Mineur c.[-51G>A;1752G>A] 11 215/215 p.Gln584Gln 

15 M 24 Mineur c.2113+5_2113+8del 13 - - 

16 M 39 Mineur c.2113+5G>A 13 - - 

17 M 36 Mineur c.5373+5G>T 15 - - 

18 M 14 Mineur c.5586G>A 16 213/213 p.Leu1862Leu 

19 M 24 Mineur c.5998+3A>T 18 - - 

20 M 24 Mineur c.5998+3A>C 18 - - 

21 M 30 Mineur c.6066C>T 19 251/300 p.Gly2003Gly 

Variations nucléotidiques au niveau du site accepteur d’épissage 

22 M 17 Mineur 
c.144-3C>T 1 - - 

23 M 22 Mineur 

24 M 3 Modéré c.144-11T>G 1 - - 

25 M 11 Mineur c.144A>T 2 1/122 p.Arg48Ser 

26 M 25 Mineur c.671-11T>C 5 - - 

27 M 27 Mineur c.1167A>G 8 158/262 p.Gln389Gln 

28 M 3 Modéré 

c.1538-18G>A* 10 - - 29 M 4 Modéré 

30 M 5 Mineur 

31 M <1 Sévère c.1538-3T>G 10 - - 

32 M 5 Mineur 

c.1569G>T* 11 32/215 p.Leu523Leu 33 M 5 Mineur 

34 M 8 Mineur 
Tableau 20 : Variations nucléotidique analysées in vitro dans cette étude. a Quand deux variations nucléotidiques ont été 
trouvées chez un même patient, le variant étudié in vitro est indiqué en gras. b L’impact du variant au niveau protéique est 
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donné uniquement pour les variants exoniques. Quand deux variations nucléotidiques ont été trouvées chez un même patient, 
le variant étudié in vitro est indiqué en gras. * variants pour lesquels une étude des ARNm ectopiques de patients a été 
publiée. 

2. Analyses in silico 

Les études in silico de prédiction d’impact sur l’épissage ont été réalisées à l’aide de deux 

logiciels basés sur des principes différents (MaxEntScan et Human Splicing Finder [HSF]) et 

disponibles dans Alamut 2.4.0. Les paramètres par défaut ont été utilisés pour chacun des deux 

algorithmes.  

HSF utilise le modèle de la matrice de poids (Weight Matrice Model) (221). Ce concept 

permet d’établir la force intrinsèque d’un site d’épissage en comparant les similitudes entre la 

séquence d’intérêt et la séquence consensus du site correspondant (donneur ou accepteur). Ce modèle 

prend en compte l’importance relative de chaque nucléotide à chaque position. A partir de cette 

matrice, un score est calculé pour le site d’épissage. Ce score est compris entre 0 et 100, où 100 

représente une similarité parfaite avec la séquence consensus. Dans ce modèle, le site donneur 

d’épissage s’étend des positions -3 à +6 et le site accepteur s’étend des positions -14 à +1. 

MaxEntScan utilise le modèle du maximum d’entropie (222). Ce modèle prend en compte à la 

fois l’importance relative de chaque nucléotide à chaque position mais aussi les nucléotides adjacents 

et non adjacents. Dans ce modèle, le site donneur d’épissage s’étend des positions -3 à +6 et le site 

accepteur s’étend des positions -20 à +3. 

En l’absence de recommandations pour l’interprétation de ces algorithmes, les règles suivantes 

ont été définies : un variant a été considéré comme affectant l’épissage si les prédictions indiquaient 

une différences d’au moins 15% pour MaxEntScan et d’au moins 5% pour HSF (223) entre la force du 

site physiologique et celle su site muté. Dans le cas des sites de novo d’épissage, le variant a été 

considéré comme délétère si la force du site cryptique était égale ou supérieure à celle du site naturel 

d’épissage. 
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3. Analyse in vitro de l’épissage. 

a) Description du plasmide utilisé 

Le minigène (pTB2) utilisé dans ce travail a été décrit par Baralle et al en 2005 (177). Ce 

minigène est un plasmide contenant une version simplifiée d’un gène (Figure 29). Il est composé à son 

extrémité 5’ du promoteur du gène de l’α-globine ainsi que d’une séquence régulatrice « enhencer » de 

type SV40 permettant la transcription du minigène par la polymérase II dans les cellules transfectées. 

Cette région est suivie d’une série d’exons et d’introns issus soit du gène de l’α-globine soit du gène 

de la fibronectine. L’extrémité 3’ est constituée du signal de polyadénylation du gène de l’α-globine. 

Un exon d’intérêt peut être inséré dans ce minigène au niveau du site de restriction unique NdeI situé 

dans l’intron 3 du minigène. 

 

Figure 29 : Représentation schématique du minigène utilisé dans ce travail (177). La région 5’ est constituée du 
promoteur de l’α-globine et d’une séquence SV40 (indiquée par la flèche en début de construction). Cette région est suivie 
par une succession d’exons (rectangles) et d’introns (lignes). Les exons sont issus soit du gène de l’α-globine (rectangles 
noirs) soit du gène de la fibronectine (rectangles gris). Le signal de polyadénylation utilisé appartient au gène de l’α-globine. 
L’exon d’intérêt ainsi que les régions introniques flanquantes sont insérées au niveau du site de restriction unique NdeI. Les 
flèches situées de part et d’autre de ce site de restriction correspondent aux amorces de PCR α23G et β2F utilisées pour 
l’étude de l’épissage du minigène. 

 Pour l’étude des mutations touchant le site donneur du 1er exon du gène F8, une version 

modifiée de ce vecteur a été utilisée. Les 214 paires de bases du premier exon et les 30 paires de bases 

du premier intron du minigène ont été éliminées afin de permettre l’insertion de l’exon d’intérêt au 

niveau du site de restriction unique SmaI (224). 

Le vecteur pTB2 contient aussi un gène de résistance à l’ampicilline. 
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b) Construction des vecteurs minigènes pour chaque exon du gène F8 étudié.  

Dans un premier temps, les exons d’intérêt et environ 200 pb introniques de part et d’autre de ces 

exons ont été amplifiés à partir de l’ADN génomique des patients et des témoins. Pour cette étape, une 

polymérase de haute-fidélité a été utilisée (Optimase polymerase, Transgenomic, Omaha, NE, Etats-

Unis). Les amorces utilisées contenaient à leur extrémité 5’ une séquence spécifique permettant 

l’insertion des produits de PCR au niveau du site NdeI : 

- Queue de l’amorce sens : 5’-CTAAACAGCCACATATG-amorce-3’ 

- Queue de l’amorce antisens : 5’-CCCCCCTCGACCATATG-amorce-3’ 

Dans le cas de l’exon 1 du gène F8, les queues spécifiques utilisées pour l’insertion au niveau du site 

SmaI étaient les suivantes :  

- Queue de l’amorce sens : 5’-TCGAGGATCTCCCCCGGG-amorce-3’ 

- Queue de l’amorce antisens : 5’- GCGGGCGAGGAGCCCGGG-amorce-3’ 

La liste des amorces utilisées pour la construction des différents minigènes est présentée en annexe 

de cette section. La composition du mélange réactionnel et les conditions de PCR utilisées sont 

présentées dans les Tableau 21etTableau 22 : 

Réactifs Volume (μl) 
Tampon Optimase 10X 5 
ADN patient ou témoin 100 ng 
Amorces sens [10pM] 1,25 
Amorces antisens [10pM] 1.25 
dNTP [2,5 mM de chaque dNTP] 2 
Optimase Polymerase [2,5U/μl] 0,5 
Eau Qsp 50 

Tableau 21 : Composition du mélange réactionnel pour la réaction de PCR optimase. 

 Température (°C) Temps (sec) Nombre de cycles 
Dénaturation 94 20 

14 Hybridation 57 40 
Elongation 72 45 

Dénaturation 94 20 
25 Hybridation 50 40 

Elongation 72 45 
Tableau 22 : Conditions de PCR pour la réaction de PCR optimase. 
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Après la réaction de PCR, la taille du produit amplifié et sa pureté ont été vérifiées par 

migration sur gel d’agarose 1%. Les produits de PCR ont ensuite été purifiés sur colonne à l’aide du 

kit NucleoSpin Extract II (Clonetech laboratories, Mountain View, CA, Etats-Unis), repris dans 30 μl 

de tampon TE et dosés.  

Parallèlement, 1μg de plasmide pTB2 a été digéré par l’enzyme de restriction NdeI (ou SmaI 

dans le cas de l’exon 1) une nuit à 37°C puis l’enzyme a été inactivée par chauffage 15 minutes à 

65°C. La digestion du plasmide a été contrôlée par migration sur gel d’agarose 0,8% (1h30, 80V, le 

plasmide PTB2 digéré fait 3454 pb). 

Pour l’insertion de l’exon d’intérêt dans le plasmide, le kit In-fusion HD PCR cloning Kit with 

cloning enhancer II (Clonetech) a été utilisé en suivant les recommandations du fournisseur. 

Brièvement, dans une première étape 250 ng de produit de PCR ont été pré-incubés avec 2μl de 

cloning enghancer (Qsp 5μl) 20 minutes à 37°C puis 15 minutes à 80°C. Ensuite, à 100 ng de produits 

de PCR pré-incubés ont été ajoutés 200 ng de vecteur digéré, 2 μl de 5X In-Fusion HD Enzyme 

Premix et de l’eau (Qsp 10μl). Le mélange réactionnel a été incubé 15 minutes à 37°C puis 15 minutes 

à 50°C. A la fin, 40 μl de tampon TE ont été ajoutés. 

c) Production, purification et vérification des vecteurs minigènes 

Cinquante microlitres de suspension de bactéries DH5α (DO comprise entre 0,2 et 0,4 à 

600nm) préalablement rendues compétentes ont été transformées par choc thermique (30 minutes dans 

la glace, 45 secondes au bain-marie à 42°C puis 2 minutes dans la glace) avec 2 μl de produit de 

réaction In-fusion. Après ajout de 250 μl de milieu S.O.C (Life technologies, Saint-Aubin, France) 

préchauffé à 37°C, les tubes ont été incubés à 37°C sous agitation pendant 1 heure. Ensuite, 100 μl de 

cette suspension bactérienne ont été ensemencés sur des géloses contenant de l’ampicilline 

(100μg/ml). Les géloses ont été incubées une nuit à 37°C.  

Le lendemain, plusieurs clones bactériens obtenus sont analysés par PCR afin de sélectionner 

ceux ayant incorporé le plasmide contenant l’insert. Les amorces utilisées à cette étape (V1F/V1R) 

s’hybrident dans l’intron 3 du vecteur pTB2 de part et d’autre du site de restriction NdeI. La 
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composition du mélange réactionnel et les conditions de PCR utilisées sont présentées dans les 

Tableau 23et Tableau 24 : 

Réactifs Volume (μl) 
Tampon Qbiogene with MgCl2 10X 2,5 
Amorces V1F [10pM] 0,625 
Amorces V1R [10pM] 0,625 
dNTP [2,5 mM de chaque dNTP] 1 
Taq DNA polymerase MPbiomedicals [5U/μl] 0,25 
Eau Qsp 25 
Clone bactérien 1 clone 

Tableau 23 : Composition du mélange réactionnel pour la vérification des clones bactériens. 

 Température (°C) Temps  Nombre de cycles 
Activation 95 5 min 1 

Dénaturation 95 20 s 
35 Hybridation 55 20 s 

Elongation 72 40 s 
Elongation finale 72 4 min 1 

Tableau 24 : Conditions de PCR pour la vérification des clones bactériens. 

Dans le cas du minigène contenant le premier exon du gène F8, les amorces utilisées 

s’hybrident au niveau du promoteur (amorce sens pTBprom_F) et dans l’exon 2 du minigène (amorce 

antisens αglobuline Ex2 rev). 

Séquences des amorces utilisées pour la sélection des clones bactériens:  
  

V1F : AGCATTGCTGATACTTACTTCAGA 
V1R : CACAGCAAAGAGAAACATAGCAG 
pTBprom_F : AAAAAGCTCCAAGCTCTCG 
αglobuline Ex2 rev : GTGGCCCTTAACCTGGGCAGAG 
 
 
Les clones bactériens sélectionnés ont été ajoutés au mélange réactionnel de PCR puis 

repiqués dans 1 ml de milieu LB liquide pendant 8h à 37°C sous agitation. Les produits de PCR ont 

été analysés par migration sur gel d’agarose. Une bandes de 191 pb était visible pour les clones 

bactériens ayant assimilé le vecteur vide et une bande de plus grande taille (191 pb + taille de l’insert) 

était visible pour ceux ayant assimilé le vecteur contenant l’insert (dans le cas de l’exon 1, la bande 

correspondant au vecteur vide est de 204 pb) (Figure 30). 
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Figure 30 : Exemple de migration des produits de PCR issus de la vérification des clones bactériens transformés avec 
le minigène contenant l’exon 5 du gène F8. Les bandes de 191 pb correspondent à des vecteurs n’ayant pas assimilé l’insert 
lors de la réaction In-fusion. Les bandes de 654 pb (191 pb du vecteur + 220 pb IVS4 + 69 pb exon 5 + 174 pb IVS5) 
correspondent à des vecteurs ayant assimilé l’insert lors de la réaction In-fusion. Les clones bactériens correspondant aux 
bandes de 654 pb ont été sélectionnés pour la production du minigène contenant l’exon 5 du gène F8. 

Ensuite, 150 μl de suspension bactérienne correspondant aux clones sélectionnés ont été dilués 

au 1/1000 dans 150 ml de milieu LB et incubés une nuit à 37°C sous agitation. Le lendemain, les 

bactéries ont été culotées (centrifugation 3000g pendant 20 minutes) puis les plasmides purifiés par 

chromatographie échangeuse d’anions (Qiagen Plasmid Maxi Kit, Qiagen, Venlo, pays-bas) en suivant 

les indications du fournisseur. Les éluats finaux ont été dosés par spectrophotométrie d’absorption à 

260 nm. 

La région contenant l’insert a été séquencée pour tous les plasmides afin de vérifier la 

présence des mutations d’intérêt ainsi que l’absence d’autres mutations. Dans une première étape, la 

région d’intérêt a été amplifiée à l’aide du couple d’amorce V1R/V1F comme précédemment. Pour la 

réaction de séquence, le kit BigDye Terminator Cycle sequencing (Life technologies) a été utilisé en 

suivant les recommandations du fournisseur (mélange réactionnel : BigDye 0,5μl, tampon 5X 1,75μl, 

amorces V1R ou V1F 5pmol, produit de PCR 1μl, eau qsp 8μl). Les fragments obtenus ont été purifiés 

(BigDye Xterminator purification Kit, Life technologies) puis injectés dans un séquenceur capillaire 

ABI3130 (Applied Biosystem). Les séquences ont été lues à l’aide du logiciel Seqscape v3.0 (Life 

technologies). Le détail des différents plasmides produits est présenté dans le Tableau 25.  
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Exon du gène F8 étudié Détails de la construction du minigène 
1 302 pb exon 1 + 102 pb IVS1 
2 228 pb IVS1 + 122 pb exon 2 + 219 pb IVS2 
3 178 pb IVS2 + 123 pb exon 3 + 256 pb IVS3 
4 202 pb IVS3 + 213 pb exon 4 + 220 pb IVS4 
5 220 pb IVS4 + 69 pb exon 5 + 174 pb IVS5 
6 234 pb IVS5 + 117 pb exon 6 + 141 pb IVS6 
7 243 pb IVS6 + 222 pb exon 7 + 213 pb IVS7 
8 430 pb IVS7 + 262 pb exon 8 + 184 pb IVS8 

11 140 pb IVS10 +215 pb exon 11 +156 pb IVS 11 
13 202 pb IVS12 + 210 pb exon 13 + 122 pb IVS13  
15 100 pb IVS14  + 154 pb exon 15 + 324 pb IVS15  
16 227 pb IVS15 + 213 pb exon 11 + 207 pb IVS16 
18 108 pb IVS17 + 183 pb exon 18 + 185 pb IVS18  
19 222 pb IVS18 + 117 pb exon 19 + 275 pb IVS19 

Tableau 25 : description des différents minigènes produits dans cette étude. 

d) Transfection cellulaire 

Deux lignées cellulaires ont été utilisées dans cette étude. Les cellules HeLa et Huh7 ont été 

cultivées dans des flasques de 25 cm2 dans du milieu DMEM-F12 (Life technologies) en présence de 

10 % de sérum de veau fœtal (SVF, Thermofischer, Waltham, MA, États-Unis) et de 1% de 

pénicilline-streptomycine (Life technologies) à 37°C sous 5% de CO2.  

Les cellules ont été traitées par la trypsine 1X (Life technologies) lorsqu’elles étaient à 70% de 

confluence environ. Après comptage, 100 000 cellules ont été réparties dans chaque puits d’une plaque 

six puits et le volume a été complété à 2ml avec du milieu DMEM-F12/10%SVF. Les cellules ont été 

ensuite incubées une nuit à 37°C.  

Le lendemain, le milieu de culture a été éliminé puis les cellules ont été rincées au DPBS 1X. 

Les cellules ont été transfectées transitoirement à l’aide du réactif X-tremeGENE9 DNA (Roche 

molecular diagnostics, Meylan, France). Dans un tube eppendorf ont été mélangés 100 μl de milieu 

DMEM-F12 sans SVF, 1μg de plasmide et 3 μl de transfectant. Après 15 minutes d’incubation à 

température ambiante, le mélange réactionnel a été déposé goutte à goutte dans un puits. Le volume a 

ensuite été complété à 2 ml avec du milieu DMEM-F12/SVF10%. Pour chaque plasmide (muté ou 

témoin), les transfection ont été réalisées en triplicat.  
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e) Extraction des ARNm totaux 

Après 48h d’incubation à 37°C sous 5% de CO2, les surnageants cellulaires ont été éliminés, 

les tapis cellulaires ont été lavés deux fois avec du DPBS 1X puis lysés. Les ARNm totaux ont été 

extraits des lysats cellulaires à l’aide du kit RNAqueous-4PCR (Life technologies) en suivant les 

recommandations du fournisseur. Les ARNm purifiés ont ensuite été élués dans 40μl de tampon TE 

préchauffé à 70°C, traités à la DNase et dosés. La qualité des ARNm totaux extraits a été vérifiée par 

migration sur gel d’agarose 1%  (Figure 31) et par calcul du ratio DO260nm/DO280nm (un ratio > 2 est un 

marqueur de bonne qualité des ARNm). 

 

Figure 31 : Exemple de migration sur gel d’agarose 1% des ARNm totaux purifiés extraits à partir de lysats de 
cellules HeLa. La présence de deux bandes bien distinctes correspondant aux ARN ribosomique 28S (5kb) et 18S (1,9kb) est 
un marqueur de bonne qualité des ARNm extraits. La présence d’une trainée (smear) serait un signe de dégradation des 
ARNm.  

f) Etude de l’épissage de l’exon d’intérêt 

La réaction de RT-PCR a été réalisée en utilisant le kit transcriptor High Fidelity cDNA 

Synthesis Sample (Roche Molecular Diagnostics). Dans une première étape, 250 ng d’ARNm totaux 

ont été dénaturés à 65°C pendant 10 minutes en présence d’héxanucléotides randomisés (1μl à 

600μM). La réaction de RT-PCR a été réalisée dans une seconde étape. La composition du milieu 

réactionnel est présentée dans le Tableau 26 : 

Réactifs Volume (μl) 
Tampon RT transcriptor Reaction 5X 4 
RNase inhibitor (40U/μl) 0,5 
DTT 0,1M 1 
Mélange ARNt + hexanucléotide 10,4μl 
dNTP (10mM chacun) 2 
Reverse transcriptase (20U/μl) 1,1 

Tableau 26 : Composition du mélange réactionnel pour la réaction de RT-PCR. DTT : dithiolthreitol. 

La réaction de RT-PCR est décomposée en deux étapes, une phase d’élongation à 45°C 

pendant 30 minutes suivie d’une phase d’inactivation de la transcriptase inverse à 85°C pendant 5 

minutes. 
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Dans une dernière étape, les ADNc obtenus ont été amplifiés par PCR en utilisant des amorces 

spécifiques s’hybridant au niveau de la jonction des exons 2 et 3 (amorce sens  α23G) et au niveau de 

l’exon 4 du minigène (amorce antisens β2F). La position des amorces est indiquée au niveau de la 

Figure 29. Les amorces utilisées sont spécifiques des transcrits du minigène car elles s’hybrident sur 

des exons chimériques αglobine/fibronectine. Dans le cas du minigène contenant le premier exon du 

gène F8, les amorces utilisées sont les mêmes que celles utilisées pour la sélection des clones 

bactériens (pTBprom_F/αglobuline Ex2 rev). La composition du mélange réactionnel et les conditions 

de PCR sont identiques à celle utilisées pour la sélection des clones bactériens (Tableau 23 etTableau 

24). 

Les séquences des amorces utilisées l’amplification des ADNc sont:  
  

α23G : CAACTTCAAGCTCCTAAGCCACTG 
β2F : TGATTTAACCAACTTCCTGGTGACC 
 

Les produits de PCR ont été étudiés par migration sur gel d’agarose à 2% à 70V pendant 90 

minutes et par séquençage (amorces de séquençage : α23G et β2F). Les bandes attendues sont de 246 

pb dans le cas d’un saut d’exon et de 246+taille de l’exon dans le cas d’un épissage correct de l’exon 

étudié (Figure 32).  

 

Figure 32 : Exemple d’analyse des transcrits produits par des cellules HeLa après transfection par les minigènes F8 
exon 5 Wild-type (exon normal) et F8 exon 5 c.670G>A. La bande de 315 pb correspond à l’épissage correct de l’exon 5 
du gène F8, la bande de 246 pb correspond au saut complet de cet exon. Dans cet exemple, la mutation c.670G>A est 
responsable du saut de l’exon 5.  
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Dans le cas de la présence de plusieurs produits de PCR, une étape de sous-clonage dans un 

plasmide TOPO a été réalisée pour isoler chacune des bandes avant de les séquencer (TOPO TA 

cloning kit, Life technologies). Le mélange réactionnel est présenté dans le Tableau 27. 

Réactifs Volume (μl) 
PCR récente 1 
Salt solution  1 
Eau 2 
TOPO Vector 1 

Tableau 27 : Composition du mélange réactionnel pour la réaction TOPO. 

Le mélange réactionnel a été incubé 20 minutes à température ambiante puis  des bactéries 

compétentes DH5α ont été transformées par 2μl du mélange réactionnel précédent. Après 1 heure 

d’incubation à 37°C dans du milieu S.O.C, 100 μl de la suspension bactérienne ont été ensemencés sur 

des géloses à l’ampicilline. Après une nuit à 37°C, 15 à 30 clones bactériens ont été analysés par PCR 

(amorces utilisées : α23G et β2F). Après migration en gel d’agarose, des fragments de différentes 

tailles ont été séquencés (Figure 33). 

 

Figure 33 : Exemple de clonage TOPO réalisé pour l’étude de la mutation c.6066C>T. (A) Analyse des transcrits 
produits par des cellules HeLa après transfection par les minigènes F8 exon 19 Wild-type (exon normal) et F8 exon 19 
c.6066C>T. La bande de 363 pb correspond à l’épissage correct de l’exon 19 du gène F8. Dans le cas du minigène porteur de 
la mutation, deux bandes sont observées, une bande de 363 pb correspondant à l’épissage normal de l’exon 19 et une autre 
bande de 314 pb. (B) un clonage TOPO est réalisé pour isoler les produits de PCR issus du minigène c.6066C>T. 16 clones 
bactériens sont analysés. Les deux bandes de 363 et 314 pb sont correctement isolées permettant leur séquençage. Le 
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séquençage révèlera l’utilisation d’un site cryptique donneur d’épissage c.6064 entrainant la perte des 51 derniers nucléotides 
de l’exon 19.  

 

 

 

4. Expression cellulaire de variants du FVIII dans le cas des mutations faux-sens 

Certaines mutations exoniques inclues dans cette étude sont des mutations faux-sens. Afin 

d’évaluer l’impact du changement d’acide aminé sur la synthèse et l’activité du FVIII, des expériences 

d’expression cellulaire de variant du FVIII ont été réalisées. 

a) Description du plasmide utilisé 

Le plasmide pcDNA3-F81+13 contenant l’ADNc du gène F8 a été utilisé (225). Les 

caractéristiques de cette construction sont les suivantes : 

- ADNc du gène F8 dépourvu de la région de l’exon 14 codant le domaine B (l’exon 14 est 

réduit aux parties codant les régions acides a2 et a3 séparées par un linker de 12 nucléotides) 

est sous le contrôle du promoteur du Cytomégalovirus. 

- La présence d’une séquence nucléotidique appartenant à l’intron 1 du gène F9 insérée entre 

les exons 1et 2 et les exons 13 et 14 du gène F8, permet d’augmenter significativement la 

production de FVIII in vitro (225).  

- Présence du gène de résistance à l’ampicilline (ampR) qui permet la sélection des clones 

bactériens ayant assimilés le plasmide. 

Production des plasmides mutants 

Les substitutions nucléotidiques étudiées ont été insérées dans le vecteur pcDNA3-F81+13 par 

mutagénèse dirigée en utilisant le kit QuickChange II site-Directed Mutagenesis (Stratagene, La Jolla, 

Ca Etats-Unis) en suivant les recommandations du fournisseur. La liste des amorces de mutagénèse 

utilisées est présentée en annexe de cette section. La composition du mélange réactionnel ainsi que les 

conditions de réaction sont indiquées dans les Tableau 28 et Tableau 29:  
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Réactifs Volume (μl) 
QuickChange Multi reaction buffer 10 X 5 
pcDNA3-F81+13   80 ng 
Amorce sens 10 pmol 
Amorce antisens 10 pmol 
dNTP Mix* 1 
Pfu Ultra (2,5U/μl) 1 
Eau Qsp 50 

Tableau 28 : Composition du mélange réactionnel pour la réaction de mutagénèse dirigée. * Composition non indiquée 
par le fournisseur.  

 

 Température (°C) Temps  Nombre de cycles 
Dénaturation 98 20 s 

20 Hybridation 55 10 s 
Elongation 68 20 min 

Tableau 29 : Condition de PCR pour la réaction de mutagénèse dirigée. 

Afin de dégrader le plasmide initial non muté en fin de mutagénèse dirigée, 1μl d’enzyme 

DpnI à 10U/μl (enzyme de restriction digérant spécifiquement l’ADN méthylé, séquence cible : 5´-

Gm6ATC-3´) a été ajouté au mélange réactionnel et incubé 1h30 à 37°C. 

Les plasmides mutés ont ensuite été produits de la même manière que les vecteurs minigènes. 

Des bactéries DH5α ont été transformées par choc thermique avec 5 μl du mélange réactionnel de 

mutagénèse et cultivé en présence d’ampicilline. La purification des plasmides a été réalisée par 

chromatographie d’échange d’anions à l’aide du kit Qiagen Plasmid MaxiKit. Chaque plasmide 

produit a été vérifié par séquençage (liste des amorces en annexe de cette section). 

Transfection cellulaire 

Les cellules COS-1 ont été utilisées pour l’expression de variant du FVIII. Les cellules ont été 

cultivées dans des flasques de 75 cm² dans du milieu IMDM (Life technologies) en présence de 10% 

de SVF et 1% de pénicilline-streptomycine. Les cellules ont été traitées par la trypsine 1X lorsqu’elles 

étaient à 70% de confluence environ. Après comptage, 500 000 cellules ont été réparties dans chaque 

puits d’une plaque six puits et le volume a été complété à 2ml avec du milieu IMDM/10%SVF. Les 

cellules ont été ensuite incubées une nuit à 37°C.  

Le lendemain, le milieu de culture a été éliminé puis les cellules ont été rincées au DPBS 1X. 

Les cellules ont été transfectées transitoirement à l’aide du réactif X-tremeGENE9. Dans un tube 

eppendorf ont été mélangés 100 μl de milieu IMDM sans SVF, 2μg de plasmide et 5 μl de 
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transfectant. Après 15 minutes d’incubation à température ambiante, le mélange réactionnel a été 

déposé goutte à goutte dans un puits. Le volume a ensuite été complété à 2 ml avec du milieu 

IMDM/SVF10%.  

Après 36h d’incubation  à 37°C sous 5% de CO2, le surnageant cellulaire a été éliminé, les 

tapis cellulaires lavés deux fois avec du DPBS1X. Cinq cents microlitres de milieu IMDM enrichi par 

1% d’albumine bovine (BSA) ont été ajoutés dans chaque puits. Les cellules ont été incubées une nuit 

à 37°C sous 5% de CO2. Le lendemain les surnageants de culture cellulaire ont été recueillis, 

centrifugés (3000g, 15 min), aliquotés et congelés à -80°C. Après deux lavages DPBS1X, les tapis 

cellulaires ont été lysés par ajout de 144μl de tampon de lyse (HEPES pH7,5 50mM, KCl 0 ,1M, 

MgCl2 2mM, Triton X-100 0,5%) et de 6 μl d’une solution de d’inhibiteur de protéases (Complete 

Mini, Roche, Bâle, Suisse). Après une incubation de 20 minutes dans la glace, les puits ont été grattés 

puis 150 μl de DPBS 1X ont été ajoutés. Les lysats cellulaires ont été centrifugés à 14000g pendant 5 

minutes puis aliquotés et congelés à -80°C. 

Chaque transfection a été réalisée en duplicat. Un contrôle négatif (cellules non transfectées) 

et un contrôle normal (cellules transfectées avec le plasmide wild-type) ont été insérés dans chaque 

série de transfection. Trois séries de transfections indépendantes ont été réalisées pour chaque variant 

étudié. 

b) Dosage du FVIII produit 

Les dosages d’activité du FVIII dans les surnageants cellulaires ont été réalisés par technique 

coagulométrique (FVIII:C) et chromogénique (FVIII :CR). Les mesures coagulométriques ont été 

réalisées sur un ACL top 750 (Instrument Laboratory, Bedford, Ma, Etat-Unis) avec la céphaline 

Synthasil (Instrument Laboratory). Les dosages chromogéniques ont été réalisés à l’aide du kit 

Biophen FVIII:C kit (Hyphen Biomed TM, Neuvillesur Oise, France). Les dosages antigéniques 

(FVIII:Ag) ont été réalisés par méthode ELISA (Assera-chrom FVIII kit; Stago, Asnière sur seine, 

France). Tous les résultats ont été exprimés en pourcentage du FVIII-WT. Les résultats sont présentés 

sous la forme moyenne +/- écart type. 
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4. Résultats 

1. Résultats globaux 

Des tests fonctionnels in vitro ont été réalisés afin de déterminer l’impact de 26 variations 

nucléotidiques sur l’épissage du gène F8. Ces variations sont localisées soit au niveau d’un site 

donneur (n = 18) soit au niveau d’un site accepteur (n=8) d’épissage (Tableau 20). Pour chacune de 

ces variations, une combinaison de tests in silico et in vitro a été utilisée afin de déterminer leur impact 

sur l’épissage du gène F8. Les résultats détaillés de ces investigations sont présentés dans les Tableau 

30 et Tableau 31. Pour 24/26 variants étudiés, aucune différence n’a été observée lors de l’analyse in 

vitro entre les deux lignées cellulaires utilisées (HeLa et Huh7). Des anomalies d’épissage partielles ou 

totales ont été démontrées pour 21/26 des variations nucléotidiques étudiées. La pathogénicité des 5 

variants restants est incertaine. Des résultats concordants entre l’analyse in silico et in vitro ont été 

obtenus pour 16/18 (89%) variants des sites 5’ss et pour 2/8 (25%) des variants des sites 3’ss. 

2. Impact sur l’épissage du gène F8 des variations nucléotidiques situées au niveau d’un site 

donneur d’épissage. 

Huit des 18 variants situés au niveau d’un site donneur d’épissage sont exoniques. Parmi ces 8 

variants, 4 sont localisés au niveau du dernier nucléotide d’un exon, entrainant le remplacement du 

nucléotide consensus G à la position -1 du site donneur par un autre nucléotide (c.670G>A, 

c.1009G>A, c .1752G>A et c.5586G>A). L’analyse in silico est en faveur d’un effet délétère sur 

l’épissage de ces substitutions. En effet une diminution significative de la force des sites 5’ss naturel a 

été observée dans chaque cas (Tableau 30). L’étude par minigène de ces variations a montré que les 

mutations c.670G>A, c.1752G>A et c.5586G>A entrainaient : 

- un saut d’exon partiel (coexistence des transcrits normaux et aberrants) : c.1752G>A, le saut 

de l’exon 11 est responsable d’un décalage du cadre de lecture, p.Gly513Aspfs*15 

- un saut d’exon total (absence de transcrit normal) : les mutations c.670G>A et c.5586G>A 

entrainent respectivement le saut de l’exon 5 (p.Gly224_Gly263delinsArg) et de l’exon 15 
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(p.Val1792_Leu1862del), le cadre de lecture est conservé dans les deux cas (Figure 34 Figure 

35 B et D).  

Dans le cas de la variation c.1009G>A, un fragment majoritaire de grande taille (1123 bp) 

composé de l’exon 7 et d’une partie de l’intron 7 non épissé a été observé lors des analyses 

minigènes (Figure 34 Figure 35 B). 

 Comme la présence de traces de transcrits correctement épissés ne pouvait être exclue, 

l’impact des mutations faux-sens c.670G>A (p.Gly224Arg) et c.1009G>A (p.Asp337Asn) sur la 

biosynthèse et l’activité du FVIII a été évalué par expression cellulaire de variant du FVIII. Aucun 

impact délétère n’a été mis en évidence pour la mutation p.Gly224Arg alors qu’une diminution 

significative à la fois des activités FVIII:C et FVIII:CR et du FVIII:Ag dans les surnageants 

cellulaires a été observée pour la mutation p.Asp337Asn (FVIII:C = 29%, FVIII:CR = 27% et 

FVIII:Ag = 33%) (Figure 36). 
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Variations 
Analyse In silico  

Force du site physiologique > Force du site muté Analyse in vitro par minigène 
MaxEntScan Human splicing finder 

Variations au niveau des sites donneurs d’épissage 

c.143+3_143+4insG 9.06 > 6.33 (-30.2%) 
Cryptique c.121: 9.10 

84.95 > 76 (-10.3%) 
Cryptique c.121: 89.93 Utilisation du site cryptique c.121 

c.143+4A>G 9.06 > 6.38 (-29.7%) 
Cryptique c.121 : 9.10 

84.95 > 76.61 (-9.8%) 
Cryptique c.121 : 89.93 Utilisation du site cryptique c.121 

c.222G>A 5.68 > 5.68 (0%) 78.91 > 78.91 (0%) Epissage normal de l’exon 2  
c.237C>T 5.68 > 5.68 (0%) 78.91 > 78.91 (0%) Epissage normal de l’exon 2 
c.240C>T 5.68 > 5.68 (0%) 78.91 > 78.91 (0%) Epissage normal de l’exon 2 

c.388+5G>A 9.25 > 2.65 (-71.4%) 93.03 > 80.06 (-13.1%) Epissage normal et saut de l’exon 3 
c.601+5G>A 11 > 8.88 (-19.2%) 99.04 >86.88 (-12.3%) Epissage normal et saut de l’exon 4 

c.670G>A 8.54 > 4.24 (-50.3%) 94.02 > 83.44 (-11.3%) Saut de l’exon 3 
c.787+5G>A and 

c.787+12_787+13del 9.8 > 7.88 5 (-19.6%) 91.19 > 79.03 (-13.3%) Epissage normal et saut de l’exon 6 

c.1009G>A 5.05 > non détecté;  
Cryptique c.888: 3.38 

79.64 > 69.06 (-13.3%)  
Cryptique c.888: 81.29 Epissage normal et saut de l’exon 7 

c.1752G>A 
(p.Gln584Gln) 

 
10.67 > 9.10 (-14.8%) 96.84 > 88.26 (-10.7%) Epissage normal et saut de l’exon 11 

c.2113+5_2113+8del 8.02 > 3.49 (-56.5%) 94.97 > 82.66 (-13%) Epissage normal et saut de l’exon 13 
(uniquement pour le Huh7) 

c.2113+5G>A 8.02 > 4.70 (-41.4%) 94.97 > 82.81 (-12.8%) Epissage normal et saut de l’exon 13 
(uniquement pour le Huh7) 

c.5373+5G>T 10.13 > 3.18 (-68.6%) 93.14 > 80.82 (-13.2%) Epissage normal et saut de l’exon 15 
c.5586G>A 8.69 > 5.20 (-40.2%) 93.07 > 82.50 (-11.4%) Epissage normal et saut de l’exon 16 

c.5998+3A>T 9.46 > 5.11 (-46%) 94.16 > 82.37 (-12.5%) Epissage normal et saut de l’exon 18 
c.5998+3A>C 9.46 > 5.29 (-46.5%) 94.16 > 83.11 (-13.4%) Epissage normal et saut de l’exon 18 

c.6066C>T 
(p.Gly2003Gly) 

6.97 
Cryptique c.6064 : non 

détecté > 7.43 

82.56 
Cryptique c.6064 : non 

détecté > 89.93 

Epissage normal et utilisation du site 
cryptique c.6064 

Tableau 30 : Résultats des analyses in silico et in vitro obtenus pour les variants situés au niveau d’un site donneur 
d’épissage. Pour l’analyse in silico, un variant a été considéré comme affectant l’épissage si les prédictions indiquaient une 
différence d’au moins 15% pour MaxEntScan et d’au moins 5% pour HSF entre la force du site physiologique et celle su site 
muté. Dans le cas des sites de novo d’épissage, le variant a été considéré comme délétère si la force du site de novo était égale 
ou supérieure à celle du site naturel d’épissage. Pour l’analyse in vitro, un variant a été considéré comme délétère si un 
épissage aberrant était observé dans les deux modèles cellulaires. Les variants grisés correspondent à des discordances entre 
l’analyse in silico et in vitro.  
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Figure 34 : Résultats de l’analyse in vitro effectuée après transfection de cellules Hela pour les 18 variations situées au 
niveau d’un site donneur d’épissage. Migration sur gel d’agarose des produits de RT-PCR obtenus pour les variations 
affectant les exons 1 à 4 (A), 5 à 11 (B), 13 (C) et 15 à 19 (D). Un saut d’exon correspond à une bande de 246 pb dans notre 
modèle de minigène. WT : Wild Type. 

 

Figure 35 : Résultats de l’analyse in vitro effectuée après transfection de cellules Huh7 pour les 18 variations situées 
au niveau d’un site donneur d’épissage. Migration sur gel d’agarose des produits de RT-PCR obtenus pour les variations 
affectant les exons 1 à 4 (A), 5 à 11 (B), 13 (C) et 15 à 19 (D). Un saut d’exon correspond à une bande de 246 pb dans notre 
modèle de minigène. WT : Wild Type. 
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Figure 36 : Activité du FVIII mesurée par méthode chronométrique (FVIII:C) et chromogénique (FVIII:CR) et FVIII 
antigène (FVIII:Ag) mesuré dans les surnageants de culture cellulaire 48h après la transfection des cellules COS-1. 
Les données sont exprimées en pourcentage par rapport à un FVIII Wild-type exprimé dans les mêmes conditions. Chaque 
expression a été réalisée en doublon et répétée trois fois de manière indépendante (n=3). 

Parmi les 4 substitutions exoniques situées près d’un site donneur d’épissage, 3 étaient des 

variations synonymes localisées dans l’exon 2 du gène F8 (c.222G>A, c.237C>T, c.240C>T). 

L’analyse in silico n’a prédit aucun impact sur la force du 5’ss de l’exon 2 (Tableau 30) et seul le 

transcrit correspondant à l’épissage correct de l’exon 2 (bande de 368 pb) a été observé lors de l’étude 

par minigène de ces trois variants (Figure 34 Figure 35 A).  

Pour la dernière substitution exonique étudiée dans ce travail, c.6066C>T, l’étude in silico 

était en faveur de la création d’un nouveau site donneur d’épissage à la position c.6064 de force 

supérieure à la force du site naturel (résultat MaxEntScan : score du site de novo 7,43 vs 6,43 pour le 

site naturel). L’étude par minigène de cette mutation confirme la reconnaissance par le splicéosome du 

site de novo en c.6064 entrainant la co-existence de deux transcrits, l’un de 363 pb correspondant à 

l’épissage correct de l’exon 19 et l’autre de 312 pb correspondant à l’utilisation du site de novo en 

c.6064 (perte de 51 dernières paires de bases de l’exon 19, conséquence protéique : 

p.Gly2022_Lys2079delinsGlu) (Figure 34 Figure 35 D).  
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Les dix autres variants affectant un site donneur d’épissage sont introniques : 8 sont des 

substitutions situées en positions +3 (c.5998+3A>T et c.5998+3A>C), +4 (c.143+4A>G), et +5 

(c.388+5G>A, c.601+5G>A, c.2113+5G>A, c.5373+5G>t et c.[787+5G>A ;787+12_787+13del) et 

les deux derniers sont une petite insertion (c.143+3_143+4insG) et une petite délétion 

(c.2133+5_2113+8del). L’analyse in silico a montré que toutes ces variations nucléotidiques étaient 

responsables d’une diminution significative de la force des sites 5’ss naturels (Tableau 30). L’impact 

sur l’épissage de ces variants a été étudié in vitro dans deux modèles cellulaires (HeLa et Huh7). 

Les variants c.143+4A>G et c.143+3_+4insG sont localisés au niveau du site donneur de l’intron 

1 du gène F8. Trois transcrits différents ont été observés dans les cellules transfectées (cellules HeLa 

et Huh7) par le minigène correspondant à l’exon 1 WT. Après sous-clonage de ces produits de PCR et 

séquençage, il a été déterminé que le transcrit majoritaire de 418 pb correspond à l’épissage correct de 

l’exon 1, les deux autres transcrits sont des artéfacts de la technique. Les variations nucléotidiques 

c.143+4A>G et c.143+3_+4insG sont responsables de la production d’un transcrit majoritaire plus 

court (396 pb) (Figure 34 Figure 35 D). Le séquençage de ce fragment de 396 pb a montré que ces 

deux mutations étaient responsables de l’activation d’un site donneur cryptique d’épissage en c.121 

entrainant la perte des 22 derniers nucléotides de l’exon 1 (l’utilisation de ce site cryptique d’épissage 

entraine un décalage du cadre de lecture au niveau protéique, p.Gly41Aspfs24*). Le transcrit normal 

de 418 pb n’a pas été trouvé pour ces deux mutations. 

Les études in vitro des variants c.388+5G>A, 601+5G>A, c.[787+5G>A;787+12_13del], 

c.5998+3A>T and c.5998+3A>C dans les deux lignées cellulaires ont montré dans chaque cas la 

coexistence de transcrits normaux et de transcrits aberrants correspondant à un saut d’exon (bande de 

246 pb) (Figure 34 Figure 35 A, B, D). Ces six mutations sont donc responsables d’un saut partiel 

d’exon. 

Enfin, les analyses in vitro des deux variations affectant le site donneur de l’exon 13 du gène F8 

(c.2113+5G>A et c.2133+5_2113+8del) sont difficiles d’interprétation du fait de résultats légèrement 

différents entre les deux lignées cellulaires testées. Seule la bande correspondant à l’épissage normal 
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de l’exon 13 a été observée dans les cellules HeLa pour ces deux variants (bande de 456 pb) alors 

qu’en plus de l’épissage normal, des traces de saut de l’exon 13 (bande de 246 pb) ont été observées 

dans les cellules Huh7 (Figure 34 Figure 35 C).  

3. Impact sur l’épissage du gène F8 des variations nucléotidiques situées au niveau d’un site 

accepteur d’épissage. 

Trois des huit substitutions localisées au niveau d’un site accepteur du gène F8 sont exoniques 

(c.144A>T, c.1167A>G et c.1569G>T). Le variant c.144A>T affecte le premier nucléotide de l’exon 

2. Seul MaxEntScan était en faveur d’un effet délétère sur l’épissage de cette substitution (Tableau 

31). L’analyse fonctionnelle de cette anomalie a montré l’existence de deux transcrits, l’un (très 

minoritaire) correspondant à un saut de l’exon 2 (246 pb) et entrainant l’apparition d’un codon stop 

(p.Phe49serfs*9) et l’autre (majoritaire) correspondant au transcrit normal (Figure 37 etFigure 38). 

Comme la substitution c.144A>T entraine un changement d’acide aminé (p.Arg48Ser), l’impact de ce 

variant sur la production et l’activité du FVIII a été étudié par expression cellulaire de variant dans des 

cellules COS-1. Des résultats d’activités et de FVIII:Ag dans les surnageants cellulaires comparables à 

ceux obtenus pour le FVIII-WT ont été observés (Figure 36).  

Variations 
Analyse In silico  

Force du site physiologique > Force du site muté Analyse in vitro 
MaxEntScan Human splicing finder 

Variations au niveau des sites accepteurs d’épissage 
c.144-3C>T 11.8 > 10.21 (-8.7%) 90.62 > 82.93 (-8.5%) Epissage normal et saut de l’exon 2 

c.144-11T>G 11.8 > 8.97 (-19.8%) 90.62 > 88.96 (-4%) Epissage normal et saut de l’exon 2 
c.144>A>T 11.8 > 8.41 (-15.9%) 90.62 > 89.45 (-1.3%) Epissage normal et saut de l’exon 2  

c.671-11T>C 11.76 > 10.74 (-8.7%) 92.8 > 90.95 (-2%) Epissage normal et saut de l’exon 6 

c.1167A>G 
7.11 

Cryptique c.1168 non détecté > 
8.82 

87.89 
Cryptique c.1168 non 

détecté > 89.96 

Epissage normal et utilisation du site 
cryptique c.1168 

c.1538-18G>A 6.83 > 5.69 (-16.7%) 
Cryptique c.1574: 4.71 

76.61 > 76.61 (0%) 
Cryptique c.1574: 85.97  Utilisation du site cryptique c.1574 

c.1538-3T>G 6.83 > non détecté 
Cryptique c.1574: 4.71 

76.61 > 74 (-3.4%) 
Cryptique c.1574: 85.97 Utilisation du site cryptique c.1574 

c.1569G>T 
6.83 > 6.83 (0%) 

Cryptique c.1574: 4.71 > 7.22 
(+53.4%) 

76.61 > 76.61 (0%) 
Cryptique c.1574: 85.97 > 

89.6 (+4.2%) 
Utilisation du site cryptique c.1574 

Tableau 31 : Résultats des analyses in silico et in vitro obtenus pour les variants situés au niveau d’un site accepteur 
d’épissage. Pour l’analyse in silico, un variant a été considéré comme affectant l’épissage si les prédictions indiquaient une 
différence d’au moins 15% pour MaxEntScan et d’au moins 5% pour HSF entre la force du site physiologique et celle su site 
muté. Dans le cas des sites de novo d’épissage, le variant a été considéré comme délétère si la force du site de novo était égale 
ou supérieure à celle du site naturel d’épissage. Pour l’analyse in vitro, un variant a été considéré comme délétère si un 
épissage aberrant était observé dans les deux modèles cellulaires. Les variants grisés correspondent à des discordances entre 
l’analyse in silico et in vitro.  
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Pour la substitution exonique c.1167A>G, l’étude in silico était en faveur de la création d’un 

site accepteur d’épissage de novo à la position c.1168 de force supérieure à la force du site naturel 

(résultat MaxEntScan : score du site de novo 8,82 vs 7,11 pour le site naturel). L’étude par minigène 

de cette mutation confirme la reconnaissance par le spliceosome du site de novo en c.1168 entrainant 

la co-existence de deux transcrits, l’un de 508 pb correspondant à l’épissage correct de l’exon 8 et 

l’autre de 350 pb correspondant à l’utilisation du site de novo en c.1168 (perte des 158 premières 

paires de bases de l’exon 8) et entrainant l’apparition d’un codon stop (p.Gly338Serfs*9) (Figure 37 

etFigure 38).  

 

Figure 37 : Résultats de l’analyse in vitro effectuée après transfection de cellules Hela pour les 8 variations situées au 
niveau d’un site accepteur d’épissage. Un saut d’exon correspond à une bande de 246 pb dans notre modèle de minigène. 
WT : Wild Type. 

 

Figure 38 : Résultats de l’analyse in vitro effectuée après transfection de cellules Huh7 pour les 8 variations situées au 
niveau d’un site accepteur d’épissage. Un saut d’exon correspond à une bande de 246 pb dans notre modèle de minigène. 
WT : Wild Type. 
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L’analyse in silico de la dernière variation exonique c.1569G>T montrait une augmentation la 

force d’un site accepteur cryptique en c.1574 dont le score devenait supérieur à celui du site accepteur 

naturel de l’exon 11 (résultat MaxEntScan : score du site cryptique 7,22 vs 6,83 pour le site naturel). 

L’étude par minigène a montré que la mutation c.1569G>T était associée à la présence d’un transcrit 

unique de 415 pb correspondant à l’utilisation par le spliceosome du site cryptique c.1574 (perte des 

36 premiers nucléotides de l’exon 11, p.Val514_Gly525del13) (Figure 37 etFigure 38). 

Les 5 variations introniques touchant un site accepteur d’épissage du gène F8 sont situées entre les 

positions -18 et -3 (c.144-3C>T, c.144-11T>G, c.671-11T>C, c.1538-18G>A et c.1538-3T>G). 

L’analyse in silico n’était pas en faveur d’un effet délétère de ces variants. En effet aucun impact sur la 

force des sites accepteurs naturels n’était prédit pour les variants c.144-3C>T et c.671-11T>C et 

seulement un des deux algorithmes utilisés prédisait un effet délétère sur l’épissage pour les 

substitutions c.144-11T>G, c.1538-18G>A et c.1538-3T>G.  

L’étude in vitro des variants c.144-11T>G et c.144-3C>T a montré la coexistence du transcrit 

normal (majoritaire) avec un transcrit plus court (246 pb) correspondant à un saut de l’exon 2. Un saut 

partiel de l’exon 4 a aussi été mis en évidence pour la mutation c.671-11T>C (conséquence protéique : 

p.Lys225_Gly263del).  

Enfin, les études fonctionnelles sur l’épissage de l’exon 11 des variations c.1538-18G>A et 

c.1538-3T>G ont montré un résultat similaire à la mutation c.1569G>T : un transcrit unique de 415 pb 

a été observé. Ce transcrit correspond à l’utilisation par le spliceosome du site accepteur cryptique en 

c.1574 (perte des 36 premiers nucléotides de l’exon 11, p.Val514_Gly525del13) (Figure 37 etFigure 

38).  

5. Discussion 

La réaction d’épissage est contrôlée par un complexe macromoléculaire appelé splicéosome. Ce 

complexe est constitué de 5 snRNP contenant un snRNA (snRNA U1, U2, U4, U5 et U6) et de 

nombreuses autres protéines n’appartenant pas à la famille des snRNP. Le splicéosome reconnait les 

sites d’épissage et catalyse les réactions d’excision des introns et de jonction des exons (226). Des 
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variations génétiques peuvent modifier les signaux d’épissage et donc entrainer l’apparition d’épissage 

aberrant. Classiquement, l’étude de l’impact d’une variation nucléotidique sur l’épissage associe une 

étude in silico bio-informatique et l’étude des transcrits du gène par RT-PCR et séquençage. Du fait de 

l’impossibilité d’obtenir des ARNm du gène F8 issus des tissus producteur de FVIII chez les patients 

hémophiles A, les études des ARNm du gène F8 sont réalisées sur les transcrits ectopiques 

leucocytaires (124,125,205,208–220). Cette approche nécessite de réaliser le prélèvement sanguin à 

l’aide d’un tube contenant des inhibiteurs de RNAse et des stabilisateurs d’ARNm (exemple : tube 

PAXGENE). Ces tubes étant rarement disponibles dans les services cliniques, des études des transcrits 

du gène F8 ont été publiées pour un nombre limité de mutations. Dans l’objectif d’élargir le nombre 

de patients hémophiles A ayant bénéficié d’une étude de l’impact de leur variation nucléotidique sur 

l’épissage du gène F8, nous avons développé une technique minigène pour confirmer la pathogénicité 

des variations mises en évidence chez ces patients. 

Il est admis qu’aucun logiciel de prédiction bio-informatique n’a une sensibilité ou une spécificité 

de 100% pour la prédiction de l’impact d’une variation sur l’épissage, à l’exception des mutations 

affectant les dinucléotides consensus AG/GT. Houdayer et al. ont comparé de nombreuses prédictions 

in silico à l’analyses in vitro des ARNm pour 272 variations d’épissage (variations situées en dehors 

des dinucléotides AG/GT) affectant les gènes BRCA1 et BRCA2 (227). Ils ont montré que l’utilisation 

de la combinaison de MaxEntScan avec un seuil de 15% et de HSF avec un seuil de 5% permettait 

d’obtenir une sensibilité de 96% et une spécificité de 83% pour la prédiction d’un impact d’un variant 

sur l’épissage. Bien que ces seuils aient été déterminés sur un nombre limité de variations issues de 2 

gènes seulement, nous avons décidé d’utiliser ces recommandations pour l’interprétation de nos 

résultats. Dans ce travail, une bonne corrélation a été observée entre les résultats in silico et in vitro 

pour les variations affectant un site donneur d’épissage (89%). A l’inverse, une corrélation très faible a 

été observée dans le cas des sites accepteurs d’épissage (25%). La grande dégénération de la séquence 

consensus (à l’exception du dinucléotide AG) des sites accepteurs d’épissage pourrait expliquer la 

faible sensibilité des logiciels pour la prédiction des impacts de variations localisées près d’un site 

3’ss. Le manque de sensibilité de ces logiciels a aussi été souligné par Zimmermann et al. dans le cas 
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des mutations silencieuses, des insertions, des délétions et des substitutions introniques profondes 

(205). Ainsi, les prédictions in silico sont très insuffisantes pour conclure sur la pathogénicité d’un 

variant d’épissage et une étude fonctionnelle de l’épissage a été réalisée pour tous les variants inclus 

dans ce travail quels qu’aient été les résultats de l’analyse in silico. 

L’impact sur l’épissage de tous les variants inclus dans cette étude a été étudié in vitro par 

technique minigène dans deux lignées cellulaires d’origine humaine différentes (HeLa et Huh7). Un 

variant a été considéré comme ayant un impact sur l’épissage si le profil d’épissage observé sur gel 

pour le minigène muté était différents de celui observé pour le minigène contrôle pour les deux 

modèles cellulaires. Il est important d’interpréter les résultats d’étude in vitro de l’épissage par 

minigène avec prudence. En effet de nombreux paramètres importants pour l’épissage correct d’un 

exon, tels que la vitesse de transcription et les protéines régulatrices de l’épissage, peuvent être 

différents dans les modèles cellulaires utilisés in vitro et dans les cellules productrices de FVIII (228). 

Ainsi, les transcrits observés in vitro (saut d’exon et/ou activation d’un site cryptique) peuvent être 

différentes des transcrits présents in vivo dans les tissus producteurs de FVIII. De plus, des traces 

d’épissage aberrant ont été observées pour plusieurs minigènes correspondants à des exons non mutés 

(exons 1, 8, 16, 19). Aucun épissage alternatif n’ayant été décrit à ce jour pour le gène F8, ces 

transcrits minoritaires correspondent sans doute à des artefacts. Leur existence n’empêche pas 

l’analyse par minigène de variants situés au niveau de ces 4 exons. En effet l’interprétation des tests in 

vitro étant basée sur la comparaison du profil d’épissage du minigène contrôle avec celui du minigène 

correspondant au variant d’intérêt, les artefacts observés n’ont que peu d’impact. Enfin notre modèle 

in vitro permet de démontrer la pathogénicité d’un variant d’épissage mais le degré de sévérité de 

l’hémophilie entrainé par ce variant est difficile à estimer. En effet un épissage résiduel normal a été 

observé in vitro pour les mutations c.388+5G>A et c.[787+5G>A;787+12_13del] alors que ces deux 

anomalies sont retrouvées chez des hémophiles A sévères. 

Quatre des 26 variants étudiés dans ce travail ont déjà été rapportés dans des travaux ayant étudié 

leur impact sur l’épissage par analyse des transcrits ectopiques du gène F8. Des résultats identiques 

entre l’étude par minigène réalisée dans ce travail et l’étude par RT-PCT des transcrits du gène F8 des 
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patients ont été trouvés pour 3 de ces variants (c.388+5G>A, c.601+5G>A et c.1598-18G>A) 

(209,211). Pour le quatrième variant (c.222G>A), aucun effet délétère sur l’épissage n’a été trouvé 

dans notre étude. Ce variant a été décrit dans deux études dans lesquelles des analyses par RT-PCR 

des ARNm du gène F8 ont été réalisées chez des patients porteurs de cette anomalie. Ces études 

donnent des résultats contradictoires : aucun impact sur l’épissage n’a été trouvé par Zimmermann et 

al. (205) alors qu’un saut partiel de l’exon 2 du gène F8 a été mis en évidence par Martorell et al. 

(210). La pathogénicité du variant c.222G>A reste donc encore incertaine. 

Dans cette étude, un impact délétère sur l’épissage in vitro a été mis en évidence pour 8/10 (80%) 

des variants affectant le nucléotide consensus G aux positions -1 (dernière base de l’exon) et +5 des 

sites donneurs d’épissage. Ces 8 mutations (c.388+5G>A, c.601+5G>A, c.670G>A, c.[787+5G>A ; 

787+12_787+13del], c.1009G>A, c.1752G>A, c.5373+5G>T et c.5586G>A) sont donc clairement 

responsables des phénotypes d’hémophilie A observés chez les patients. Les G aux positions -1 et +5 

du site donneur sont très conservés (G présent respectivement dans 80% et 78% des cas à la position -

1 et +5) et 70% des mutations du site donneur (en dehors des mutations de la séquence consensus GT) 

affectent ces deux positions (229). La grande conservation du G à ces deux positions est sans doute lié 

au fait que les nucléotides -1 et +5 sont les plus importants (après le GT en position +1 et +2) pour 

l’appariement du snRNA U1 : les G des positions -1, +1 et +5 forment 3 liaisons hydrogènes chacun 

avec le snRNA U1. Les positions -1 et +5 sont aussi impliquées pour l’appariement des snRNA U5 et 

U6 (183,230). Ainsi, une variation affectant l’une de ces deux positions peut altérer la reconnaissance 

du site d’épissage par le splicéosome. Du fait de la discordance observée entre les deux lignées 

cellulaires lors des analyses in vitro, il est difficile de conclure sur la pathogénicité des deux variants 

affectant la position +5 du site donneur de l’exon 13 (c.2113+5G>A et c.2113+5_2113+8del). Des 

analyses des transcrits ectopiques du gène F8 seront nécessaires chez les patients porteurs de ces 

variations nucléotidiques.  

De nombreux polymorphismes, ayant comme allèle A/G, au niveau de la position +3 du site 

donneur d’épissage ont été décrits (230). Ceci est probablement dû au fait que la séquence consensus 

des sites donneur d’épissage comprend soit un G soit un A à la position +3 (177). Le Guédard-
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Méreuze et al. ont montré que la présence du nucléotide consensus G à la position -1 pouvait 

compenser la présence d’un nucléotide non consensus (C ou T) à la position +3 d’un site donneur 

(231). Cependant, en dépit de la présence d’un G en position -1du site donneur de l’exon 18 du gène 

F8, l’analyse in vitro par minigène a montré la présence d’un saut partiel de l’exon 18 pour les 

mutations c.5998+3A>T et c.5998+3A>C. Ces résultats sont cohérents avec les phénotypes mineurs 

d’HA observés chez les patients porteurs de ces anomalies. 

Les nucléotides consensus des positions +3 et +4 sont moins conservés que ceux des positions -1 

et +5. Les nucléotides de ces deux positions ont une contribution moins importante (mais non 

négligeable) à la force des sites donneurs d’épissage car ils forment seulement deux liaisons 

hydrogènes chacun avec le snRNA U1 (232). L’évaluation de la pathogénicité d’une variation 

affectant l’une de ces deux positions est donc assez difficile. Dans ce travail, la pathogénicité des deux 

mutations affectant la position +4 de l’exon 1 du gène F8 (c.143+4A>G et c.143+3_144+4insG) a été 

clairement démontrée in vitro. 

L’analyse in vitro par minigène des variations situées au niveau d’un site accepteur d’épissage a 

montré la présence d’épissage aberrant dans tous les cas. La mutation c.1538-18G>A est responsable 

de la création d’un nouveau AG en amont du site accepteur naturel de l’exon 11 du gène F8. La région 

comprise entre BP et le site accepteur est classiquement dépourvue de dinucléotide AG (188). En effet 

il est classiquement admis que le spliceosome reconnait le premier AG localisé en 3’ du BP (233). 

Cependant le nouvel AG créé par la mutation c.1538-18G>A n’est pas utilisé par le splicéosome mais 

cette mutation entraine l’activation d’un site accepteur d’épissage cryptique localisé 36 nucléotides en 

aval du site accepteur naturel de l’exon 11. Une explication possible à cette observation est que le 

nouveau AG créé est trop proche du BP. En effet une distance minimum de 19 pb entre ces deux 

éléments est nécessaire (188). La mutation c.1538-18G>A pourrait entrainer la répression du site 

accepteur de l’exon 11 au profit du site cryptique en c.1574 en modifiant soit des éléments régulateurs 

soit la structure tridimensionnelle du pré-ARNm. 
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Les variations silencieuses n’ont par définition aucun impact sur la séquence protéique, en 

revanche, elles peuvent entrainer des anomalies d’épissage du pré-ARNm. Ce travail a permis de 

classer 5 des 8 variations silencieuses étudiées (c.1167A>G (p.Gln389Gln), c.1569G>T 

(p.Leu523Leu), c.1752G>A (p.Gln584Gln), c.5586G>A (p.Leu1862Leu) et c.6066C>T 

(p.Gly2022Gly)) comme des mutations d’épissage. Ces résultats soulignent la nécessité d’étudier 

l’impact sur l’épissage des variations silencieuses avant de conclure sur leur pathogénicité. De façon 

similaire, des variations faux-sens peuvent aussi avoir un impact sur l’épissage comme c’est le cas 

pour les mutations c.670G>A (p.Gly224Arg) et c.1009G>A (p.Asp337Asn). 

Deux patients inclus dans cette étude sont porteurs de deux anomalies génétiques différentes. La 

mutation c.670G>A est associée à la substitution faux-sens c.3674A>G chez une femme à taux bas de 

FVIII (FVIII:C = 19%) et la mutation c.1752G>A est associée à la substitution c.-51G>A chez un 

hémophile A mineur. Notre équipe a précédemment démontré que les variants c.3674A>G et c.-

51G>A étaient des polymorphismes rares (104,108). Ce travail a permis de caractériser les mutations 

c.670G>A et c.1752G>A comme responsables des phénotypes cliniques observés chez les patients. La 

femme porteuse des variations c.670G>A et c.3674A>G est la nièce d’un hémophile A de sévérité 

inconnue décédé à l’âge de 2 ans et pour lequel ni dosage de FVIII:C ni échantillon d’ADN ne sont 

disponibles. Le saut total de l’exon 5 observé lors de l’analyse in vitro par minigène de la mutation 

c.670G>A et le décès précoce du propositus suggèrent fortement que la patiente est conductrice 

d’hémophilie A sévère. La détermination exacte de l’impact de chacune des anomalies détectées chez 

un patient est essentielle notamment chez les femmes conductrices afin d’améliorer le conseil 

génétique.  

Aucun impact sur l’épissage n’a été observé lors de l’étude par minigène pour 3 variants étudiés 

(c.222G>A, c.237C>T et c.240C>T). Ces résultats pourraient suggérer que ces substitutions soient des 

polymorphismes rares. Cependant il est impossible d’exclure un possible manque de sensibilité de 

notre technique minigène. L’analyse des ARNm des patients devra être réalisée afin de conclure 

définitivement sur la pathogénicité de ces 3 variants. 
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En conclusion, la démonstration de la pathogénicité d’un variant d’épissage permettant 

d’améliorer le conseil génétique donné à la famille. Ce type d’étude devrait être réalisé pour tous les 

patients porteurs de variations affectant potentiellement l’épissage du gène F8 pour lesquels aucun 

échantillon d’ARNm n’est disponible. 
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6. Annexes  

1. Liste des amorces utilisées pour la création des minigènes 

Minigène Couples d’amorces 

F8 exon 1 5'-TCGAGGATCTCCCCCGGGgcacatccagtgggtaaagttcc-3' 
5'-GCGGGCGAGGAGCCCGGGaatgtttctttggggcccagg-3' 

F8 exon 2 5'-CTAAACAGCCACATATGggctgatgcagtgtatggttattg-3' 
5'-CCCCCCTCGACCATATGcatctaagtggaggtaagcagttgg-3' 

F8 exon 3 5'-CTAAACAGCCACATATGatcttgcctcagagcaacca-3' 
5'-CCCCCCTCGACCATATGgactggtgtccactacaccc-3' 

F8 exon 4 5'-CTAAACAGCCACATATGcctgggaggcggacg-3' 
5'-CCCCCCTCGACCATATGctcagctcctcctgatccc-3' 

F8 exon 5 5'-CTAAACAGCCACATATGagtggtcttcatcaaagttgaaa-3' 
5'-CCCCCCTCGACCATATGatagctgccagtggaactgag-3' 

F8 exon 6 5'-CTAAACAGCCACATATGtgtcatggacaaatggaggg-3' 
5'-CCCCCCTCGACCATATGtaagatccccagaggccagag-3' 

F8 exon 7 5'-CTAAACAGCCACATATGgaatggtcaacaggtgcaaataaag-3' 
5'-CCCCCCTCGACCATATGcatgagtcctactaatactcaagccc-3' 

F8 exon 8 5'-CTAAACAGCCACATATgcctggaaggcctaataagagagaaag-3' 
5'-CCCCCCTCGACCATATGcagcttatatgattcaatcaaggcaaggag-3' 

F8 exon 11 5'-CTAAACAGCCACATATGaggtgcgactttagcttccact-3' 
5'-CCCCCCTCGACCATATGatccagcaggcacgtttactac-3' 

F8 exon 13 5'-CTAAACAGCCACATATGtggtttatgactgtctcctcaca-3' 
5'-CCCCCCTCGACCATATGtccctgtacctcaaggaagaa-3' 

F8 exon 15 5'-CTAAACAGCCACATATGtgcaaaatgcttctcaggca-3' 
5'-CCCCCCTCGACCATATGacgccaggagttgatatgtaagt-3' 

F8 exon 16 5'-CTAAACAGCCACATATGctcctttgcaactttgagttcatacc-3' 
5'-CCCCCCTCGACCATATGgccagtccaacctgcctc-3' 

F8 exon 18 5'-CTAAACAGCCACATATGtatatctgtgggagtggaatc-3' 
5'-CCCCCCTCGACCATATGatatctgaaattatcttgttcatttgc-3' 

F8 exon 19 5'-CTAAACAGCCACATATGccctgtttctcatctcctgggg-3' 
5'-CCCCCCTCGACCATATGctggagatcttcgagctttaccaag-3' 

 

Les séquences en majuscule correspondent aux queues ajoutées en 5’ des amorces nécessaires à la 

réaction in-fusion. 

2. Amorces utilisées pour les réactions de mutagénèse dirigée 

Variations Couples d’amorces 
c.144A<T 

(p.Arg48Ser) 
5’-CTTTTACATTTCAGTTTTCCTCCTAGAGTGCC-3’ 

5’-CTAGGAGGAAAACTGAAATGTAAAAGAATACG-3’ 
c.670G>A 

(p.Gly224Arg) 
5’-GCTGTATTTGATGAAAGGAAAAGTTGGC -3’ 

5’-CTGAGTGCCAACTTTTCCTTTCATCAAATAC -3’ 
c.1009G>A 

(p.Asp337Asn) 
5’-CTCTTCCCACCAACATAATGGCATGGAAGCTTATG-3’ 
5‘GCTTCCATGCCATTATGTTGGTGGGAAGAGATATG-3’ 
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3. Liste des amorces utilisées pour le séquençage du plasmide pcDNA3F81+13 

Nom du primer séquence 
F8S 5’-CGAGACCCAAGCTGGGTAG-3’ 

408A 5’-TTCTTTCTCCCTTTGACTGGTC-3’ 
302S 5’-ATACAGTGGTCATTACACTT-3’ 
665A 5’-GAGTGCCAACTTTTCCCTTCAT-3’ 
613S 5’-AAGGAAAAGACACAGACCTT-3’ 
990A 5’-TCATGTTGGTGGGAAGAGATA-3’ 
938S 5’-TTACTGCTCAAACACTCTTG-3’ 

1290A 5’-GCTGAGGGCCATTGTTCAAA-3’ 
1234S 5’-TGGGACTATGCTCCCTTA-3’ 
1602A 5’-AGTTGGCCCATCTTCTACAGTCACTGTC-3’ 
1549S 5’-TTGAAGGATTTTCCAATTCT-3’ 
1900A 5’-AACATAGCCATTGATGCTGT-3’ 
1785S 5’-TTCTGTATTTGATGAGAACC-3’ 
5542A 5’-AGGCTTTGCAGACAAACTC-3’ 
5470S 5’-AACTTTGTCAAGCCTAATGAA-3’ 
5801A 5’-CATGGAAGCGATAAT-3’ 
5735S 5’-AAAATATGGAAAGAAACTGCA-3’ 
6105A 5’-GTCTGACACTTATTGCTGTAC-3’ 
6056S 5’-GCCTTATTGGCGAGACATCTA-3’ 
6350A 5’-ACATGATGATAAACTGAGAGA-3’ 
6296S 5’-TTATTCACGGCATCAAGACCC-3’ 
6549A 5’-AAATCACAGCCCATCAACTCC-3’ 
6482S 5’-CTCCAATTATTGCTCGATACAT-3’ 
F8R 5’-GGCACGGGGGAGGGGCAAACAACA-3’ 
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Section 4 : Description de nouveaux mécanismes moléculaires responsables 

de pathologies hémorragiques héréditaires. 
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Partie 1 : Exonisation d’une séquence AluY liée à une anomalie de fixation de 

l’hnRNP C: un mécanisme original responsable d’hémophilie A mineure  
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1. Résumé 

Contexte : L’incorporation de séquences introniques dans les ARNm mature est un mécanisme 

responsable de maladies génétique. De nombreux pseudo-exons responsables de différentes maladies 

génétiques contiennent des séquences répétées telles que des séquences Alu.  

Objectif : L’objectif de cette étude est la description d’un mécanisme moléculaire original par 

lequel une délétion intronique entraine l’exonisation d’une séquence Alu.  

Matériels et méthodes : Des analyses de transcrits ectopiques leucocytaires du gène F8 ont été 

réalisées chez deux patients hémophiles A mineurs chez lesquels aucune anomalie génétique n’était 

connue à ce jour. Des modèles cellulaires (HeLa et Huh7) in vitro de type minigène ont été utilisés 

pour étudier l’impact de la délétion c.2113+461_2113+473del sur l’exonisation d’une séquence AluY. 

Résultats : la délétion intronique profonde (c.2113+461_2113+473del) a été identifiée chez les 

deux propositus. Les études in vivo et in vitro des transcrits ont montré la co-existence chez les 

patients de deux transcrits, l’un normal et l’autre plus long. Dans ce dernier transcrit, une insertion de 

122 bp (c.2113_2114ins2113+477_2113+598) entre les exons 13 et 14 a été mise en évidence. Cette 

insertion entraine un décalage du cadre de lecture (p.Gly705Aspfs*37). L’étude de la séquence de ce 

pseudoexon a montré qu’il correspondait à une séquence AluY antisens et que la délétion était 

responsable de la perte de 13 des 25 T formant la queue poly-(T) de cette séquence AluY. L’hnRNP C 

se fixe sue la queue poly-(T) des séquences Alu inversées du génome afin d’éviter leur exonisation. 

L’introduction de mutation par mutagénèse dirigée au niveau de la queue poly-(T) de cette séquence 

AluY ou l’inhibition de la production d’hnRNP C à l’aide d’un siRNA permet de reproduire in vitro 

l’effet de la délétion c.2113+461_2113+473del. Cette délétion a été recherchée dans les 114 familles 

d’HA mineurs de notre cohorte pour lesquelles aucune anomalie génétique n’était connue. La présence 

d’une délétion dans la queue poly-(T) de cette séquence AluY a été trouvée dans plus de la moitié des 

cas (n = 61/114 ; 54%). 
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Conclusion : Cette étude décrit une nouvelle délétion localisée dans l’intron 13 du gène F8. Cette 

anomalie génétique est responsable de l’exonisation d’une séquence AluY et est retrouvée dans 6,1% 

des HA mineures de notre cohorte. 
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2. Rappels bibliographiques : les séquences Alu. 

Les séquences Alu sont des séquences d’ADN d’environ 300 pb appartenant à la famille des petits 

éléments nucléaires intercalés (SINE, short interspersed nuclear elements) caractérisées par la 

présence d’un site de restriction pour l’enzyme AluI. 

1. Les séquences Alu au sein des éléments transposables 

Les éléments transposables sont des séquences d’ADN capables de se déplacer et de se multiplier 

dans le génome. Ils constituent environ 45% du génome humain (234). Les éléments transposables 

sont classés en transposons à ARN (classe I) ou à ADN (classe II) en fonction de la nature de la 

molécule intermédiaire nécessaire à leur mécanisme d’amplification. 

Les transposons de classe I, aussi appelés rétrotransposons, se répliquent à l’aide d’un processus 

appelé rétrotransposition. Lors de ce processus, le retrotransposon est transcrit en un ARN 

intermédiaire qui sera, après retrotranscription en ADN, inséré à une autre localisation dans le génome 

(235). Les rétrotransposons sont subdivisés en deux familles en fonction de la présence ou non de 

séquences LTRs (Long Terminal Repeats) à leurs extrémités 5’ et 3’. Les séquences LTRs jouent un 

rôle dans la transcription et l’intégration dans le génome des rétrotransposons de type LTR. A ce jour, 

seuls certains rétrotransposons de type non-LTR semblent encore actifs chez l’Homme. Les 

rétrotransposons de type non-LTR peuvent être eux-mêmes divisés en éléments autonomes et non-

autonomes en fonction de leur capacité à coder les enzymes et les protéines nécessaires à leur 

rétrotransposition. Les séquences LINEs (long interspersed elements) appartiennent au groupe des 

retrotranspositions autonomes. Les séquences LINEs possèdent deux cadres de lecture et codent deux 

protéines nécessaire à leur cycle d’amplication: ORF1p, une protéine chaperonne ayant la capacité de 

se lier aux ARN, et ORF2, une protéine possédant une activité endonucléase et transcriptase inverse. 

A l’inverse des éléments autonomes, les rétrotransposons de type non-LTR et non-autonomes 

doivent recruter les facteurs nécessaires à leur amplification et à leur intégration dans le génome. Chez 

l’Homme, ce sont classiquement les protéines ORF1p et ORF2p codées par les éléments LINE-1 qui 

sont utilisées par ce type de rétrotransposon (236). Les séquences Alu appartiennent au groupe des 
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rétrotransposons non-autonomes. Les séquences Alu constituent l’élément transposable le plus répandu 

dans le génome humain avec environ 1 million de copies (correspondant à 11 % du génome humain) 

(237). 

2. Structure des séquences Alu 

Les séquences Alu dérivent d’un gène ancestral codant l’ARN 7SL (238). Ce sont des éléments 

d’environ 300 pb ayant une structure dimérique. Les deux monomères (droit et gauche) composant 

une séquence Alu présentent une grande homologie de séquence. Ils sont séparés par une région riche 

en A. Les séquences Alu possèdent une séquence promotrice pour l’ARN polymérase III (boites A et 

B) dans leur région 5’ et une queue poly-(A) de taille variable (20 à 100 adénines) à leur extrémité 3’.  

 

Figure 39 : structure d’une séquence Alu (239). Les séquences Alu sont formées de deux momonères ayant une grande 
homologie de séquence, séparés par une courte région riche en adénines (AA). Elles se terminent par une queue poly-(A). Les 
séquences Alu possèdent une région promotrice pour l’ARN polymérase III (boites A et B) mais n’ont pas de signal de fin de 
transcription. Pour terminer la transcription, l’ARN polymérase III utilise des régions composées de répétitions de T situées à 
des distances variables en aval des séquences Alu. 

3. Mécanisme d’amplification et d’intégration des séquences Alu. 

Les séquences Alu actives du génome sont transcrites en ARN par l’ARN polymérase III. Les 

séquences Alu ne possèdent pas de séquence de terminaison de la transcription, l’ARN polymérase 

arrête la transcription dès qu’elle rencontre la séquence TTTT dans le voisinage de la séquence Alu 

(Figure 39). L’étape de rétrotranscription est réalisée au niveau du site d’insertion. L’enzyme ORF2p 

coupe l’un des brins d’ADN au niveau d’une séquence consensus AA/TTTT, la queue poly-(A) de la 

séquence Alu s’hybride au niveau de la répétition de T de l’ADN génomique. Cette séquence riche en 

T sert d’amorce pour la réaction de rétrotranscription catalysée par l’enzyme ORF2p. Les mécanismes 

impliqués pour la ligation de l’extrémité 5’ de la nouvelle séquence Alu ainsi que l’intégration cette 

séquence sur le second brin d’ADN sont inconnus à ce jour (239).  
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Figure 40 : mécanisme de rétrotransposition des séquences Alu (240). Les séquences Alu actives du génome sont 
transcrites en ARN par l’ARN polymérase III. Les séquences Alu ne possèdent pas de séquence de terminaison de la 
transcription, l’ARN polymérase arrête la transcription dès qu’elle rencontre la séquence TTTT dans le voisinage de la 
séquence Alu. L’étape de rétrotranscription est réalisée au niveau du site d’insertion. L’enzyme ORF2p coupe l’un des brins 
d’ADN au niveau d’une séquence consensus AA/TTTT, la queue poly-(A) de la séquence Alu s’hybride au niveau de la 
répétition de T de l’ADN génomique. Cette séquence riche en T sert d’amorce pour la réaction de rétrotranscription catalysée 
par l’enzyme ORF2p. Les mécanismes impliqués pour la ligation de l’extrémité 5’ de la nouvelle séquence Alu ainsi que 
l’intégration cette séquence sur le second brin d’ADN sont inconnus à ce jour 

Parmi le million de séquences Alu du génome humain, seule quelques-unes ont encore la capacité 

de s’amplifier (241). La capacité d’une séquence Alu à se rétrotransposer dépend de nombreux 

facteurs dont : 

 La région du génome où s’est intégrée la séquence Alu. Le promoteur de l’ARN polymérase 

III présent dans ces éléments est insuffisant pour assurer une transcription efficace. Seules les 
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séquences Alu ayant été insérées dans des régions du génome contenant des séquences 

enhancers sont donc actives (242). 

 La méthylation des îlots CpG. Les séquences Alu possèdent au minimum 24 dinucléotides 

CpG dans leur séquence. La méthylation de ces îlots pourrait influencer l’efficacité de la 

transcription des séquences Alu par l’ARN polymérase III. 

 Les séquences Alu accumulent des mutations au cours du temps, notamment au niveau des 

dinucléotides CpG (par déamination des méthylcytosines). Ces mutations peuvent altérer la 

région promotrice de l’ARN polymérase III, la structure de l’ARN ou encore les interactions 

entre l’ARN et les protéines cellulaires intervenant dans le phénomène de rétrotransposition 

(243). 

 La taille de la queue poly-(A) est un facteur important pour la rétrotransposition. La réduction 

de cette taille par accumulation de mutations est un mécanisme responsable de l’inhibition de 

séquences Alu (241).  

 La taille de l’extrémité 3’ de l’ARN des séquences Alu influence la capacité d’amplification 

des séquences Alu : les extrémités 3’ de grande taille sont un facteur délétère (241). 

L’accumulation de tous ces éléments a contribué à la perte d’activité de la plupart des séquences 

Alu du génome humain au cours de l’évolution.  

4. Multiplication et diversité des séquences Alu 

Depuis leur apparition dans le génome des primates il y a environ 65 millions d’années, les 

séquences Alu se sont énormément multipliées et diversifiées. En moyenne, depuis l’apparition des 

séquences Alu, il est estimé qu’une nouvelle insertion de séquence Alu a eu lieu toutes les 21 

naissances. Cependant, la vitesse de multiplication des séquences Alu dans le génome a varié au cours 

du temps et la majorité des séquences Alu du génome humain était déjà présent il y a 40 millions 

d’années. Pendant la période où la multiplication de ces rétrotransposon était la plus rapide, il est 

estimé qu’une nouvelle insertion de séquence Alu avait lieu à chaque naissance alors qu’actuellement 

cette moyenne est estimée à environ une insertion toutes les 200 naissances (244,245).  



137 
 

En fonction de leur séquence nucléotidique, les séquences Alu sont classées en différentes sous-

familles (plus de 200 actuellement) dont les principales sont AluJ, AluS et AluY (246). Parmi ces trois 

lignées principales, la branche AluJ est la plus ancienne et la branche AluY est la plus récente. Les 

sous-familles de séquences Alu sont apparues au cours de l’évolution à la suite de l’apparition de 

mutations ponctuelles sur une séquence Alu ancestrale qui avait une grande capacité de 

rétrotransposition.  

Il semblerait qu’au cours de l’évolution, les sous-familles de séquences Alu très actives, donc 

potentiellement délétères, ont été rapidement sélectionnées négativement en accumulant des mutations 

délétères à leur activité. Les lignées Alu ayant une activité très faible ont seules persisté sur de très 

longues périodes. La limitation de leur capacité à se multiplier est une stratégie évolutive commune à 

plusieurs familles de rétrotransposons (244). De manière intéressante, certaines lignées Alu s’étant 

maintenues en activité dans le génome pendant de très longues périodes grâce à cette stratégie ont 

conservé leur capacité à générer à un instant donné un grand nombre de nouvelles copies. Ainsi la 

vitesse d’amplification de certaines sous-familles a varié au court du temps. C’est le cas par exemple 

des séquences AluYb. Elles sont apparues il y a 18-25 millions d’années chez les Hominoïdes 

(Homme et grands singes). De manière surprenante, ces séquences se sont multipliées ces quelques 

derniers millions d’années spécifiquement dans le génome humain (apparition d’environ 2000 copies) 

alors que sur la même période, seule une poignée de séquences AluYb sont apparues dans le génome 

des grands singes. Ainsi les séquences AluYb ont persisté dans le génome des Hominoïdes avec une 

activité très faible voire nulle pendant 15-20 millions d’années puis leur activité a repris 

spécifiquement chez l’Homme, entrainant la formation d’un grand nombre de copies (244).  

5. Rôle des séquences Alu dans l’évolution des génomes 

Les séquences Alu ont joué un rôle très important dans l’évolution du génome des primates. 

Pendant les 6 derniers millions d’années, 5530 séquences Alu ont été nouvellement insérées dans le 

génome humain (247). La plupart de ces insertions ont été la conséquence d’une rétrotransposition 

classique. Dans de rares cas, des séquences Alu a été insérées dans le génome à la suite de 
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recombinaisons homologues. Ces insertions de novo de séquences Alu ont participé à l’évolution du 

génome humain par différents mécanismes : 

- Interruption de gène lors d’une insertion dans une région exonique. 

- Création d’épissage alternatif : les séquences Alu insérées dans des régions introniques 

peuvent donner naissance à des épissages alternatifs. En effet, elles contiennent de nombreux 

sites cryptiques d’épissage qui peuvent être reconnus par le splicéosome. L’exonisation de 

séquences Alu et/ou la rétention de séquences introniques dans les transcrits matures de gène a 

participé à la complexification du protéome humain (248). 

- Modification de l’expression des gènes par édition d’ARNm. L’édition des ARNm est le 

processus de modification post-transcriptionnel des ARNm le plus courant. Lors de ce 

processus, une enzyme appelée Adenosine Deaminase Acting on RNA (ADAR) catalyse la 

désamination des adénosines en inosines sur les séquences d’ARNm double brin. L’inosine est 

interprétée comme une guanosine par le splicéosome ou lors de la traduction en protéine. Les 

séquences Alu localisées dans les introns d’un gène favorisent de par leur structure dimérique 

la création de boucles ou d’épingles à cheveux permettant l’action de l’ADAR. De la même 

manière, deux séquences Alu proches l’une de l’autre peuvent s’apparier et former une 

structure en épingle à cheveux. L’édition des ARNm peut entrainer l’apparition d’un nouvel  

épissage alternatif (249,250).   

- Modification du signal de polyadénylation. Les séquences Alu peuvent réguler la fonction des 

gènes en introduisant dans ces derniers de nouveaux signaux de polyadénylation. En effet, ces 

rétrotransposons contiennent au moins deux séquences signal (AATAAA) potentielles de 

polyadénylation. Ainsi, parmi les 10 000 séquences Alu présentes dans les régions 3’ non 

traduites des gènes, 107 contiennent un site actif de polyadénylation (251). 

Les séquences Alu sont aussi impliquées dans certains grands réarrangements au cours de 

l’évolution du génome humain. On dénombre ainsi 515 délétions liées à des séquences Alu chez 

l’Homme. Parmi ces délétions, 24 sont liées à l’insertion d’une nouvelle séquence Alu et 492 font suite 

à une recombinaison impliquant des séquences Alu. Au total, ce sont environ 416 kb qui ont été 
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délétés dans le génome humain depuis la divergence entre les Hommes et les Chimpanzés il y a 

environ 6 millions d’années (234). Les séquences Alu sont fréquemment impliquées dans les 

phénomènes de recombinaison du fait de deux caractéristiques : leur grande homologie de séquence et 

le nombre important de copies. Les séquences AluY, plus récentes et donc ayant accumulées moins de 

mutations que les lignées plus anciennes (AluJ), présentent une plus grande homologie de séquence et 

sont donc les plus fréquemment impliquées dans des phénomènes de recombinaison (252).  

6. Implication des séquences Alu en pathologie humaine 

De la même manière qu’elles ont participé à la modification du génome humain au cours du 

temps, les séquences Alu sont aussi la cause de nombreuses maladies génétiques. Ainsi, il est estimé 

que l’insertion de nouvelles séquences Alu est responsable de 0,1% des maladies génétiques humaines 

et que les réarrangements génomiques liés aux séquences Alu comptent pour 0,3% (234). A ce jour, 

une centaine de cas de maladies génétiques causées par des séquences Alu a été rapporté dans la 

littérature (234,253). Dans le cadre des pathologies hémorragiques, 4 insertions de novo de séquence 

Alu au niveau des régions codantes des gènes F8 et F9, entrainant un décalage du cadre de lecture, ont 

été rapportées chez 2 hémophiles A et 3 hémophiles B sévères (141,254–257). Une insertion d’une 

séquence AluYb9 dans l’intron 18 du gène F8 entrainant le saut complet de l’exon 19 a aussi été 

décrite chez un hémophile A sévère (218). 

Les séquences Alu peuvent aussi être responsables de maladie génétique par création d’exon 

cryptique. Ainsi une dizaine de cas d’exonisation de séquence Alu a été rapporté dans la littérature 

(258). Dans la majorité des cas, des mutations introniques profondes créent un site de novo d’épissage 

cryptique et entrainent l’activation d’un des sites cryptiques d’épissage présent dans la séquence Alu. 

Quatre-vingt-dix pourcents des séquences Alu impliquées dans la création de pseudoexon en 

pathologie humaine sont orientées en antisens (258). La présence d’une queue poly pyrimidine poly-T 

(séquence complémentaire de la queue poly-A) suivie d’un trinucléotide CAG mimant les motifs 

caractéristiques d’un site accepteur d’épissage facilite probablement l’exonisation des séquences Alu 

inversées (253).  
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3. Introduction 

Les principaux types de mutations du gène F8 trouvées chez les hémophiles A mineurs sont des 

mutations faux-sens (75%) suivies par les mutations des sites d’épissages (9%). Cependant dans 

environ 10% des cas d’hémophilies A mineures, aucune mutation n’est mise en évidence (105,259). 

Des analyses des ARNm ectopiques leucocytaires du gène F8 ont été réalisées chez plusieurs de ces 

patients et ont permis de montrer dans certains cas la présence de séquences introniques dans les 

ARNm mature du gène F8 (123,213).  

L’incorporation de séquence intronique dans les ARNm mature est une cause méconnue 

responsable de maladie génétique. Le plus souvent cet évènement moléculaire est causé par une 

mutation intronique profonde qui crée un site d’épissage donneur ou accepteur de novo entrainant 

l’activation d’un exon cryptique (pseudoexon) qui sera inclus dans l’ARNm mature par le spliceosome 

(260,261). D’autres mécanismes possibles à l’origine d’activation d’exon cryptique ont été décrits : 

l’élimination ou la création de séquences régulatrices (262) ou la création d’un site de branchement par 

une mutation intronique profonde (263). Plusieurs pseudoexons décrits en pathologie humaine 

contiennent des séquences répétées telles que des séquences Alu (258). 

Les séquences Alu sont la famille de rétrotransposon la plus répandue avec environ 1 million 

de copie répartie dans tout le génome humain (237). Les séquences Alu sont des éléments d’environ 

300 pb composés de deux domaines domaines homologues séparés par une courte région riche en 

adénines. L’extrémité 3’ des séquences Alu est constituée d’une longue queue poly-A composée d’une 

répétition d’environ 20 à 100 adénines (253). Les séquences Alu ne sont pas réparties de façon 

uniforme dans le génome, elles sont préférentiellement localisées dans les régions riches en gènes et 

notamment au niveau des introns des gènes. Dans les introns, ces séquences peuvent être orientées soit 

dans le même sens soit en sens inverse par rapport au sens de transcription du gène (264). En 2010, 

une étude a montré que 90% des séquences Alu impliquées dans la création de pseudoexon en 

pathologie humaine étaient orientées en sens inverse (258). La présence d’une queue poly pyrimidine 

poly-T (séquence complémentaire de la queue poly-A) suivie d’un trinucléotide CAG mimant les 

motifs caractéristiques d’un site accepteur d’épissage facilite probablement l’exonisation des 
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séquences Alu inversées (253). Ainsi, un très grand nombre de séquences Alu localisées dans les 

introns des gènes possèdent des séquences correspondant parfaitement aux définitions des sites 

accepteurs et donneurs d’épissage (264,265). Cependant il existe des mécanismes de régulation dont 

l’objectif est de protéger le transcriptome contre l’exonisation aberrante de séquences Alu. L’hnRNP C 

(heterogeneous nuclear riboprotein C1/C2) appartient à l’un des plus importants de ces mécanismes. 

Cette protéine se lie sur les répétitions ininterrompues d’au moins 5 Uridines (telle que la queue poly-

T d’une séquence Alu inversée au niveau d’un pré-ARNm) et rentre en compétition avec le facteur 

d’épissage U2AF65 afin de masquer les séquences Alu inversées pour empêcher leur reconnaissance 

par le spliceosome (266–268).  

Récemment nous avons étudiés les transcrits ectopiques leucocytaires du gène F8 chez des 

hémophiles A chez lesquels aucune anomalie génétique n’avait été trouvée. Nous avons mis en 

évidence chez deux hémophiles A mineurs non apparentés l’exonisation d’une séquence Alu entre les 

exons 13 et 14 du gène F8. L’objectif de ce travail a été de déterminer la responsabilité de cette 

anomalie génétique et le mécanisme physiopathologique permettant d’expliquer ce phénomène. 

4. Matériels et méthodes 

1. Patients 

Les deux cas index sont des hémophiles A mineurs non apparentés chez lesquels aucune mutation 

n’a été détectée lors du séquençage de la totalité des exons, des jonctions intron/exon, de la région 

promotrice et de la région 3’ non traduite du gène F8 ainsi que lors de la recherche d’une anomalie du 

nombre de copies par MLPA (Multiplex ligation probe amplification). Les principaux diagnostiques 

différentiels de l’HA mineure tels que la maladie de willebrand de de type 1 et 2N et le déficit 

combiné en FV et FVIII ont été exclus. Aucun de ces deux patients n’a développé d’inhibiteur et le 

patient 1 est parfaitement répondeur au traitement par la desmopressine. Les caractéristiques cliniques 

et biologiques des patients sont présentées dans le Tableau 32. 

 

 



142 
 

Patients 1 2 
Age (années) 56 11 
FVIII:C (%) 24 40 

FVIII:CR (%) 23 41 
FVIII:Ag (%) 17 37 
VWF:Rco (%) 61 62 
VWF:Ag (%) 50 88 
VWF:FVIIIB Normal Normal 

FV (%) 81 95 
Inhibiteurs* Neg Neg 

Réponse à la desmopressine Oui Inconnue 
Tableau 32 : caractéristiques cliniques et biologiques des deux cas index. FVIII:C, activité du FVIII mesurée par une 
technique coagulométrique FVIII; FVIII:CR, activité du FVIII mesurée par une technique chromogénique; FVIII:Ag, FVIII 
antigène; VWF:RCo, Activité co-facteur de la ristocétine du facteur von Willebrand; VWF:Ag, mesure antigénique du 
facteur von Willebrand; VWF:FVIIIB, mesure de la liaison du facteur VIII au facteur von Willebrand; Neg, négatif.* 
Recherche réalisée par la technique Bethesda, un résultat <0,6U/ml a été considéré comme négatif. 

Cinquante-cinq sujets témoins (51 femmes et 4 hommes) ainsi que 94 hémophiles A mineurs 

chez lesquels aucune mutation n’a été trouvée ont aussi été inclus dans cette étude. Toutes les 

personnes inclues dans ce travail ont signé un consentement éclairé pour la réalisation d’analyses 

génétiques. 

2. Analyse des transcrits ectopiques leucocytaires du gène F8 

Prélèvements et extraction des ARNm totaux leucocytaires 

Les prélèvements sanguins ont été réalisés sur tube PAXgene (PAXgene blood RNA tube, 

PreAnalytix, Hombrechtikon, Suisse). Les ARNm totaux leucocytaires ont été extraits et purifiés à 

l’aide du kit PAXgene blood RNA kit (PreAnalytix) en suivant les recommandations du fournisseur. 

Réalisation de la réaction de RT 

Pour la réaction de RT, l’ADNc du gène F8 a été divisé en 4 régions couvrant la totalité des 

jonctions intron/exon : région A (exon 1 à 7), région B (exon 7 à 14), région C (exon 14 à 22) et région 

D (exon 22 à 26). Nous avons utilisé comme contrôle interne de la réaction le gène de la β-actine 

(ACTB). La liste des amorces utilisées pour l’analyse des transcrits ectopiques leucocytaires du gène 

F8 est disponible en annexe de cette section. La réaction de RT a été réalisée en utilisant le kit 

PrimeScript Reverse Trasncriptase (Clonetech, Saint-Germain-en-Laye, France). Dans un premier 

temps, 2μl de chaque amorce antisens (solution à 10pM) spécifique d’une des 4 régions de l’ADNc du 

gène F8 (F8AR, F8BR, F8CR et F8DR) et 2μl de l’amorce antisens du gène ACTB (β-actineR) ont été 

mélangés (obtention d’un pool d’amorces à 2pM). Ensuite 1μg d’ARNm totaux a été dénaturé à 65°C 
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pendant 5 minutes en présence de 1μl du pool d’amorces à 2pM et 1μl de dNTP (2mM chacun). La 

réaction de RT a été réalisée dans une seconde étape. La composition du mélange réactionnel et les 

conditions de réaction sont présentées dans les Tableau 33et Tableau 34 :  

 Réactif Volume (μl) 
Mélange ARNm/amorces/dNTP 10 

5X PrimeScript Buffer 4 
RNase Inhibitor (400U/μl) 0,5 (20U) 

PrimeScript Reverse Transcriptase (200U/μl) 0,5 (100U) 
Eau RNase Free 5 

Tableau 33 : Composition du mélange réactionnel pour la réaction de RT.  

 Température (°C) Temps (minutes) Nombre de cycles 
Incubation 30 10 

1 Elongation 50 60 
Inactivation de la 

transcriptase inverse 70 15 

Tableau 34 : Conditions expérimentales pour la réaction de RT. 

L’amplification de l’ADNc du gène ACTB a permis de contrôler à la fois la qualité de la 

réaction de RT et la pureté des ARNm extraits. La composition du mélange réactionnel et les 

conditions expérimentales sont indiquées dans les Tableau 35 Tableau 36 :  

Réactifs Volume (μl) 
Tampon Qbiogene with MgCl2 10X 2,5 
β-actineS [10pM] 1,25 
β-actineR [10pM] 1,25 
dNTP [2,5 mM de chaque dNTP] 1 
Taq DNA polymerase MPbiomedicals [5U/μl] 0,25 
Eau 17,75 
RT-PCR 1 

Tableau 35 : Composition du mélange réactionnel pour l’amplification des transcrits du gène ACTB (contrôle interne 
de la réaction). 

 Température (°C) Temps (minutes)  Nombre de cycles 
Activation 94 5 1 

Dénaturation 94 1 
30 Hybridation 64 1 

Elongation 72 1 
Elongation finale 72 4  1 

Tableau 36 : Conditions expérimentales pour l’amplification des transcrits du gène ACTB (contrôle interne de la 
réaction). 

Les produits de PCR ont été contrôlés par migration sur gel d’agarose 2% (120 V, 30 

minutes). Une bande unique de 274pb correspond au transcrit du gène ACTB. Une bande de 369 pb, 

correspondant au gène ACTB, est visible en cas de contamination de l’échantillon par de l’ADN 

(Figure 41). 
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Figure 41 : Exemple d’amplification des transcrits du gène ACTB. Une bande de 274 pb est visible pour les échantillons 
d’ARNm, ces derniers ne sont pas contaminés par de l’ADN. Une bande de 369 pb est visible pour l’ADN témoin.  

Amplification des produits de RT 

Les produits de RT ont été amplifiés par deux étapes de PCR successives en utilisant la 

technique de la PCR nichée. Dans la première étape, les 4 grandes régions A, B, C, D définies ci-

dessus ont été amplifiées à l’aide d’amorces spécifiques puis dans la seconde étape, chaque région a 

été divisée en deux ou trois fragments (pour un total de 9 fragments). La liste des amorces utilisées est 

présentée en annexe de cette section. La composition du mélange réactionnel et les conditions de PCR 

sont présentées les Tableau 37et Tableau 38 (identique pour les deux étapes). 

Réactifs Volume (μl) 
Tampon PrimeSTAR GXL 5X 10 
Amorce sens [10pM] 1,5 
Amorce antisens [10pM] 1,5 
dNTP [2,5 mM de chaque dNTP] 4 
PrimeSTAR GXL DNA polymerase 
1,25U/μl 1 

Eau 28 
Echantillon (RT-PCR ou 1ère PCR) 4 

Tableau 37 : Composition du mélange réactionnel pour l’amplification des transcrits des produits de RT-PCR. 

 Température (°C) Temps  Nombre de cycles 
Activation 98 5 1 

Dénaturation 98 10 s 
30 Hybridation 55 15 s 

Elongation 68 2 min 
Elongation finale 68 4  1 

Tableau 38 : Conditions expérimentales pour l’amplification des produits de RT-PCR. 

Les produits de PCR ont été analysés par migration sur gel d’agarose 1% (70 V, 90 minutes) 

(Figure 42). En cas de profil anormal, les fragments d’intérêt ont été extraits du gel à l’aide du kit 

NucleoSpin Gel and PCR Clean-up (Macherey-Nagel, Hoerdt, France) et séquencés.  
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Figure 42 : Analyse des transcrits du gène F8 par migration sur gel d’agarose 1%. L’ADNc du gène F8 est divisé en 4 
régions (A à D) chevauchantes. Chaque région a été elle-même divisée en deux (A à C) ou trois (D) segments. 

3. Séquençage de la région d’intérêt de l’intron 13 du gène F8. 

Pour le séquençage de l’intron 13 du gène F8, la région comprise entre les positions F8 c.1904-

202 et F8 c.2113+770 a été amplifiée par PCR en utilisant des amorces spécifiques (annexes de cette 

section). Les conditions de PCR sont identiques à celles utilisées pour l’étude des transcrits ectopiques 

du gène F8 (Tableau 37 et Tableau 38). Le séquençage de la région d’intérêt (F8c.1978_c.2113+675) 

a ensuite été réalisé à l’aide d’un second couple d’amorces (annexes de cette section). 

4. Analyse des microsatellites situés dans le gène F8.  

Six polymorphismes intragéniques (microsatellites) ont été étudiés dans ce travail. Ces marqueurs 

sont situés dans les introns 1 (STR1), 9 (STR9), 13 (STR13), 22 (STR22) et 25 (STR25A et STR25B) 

du gène F8 (269,270). Les descriptions de ces différents marqueurs sont présentées dans le Tableau 

39. 

Marqueur Position génomique (hg38) Type de répétition 

STR 1 chrX:155,002,613-155,002,646 (CA)n 
STR 9 chrX:154,964,082-154,964,109 (CA)n 
STR 13 chrX:154,935,982-154,936,024 (AC)n 
STR 22 chrX:154,875,737-154,875,774 (GT)n 

STR 25 A chrX:154,850,084-154,850,120 (TG)n 
STR 25 B chrX:154,854,591-154,854,619 (TG)n 

Tableau 39 : Description des marqueurs intragéniques du gène F8 utilisés dans ce travail. 

Les réactions de PCR ont été réalisées en utilisant des amorces marquées à la fluorescéine 

(FAM). La composition des mélanges réactionnels et les conditions de PCR sont indiquées dans les 

Tableau 40, Tableau 41et Tableau 42. 
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Réactifs Volume (μl) 
Tampon Optimase 10X 5 
ADN patient (50ng/μl) 1 
Amorces sens [25pmol/μl] 1 
Amorces antisens [25pmol/μl] 1 
dNTP [2,5 mM de chaque dNTP] 4 
Optimase Polymerase [2,5U/μl] 0,5 
Eau 37,5 

Tableau 40 : Composition du mélange réactionnel pour l’analyse des polymorphismes intragéniques du gène F8. 

 Température (°C) Temps Nombre de cycles 
Dénaturation initiale 95 7 min  

Dénaturation 95 50 s 
10 Hybridation 62 50 s 

Elongation 72 50 s 
Dénaturation 95 50 s 

25 Hybridation 59 50 s 
Elongation 72 50 s 

Elongation finale 72 10 min  
Tableau 41 : Conditions expérimentales pour l’amplification par PCR des marqueurs STR1, STR9, STR25A et 
STR25B. 

 Température (°C) Temps Nombre de cycles 
Dénaturation initiale 95 7 min  

Dénaturation 95 50 s 
10 Hybridation 62 50 s 

Elongation 72 50 s 
Dénaturation 95 50 s 

25 Hybridation 55 50 s 
Elongation 72 50 s 

Elongation finale 72 10 min  
Tableau 42 : Conditions expérimentales pour l’amplification par PCR des marqueurs STR13 et STR22. 

Les produits de PCR ont été analysés par électrophorèse capillaire sur un analyseur ABI3130 

(Applied Biosystem). 

5. Analyse in vitro de l’épissage 

Pour les conditions de culture des lignées cellulaires HeLa et Huh7, la production des plasmides 

minigènes, la transfection des cellules et l’étude des transcrits, se rapporter à la page 100 (Analyse in 

vitro de l’épissage). 

Production des minigènes pour l’exon 13 du gène F8. 

Pour la création d’un plasmide minigène de l’exon 13 du gène F8, un fragment de 1182 pb 

composé de 202 pb de l’intron 12, de l’exon 13 et de 770 pb de l’intron 13 a été amplifié à partir des 

ADN du patient 1 et d’un témoin sain. Les produits de PCR obtenus ont été insérés au niveau du site 

NdeI du vecteur pTB2. Le plasmide témoin (pTB2ex13WT) et le plasmide muté (pTB2ex13DEL) ont été 

contrôlés par PCR. Cinq mutations ponctuelles ont été produites sur le plasmide pTB2ex13WT par 
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mutagénèse dirigée au niveau de la queue poly-T de la séquence AluY inversée de l’intron 13 du gène 

F8. La séquence de ce nouveau plasmide (pTB2ex13WT_5mut) a été vérifiée par séquençage. 

Transfection cellulaire et analyse des transcrits. 

Les cellules HeLa et Huh7 ont été ensemencées dans des plaques 6 puits (100 000 cellules / 

puits). Le lendemain les cellules ont été transfectées avec 1μg de plasmide à l’aide du réactif JetPrime 

(Polypus transfection, Illkirch-Graffenstaden, France) en suivant les recommandations du fournisseur. 

Quarante-huit heures après transfection, les ARNm totaux ont été extraits puis transformés en ADNc 

par RT-PCR. Après amplification par PCR des produits de RT-PCR (couple d’amorces utilisé : 

α23G/β2F), les amplicons ont été analysés par migration sur gel d’agarose et séquencés. Toutes les 

transfections ont été réalisées en triplicat. 

6. Inhibition de l’expression de l’hnRNP C 

Transfection des cellules HeLa 

Pour les expériences d’inhibition de l’expression de l’hnRNP C, le protocole de transfection des 

cellules HeLa a été modifié comme indiqué ci-dessous :  

- Les cellules ont été ensemencées dans une plaque six puits le premier jour. 

- Les cellules ont été transfectées le lendemain matin soit par un siRNA anti-hnRNP C 

(FlexiTube GeneSolution GS3183 for HNRPNC, Qiagen) soit par un siRNA contrôle (AllStar 

negative control siRBA, Qiagen) à la concentration finale de 50pM. 

- Le jour 3, le milieu de culture a été changé et les cellules ont été transfectées avec 1μg soit de 

plasmide pTB2ex13WT soit de plasmide pTB2ex13DEL. 

- Les ARNm ont été extraits et analysés comme précédemment le jour 5. 

Western blot 

L’action du siRNA anti-hnRNP C sur la production d’hnRNP C par les cellules HeLa a été 

contrôlée par western blot sur les lysats de cellules. Ces derniers ont été préparés de la manière 

suivante : trois jours après transfection par le siRNA, les tapis cellulaires ont été lavés deux fois par du 
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DPBS 1X puis incubés 20 minutes dans la glace après ajout de 350 μl de tampon de lyse (HEPES pH 

7,5 50mM, KCl 0 ,1M, MgCl2 2mM, Triton X-100 0,5%) contenant un inhibiteur de protéase 

(cOmplete Mini protease inhibotor). Après une étape de centrifugations pour éliminer les débris 

cellulaires, les lysats ont été conservés à -80°C. 

Avant la réalisation du western blot, les échantillons ont été dénaturés par ajout d’un tampon 

de dénaturation et par chauffage à 95°C pendant 5 minutes. Ensuite, des volumes de lysat cellulaire 

correspondant à 20 μg de protéines totales ont été déposés dans les puits d’un gel (MiniPROTEAN 

TGX gel 12%, Biorad). Les protéines totales ont été séparées en fonction de leur taille par 

electrophorèse sur gel (130 V, 1h). Les protéines ont ensuite été transférées sur une membrane de 

difluorure de polyvinyldène. La membrane a été saturée pendant 1 heure (tampon TBS-Tween 1X / 

lait 5%) puis incubée une nuit à 4°C en présence de l’anticorps monoclonal de souris anti-hnRNP C 

dilué au 1/1000 (Anti-hnRNP C1+C2 [4F4], Abcam, Cambridge, UK). Le lendemain, après trois 

étapes de lavage dans du tampon TBS-tween, la membrane a été incubée 1 heure à température 

ambiante avec un anticorps polyclonal anti-anticorps de souris marqué par une péroxydase dilué au 

1/10000 (GE Healthcare, Chicago, IL, Etats-Unis). Après trois nouveaux lavages en TBS-Tween, les 

bandes d’intérêt ont été révélées par chimiluminescence (ECL reagent, GE Healthcare) et 

impressionnées sur un film photographique (Fujifilm, Tokyo, Japon).  

Un western blot de contrôle a été réalisé sur les mêmes échantillons dans les mêmes conditions 

mais en utilisant comme anticorps primaire un anticorps de lapin anti-GAPDH (rabbit mAb anti-

GAPDH (D16H11) XP, Cell Signaling Technology, Danvers, MA, Etats-Unis). 

5. Résultats 

L’analyse des transcrits ectopiques du gène F8 a montré l’insertion de la même séquence AluY 

entre les exons 13 et 14 chez les deux patients hémophiles A mineurs. 

La même anomalie a été mise en évidence chez les deux cas index lors de l’analyse des 

transcrits leucocytaires ectopiques du gène F8. Deux transcrits de taille différente ont été mis en 

évidence lors de l’analyse de la région s’étendant des exons 11 à 14 des transcrits du gène F8 : le 
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premier fait 646 pb et correspond au transcrit normal alors que le second est plus grand (768 pb) 

(Figure 42). Le séquençage du produit de 768 pb a montré l’insertion entre les exons 13 et 14 d’un 

fragment de 122 pb appartenant à l’intron 13 du gène F8 (c.2113_2114ins2113+477_2113+598). Cette 

insertion est responsable d’un décalage du cadre de lecture (p.Gly705Aspfs*37). Le séquençage de la 

région d’intérêt de l’intron 13 du gène F8 a montré à la fois l’existence de séquences consensus 

d’épissage AG/GT de part et d’autre du pseudoexon et la présence d’une délétion de 13 pb 

(c.2113+461_2113+473del) dans une répétition de 25 T juste en amont du pseudoexon. Cette délétion 

a été recherchée dans une population témoin non hémophile A et n’a pas été retrouvée (106 allèles 

étudiés). L’analyse de la séquence de ce pseudoexon a montré qu’il correspondait à une séquence 

AluY orientée en antisens par rapport au gène F8 et que la délétion entrainait la perte d’une partie de la 

queue poly(T) de cette séquence Alu. 

 

Figure 43 : Identification de la délétion intronique c.2113+461_2113+473del chez les deux cas index. Deux transcrits 
différents ont été observés lors de l’analyse de la région s’étendant des exons 11 à 14 (transcrit normal : 646 pb et transcrit 
aberrant : 768 pb). Le séquençage du fragment de 768 pb a montré la présence d’une insertion d’un fragment de 122 pb 
appartenant à l’intron 13 du gène F8 (c.2113_2114ins2113+477_2113+598). Le séquençage de l’intron 13 a mis en évidence 
l’existence d’une petite délétion intronique (c.2113+461_2113+473del) dans la queue poly-(T) d’une séquence AluY orientée 
en antisens par rapport au F8. M, marqueur de taille ; WT : témoin normal ; Ex, exon. 
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Le rôle de la délétion c.2113+461_2113+473del dans l’exonisation de la séquence AluY est 

confirmé par analyse fonctionnelle in vitro.  

 Afin de démontrer le lien de cause à effet entre la délétion c.2113+461_2113+473del et 

l’exonisation de la séquence AluY, une analyse fonctionnelle in vitro par technique minigène a été 

réalisée. Deux minigènes contenant l’exon 13 du gène F8 ont été produits, l’un correspondant à la 

séquence naturelle (pTB2ex13WT) et l’autre à la séquence mutée (pTB2ex13DEL), et transfectés dans 

des cellules HeLa. Les transcrits des minigènes ont été étudiés 48h après transfection (Figure 44 A). 

Une bande majoritaire de 456 pb correspondant à un épissage correct de l’exon 13 du gène F8 est 

observée pour les cellules transfectées par le minigène pTB2ex13WT. On note aussi la présence de 

trace de transcrits de 578 bp correspondant à l’insertion de la séquence AluY. A l’inverse, dans le cas 

des cellules transfectées par le minigène pTB2ex13DEL, le transcrit de 578 pb est majoritaire et on 

observe uniquement des traces de transcrits normaux. Afin de confirmer cette observation, la même 

expérience a été réalisée dans une autre lignée cellulaire (Huh7) et les mêmes résultats ont été obtenus 

(Figure 44 B).  

 

Figure 44 : Résultats de l’analyse fonctionelle in vitro de l’impact de la délétion c.2113+461_2113+473del sur 
l’exonisation de la séquence AluY. Les cellules HeLa (A) et HuH7 (B) ont été transitoirement transfectées soit avec le 
plasmide minigène non muté (pTB2ex13WT ; puits 1 à 3) soit avec le plasmide minigène muté (pTB2ex13DEL ; puits 4 à 6). 
Quarantes-huit heures après transfection, ARNm ont été analysés par RT-PCR (épissage normal de l’exon 13 : 456 pb ; 
insertion de la séquence AluY : 578 pb). M : marqueur de taille. 

 

 



151 
 

L’insertion de mutation sand la queue poly-(T) de la cette séquence Alu et l’inhibition de 

la synthèse d’hnRNP C dans les cellules reproduit l’effet de la délétion c.2113+461_2113+473del. 

Afin d’étudier le rôle de l’hnRNP C sur la répression de la séquence AluY de l’intron 13 du 

gène F8, deux expériences in vitro ont été réalisées. Dans la première, la queue poly-(T) de la 

séquence Alu, zone de fixation de l’hnRNP C, a été discontinuée par introduction de 5 mutations 

(T>C) sur le plasmide pTB2ex13WT_5mut. L’analyse des transcrits des cellules HeLa transfectées avec 

ce plasmide a mis en évidence que les mutations présentes au niveau de la queue poly-(T) favorisaient 

l’exonisation de la séquence Alu (Figure 45). 

 

Figure 45 : L’insertion de mutation dans la queue poly-(T) de la séquence AluY favorise son exonnisation. (A) 
Représentation schématique des constructions minigènes avec la séquence AluY (rectangle gris), l’exon 13 (rectangle blanc) 
et les régions introniques (traits noirs). Les différences entre la séquence des plasmides pTB2ex13WT et pTB2ex13WT_5mut 
sont indiquées en dessous. Les mutations ponctuelles introduites par mutagénèse dirigée dans le plasmide pTB2ex13WT_5mut 
sont indiquées en gris.Le début de la séquence AluY exonisée est souligné. (B) Résultats de l’analyse des transcrits des 
cellules HeLa 48 heures après transfection par les plasmides pTB2ex13WT (puits 1 à 3) ou pTB2ex13WT_5mut (puits 4 à 6). (C) 
Résultats de l’analyse des transcrits des cellules Huh7 48 heures après transfection par les plasmides pTB2ex13WT (puits 1 à 
3) ou pTB2ex13WT_5mut (puits 4 à 6). M, marqueur de taille. 

Le rôle de la liaison de l’hnRNP C dans la répression de la séquence AluY a ensuite été 

confirmé par des expériences dans lesquelles la production de cette protéine dans les cellules HeLa 

était inhibée à l’aide d’un siRNA spécifique. Dans un premier temps, l’efficacité du siRNA anti-

hnRNP C a été vérifiée par western blot (Figure 46 A). L’hnRNP C, présente de manière constitutive 

dans les lysats de cellules, devient indétectable quand les cellules sont transfectées par le siRNA anti-
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hnRNP C. L’inhibition de la production de hnRNP C dans les cellules HeLa reproduit l’effet de la 

mutation c.2113+461_2113+473del en favorisant l’exonisation de la séquence AluY (Figure 46 B). 

Ces résultats suggèrent fortement que la répression de l’exonisation de cette séquence AluY par 

l’hnRNP C est diminuée par la délétion c.2113+461_2113+473del.  

 

 

Figure 46 : L’inhibition de la production d’hnRNP C favorise l’exonisation de la séquence AluY dans les cellules 
HeLa. (A) Western blots réalisés sur les lysats cellualires pour vérifier l’efficacité du siRNA anti-hnRNP C. (B) Résulats de 
l’analyse des transcrits des cellules HeLa traitées par siRNA et transfectées par les plasmides pTB2ex13WT et pTB2ex13DEL. 
M, marqueur de taille.  

La délétion c.2113+461_2113+473del est une mutation récurrente dans la population française 

d’hémophiles A mineurs. 

La mutation c.2113+461_2113+473 a été recherchée dans toutes les familles avec antécédent 

d’HA mineure pour lesquelles aucune anomalie génétique n’était détectée à ce jour. Parmi les 1970 

familles d’hémophiles A connues dans le laboratoire de biologie moléculaire de Lyon, 992 (50.4%) 

présentent un phénotype mineur d’HA. Aucune mutation n’avait été trouvée dans 114 de ces familles 

(114/992 = 11,5%). Une délétion (de 11 à 13 pb) dans la queue poly-(T) de la séquence AluY de 

l’intron 13 du gène F8 a été observée chez 61 de ces familles (61/114 = 54%). La délétion 

c.2113+461_2113+473 (13 pb) a été trouvée chez 57 familles, la délétion c.2113+462_2113+473 (12 

pb) chez 1 famille et la délétion c.2113+463_2113+473 (11 pb) chez 3 familles. Ainsi, les petites 

délétions présentes dans cette région de l’intron 13 sont responsables de 6,1% des hémophilies A 
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mineures dans notre cohorte. Les patients hémophiles porteurs de ces anomalies ont des taux de 

FVIII:C proches de 30% (moyenne +/- écart type : 30 /+ 6%). 

Devant la haute prévalence de cette anomalie génétique chez les hémiophiles A mineurs, 

l’hypothèse de l’existence d’un effet fondateur a été émise. Afin de vérifier cette hypothèse, une 

analyse des polymorphismes intragéniques du gène F8 a été réalisée chez 29 patients porteurs de la 

délétion c.2113+461_2113+473 et chez tous les patients porteurs des délétions de 11 et 12 pb (Tableau 

43). Un même haplotype caractérisé par les allèles suivants : 248 (STR1), 201 (STR9), 149 (STR13), 

178 (STR22), 134 (STR25A) et 255 (STR25B) a été identifié chez la totalité des patients porteurs de 

la délétion c.2113+461_2113+473del. Ces observations sont en faveur de l’existence d’un effet 

fondateur dans la population française pour cette délétion. De façon intéressante, 4 haplotypes 

différents ont été trouvés chez les 4 patients porteurs de délétions de 11 et 12 pb. 

Délétion STR 1 STR 9 STR 13 STR 22 STR 25A STR 25B Fréquence, n (%) 
c.2113+461_2113+473del 248 201 149 178 134 255 29a (100) 
c.2113+461_2113+471del 246 201 147 180 134 257 1 (33) 
 250 201 153 172 134 253 1 (33) 
 246 201 145 180 134 257 1 (33) 
c.2113+461_2113+472del 246 201 145 180 134 257 1 (100) 
Tableau 43 : Analyse des polymorphismes intragénique du gène F8 chez les patients porteurs de délétion dans la 
queue poly-(T) de la séquence AluY de l’intron 13. aL’analyse des polymorphisms intragénique du gène F8 a été réalisée 
uniquement chez 29 patients porteurs de la déletion de 13 pb. 

6. Discussion 

Dans ce travail, des analyses de transcrits ectopiques leucocytaires du gène F8 ont été réalisées 

chez deux hémophiles A mineurs pour lesquels aucune anomalie génétique n’était connue. La même 

insertion d’une séquence intronqiue de 122 pb (c.2113_2114ins2113+477_211+598) entre les exons 

13 et 14 a été observée dans les ARNm de ces deux patients. L’analyse des transcrits réalisée chez ces 

patients a aussi permis de mettre en évidence la co-existence du transcrit normal avec le transcrit 

aberrant, ce qui est en accord avec le phénotype clinique observé chez ces patients. Le séquençage de 

l’intron 13 du gène F8 a mis en évidence la même petite délétion de 13 pb chez ces deux patients 

(c.2113+461_2113+473del) localisée quelques paires de bases en amont du pseudoexon. La 

pathogénicité de cette délétion est confortée à la fois pour les études in vitro réalisées dans les cellules 

HeLa et Huh7 ainsi que par l’absence de détection de cette anomalie chez 55 sujets contrôles (106 

allèles différents). Cette étude est la première description d’une délétion intronique profonde 
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entrainant l’activation d’un exon cryptique dans l’hémophilie A. En effet, les quelques activations 

d’exons cryptiques décrites à ce jours dans l’hémophilie A étaient toutes la conséquence de mutations 

ponctuelles introniques profondes. Ces mutations entrainaient la création de sites d’épissage 

accepteurs ou donneurs de novo (c.143+1567A>G, c.5587-93C>T et c.1537+325A>G) ou bien 

augmentaient la force de sites cryptiques d’épissage pré-existant (c.5999-277G>A, c.5998+941G>A et 

c.2113+1152delA) (58,123–125). 

L’étude de la séquence des 122 pb exonisée dans les transcrits matures de ces deux patients a 

révélé que ce pseudoexon correspondait à une séquence AluY orientée en antisens. Les séquences Alu 

peuvent s’insérer au sein de la séquence codante d’un gène par deux mécanismes principaux. Le 

premier est la rétrotransposition de novo d’une séquence Alu au sein d’un exon. Ce phénomène a été 

décrit à deux reprises chez des hémophiles A sévères (218,254). Le second mécanisme consiste en 

l’exonisation de la séquence Alu, comme cela est le cas dans cette étude. Plus de 90% des séquences 

Alu exonisées responsables de pathologies génétiques sont orientées en antisens (258). Ceci est 

probablement lié au fait que les séquences Alu orientées en antisens possèdent des structures très 

proches d’un site accepteur d’épissage (253). Dans notre cas, la séquence AluY orientée en antisens et 

localisées dans l’intron 13 du gène F8 est épissée au niveau du site accepteur de la position Alu 279 

(site utilisé par 24% des séquences Alu exonisées physiologiquement chez l’Homme) et du site 

donneur de la position Alu 157 (site utilisé par 65% des séquences Alu exonisées physiologiquement 

chez l’Homme) (264,265,271). 

La délétion c.2113+461_2113+473del entraine la perte d’une partie de la queue poly-(T) de la 

séquence AluY de l’intron 13 du gène F8. Récemment, il a été montré que la queue poly-(T) des 

séquences Alu antisens était le site de fixation de l’hnRNP C, une protéine ayant pour fonction la 

protection du génome contre l’exonisation de ces séquences Alu (266,267). Nous avons émis 

l’hypothèse que la délétion c.2113+461_2113+473del pourrait diminuer la fixation de l’hnRNP C et 

donc entrainer l’exonisation de la séquence AluY. Nos analyses in vitro ont montré que l’insertion de 

mutations dans la queue poly-(T) de la séquence AluY (élimination des sites de fixation de l’hnRNP 

C) et l’inhibition de la synthèse d’hnRNP C à l’aide d’un siRNA reproduisaient l’effet de la délétion 
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c.2113+461_2113+473del. Ces résultats confortent grandement notre hypothèse initiale. Un 

mécanisme moléculaire similaire a déjà été décrit dans la littérature chez un patient ayant une 

hyperphénylalaninemie chez lequel la délétion totale de la queue poly-(T) d’une séquence AluSq 

antisens dans l’intron 2 du gène PTS entrainait une exonisation totale de cette séquence AluSq dans les 

transcrits matures (266,272). Dans les deux cas index présentés ici, il est intéressant de remarquer que 

la délétion partielle de la queue poly-(T) est suffisante pour avoir un effet délétère significatif sur la 

production de FVIII. 

De façon surprenante, des délétions de 11 à 13 pb dans la queue poly-(T) de la séquence AluY de 

l’intron 13 du gène F8 ont été retrouvées dans plus de la moitié des familles d’hémophiles A mineurs 

pour lesquelles aucune anomalie génétique n’était connue à ce jour. Avec une prévalence de 6,1 %, 

cette mutation est la plus fréquemment retrouvée chez les hémophiles A mineurs dans notre 

population. Les mutations retrouvées avec des fréquences élevées dans une population sont la 

conséquence soit d’un effet fondateur soit d’un mécanisme moléculaire récurrent (comme cela est les 

cas pour les Inv22 et Inv1). Des effets fondateurs ont déjà été décrits pour plusieurs mutations 

trouvées dans des populations isolées d’hémophiles A (270,273,274). L’analyse des polymorphismes 

intragéniques du gène F8 a montré que tous les patients porteurs de la mutation 

c.2113+461_2113+473del avaient le même haplotype. Cette observation est en faveur d’un effet 

fondateur pour cette délétion. Cependant le fait que les patients portant les mutations 

c.2113+462_2113+473del et c.2113+463_2113+473del ont des haplotypes différents pourrait indiquer 

l’existence d’un mécanisme moléculaire récurrent. Ainsi il serait intéressant de rechercher ces 

anomalies dans d’autres populations d’hémophiles A mineurs. 

En conclusion, dans cette étude nous avons décrit un nouveau mécanisme moléculaire responsable 

d’HA mineure lié à une délétion de 13 T (c.2113+461_2113+473del) dans la queue poly-(T) d’une 

séquence AluY antisens. Du fait de la haute prévalence de ce type d’anomalie dans la population 

française d’hémophiles A, cette délétion doit être spécifiquement recherchée chez tous les patients 

hémophiles A mineurs chez lesquels aucune anomalie génétique n’est mise en évidence lors de 

l’analyse moléculaire de routine du gène F8. 
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7. Annexes 

1. Séquence des amorces utilisées pour l’étude des transcrits ectopiques 

Couple Amorces sens Amorces antisens Taille du 
fragment, pb Exon Séquence Exon Séquence 

A 1 CTTTTGCGATTCTGCTTTAG 9 GCTGAGGGCCATTGTTCAAA 1273 
A1 1 CTTTTGCGATTCTGCTTTAG 5-6 GAGTGCCAACTTTTCCCTTCAT 650 
A2 5 AAGGAAAAGACACAGACCTT 7-8 TCATGTTGGTGGGAAGAGATA 398 
B 7 TTACTGCTCAAACACTCTTG 14 TCATATTTGGCTTCTTGGAG 1561 
B1 7 TTACTGCTCAAACACTCTTG 11 AGTTGGCCCATCTTCTACAGTCACTGTC 686 
B2a 13 TGCCTGACCCGCTATTACTC 14 AGAAGCTTCTTGGTTCAATG 645 
C 14 GATACCATTTTGTCCCTGAA 22 ACATGATGATAAACTGAGAGA 1528 
C1 14 GATACCATTTTGTCCCTGAA 17 CATGGAAGCGATAAT 973 
C2 17 AAAATATGGAAAGAAACTGC 22 ACATGATGATAAACTGAGAGA 636 
D 19 CCTTATTGGCGAGCATCTACA 3’UTR TTGCCTAGTTATATTGGAAG 1254 
D1 22 TTATTCACGGCATCAAGACCC 23 AAATCACAGCCCATCAACTCC 274 
D2 23 CTCCAATTATTGCTCGATACAT 25 CTGGTAAGCAGAGATTTTAC 337 
D3a 24 GCCATTGGGAATGGAGAGTA 3’UTR AGTTAATTCAGGAGGCTTCA 606 
 

Les amorces antisens des couples A, B, C et D ont été utilisés pour la réaction de RT. Les couples 

d’amorces A, B, C et D ont été utilisés pour la première réaction d’amplification. Les couples 

d’amorces A1, A2, B1, B2, C1, C2, D1, D2, D3 ont été utilisés pour la seconde réaction 

d’amplification. a Amorces publiées par El-Maarri et al (209). 

2. Séquence des amorces utilisées pour le séquençage de l’intron 13 du gène F8 et pour la 

construction des minigènes. 

Couple Amorces sens Amorces antisens Taille du 
fragment, pb Position Séquence Position Séquence 

E Intron 12 
(-202) TGGTTTATGACTGTCTCCTCACA Intron 13 

(+770) GCTGAGGGCCATTGTTCAAA 1182 

F Exon 13 AGCATTGGAGCACAGACTGA Intron 13 
(+675) AGACCATCCTGGCTAACACG 810 

G Intron 12 
(-202) 

CTAAACAGCCACATATGTGGTTTA
TGACTGTCTCCTCACA 

Intron 13 
(+770) 

CCCCCCTCGACCATATGCAAAAGAA

GACATTCAGGCTGGGC 1182 

 

Le couple d’amorce E a été utilisé pour l’amplification de la région de l’intron 13 d’intérêt. Le couple 

F a été utilisé pour la réaction de séquençage. Le couple G a été utilisé pour la création des minigènes. 

Les séquences en italique correspondent aux queues spécifiques nécessaires pour la réaction in-fusion. 
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3. Séquence des amorces utilisées pour l’étude des microsatellites  

Primer pair Sequence of forward primer Sequence of reverse primer 
STR1 TTGCAAATGTACAATAGGGCAGT TTCTTGGTTCTGCCTTCTGA 
STR9 TGGACTTCCAACCCCATAGTC CACCATGCCTGGCTAATTCA 
STR13 TGCATCACTGTACATATGTATCTT CCAAATTACATATGAATAAGCC 
STR22 TTCTAAGAATGTAGTGTGTGTG TAATGCCCACATTATAGA 
STR25A AGATCGCGCCATCACATTC AGGGGTAGGCAGGCTTGTTT 
STR25B CAGAACCAATTCCAGAAATCCA GCTCTCTGGGGTCTCTAGGC 
F8_del_IVS13 CTGGAGTGAAATATCTCATTGTGC AAAATTAGCTGGGTGTGGTGG 
 

Les amorces antisens sont marquées par un fluorochrome (FAM). 
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Partie2 : Etude des effets fonctionnels de la mutation c.1611C>A (p.Cys537X) du 

gène THBD. 

 

Why patients with THBD c.1611C>A (p.Cys537X) nonsense mutation have high level of soluble 
thrombomodulin ?  
 
Yohann Jourdy*†, Nathalie Enjolras †, Sandra Le Quellec *†¶, Jean Claude Bordet *†, Claude 
Négrier *†¶, Christine Vinciguerra *†, Yesim Dargaud *†¶ 
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1. Résumé 

Contexte : Notre équipe a récemment décrit une nouvelle pathologie hémorragique caractérisée par la 

présence d’une concentration très élevée de thrombomoduline soluble dans le plasma chez une 

patiente. Cette pathologie se transmet sous le mode autosomique dominant. La mutation du gène 

THBD c.1611C>A (p.Cys537X) a été mise en évidence à l’état hétérozygote chez le propositus. Cette 

mutation entraine la synthèse d’une protéine plus courte dans laquelle les 3 derniers acides aminés du 

domaine transmembranaire ainsi que le domaine intra-cytoplasmique sont manquants. 

Objectif : Déterminer par quels mécanismes la thrombomoduline mutée (p.Cys537X) est libérée dans 

la circulation sanguine. 

Matériels et méthodes : un plasmide contenant l’ADNc du gène THBD (TM-WT) a été muté par 

mutagénèse dirigée pour créer la mutation c.1611C>A (TM1-536) ainsi que différents mutants de la 

thrombomoduline (TM1-515, TM1-525, TM1-529 et TM1-537) possédant des domaines transmembranaires de 

taille variable. Des cellules COS-1 ont été transitoirement transfectées avec ces plasmides. L’effet des 

forces de cisaillement, de certaines protéases et de certains agents réducteurs sur la libération de 

thrombomoduline dans les surnageants cellulaires a été évalué. 

Résultats : les analyses par western-blot et par immunofluorescence ont montré que la TM1-536 était 

synthétisée par les cellules COS-1 et qu’une certaine fraction était présente à la surface des cellules. 

Un taux de thrombomoduline soluble significativement plus élevé a été observé dans les surnageants 

de cellules exprimant la TM1-536 en comparaison avec les cellules exprimant la TM-WT 

(respectivement 56,3 vs 8,8 ng/ml, p=0,001). La libération de la TM1-536 dans les surnageants 

cellulaires était diminuée de 75% lorsque les cellules étaient cultivées en présence d’inhibiteurs de 

métalloprotéases. Aucune différence sur la libération de TM1-536 et TM-WT n’a été observée après 

exposition des cellules à différentes concentrations de cathépsine, élastase et de plusieurs agents 

réducteurs ainsi qu’à d’importantes forces de cisaillement (5000s-1). Un taux significativement plus 

élevé de thrombomoduline a été observé dans les surnageants de cellules exprimant les TM1-515, TM1-

525, TM1-529 par rapport à la TM-WT (p<0,05) 
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Conclusion : le mécanisme moléculaire responsable de la libération de la TM1-536 est complexe et non 

complètement élucidé : une plus grande sensibilité au clivage par les métalloprotéases ainsi qu’une 

anomalie de biosynthèse liée à la diminution de la taille du domaine transmembranaire pourraient 

expliquer les très haut taux de thrombomoduline soluble observés chez les patients porteurs de la 

mutation c.1611C>A. 
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1. Rappels bibliographiques sur la thrombomoduline  

La thrombomoduline (TM, CD141) est une protéine transmembranaire qui a été décrite la 

première fois en 1981 en tant que cofacteur de la thrombine pour l’activation de la protéine C (PC) 

(275). Depuis sa découverte, il a été démontré que cette protéine intervenait dans de nombreux 

processus physiologiques et pathologiques. 

1. Expression de la thrombomoduline 

La thrombomoduline est présente à la surface des cellules endothéliales de tous les vaisseaux 

sanguins (artères, veines, capillaires) et lymphatiques. Elle est aussi exprimée au niveau du 

syncytiotrophoblaste (276). De nombreuses autres cellules expriment la TM à leur surface, parmi 

lesquelles : les kératinocytes, les astrocytes, les cellules mésothéliales, les ostéoblastes, les monocytes, 

les chondrocytes et les cellules épithéliales alvéolaires (277). 

2. Structure de la thrombomoduline 

La TM est codée par le gène THBD localisé sur le chromosome 20 (20p11.21). Ce gène s’étend 

sur environ 4kb et est composé d’un unique exon (absence d’intron). La TM est synthétisée sous la 

forme d’une chaine peptidique de 575 acides aminés (aa). Après l’élimination du peptide signal (18 

aa), la protéine mature est constituée d’une chaine polypeptidique de 557 aa. Cette protéine est divisée 

en 5 domaines (TMD) distincts (Figure 47). 

La région N-terminale de la TM (résidus 1-222, TMD1) contient une région (résidus 1-155) 

présentant une très forte homologie avec les lectines de type C. Néanmoins le site de liaison au Ca2+ et 

le domaine de reconnaissance des sucres, caractéristique des lectines, sont absents. Ce domaine est 

globulaire et est situé de manière idéale (au contact du plasma) pour interagir avec de nombreuses 

molécules en circulation. Ce domaine n’a aucune fonction anticoagulante mais joue un rôle important 

dans l’inflammation, l’adhésion cellulaire et la prolifération cellulaire. 

Le domaine suivant (TMD2) est composé de 6 répétitions de type EGF (epidermal growth factor). 

Les fonctions des deux modules EGF en position C-terminale (EGF 1et 2) sont inconnues. Les 4 
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autres répétions (EGF 3, 4, 5 et 6) sont nécessaires à l’activation de la PC et de l’inhibiteur de la 

fibrinolyse activable par la thrombine (TAFI). 

Le troisième domaine de la TM (TMD3) est une région riche en sérines et thréonines contenant 4 

sites potentiels d’O-glycosylation. Une chaine de sulfate de chondroïtine (chaine composée d’environ 

une vingtaine de disaccharides et terminée par un trisaccharide) est fixée dans cette région (278). 

Le quatrième domaine (TMD4) est le domaine transmembranaire et le domaine C-terminal de la 

TM (TMD5) est intracellulaire. Ce domaine comprend une seule cystéine qui est impliquée dans la 

polymérisation de la molécule (279). Ce domaine n’est pas très conservé entre les espèces. 

 

Figure 47 : structure de la thrombomoduline (277). CTLD : domaine de lectine de type C ; EGF : domaine de type 
epidermal growth facteur ; CS : chaine de sulfate de chondroïtine. 

 

3. La thrombomoduline soluble 

Une forme soluble de la TM (sTM) est présente dans le plasma et l’urine (280). La sTM est 

produite à partir de la TM présente à la surface des cellules endothéliales par clivage chimique ou 

enzymatique (281–283) souvent à la suite de dommages vasculaires liés à un contexte inflammatoire 

(infection, sepsis). Le taux de sTM dans le plasma est très faible (proche de 10 ng/ml) chez un 
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individu sain (280). Le taux de sTM circulant augmente significativement dans de nombreuses 

pathologies entrainant des lésions vasculaires (coagulation intravasculaire disséminée, purpura 

thrombotique thrombocytopénique, microangiopathie diabétique) (284) c’est pourquoi le taux de sTM 

est parfois utilisé comme marqueur de lésion vasculaire (285). 

4. Fonctions biologiques de la thrombomoduline 

a) Propriétés anticoagulantes 

Les fonctions anticoagulantes de la TM sont liées à la formation du complexe TM/thrombine. La 

TM exprimée à la surface des cellules endothéliales peut former un complexe de haute affinité avec la 

thrombine (kd = 0,5 nM). Du fait de la très grande abondance de la TM dans la microcirculation, la 

majorité de la thrombine formée dans la circulation sanguine en dehors d’une brèche vasculaire est liée 

à la TM. Au sein du complexe TM/thrombine, la thrombine perd ses capacités : 

- d’activation des plaquettes : inhibition de l’interaction entre la thrombine et le récepteur 

plaquettaire de la thrombine (PAR-1) 

- de transformation du fibrinogène en fibrine 

- d’activation des co-facteurs V et VIII.  

A l’inverse sa capacité à activer la PC est exacerbée (X1000). Du fait de la grande surface 

endothéliale présente dans les capillaires, l’activation de la PC dans les capillaires est très efficace. A 

l’inverse, dans les vaisseaux de plus gros calibre, le rapport surface endothéliale/volume sanguin est 

plus faible et la liaison de la PC à son récepteur endothélial (EPCR) permet d’augmenter l’activation 

de la PC par le complexe TM/thrombine par un facteur 6 à 20 (286,287). L’activation de la PC est 

aussi amplifiée par un facteur 25 par le facteur 4 plaquettaire (PF4) sécrété par les plaquettes activées. 

Le PF4 se lie au niveau du domaine Gla de la PC et favorise la liaison et l’activation de la PC par le 

complexe TM/thrombine (288). La PC activée (PCa), en association avec son co-facteur la protéine S, 

inhibe la boucle d’amplification de la thrombine en dégradant par clivage protéolytique les co-facteurs 

Va et VIIIa.  
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L’activité anticoagulante de la TM est portée par les domaines TMD2 et TMD3. La région 

minimale pour l’activation de la PC comprend les domaines EGF 4, 5 et 6. Les domaines EGF 5 et 6 

interviennent dans la formation du complexe TM/thrombine (289). L’activation de la PC requiert les 

domaines EGF 4 et TMD3. La présence des groupes chondroïtine sulfate au niveau du TMD3 favorise 

l’activation de la PC par le complexe TM/thrombine (290). Ceci pourrait être lié à l’interaction entre 

les groupes chondroïtine sulfate et l’exosite I de thrombine (région affine pour les molécules chargées 

négativement). 

b) Propriétés anti-fibrinolytiques 

L’activation du TAFI par la thrombine est multipliée par 3 en présence de TM (291). Il a été 

montré que la fraction soluble de la TM participe aussi à l’activité anti-fibrinolytique de la TM (292). 

Le TAFI activé (TAFIa) clive les résidus lysines et arginines C-terminaux de la fibrine. L’élimination 

de ces résidus diminue la capacité de la fibrine à catalyser l’activation du plasminogène conférant ainsi 

au caillot de fibrine une certaine résistance à la fibrinolyse (293). Les régions EGF3, 4, 5 et 6 de la TM 

sont nécessaires à l’activation du TAFI par le complexe TM/thrombine. A l’inverse de son action sur 

la génération de PCa, le PF4 inhibe la génération de TAFIa par le complexe TM/thrombine (294). Une 

autre fonction anti-fibrinolytique du complexe TM/thrombine est la dégradation de l’activateur du 

plasminogène de type urokinase (uPA) (295–298).  

c) Propriétés anti-inflammatoires 

Le système de la PC est un acteur important de la réponse inflammatoire de l’hôte contre les 

infections (299,300). La PC activée par le complexe TM/thrombine peut moduler la réponse des 

cellules endothéliales et des cellules immunitaires à différents stimulus inflammatoires. Ainsi, la PCa 

peut réguler la production de cytokine par les monocytes, inhiber les voies de signalisation pro-

inflammatoires dans les cellules endothéliales et entrainer l’activation de gènes cytoprotecteurs dans 

les endothéliums (301–303). Deux mécanismes moléculaires ont été décrits pour expliquer les 

propriétés anti-inflammatoires de la PCa. Le premier consiste en une activation des récepteurs PAR-1 

présents à la surface des cellules endothéliales par le complexe PCa/EPCR. La stimulation du 

récepteur PAR-1 active des voies de signalisation aboutissant à l’activation de gènes anti-
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inflammatoires et anti-apopotiques (304). Le second mécanisme est indépendant des récepteurs PAR-1 

et implique la translocation au niveau du noyau des cellules du complexe PCa/EPCR entrainant 

l’activation de différents gènes aux propriétés anti-inflammatoires et cytoprotectives (305). 

En plus de ces propriétés anti-inflammatoires indirectes liées à l’activation de la PC par le 

complexe TM/thrombine, la TM possède aussi une activité anti-inflammatoire directe via son domaine 

TMD1 (domaine N-terminal de type lectine) (306). Ce domaine a un rôle de protection de 

l’endothélium vasculaire conte les stimuli pro-inflammatoires et diminue la liaison des cellules 

immunitaires au niveau de l’endothélium notamment en inhibant l’expression de molécules d’adhésion 

telles que ICAM-1. 

L’expression de la TM à la surface des cellules endothéliales est diminuée dans de nombreuses 

pathologies associées à une forte réaction inflammatoire telles que les sepsis et l’athérosclérose (307). 

Plusieurs mécanismes sont impliqués dans cette diminution de l’expression de la TM en contexte 

inflammatoire : l’inhibition de la transcription du gène de la TM induit par certaines cytokines, 

l’oxydation du domaine extracellulaire de la TM ou la libération de sTM à partir de la TM 

membranaire par clivage protéolytique par certaines enzymes (élastase et cathepsine) (281,308–310). 

d) Propriétés anti-prolifératives 

Des études ont montré que la TM avait une activité anti-proliférative sur les cellules musculaires 

lisses et les cellules endothéliales (311,312). Il a aussi été montré que le niveau d’expression de la TM 

à la surface de cellules tumorales était inversement proportionnel à leur prolifération (313).
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2. Introduction 

Récemment, plusieurs équipes indépendantes ont décrit une nouvelle pathologie hémorragique 

chez des patients porteurs à l’état hétérozygote de la mutation du gène THBD c.1611C>A 

(p.Cys537X). (130–133). Cette pathologie se transmet sous le mode autosomique dominant. Cette 

mutation entraine la synthèse d’une protéine tronquée des 3 derniers aa du domaine transmembranaire 

et de la totalité domaine intracytoplasmique de la TM. 

L’objectif de ce travail a été de déterminer par quels mécanismes la TM est libérée dans la 

circulation sanguine chez les patients porteurs de la mutation THBD c.1611C>A. 

3. Matériels et méthodes 

1. Vecteurs plasmidiques 

Plusieurs constructions plasmidiques ont été produites pour réaliser ce travail. L’ADNc du gène de 

la TM a été cloné dans le plasmide pCDNA3.1 (TM-WT). Les autres constructions ont été créées par 

mutagénèse dirigée en utilisant le kit Quickchange XL mutagenesis (Stratagene). La seconde 

construction (TM- TM1-536) contient l’ADNc total de la TM avec la mutation c.1611C>A 

(p.Cys537X). Les constructions TM1-515 (p.Gly516X), TM1-525 (p.Leu526X), TM1-529 (p.Val530X), 

TM1-537 (p.His538X) correspondent à des TM mutantes ayant des domaines transmembranaires de 

taille variable. 

2. Expression cellulaire des variants de la thrombomoduline 

Des cellules COS-1 (ATCC, CRL-1650) ont été cultivées à 37°C sous 5% de CO2 dans du milieu 

IMDM en présence de 10% de SVF et 1% de pénicilline et streptomycine. 5,2X104 cellules/cm2 ont été 

ensemencées dans des plaques 6 ou 24 puits et transfectées transitoirement à l’aide du réactif X-

tremeGENE9 DNA (Roche molecular diagnostics) pré-incubé avec 0,2μg de plasmide pour 1X105 

cellules dans du milieu IMDM sans SVF. L’analyse de l’expression des différents mutants de la TM a 

été réalisée 36 ou 48h après transfection.  
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3. Western-blot 

Trente-six heures après transfection, les surnageants cellulaires ont été éliminés et remplacés par 

du milieu IMDM sans SVF puis les cellules ont été incubées une nuit à 37°C. Le lendemain, les 

surnageants cellulaires ont été récoltés, centrifugés et conservés à -20°C. Après deux lavages en DPBS 

1X les tapis cellulaires ont été lysés par un tampon de lyse (HEPES pH 7.5 50mM, KCl 0.1M, MgCl2 

2mM, Triton X-100 0.5%) contenant un inhibiteur de protéase (Complete Mini) 20 minutes dans la 

glace. Après centrifugation, les lysats cellulaires ont été conservés à -20°C. 

Avant utilisation, les surnageants cellulaires ont été concentrés à l’aide du kit Amicon Ultra 

0,5mL centrifugal filter 10K (Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland). Après migration sur un gel 

SDS-PAGE 10% et transfert, la TM a été visualisée dans les lysats cellulaires et les surnageants de 

culture à l’aide d’un anticorps monoclonal anti-TM humaine (anti-thrombomodulin antibody [PBS-02] 

ab7640, Abcam) dilué au 1/3000 et un anticorps secondaire polyclonal anti-souris couplé à une 

peroxidase (Goat Anti-Mouse IgG (H+L)-HRP Conjugate, Hercules, CA, USA). La révélation par 

chimiluminescence a été réalisée à l’aide du kit Immun-Star™ (Western C™ Chemiluminescent, 

BioRad, Hercules, CA, Etats-Unis). 

4. Dosage de la thrombomoduline par ELISA 

La concentration de TM dans les surnageants et les lysats cellulaires a été déterminée à l’aide 

du Kit ELISA de chez Abcam. 

5. Etude de l’action de protéases et d’agents chimiques sur la libération de TM 

L’action de différentes protéases et agents chimiques sur la libération de TM dans le milieu 

cellulaire a été testée. Les cellules COS-1 ont été cultivées en plaques 24 puits puis 48h après 

transfections les surnageants cellulaires ont été éliminés et remplacés par exactement 250 μl de milieu 

IMDM sans SVF contenant soit une protéase soit un agent chimique. Les surnageants cellulaires ont 

été récoltés à 30, 60 et 90 minutes, centrifugés puis congelés. Les protéases testées étaient : la 

cathepsine G (ICN biochemicals, GmbH, Eschwege, allemagne) et l’élastase (Sigma-Aldrich, Saint 

Louis, MI, USA) aux concentrations 1μg/ml, 2,5 μg/ml et 5μg/ml. Les agents chimiques (Sigma-
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Aldrich) testés étaient le L-Gluthation réduit (GSH), le peroxyde d’hydrogène et la N-acétylcystéine 

(NAC). Un inhibiteur de métalloprotéase a aussi été utilisé : le GM6001 (Calbiochem, San Diego, CA, 

Etats-Unis). 

6. Etude de la libération de TM en présence de forces de cisaillement 

L’effet des forces de cisaillement sur la libération de TM a été évalué. Les cellules COS-1 ont été 

cultivées en plaques 24 puits puis 48h après transfection, les cellules ont été soumises à des forces de 

cisaillement (5000s-1) reproduisant les conditions existantes dans les capillaires pendant différents 

temps (0, 2, 5 et 10 minutes). Ces forces ont été appliquées à l’aide d’un viscosimètre de type cône et 

plan. Les concentrations de TM dans les surnageants cellulaires ont ensuite été déterminées par 

ELISA. 

7. Marquage des tapis cellulaire par immunofluorescence 

L’expression cellulaire de la TM à la surface des cellules après transfection a été vérifiée par 

immunoflurescence. Les cellules COS-1 ont été cultivées dans des cellules Labtek (Nalge Nunc, 

Naperville, USA). Quarante-huit heures après transfection, le surnageant cellulaire a été éliminé, les 

cellules ont été lavées avec du PBS et fixées avec du paraformaldéhyde à 4% pendant 15 min à 

température ambiante. Après trois lavages en PBS, les cellules ont été saturées avec du milieu IMDM 

contenant 0,5% de BSA pendant 30 min. Ensuite la TM présente à la surface des cellules a été 

marquée à l’aide d’un anticorps monoclonal de souris anti-TM (Abcam) dilué au 1/1000 dans du 

milieu IMDM 0,5% de BSA (1h d’incubation à température ambiante). Les membranes cellulaires ont 

été marquées à l’aide d’agglutinines conjuguées à l’Alexa Fluor 594® (Wheat Germ Agglutinin 

conjugate, Invitrogen, Carlsbad, USA) diluées (5μg/ml) dans du milieu IMDM 0,5% de BSA (10 min 

d’incubation à température ambiante). Après 3 lavages en PBS, les cellules ont été incubées en 

présence d’un anticorps secondaire anti-souris conjugué à l’Alexa Fluor 488® (Invitrogen) dilué au 

1/800 dans du milieu IMDM 0.5% de BSA (30 min d’incubation à température ambiante). Après trois 

lavages, les puits ont été séchés puis la lame a été montée. Un microscope Leica SP5 X (Leica, 

Wetzlar, Allemagne) a été utilisé pour réaliser les images d’immunofluorescence. 
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8. Test de génération de thrombine 

L’activité de la TM présente dans les surnageants de culture cellulaire a été évaluée en 

mesurant la diminution de la génération de thrombine d’un plasma pauvre en plaquettes (PPP) témoin. 

Les générations de thrombine ont été mesurées par la méthode CAT (Calibrated Automated 

Thrombography , Stago, Asnières, France). Dans une plaque de 96 puits (Greiner, Poitiers, France) ont 

été mélangés 80 μl de plasma pauvre en plaquettes (PPP) témoin, 10 μl d’un mélange contenant du 

facteur tissulaire (1pM) et des phospholipides (concentration finale 4μM, composition : 20% 

phosphatidylsérine, 20% phosphatidyléthanolamine, 60% phosphatidylcholine, Avanti Polar lipids, 

Alabaster, AL, Etats-Unis) et 10μl de surnageant cellulaire. Après ajout de 20 μl de réactif contenant 

du calcium et un substrat fluorescent de la thrombine (FluCa). La fluorescence émise à 460 nm 

(longueur d’onde d’excitation 390 nm) a été suivie au cours du temps. La courbe de génération de 

thrombine et le calcul des différents paramètres ont été réalisés par le logiciel Trombinoscope version 

3.0.0.26 (Thrombinoscope BV). Le principal paramètre utilisé dans ce travail est le potentiel endogène 

de thrombine (ETP). L’ETP correspond à l’aire sous la courbe de génération de thrombine et il a déjà 

été démontré que ce paramètre est mieux corrélé aux phénotypes cliniques de patients atteints de 

pathologies hémorragiques que les tests standards de coagulation (314,315). 

9. Analyse statistique des résultats 

L’analyse statistique des résultats a été réalisée à l’aide du logiciel GraphPad Prism Instat 3.0 (La 

Jolla, CA, Etats-Unis). Les résultats sont présentés sous la forme de moyenne (m) +/- écart-type (sd). 

La comparaison entre les moyennes a été effectuée à l’aide du test t de Student. Une valeur de p < 0,05 

a été considérée comme statistiquement significative. 

4. Résultats 

Expression cellulaire du mutant TM1-536 (p.Cys537X) dans les cellules COS-1 

La mutation THBD c.1611 C>A (p.Cys537X) entraine la synthèse d’une protéine tronquée ayant 

perdu à la fois les 3 derniers aa du domaine transmembranaire et le domaine intracellulaire. La TM-

WT et la TM1-536 ont été transitoirement transfectées dans des cellules COS-1. Quarante-huit heures 
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après transfection, des western-blots ont été réalisés sur les lysats cellulaires et les surnageants 

cellulaires. Une bande de 100 kDa correspondant à la TM a été détectée dans les lysats des cellules 

exprimant la TM-WT ou la TM1-536 (Figure 48A). Les quantités de TM présente dans les lysats 

cellulaires étaient similaires (211 +/- 7 vs 220+/-5 ng.ml-1 respectivement pour la TM-WT et la TM1-

536, p = 0,37 ; Figure 48B). Cependant des taux de TM significativement plus élevés ont été observés 

dans les surnageants cellulaires des cellules exprimant la TM1-536 par rapport à celles exprimant la TM-

WT (56,3 +/- 5,2 vs 8, 8 +/- 1,6 ng.ml-1 respectivement ; Figure 48B). Ces résultats ont été confirmés 

par des western-blots réalisés sur les surnageants cellulaires. Une bande unique de 75-100 kDa 

correspondant à la TM1-536 a été observée. Aucune bande n’est présente sur le western-blot pour la 

TM-WT (Figure 48C). Ces résultats démontrent que la TM1-536 est correctement synthétisée par les 

cellules COS-1 transfectées et qu’une fraction de la TM1-536 est sécrétée dans le milieu extracellulaire. 

 

Figure 48 : Expression cellulaire des TM-WT et TM1-536 (p .Cys537X). A : western-blot en condition réductrice réalisé sur 
les lysats cellulaires des cellules transfectées par le plasmide codant la thrombomoduline naturelle (TM-WT), la 
thrombomoduline mutée c.1611C<A (p.Cys537X, TM1-536) ou des cellules non transfectées (NT). B : Dosage par ELISA de 
la thrombomoduline présente dans les surnageants et les lysats cellulaires. C : western-blot en condition réductrice réalisé sur 
les surnageants cellulaires des cellules transfectées par le plasmide codant la thrombomoduline naturelle (TM-WT), la 
thrombomoduline mutée c.1611C<A (p.Cys537X, TM1-536) ou des cellules non transfectées (NT). D : Mesure de l’activité 
anticoagulante de la thrombomoduline présente dans les surnageants de culture cellulaire. Cette activité a été évaluée en 
mesurant la diminution de la génération de thrombine d’un plasma pauvre en plaquettes témoin en présence de surnageant 
cellulaire. 

L’expression à la surface des cellules COS-1 des TM-WT et TM1-536 a été étudiée par 

immunofluorescence. Deux marquages ont été utilisés : le premier pour la TM (Alexa Fluor 488®) et le 
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second pour la membrane cellulaire (Alexa Fluor 594®). Les différentes images obtenues avec ces 

marquages sont présentées au niveau de la Figure 49. La présence d’un double marquage (zone jaune) 

indique l’expression des TM-WT et TM1-536 à la surface des cellules COS-1 transfectées. Ce résultat 

confirme qu’une fraction de la TM1-536 est ancrée dans la membrane plasmique tandis qu’une autre 

fraction de ce variant de la TM est sécrété dans le milieu extracellulaire. 

 

 

Figure 49 : Analyse par immunofluorescence de la thrombomoduline à la surface des cellules COS-1. Les cellules 
COS-1 ont été transitoirement transfectées par les plasmides TM-WT et TM1-536, incubées pendant 48 h puis marquées par 
immunofluorescence. Les noyaux cellulaires ont été marqués par du DAPI (bleu). Les membranes plasmiques ont été 
marquées par une agglutinine couplée à l’Alexa Fluor 594® (rouge) et la TM par un anticorps couplé à l’ l’Alexa Fluor 488® 
(vert). La superposition des différentes images montre que la TM-WT et la TM1-536 sont exprimées à la surface des cellules 
COS-1 (jaune). NT : cellules non transfectées. 

La TM1-536 sécrétée conserve son activité anticoagulante 

L’activité anticoagulante de la TM sécrétée a été évaluée en mesurant la diminution de la 

génération de thrombine d’un plasma contrôle (ETP : 1291 nM.min) lors de l’ajout de 10 μl de 

surnageant de cellules exprimant soit la TM-WT soit la TM1-536 (Figure 48 D). Aucune diminution 
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significative de la génération de thrombine n’a été observée lors de l’ajout de 10μl de surnageant de 

cellules non transfectées ou de cellules exprimant la TM-WT à 80μl de PPP témoin (ETP = 1269 et 

1204 nM.min respectivement). A l’inverse, une diminution de 54 % de l’ETP a été observée lorsque le 

surnageant des cellules exprimant la TM1-536 a été mélangé au PPP témoin (ETP = 595 nM.min). Ces 

résultats démontrent que la fraction sécrétée de la TM1-536 conserve son activité anticoagulante. 

La TM1-536 n’est pas plus sensible à l’action de certaines protéases et des agents réducteurs. 

Une faible concentration de sTM est présente physiologiquement dans le plasma. Cette fraction est 

issue du clivage protéolytique ou chimique de la TM présente à la surface des cellules endothéliales. 

Nous avons émis l’hypothèse que la TM1-536, du fait de la présence d’un domaine transmembranaire 

raccourci, pourrait avoir une plus grande sensibilité au clivage par les protéases ou par les agents 

chimiques. Quarante-huit heures après transfection, le milieu cellulaire a été éliminé et remplacé par 

un milieu sans SVF contenant différentes concentrations de protéases (cathepsine G et élastase : 1, 2,5 

et 5 μg.ml-1) ou d’agents chimiques réducteurs (NAC 10 mM, H2O2 2mM et GSH 5 mM). La 

libération de TM dans les surnageants cellulaires a été mesurée après 30, 60 et 90 minutes 

d’incubation à 37°C. La TM-WT et la TM1-536 sont rapidement libérées dans le surnageant cellulaire 

en présence de cathepsine G et d’élastase. Un relargage important de ces deux protéines est détecté dès 

30 minutes d’incubation en présence de protéase (Figure 50 A à D). La majorité de la TM est 

retrouvée dans les surnageants cellulaires après 1 h d’exposition aux protéases. La concentration dans 

les milieux cellulaires de TM1-536 est inférieure à celle de TM-WT car une partie de la TM1-536 a été 

sécrétée spontanément dans le surnageants cellulaire avant l’incubation avec les protéases, et cette 

fraction a été éliminée lors du changement de milieu. L’incubation des cellules COS-1 en présence 

d’agents réducteurs entraine la libération de TM-WT et de TM1-536 de façon équivalente (Figure 50 E 

et F).  
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Figure 50 : libération de thrombomoduline dans les surnageants cellulaires sous différentes conditions. Les 
concentrations de thrombomoduline dans les surnageants cellulaires ont été mesurées par ELISA. A à D : impact de la 
présence de protéases sur la libération de thrombomoduline. Les cellules transfectées ont été incubées différents temps en 
présence de cathepsine G (1, 2,5, 5 μg.ml-1) ou d’élastase (1, 2,5, 5 μg.ml-1). E et F : impact de la présence d’agents 
chimiques réducteurs sur la libération de thrombomoduline. . Les cellules transfectées ont été incubées différents temps en 
présence de peroxyde d’hydrogène (H2O2 2mM), de N-acétyl-L-cysrtéine (NAC, 10 mM) et de glutathion réduit (GSH, 
5mM). G : Impact de la présence de GM60001, un inhibiteur à large spectre de métalloprotéases, sur la libération de TM-WT 
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et TM1-536. Après transfection, les cellules COS-1 ont été incubées 48h en présence de GM6001 (20μM). Les résultats sont 
présentés sous la forme d’une moyenne +/- l’écart type (n >3). *p < 0,05. H: libération de thrombomoduline après exposition 
des cellules COS-1 à des forces de cisaillement. Quarante-huit heures après transfection, les cellules COS-1 ont été exposées 
à des forces de cisaillement (5000 s-1) à l’aide d’un viscosimètre de type « cône et plan » pendant 0, 2, 5 et 10 minutes. La 
concentration de thrombomoduline dans les surnageants cellulaires a été ensuite mesurée pour en évaluer la libération. 

L’inhibiteur de métalloprotéases GM6001 diminue de manière importante la libération de TM1-

536 dans les surnageants de culture. 

Il a été décrit que plusieurs métalloprotéases sont impliquées dans le clivage protéolytique des 

domaines extracellulaires des protéines transmembranaires. Afin d’évaluer le rôle des métalloprotéases 

dans la libération de TM1-536, des cellules transfectées ont été cultivées en présence de GM6001 

(20μM), un inhibiteur à large spectre de métalloprotéases (ADAMs et métalloprotéases matricielles ; 

MMP). Quarante-huit heures après transfection, la libération de TM dans les surnageants cellulaires a 

été mesurée. Une diminution de 75 % de la libération de TM1-536 a été observée dans le cas des cellules 

cultivées en présence de GM6001 (Figure 50 G). Cependant la concentration de sTM reste 

significativement plus élevée dans les surnageants de cellule exprimant la TM1-536 que celles exprimant 

la TM-WT. Ainsi, il semblerait que l’une des raisons de l’importante libération de la TM1-536 soit liée à 

l’action de métalloprotéases. 

Les forces de cisaillement n’entrainent pas de libération de la TM1-536 dans le milieu 

extracellulaire. 

La TM est très fortement exprimée au niveau de l’endothélium de vaisseaux sanguins soumis à de 

très grandes forces de cisaillement tels que les capillaires sanguins (2000 à 5000 s-1). Nous avons émis 

l’hypothèse que la présence d’un domaine transmembranaire de taille réduite pourrait être responsable 

d’une anomalie d’ancrage de la protéine dans la membrane cytoplasmique et donc que la TM1-536 soit 

libérée dans la circulation sanguine sous l’action des forces de cisaillement. Afin de vérifier notre 

hypothèse, 48h après transfection, des cellules COS-1 ont été soumises à des forces de cisaillement 

(5000s-1) pendant différents temps (0, 2, 5, 10 minutes) puis nous avons mesuré par ELISA les 

concentrations de sTM dans les surnageants cellulaires. Aucune augmentation significative de la 

concentration de TM n’a été mise en évidence après exposition des cellules aux forces de cisaillement 

(p = 0,229 pour la TM-WT et p = 0,078 pour la TM1-536 ; Figure 50 H). 
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La libération spontanée de TM dans les surnageants cellulaires est dépendante de la taille du 

domaine intramembranaire. 

Dans l’objectif d’étudier la relation existante entre la taille du domaine transmembranaire résiduel 

et la libération spontanée de TM dans les surnageants cellulaires, 5 TM mutantes ayant des domaines 

transmembranaires de taille variable (allant de l’absence totale de domaine transmembranaire pour la 

TM1-515 à un domaine transmembranaire complet pour la TM-WT) ont été exprimé dans des cellules 

COS-1 (Figure 51 A). Quarante-huit heures après transfection, les concentrations de sTM dans les 

surnageants cellulaires ont été déterminées par ELISA (Figure 51 B). Des concentrations plus élevées 

de sTM ont été observées pour les variants TM1-536 (618 +/- 8 ng.ml-1), TM1-533 (1366 +/- 303 ng.ml-1), 

TM1-525 (688 +/- 33 ng.ml-1) et TM1-515 (1395 +/- 164 ng.ml-1) en comparaison aux taux de sTM 

observés pour les variants TM-WT (62 +/- 4 ng.ml-1, p < 0,05). Aucune différence n’a été trouvée 

entre les variants TM-WT et TM1-537 (62 +/- 4 vs 75 +/- 4 ng.ml-1, p = 0.0612). 

 

Figure 51 : Relation entre la taille du domaine transmembranaire et la libération de thrombomoduline dans les 
surnageants cellulaires. A : représentation schématiques des différentes thrombomodulines mutantes étudiées. B : libération 
spontanée de thrombomoduline dans les surnageants de cellules exprimant les différents mutants testés. aa : acides aminés. 

Ces résultats montrent que la taille du domaine transmembranaire est un élément important de 

l’ancrage de la TM dans la membrane cytoplasmique. La réduction de la taille du domaine 

transmembranaire entraine des anomalies d’ancrage des protéines se traduisant par une libération 



176 
 

spontanée de la TM dans le milieu extracellulaire de manière indépendante de tous les autres 

paramètres. 

5. Discussion  

La plupart des mutations du gène THBD ont été décrites chez des patients ayant des maladies 

thrombo-emboliques veineuses ou des syndromes hémolytiques et urémiques atypiques (316–318). 

Récemment, deux équipes indépendantes ont décrit une nouvelle maladie hémorragique de 

transmission autosomique dominante chez des patients porteurs de la mutation THBD c.1611C>A 

(p.Cys536X) (130,131). Cette mutation est associée à la présence d’une concentration très élevée de 

sTM dans le plasma des patients. Il a été démontré que cette concentration importante de sTM était 

responsable d’une augmentation de la génération de PCa entrainant la dégradation très rapide des 

FVIIIa et FVa ainsi qu’une diminution de la génération de thrombine chez les propositus. L’objectif de 

cette étude a été de déterminer les mécanismes moléculaires impliqués dans la libération dans la 

circulation de la TM chez les patients porteurs de la mutation THBD c.1611C>A. 

La mutation THBD c.1611C>A entraine la production d’un TM tronquée dans son domaine 

transmembranaire (perte des 3 derniers acides aminés du domaine transmembranaire ainsi que la 

totalité du domaine intracellulaire) (130,131). Dans un premier temps, nous avons voulu si savoir la 

TM1-536 était correctement exprimée par les cellules endothéliales. Pour cela, nous avons développé un 

modèle d’expression cellulaire de variant de la TM dans des cellules COS-1. Les résultats des western-

blot et des dosages ELISA réalisés dans les lysats de cellules transfectées par des vecteurs 

plasmidiques codant la TM1-536 et la TM-WT ont montré que ces deux protéines étaient exprimées de 

manière équivalente par les cellules COS-1. De plus, nous avons démontré par marquage 

immunofluorescent que les TM1-536 et TM-WT étaient ancrées à la surface des cellules transfectées. 

Cependant, un taux significativement plus élevé de sTM a été observé dans les surnageants de cellules 

exprimant la TM1-536 par rapport à celle exprimant la TM-WT. Ces résultats suggèrent que la TM1-536 

est en partie sécrétée dans le domaine extracellulaire. Ces données in vitro sont en accord avec les 

observations in vivo montrant à la fois la présence d’une quantité importante de sTM dans le plasma 

des patients porteurs de la mutation c.1611C>A ainsi qu’une diminution de l’expression de la TM à la 
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surface des cellules endothéliales (observation réalisée sur une biopsie de tissus ovarien) (131). Dans 

cette étude, nous avons aussi démontré que la TM1-536 libérée dans le milieu extracellulaire conservait 

son activité anticoagulante. Ce résultat est conforté par les phénotypes hémorragiques présents chez 

les patients ainsi que par les données des études des relations structure/activité de la TM qui ont 

montré que l’activité anticoagulante de la TM est portée par les domaines EGF 4, 5 et 6 (319). 

En plus de son activité anticoagulante liée à la génération de PCa, le complexe TM/thrombine 

a aussi une activité antifibrinolytique liée à l’activation du TAFI (293). La génération de TAFIa par le 

complexe TM/thrombine nécessite la présence des domaines EGF 3 à 6 qui sont intacts sur la TM1-536 

(277). Il a été montré que la sTM présente dans la circulation des patients porteurs de la mutation 

c.1611C>A a une activité antifibrinolytique intacte (133). Cependant, il est probable que la très faible 

génération de thrombine observée chez les propositus limite les capacités du complexe TM/thrombine 

à activer le TAFI et donc que cette activité antifibrinolytique ne soit pas suffisante pour contrecarrer 

l’activité anticoagulante de la sTM. 

Dans les conditions physiologiques, la sTM est présente en faible concentration dans la circulation 

et est issue du relargage de la TM exprimée à la surface des cellules endothéliales. La libération 

d’ectodomaine (relargage dans le milieu extracellulaire de domaines extracellulaires de protéines 

exprimées à la surface des cellules) est un mécanisme utilisé par les cellules pour réguler 

sélectivement l’expression de protéines de surface (320). Dans le cas de la TM, les enzymes 

impliquées dans ce phénomène (les sheddases) sont inconnues mais des données in vitro semblent 

indiquer que plusieurs métalloprotéases appartenant aux familles ADAMs et MMP sont impliquées 

(283). Nous avons émis l’hypothèse que les taux très élevés de sTM présents dans les sérums de 

patients porteurs de la mutation c.1611C>A étaient liés à une plus grande sensibilité de la TM1-536 aux 

sheddases. L’utilisation d’inhibiteurs de métalloprotéases à large spectre entraine une diminution 

significative de la libération de sTM par les cellules exprimant la TM1-536. Ce résultat met en évidence 

le rôle des métalloprotéases sur la libération de TM1-536. Il est possible que l’absence d’une partie du 

domaine transmembranaire et du domaine intracellulaire rende la TM1-536 plus sensible à l’action des 

métalloprotéases que la TM-WT. Il a été récemment montré que la TM était un substrat spécifique de 
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la rhomboïde 2 (RHBDL2), une sérine protéase présente à la surface des cellules de mammifères 

(282,321). Le clivage de la TM1-536 par la RHBDL2 n’a pas été étudié car le domaine intracellulaire est 

indispensable à la reconnaissance de son substrat par la RHBDL2 (282). Enfin, plusieurs processus 

d’origine inflammatoire sont associés à une augmentation modérée, mais significative, du taux de sTM 

dans le plasma (322,323) du fait à la fois de la protéolyse de la TM membranaire par différentes 

protéases libérées par les leucocytes (élastase et cathepsine G) et de l’action d’agents chimiques 

(281,283). Dans cette étude aucune différence n’a été observée entre les libérations de TM-WT et de 

TM1-536 après incubation des cellules en présence d’élastase, de cathepsine G et de différents agents 

chimiques. 

Le rôle potentiel des forces de cisaillements sur la libération de TM1-536 a aussi été exploré dans ce 

travail. La TM est fortement exprimée dans les vaisseaux sanguins de faible calibre comme les 

capillaires où existent des forces de cisaillement très importantes (324). L’introduction d’un groupe 

chargé négativement à l’extrémité C-terminale de la TM dans la bicouche lipidique pourrait 

déstabiliser l’ancrage de la TM1-536 dans la membrane plasmique. Cependant nos résultats ont montré 

que l’application de forces de cisaillement aux cultures cellulaires ne n’augmentait pas la libération de 

TM1-536 dans le milieu extracellulaire. 

Dans ce travail nous avons aussi exploré la relation entre la taille du domaine transmembranaire 

résiduel et la libération de TM dans le milieu extracellulaire. Des taux élevés de sTM dans les 

surnageants de culture ont été observés pour tous les mutants ayant un domaine transmembranaire 

diminué d’au moins 3 acides aminés. Ces résultats démontrent que la libération de la sTM est 

dépendante de la présence ou non d’un domaine transmembranaire entier. Il est possible que lors de la 

biosynthèse de la TM dans la cellule endotéliale, la présence d’une protéine tronquée au niveau du 

domaine transmembranaire soit responsable d’une anomalie de localisation cellulaire et qu’une partie 

de cette protéine anormale soit sécrétée au lieu d’être ancrée dans la membrane. 
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La principale limitation de cette étude est l’utilisation de cellules COS-1 qui n’expriment pas de 

manière constitutive la TM. Ces résultats préliminaires devront être confirmés sur une lignée de 

cellules endothéliales telle que les HUVECs. 

En conclusion, dans ce travail nous avons étudié les conséquences moléculaires de la mutation 

gain de fonction THBD c.1611C>A (p.Cys573X). Nos résultats ont montré que les mécanismes 

responsables de la libération de la TM1-536 dans le milieu extracellulaire étaient complexes et 

impliquaient au moins deux processus liés à la présence d’un domaine transmembranaire tronqué: une 

plus grande sensibilité aux métalloprotéases ainsi qu’une anomalie de biosynthsèse. 
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Conclusions et perspectives 

 

Le développement de nouvelles techniques de biologie moléculaire depuis les années 1990 a 

permis de détecter des anomalies génétiques chez un nombre toujours plus grand de patients atteints 

de pathologies hémorragiques héréditaires. Dans l’exemple de l’HA, la première analyse complète des 

régions codante du gène F8 a été publiée en 1991 (325). Cependant, aucune anomalie génétique n’était 

trouvée dans les régions codantes du gène chez plus de la moitié des hémophiles A sévères (326). 

Quelques années plus tard, en 1993, le phénomène d’Inv22 et le développement d’une méthode de 

détection de ce phénomène par Southern blot ont permis de montrer que cette anomalie était présente 

chez 45% des HA sévères (56). Par la suite, des méthodes plus simples de détection de l’Inv22, basées 

sur le principe de la PCR, ont été publiées (327). En 2001, le phénomène Inv1 est découvert et 

identifié chez 2% des HA sévères (67). A la même période, l’amélioration des méthodes de recherche 

de mutations dans les régions codantes avec notamment l’apparition de l’analyse par chromatographie 

liquide à haute performance en condition dénaturante a entrainé une augmentation de la sensibilité de 

de l’analyse du gène F8. Cependant, des anomalies étaient identifiées que dans 70 à 80% des cas d’HA 

(328). Certaines anomalies restaient difficiles à identifier et l’apparition de la MLPA en 2008 a facilité 

la détection des duplications et des délétions de grande taille (329). Enfin, plus récemment des 

mutations introniques ont été identifiées comme responsables d’HA (124). Ainsi, l’amélioration 

continue des techniques de biologie moléculaire a permis d’augmenter du taux de détection de 

mutation au cours du temps chez les hémophiles A. Un nombre de plus en plus important de familles 

ont alors pu bénéficier d’un conseil génétique plus précis. 

Actuellement, les performances des méthodes de séquençage à haut débit autorisent l’analyse 

d’un nombre très important de patients et permettent de ne plus se concentrer uniquement sur les 

patients présentant les phénotypes les plus sévères. En conséquence, de nouveaux variants localisés 

dans les régions codantes ou au niveau des jonctions intron/exon sont régulièrement décrits. En 

parallèle, les techniques d’étude globale du génome telle que l’analyse chromosomique sur puce à 
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ADN (CMA) permettent de mettre en évidence l’existence d’anomalies génétiques de grande taille ne 

se limitant pas à un seul gène. L’impact clinique de ces différents types d’anomalies génétiques est 

souvent difficile à évaluer pour le généticien. Cela rend délicat le conseil génétique donné aux 

individus porteurs de ces variants.  

La première partie de ce travail de thèse a été centrée sur l’étude des corrélations génotype / 

phénotype chez les patients hémophiles porteurs de réarrangements génomiques de grande taille. Dans 

une première étude, nous avons étudié par CMA 6 patients porteurs d’une délétion totale du gène F9 

dont 5 d’entre eux présentaient des déficits mentaux plus ou moins importants. Les analyses par CMA 

ont montré l’existence chez tous ces patients de délétions de très grande taille englobant de nombreux 

gènes autres que le gène F9. A l’aide de nos résultats et des données de la littérature, nous avons 

identifié le gène SOX3 comme candidat probable au déficit mental observé chez les patients. Nous 

avons réalisé une étude similaire chez des patients hémophiles A ayant des profils anormaux d’Inv 22 

et d’Inv1. Les études de CMA réalisées chez ces patients ont montré l’existence de réarrangements 

très complexes de la région Xq28 impliquant de nombreux gènes voisins du gène F8. Parmi ces gènes, 

plusieurs sont associés à des pathologies graves telles que des maladies cardiovasculaires ou des 

déficits mentaux. Ces deux études ont un impact direct sur la qualité du conseil génétique donné aux 

patients et à leur famille en permettant une description plus précise du type de pathologies pouvant 

être transmises à leur descendance (exemple : hémophilie B sévère et déficit mental). La réalisation de 

ce type d’étude doit maintenant être élargie aux patients porteurs de délétion des premiers ou derniers 

exons des gènes F8 ou F9 afin d’identifier si des gènes voisins sont aussi concernés par l’anomalie 

génétique. Ce type d’étude souligne aussi l’importance de la coopération entre les médecins et les 

biologistes moléculaires. En effet une description précise des phénotypes cliniques, ne se limitant pas 

aux symptômes hémorragiques, peut aider et encourager le biologiste moléculaire à rechercher 

d’autres anomalies génétiques. 

La deuxième partie de ce travail a été focalisée sur les variations de signification indéterminée 

localisées au niveau des sites d’épissage du gène F8. La détermination du caractère pathogène de ce 

type d’anomalie reste un défi pour les biologistes moléculaires. L’analyse de l’ARNm est une étape 
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indispensable pour établir avec certitude l’impact sur l’épissage de ce type de variant. En l’absence de 

prélèvement d’ARNm, l’utilisation conjointe d’algorithmes informatiques et de tests in vitro de type 

minigène semble être une approche efficace pour évaluer l’effet délétère de ces variants. Ainsi, le 

développement de ce type d’approche nous a permis de démontrer la pathogénicité de 21 variants 

d’épissage du gène F8 identifiés dans notre cohorte d’hémophiles A. Le développement de méthodes 

in vitro d’étude de variant (variant faux-sens ou variant d’épissage) a plusieurs avantages. Ces 

méthodes permettent de fournir des arguments forts en faveur du caractère délétère d’une mutation et 

ainsi d’éviter d’identifier à tort des polymorphismes rares comme des variants pathogènes. Ce type 

d’erreur peut être responsable de la dispensation d’un conseil génétique erroné et donc avoir des 

conséquences sur un éventuel diagnostic prénatal comme cela a été rapporté en 2009 par 

Schneppenheim et al. (330). Enfin, la possibilité de séquencer le gène F8 entier chez des patients chez 

lesquels aucune anomalie n’est encore caractérisée va entrainer l’indentification de nombreux variants 

de signification indéterminés dans les régions introniques. Des méthodes bio-informatiques pour 

éliminer les variants sans intérêts et des d’études in vitro deviennent alors indispensables pour avoir 

une interprétation correcte de l’effet de ces anomalies. Ce point a été particulièrement développé dans 

la troisième partie de cette thèse. 

Aucune anomalie génétique n’est détectée dans un nombre non négligeable d’individus atteints de 

pathologies hémorragiques congénitales. La dernière partie de ce travail a été consacrée à la recherche 

de nouveaux mécanismes moléculaires permettant d’expliquer les phénotypes cliniques de ces 

patients. Dans une première étude, nous avons identifié une délétion intronique profonde localisée 

dans l’intron 13 du gène F8 et présente chez 6,1% des hémophiles A mineurs issus de notre cohorte. 

Nos modèle in vitro nous ont permis de montrer que cette anomalie génétique était probablement 

responsable d’une dérégulation de l’hnRNP C ce qui a pour conséquence l’insertion d’une séquence 

AluY dans les transcrits du gène F8. Du fait de la haute prévalence de cette anomalie dans la 

population française d’hémophiles A, cette délétion doit être spécifiquement recherchée chez tous les 

patients hémophiles A mineurs chez lesquels aucune anomalie génétique n’est mise en évidence lors 

de l’analyse moléculaire de routine du gène F8. Cependant, des recherches de cette anomalie dans 
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d’autres populations d’hémophiles A sont encore nécessaires afin de pouvoir statuer sur le caractère 

récurrent ou fondateur de cette anomalie. 

Finalement, dans une seconde étude, nous avons analysé les conséquences de la présence de la 

mutation THBD c.1611C>A sur le métabolisme de la thrombomoduline. Cette anomalie a été 

identifiée lors d’études d’exome réalisées chez des patients ayant un phénotype hémorragique 

important et une concentration plasmatique en thrombomoduline soluble (sTM) très importante. A 

l’aide de modèles in vitro, nous avons démontré que la mutation THBD c.1611C>A était responsable 

de l’augmentation de la sTM circulante et ceci du fait de mécanismes moléculaires complexes non 

entièrement élucidés liés à la fois à l’action de métalloprotéases de type ADAM et MMP et à une 

anomalie de biosynthèse de la TM mutée. Nos résultats ont permis d’apporter de nouvelles données 

sur le métabolisme de la thrombomoduline et notamment sur le rôle des métalloprotéases sur la 

libération de sTM. Cependant des études supplémentaires sont nécessaires pour identifier avec 

précision les protéases impliquées. 

En conclusion, ces travaux ont permis de détecter et de mieux appréhender certains mécanismes 

physiopathologiques des anomalies génétiques retrouvées dans des pathologies rares hémorragiques. 

Les approches in vitro de caractérisation des variants d’épissage et des variants faux-sens du gène F8 

développées dans ce travail peuvent être maintenant utilisées dans une activité de diagnostic à visée de 

conseil génétique. Néanmoins, de nouvelles méthodes d’études des régions introniques doivent encore 

être développées au laboratoire afin de réduire le nombre de patients sans anomalie génétique détectée 

(dans les cas de l’hémophilie A, encore 5% des hémophiles A non sévères et 2% des hémophiles A 

sévères sont encore sans mutation connue). 
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Annexes 

 

1. Article en revision (Américan Journal of Human Genetic): Reccurrent F8 intronic deletion 

in mild haemophilia A causes Alu exonization due to the decrease of hnRNP C binding. 

 
Oct 03, 2017 
 
Dear Dr. Jourdy, 
 
Thank you for sending your manuscript titled "Reccurrent F8 intronic deletion found in mild 
hemophilia A causes Alu exonization due to the decrease of hnRNP C binding" (AJHG-D-17-00573) to 
AJHG The American Journal of Human Genetics. The reviewers commented favorably on your paper, 
but have raised some points to address. Please revise your manuscript by carefully addressing the 
comments raised by the reviewers found at the end of this email.  
 
The reviewers have a few major criticisms that we agree should be addressed in the revision.  
Reviewer 1 commented on the need to evaluate the frequency of the mutation in publicly available 
databases. We agree that placing the mutation, likely a founder mutation, in context of other 
populations will strengthen the manuscript.  Additionally, the reviewer commented on the lack of 
experimental work that explicitly demonstrates reduced hnRNP C binding in the mutant transcript.  
While this is the likely mechanism at work, we agree that this has not actually been evaluated.  This 
should either be addressed experimentally or the writing (and title) should be modified to emphasize 
this is a hypothesis and not a result. Review 2 commented on the nature of the cell lines used in the 
functional characterization of the mutations. We agree with the reviewer’s recommendation that 
wording should be included that clearly outline the limits of this approach rather than repeating the 
work in additional cell lines. 
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