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Résumé 

 Aujourd’hui, le défi majeur en génétique médicale est l’interprétation clinique des variations 

détectées dans le génome des patients. Dans un contexte de maladie monogénique, l’identification de 

la variation pathogène permet d’optimiser la prise en charge des patients et de leurs apparentés. Les 

variations non-sens ainsi que celles localisées au niveau des sites canoniques d’épissage (IVS±1/2) sont 

généralement considérées causales. Toutefois, il est possible que certaines d’entre elles induisent des 

anomalies d’épissage en phase permettant potentiellement la production d’une protéine 

fonctionnelle. Afin de tester cette hypothèse, nous avons choisi comme modèles d’étude deux gènes 

majeurs de prédisposition aux cancers : BRCA2, pour le syndrome sein-ovaire et MSH2, pour le 

syndrome de Lynch. Des approches expérimentales complémentaires ont été mises à profit afin de 

caractériser l’impact de ce type de variations non seulement au niveau de l’épissage mais également 

au niveau de la protéine. Notre étude portant sur des variations de BRCA2 a démontré que certaines 

variations IVS±1/2 et non-sens (i) induisent un saut en phase de l’exon 12 du fait de l’altération de sites 

d’épissage ou d’éléments de régulation et (ii) sont de ce fait responsables du maintien de l’activité 

BRCA2, tout en étant hypomorphes. Ces travaux montrent, pour la première fois dans un gène de 

prédisposition au cancer, que certaines variations présumées nulles peuvent contourner la perte totale 

de fonction du fait de leur impact sur l’épissage. Nos données remettent ainsi en question le caractère 

pathogène de ces variations. Dans le cadre de notre étude portant sur des variations IVS±1/2 de MSH2, 

nous avons caractérisé trois biotypes d’anomalies d’épissage en phase : (i) des sauts d’exon, (ii) des 

délétions de portions exoniques et (iii) des rétentions introniques, avec pour conséquence au niveau 

protéique des délétions ou insertions de plus ou moins grande taille dans différents domaines 

fonctionnels. Toutes les isoformes protéiques MSH2 résultant de ces variations splicéogéniques se sont 

avérées inactives, confirmant ainsi leur caractère pathogène. L’ensemble de ces travaux souligne 

l’importance d’exercer une certaine prudence dans l’interprétation des variations considérées a priori 

pathogènes mais susceptibles de générer des anomalies d’épissage en phase. Dans ce contexte, la 

combinaison d’approches expérimentales complémentaires pour appréhender l’impact biologique au 

niveau de l’ARN et de la protéine est essentielle pour une interprétation fiable de ce type de variations. 

Ces données mettent également en exergue la problématique de l’interprétation clinique des 

variations hypomorphes dans les gènes de prédisposition aux cancers.  

 

Mots clés : syndrome sein-ovaire, syndrome de Lynch, BRCA2, MSH2, variations IVS±1/2 et non-sens, 

anomalies d’épissage en phase, interprétation des variations splicéogéniques, analyses fonctionnelles 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

Abstract 

 Today, the major challenge in medical genetics is the clinical interpretation of nucleotide 

variants detected in a patient’s genome. In the context of a monogenic disease, the identification of 

the pathogenic variant allows the optimization of the medical care of patients and their relatives. 

Nonsense variations as well as those located at the canonical splice sites (IVS±1/2) are generally 

considered pathogenic. However, it is possible that a fraction of them induce in-frame splicing 

anomalies that can potentially result in the production of a functional protein. To test this hypothesis, 

we used as model systems two major cancer-predisposition genes: BRCA2, implicated in hereditary 

breast and ovarian cancer syndrome and MSH2, involved in Lynch syndrome. We took advantage of 

complementary experimental approaches to characterize the impact of this type of variants not only 

in RNA splicing but also at the protein level. Our study on BRCA2 demonstrated that a subset of IVS±1/2 

and nonsense variants (i) induce in-frame skipping of exon 12 via the modification of splice sites or of 

splicing regulatory elements and (ii) are able to maintain BRCA2 activity though being hypomorphic. 

These data provide the first evidence, in a cancer-predisposition gene, that certain presumed null 

variants can bypass total loss of function due to their impact on splicing. Thus our findings call into 

question the pathogenic nature of these variants. In our study on MSH2 IVS±1/2 variants, we 

characterized three biotypes of in-frame splicing defects responsible for deletions or insertions at the 

protein level in different MSH2 functional domains: (i) exon skipping, (ii) deletions of exonic portions 

and (iii) intron retentions. All the MSH2 protein isoforms resulting from these spliceogenic variants 

were found to be inactive, thus confirming their pathogenic classification. Altogether, our findings 

highlight the need to exercise caution in the interpretation of putative pathogenic variants susceptible 

to induce in-frame splicing modifications. In this context, the combination of complementary 

experimental approaches assessing the biological impact at the RNA and protein level is essential for 

a reliable interpretation of this type of variants. Furthermore, our results stress the problem of the 

clinical interpretation of hypomorphic variants in cancer-predisposition genes.  

 

 

 

Key words: hereditary breast and ovarian cancer syndrome, Lynch syndrome, BRCA2, MSH2, IVS±1/2 

and nonsense variants, in-frame splicing defects, interpretation of spliceogenic variants, functional 

assay 
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I. Les prédispositions héréditaires aux cancers 

I.1. La prédisposition génétique aux cancers du sein et de l’ovaire : le syndrome sein-ovaire 

 Le cancer du sein se situe au 1er rang des cancers incidents chez la femme avec plus de 2 

millions de nouveaux cas dans le monde en 2018, représentant ainsi près d’un quart des cas de cancers 

féminins (Bray et al., 2018 ; https://gco.iarc.fr). Il est estimé qu’environ une femme sur huit 

développera un cancer du sein au cours de sa vie. Cette forme de tumeur maligne constitue la première 

cause de mortalité féminine par cancer dans le monde en 2018, avec plus de 600 000 décès. En France, 

cela représente plus de 56 000 nouveaux cas et plus de 13 000 décès pour l’année 2018 

(https://gco.iarc.fr). Le cancer de l’ovaire est 7 fois moins fréquent mais, du fait de son diagnostic tardif 

à un stade avancé, il représente la huitième cause de mortalité féminine par cancer avec près de 

185 000 décès dans le monde en 2018 (Bray et al., 2018 ; https://gco.iarc.fr). En France, pour l’année 

2018 c’est près de 5 000 nouveaux cas qui ont été identifiés et près de 4 000 décès (https://gco.iarc.fr). 

La majorité des cas de cancers du sein et de l’ovaire sont sporadiques, c’est-à-dire qu’ils résultent 

d’anomalies somatiques acquises au cours de la vie de l’individu. Cependant, 5 à 10% des cancers du 

sein et de l’ovaire sont le résultat d’une prédisposition génétique héréditaire, ils sont alors connus sous 

le nom de syndrome sein-ovaire ou syndrome HBOC (Hereditary Breast and Ovarian Cancer) (Mahdavi 

et al., 2018). 

 

C’est en 1866 que Paul Broca, médecin français, décrit l’un des premiers cas de forme 

héréditaire de cancer du sein. En effet, il fait l’observation de l’histoire particulière de la famille de son 

épouse, 10 femmes diagnostiquées d’un cancer du sein sur 3 générations successives, et le commente 

dans son rapport « Traité des tumeurs » (Broca, 1866 ; Rahman, 2014). Environ cent ans plus tard, le 

groupe de Henry Lynch, médecin américain, fait état de plusieurs cas de cancer du sein et de l’ovaire 

s’agrégeant à un âge précoce dans différentes familles. Cette analyse a permis de démontrer 

l’existence d’une prédisposition génétique aux cancers du sein et de l’ovaire associée à un mode de 

transmission autosomique dominant (Lynch and Krush, 1971 ; Lynch et al., 1972 ; Lynch et al., 1978 ; 

Lynch et al., 2013).  

 

I.1.1. Les gènes majeurs de prédisposition au syndrome sein-ovaire, BRCA1 et BRCA2 

 Une avancée majeure dans la connaissance de l’étiologie du syndrome sein-ovaire a été 

l’identification, par des études de liaison génétique et de clonage positionnel, des deux gènes majeurs 

de prédisposition, BRCA1 (BReast Cancer 1) (MIM #113705) (Miki et al., 1994) et BRCA2 (BReast Cancer 
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2) (MIM #600185) (Wooster et al., 1995). Le gène BRCA1 est localisé dans la région 17q21.3 et se 

compose de 24 exons dont 22 d’entre eux codent une protéine nucléaire de 1 863 acides aminés 

(Figure 1). Le gène BRCA2, quant à lui, est localisé dans la région 13q13.1 et est composé de 27 exons 

dont 26 codent une protéine nucléaire de 3 418 acides aminés (Figure 1). Les gènes BRCA1 et BRCA2 

présentent des caractéristiques communes, comme un premier exon non codant ou encore, un exon 

central codant plus de 50% de la protéine (exon 11). Cependant, ils ne présentent aucune homologie 

de séquence et codent des protéines aux fonctions distinctes. Bien que l’expression des gènes BRCA1 

et BRCA2 soit ubiquitaire, les altérations constitutionnelles pathogènes de ces deux gènes augmentent 

fortement le risque de cancer surtout au niveau des tissus mammaires et ovariens. La raison de cette 

spécificité tissulaire demeure encore inexpliquée. Malgré tout, quelques hypothèses ont été 

avancées parmi lesquelles la présence de mécanismes de réparation redondants dans les autres tissus 

(Sedic et al., 2015), la perte d’hétérozygotie très fréquente dans les tissus mammaires et ovariens 

(Clarke et al., 2006), l’influence des hormones de type œstrogène (Chen, 2008) ou encore, l’impact de 

facteurs cancérigènes non génétiques (Nené et al., 2019 ; Singh and Yu, 2020).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1. Représentation schématique des gènes et des domaines fonctionnels des protéines BRCA1 

et BRCA2 (adapté de Liu et al., 2012) 

 

 Les altérations constitutionnelles hétérozygotes pathogènes des gènes BRCA sont 

caractérisées par une forte pénétrance toutefois incomplète et variable selon le gène altéré, l’âge et 

le tissu considéré. Ainsi, une anomalie responsable de la perte de fonction d’un de ces gènes sera à 

l’origine d’un risque plus au moins important de développer une tumeur du spectre, sans induire un 
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risque total. Le risque cumulé d’atteinte d’un cancer du sein à l’âge de 80 ans est de 72% et 69% chez 

les femmes porteuses d’une variation pathogène de BRCA1 et BRCA2, respectivement (Tableau 1 ; 

Kuchenbaecker et al., 2017). Ce risque augmente très rapidement entre l’âge de 30 et 40 ans pour les 

porteuses d’une variation de BRCA1, et entre 40 et 50 ans pour les porteuses d’une variation de BRCA2. 

Egalement, une femme ayant été atteinte d’un premier cancer du sein, présentera 40% et 26% de 

probabilité de développer un cancer du sein controlatéral 20 ans après le premier diagnostic, si celle-

ci est porteuse d’une variation pathogène de BRCA1 ou BRCA2, respectivement. De plus, le risque 

cumulé d’atteinte d’un cancer de l’ovaire à l’âge de 80 ans est de 40% et 17% chez les femmes 

porteuses d’une variation pathogène de BRCA1 et BRCA2, respectivement (Tableau 1 ; Kuchenbaecker 

et al., 2017). Il est également à noter qu’une anomalie de BRCA2 détectée chez un individu, quel qu’en 

soit le sexe, conduira à un risque supplémentaire d’environ 5% de développer un mélanome ou un 

cancer du pancréas. Tandis que chez les hommes, une anomalie de BRCA2 conduira à un sur-risque de 

cancer du sein et également un risque supplémentaire d’environ 5% de développer un cancer de la 

prostate (Cohen-Haguenauer, 2019).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 1. Risques cumulés de développer une tumeur du spectre du syndrome sein-ovaire en 

fonction de l’âge et du gène altéré (adapté de Kuchenbacker et al., 2017). Les chiffres à gauche 

représentent un intervalle d’âge et ceux de droite indiquent le risque exprimé en pourcentage. 

 

 Les protéines codées par les gènes BRCA1 et BRCA2 sont impliquées dans une des voies de 

réparation des lésions de l’ADN et jouent un rôle important dans le maintien de l’intégrité du génome. 

A ce titre, les gènes BRCA sont considérés comme des gènes suppresseurs de tumeurs et donc, 

répondent au modèle « two-hit » de Knudson. Selon ce modèle, les deux allèles du gène doivent être 

inactivés pour rendre la cellule vulnérable à l’instabilité génomique et induire ainsi la tumorigenèse. 

Le premier hit correspond à l’inactivation du premier allèle, conséquence d’une altération 

constitutionnelle pathogène perte de fonction de l’un des gènes BRCA tandis que le second hit survient 
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sur le deuxième allèle dans les cellules à l’origine du tissu tumoral, sous la forme d’une altération 

somatique acquise au cours de la vie. Ce deuxième hit peut correspondre à une perte d’hétérozygotie, 

une variation ponctuelle pathogène, ou encore une altération épigénétique comme une 

hyperméthylation du promoteur (Van Heetvelde et al., 2018). Du fait de l’inactivation des deux allèles, 

la voie de réparation dépendante de la fonction BRCA n’est plus fonctionnelle et des lésions 

s’accumulent dans le génome de la cellule modifiant ainsi son phénotype basal vers un phénotype 

tumoral. 

 

I.1.2. Les fonctions associées aux protéines BRCA 

 Les protéines BRCA1 et BRCA2 jouent un rôle majeur dans la réparation des lésions de l’ADN 

de type cassures double brin par recombinaison homologue, mais elles sont également impliquées 

dans de nombreux autres processus cellulaires, tels que la régulation de la transcription, le remodelage 

de la chromatine ou encore, la régulation du cycle cellulaire (Roy et al., 2011). 

 

 I.1.2.a. Le système de réparation des cassures double brin de l’ADN par recombinaison 

 homologue 

La réplication de l’ADN et la nécessité de maintenir l’intégrité du génome 

Maintenir un faible taux de mutations dans l’ADN et assurer l’intégrité de l’information 

génétique est indispensable au bon développement et fonctionnement d’un organisme et dépend 

essentiellement de l’efficacité du processus de réplication de l’ADN (Bebeneck and Ziuzia-Graczyk, 

2018). La fidélité de la réplication de l’ADN est assurée par les ADN polymérases, responsables de la 

synthèse du nouveau brin d’ADN à partir du brin matrice par ajout des bases nucléiques en fonction 

de la complémentarité des appariements (A-T et G-C). Il est estimé que les ADN polymérases 

introduisent une erreur toutes les 104-105 nucléotides polymérisés, ce qui représente un taux d’erreur 

très faible (Kunkel and Loeb, 1981). Ces polymérases sont capables de reconnaître spécifiquement la 

géométrie d’un appariement correct entre deux bases et de ralentir la réaction de réplication en cas 

de mauvais appariements. Ainsi, elles sont capables de corriger leurs propres erreurs grâce à leur 

activité exonucléase 3’-5’ permettant l’élimination du dernier nucléotide incorporé et la resynthèse 

correcte du nouveau brin. Cette étape, appelée proofreading, augmente la fidélité de la synthèse de 

l’ADN d’un facteur de 102-103, soit une erreur toutes les 107 nucléotides polymérisés environ (Shevelev 

and Hübscher, 2002). Malgré l’efficacité de réplication des ADN polymérases et leur mécanisme de 

contrôle, des erreurs peuvent survenir au sein de la molécule d’ADN. 
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Les lésions de l’ADN et les différents mécanismes de réparation 

 L’échappement au système de proofreading des ADN polymérases n’est pas la seule source de 

lésions de l’ADN ; celles-ci peuvent également être d’origine endogène ou exogène (Mehta and Haber, 

2014). En effet, il est possible qu’au sein même de la cellule l’exposition aux espèces réactives de 

l’oxygène, les erreurs de méthylation, le stress mécanique ainsi que les dépurinations et 

dépyrimidations conduisent à des lésions de l’ADN. L’exposition à des agents génotoxiques physiques 

(radiations ionisantes, désamination à la suite d’un excès de chaleur) ou chimiques (espèces réactives 

de l’oxygène, chimiothérapies, agents alkylants) peut également être à l’origine de lésions de l’ADN. 

Les dommages résultants peuvent prendre différentes formes selon l’origine de la lésion ; on peut 

notamment citer les cassures simple brin ou double brin de l’ADN (DSB, Double Strand Break) (Mehta 

and Haber, 2014). Les DSB sont les dommages de l’ADN les plus délétères car ils touchent les deux 

brins et sont rédhibitoires pour la viabilité cellulaire s’ils ne sont pas correctement corrigés. En effet, 

l’accumulation de ces cassures peut causer un arrêt du cycle cellulaire et par la suite la mort cellulaire. 

 

Dans un contexte de DSB, deux voies de réparation dominent : la réparation par jonction des 

extrémités non-homologues (NHEJ, Non Homologous End Joining) ou la réparation par recombinaison 

homologue (RH) (Figure 2 ; Ceccaldi et al., 2016 ; Scully et al., 2019). Le NHEJ dit classique (cNHEJ) est 

à distinguer du système alternatif de ligature des extrémités non homologues (aEJ, alternative End 

Joining) médié par la micro-homologie et fonctionnant comme le cNHEJ mais sans les facteurs 

protéiques associés à ce système. La réparation par cNHEJ est un mécanisme rapide permettant la 

ligature directe des deux extrémités de la cassure indépendamment de l’homologie de séquence ; 

c’est-à-dire que ce système assurera la continuité de la molécule d’ADN sans restaurer la séquence 

initiale. De ce fait, le cNHEJ génèrera fréquemment des erreurs dans la séquence d’ADN pouvant, in 

fine, entrainer une instabilité du génome. Le système de RH, quant à lui, va assurer l’homologie de 

séquence en se servant de la chromatide sœur porteuse de la séquence homologue à celle 

endommagée. Outre ces deux mécanismes majeurs de réparation des DSB, il existe d’autres voies 

alternatives comme l’aEJ et une voie permettant la liaison via un appariement de bases entre deux 

séquences homologues de l’ADN de chaque côté de la cassure conduisant à la perte de la séquence 

entre ces deux régions (SSA, Single Strand Annealing) (Figure 2 ; Ceccaldi et al., 2016 ; Scully et al., 

2019). Ces deux voies conduisent, comme le cNHEJ, à l’incorporation d’erreurs dans le génome de la 

cellule. Ainsi, le mécanisme de RH constitue le système de réparation des cassures double brin de l’ADN 

le plus fidèle. 
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Figure 2. Les différentes voies de réparation des cassures double brin de l’ADN (d’après Jasin and 

Rothstein, 2013) 

 

L’intervention d’une voie par rapport à une autre est déterminée par plusieurs facteurs dont 

principalement la phase du cycle cellulaire dans laquelle la lésion est détectée (Ceccaldi et al., 2016 ; 

Scully et al., 2019). L’entrée dans chaque phase du cycle cellulaire est dépendante de certaines voies 

de régulation constituant les points de contrôles appelés checkpoints. Lorsque la cellule présente une 

lésion de l’ADN, les checkpoints induisent le ralentissement ou l’arrêt de la progression du cycle 

cellulaire et activent en parallèle les mécanismes de réparation appropriés, afin d’empêcher le 

transfert des erreurs aux cellules filles (Hustedt and Durocher, 2017). Étant donné leur fonction 

intrinsèque, certaines voies de réparation ne sont pas actives durant toutes les phases du cycle 

cellulaire. En effet, si le NHEJ peut intervenir tout au long du cycle cellulaire, la RH ne peut être activée 

que pendant les phases S et G2, c’est-à-dire quand la chromatide sœur est présente.  

 

Le système de réparation des cassures double brin de l’ADN par recombinaison homologue 

 Le mécanisme de réparation par RH des DSB fait appel à 3 types d’acteurs protéiques : (i) des 

« détecteurs », des protéines qui vont identifier les extrémités d’ADN cassés, (ii) des « effecteurs », 

des protéines qui vont réparer l’ADN et (iii) des « médiateurs », des protéines qui vont permettre le 

lien entre les premiers et les deuxièmes acteurs protéiques (Figure 3 ; Roy et al., 2011).  
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Figure 3. Les principaux acteurs protéiques de la réparation des cassures double brin de l’ADN par 

recombinaison homologue (d’après Roy et al., 2011) 

 

Tout d’abord, le complexe MRN formé des protéines Mre11, Rad50 et NSb1, et la protéine 

CtIP, interviennent afin d’initier la résection des extrémités de la cassure (Figure 4 ; Reilly et al., 2019 ; 

Scully et al., 2019). L’activation de ce complexe induit l’activation à son tour de la kinase ATM (Ataxia-

Tealangiectasia Mutated) qui va phosphoryler diverses protéines impliquées dans le remodelage de la 

chromatine, dans l’arrêt du cycle cellulaire et dans la reconnaissance des extrémités de la cassure. Les 

extrémités simples brins obtenues à la suite de la résection sont stabilisées par la protéine RPA 

(Replication Protein A) qui prévient également la formation de structures secondaires. Les protéines 

BRCA1, BRCA2, PALB2, 53BP1, RAD51 et ses homologues (RAD51B, RAD51C, RAD51D) sont ensuite 

recrutées afin d’amener la protéine RAD51 à former un filament nucléoprotéique à partir de l’ADN 

simple brin (Figure 4). Une fois celui-ci formé et l’homologie avec la chromatide sœur trouvée, l’ADN 

polymérase allonge l’ADN simple brin par son extrémité 3’ en utilisant l’ADN complémentaire comme 

matrice afin de restaurer les nucléotides perdus lors de la cassure. Les extrémités seront ensuite 

refermées grâce à une ligase et les brins entrecroisés des deux chromatides sœurs (jonctions de 

Holiday) seront finalement coupés par la protéine MuS81 résultant en deux brins d’ADN intacts. 
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Figure 4. Mécanisme de réparation des cassures double brin par recombinaison homologue (d’après 

van Gent et al., 2001) 
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Au cœur de ce mécanisme de réparation, les protéines BRCA1 et BRCA2 jouent des rôles 

essentiels (Figure 4 ; Gorodetska et al., 2019). Tout d’abord, la protéine BRCA1 interagit directement 

avec la protéine CtIP phosphorylée et couplée au complexe MRN formant ainsi le complexe BRCA1-C 

(Prakash et al., 2015 ; Chen et al., 2018). Cette interaction permet de catalyser la résection des 

extrémités de la cassure double brin afin de générer des extrémités simple brin, étape clé dans la RH. 

Complémentaire à cette première fonction, la protéine BRCA1 agit également comme antagoniste de 

53BP1, protéine ayant pour fonction de bloquer la résection des DSB et ainsi, par inhibition du système 

de RH, conduire à la mort cellulaire (Prakash et al., 2015 ; Chen et al., 2018). L’association de ces deux 

fonctions fait de la protéine BRCA1 un acteur essentiel au démarrage du mécanisme de RH. Par la suite, 

la protéine BRCA1 interagit avec la protéine PALB2 ce qui permet le recrutement de la protéine BRCA2 

(Figure 4). Cette dernière assure un rôle majeur dans le processus de RH. En effet, la protéine BRCA2 

conduit au recrutement de la protéine RAD51 sur le site de la DSB, et assure ainsi son action d’invasion 

des extrémités simple brin grâce (i) au déplacement de la protéine RPA qui empêche l’approche de 

RAD51 du fait de l’encombrement stérique et (ii) à la stabilisation de RAD51 du fait de l’inhibition de 

son activité ATPase ADN-dépendante (Prakash et al., 2015 ; Chen et al., 2018). Il a été démontré que 

les cellules déficientes pour BRCA1 étaient incapables de fixer PALB2, BRCA2 et RAD51 à la cassure, et 

que celles déficientes pour BRCA2 se montraient incapables de lier RAD51, ce qui, dans les deux cas, 

perturbe négativement le processus de recombinaison homologue (Prakash et al., 2015). Les protéines 

BRCA1 et BRCA2 exercent donc des rôles différents mais indispensables au bon fonctionnement du 

mécanisme de recombinaison homologue. 

 

 I.1.2.b. Les autres fonctions portées par les protéines BRCA 

 En plus de leurs rôles essentiels dans le processus de réparation des cassures double brin de 

l’ADN par recombinaison homologue, les protéines BRCA sont des protéines polyvalentes assurant de 

nombreuses fonctions au sein de la cellule en vue de maintenir l’intégrité du génome (Figure 5 ; 

Martinez et al., 2015 ; Gorodetska et al., 2019). 
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Figure 5. Les différentes fonctions des protéines BRCA1 et BRCA2 assurant le maintien de l’intégrité 

du génome (d’après Gorodestka et al., 2019) 

 

La protéine BRCA1 exerce la plupart de ces fonctions par l’intermédiaire d’interaction avec un 

très grand nombre de protéines (Figure 5). En fonction de la nature de ses partenaires protéiques, 

BRCA1 est capable de jouer un rôle dans différents processus cellulaires tels que (i) la régulation du 

cycle cellulaire, en assurant le passage d’une phase à l’autre ou l’arrêt de la progression du cycle 

(Ruffner and Verma, 1997 ; Wang et al., 2000), (ii) la régulation de la transcription, en modulant 

l’activité de différents facteurs de transcription (Monteiro et al., 1996 ; Nadeau et al., 2000) ou encore 

(iii) le remodelage de la chromatine (Zhu et al., 2011). On peut notamment citer son interaction avec 

la protéine BARD1 (BRCA1 Associated Ring Domain 1) qui, par formation d’un complexe 

hétérodimérique avec BRCA1, permet d’induire l’activité ubiquitine ligase E3 de BRCA1, à l’origine de 

l’ubiquitination des histones mais également de nombreuses protéines interagissant avec BRCA1 ainsi 

que BRCA1 elle-même (Mallery et al., 2002 ; Xia et al., 2003). Selon le contexte cellulaire et les signaux 

perçus par la protéine, l’ubiquitination induite par ce complexe peut réguler différents processus 

cellulaires en modulant l’activité, la dégradation ou la localisation intracellulaire de certaines protéines 

(Mansour, 2018). La protéine BRCA1 est également capable de réguler le stress oxydatif induit par 

exposition aux espèces réactives de l’oxygène (ROS, Reactive Oxygen Stress). Le mécanisme de cette 

régulation n’est que peu compris mais il a été rapporté qu’en absence de BRCA1, le niveau des ROS 

augmente tandis qu’une surexpression de BRCA1 fait diminuer la concentration des ROS (Saha et al., 

2009 ; Martinez-Outschoorn et al., 2012). La protéine BRCA1 joue également un rôle essentiel dans la 

mitophagie, une voie spécifique d’autophagie visant à dégrader les mitochondries défectueuses. En 

effet, il a été démontré que l’absence de protéine BRCA1 fonctionnelle conduit à l’inhibition de la voie 

de mitophagie compromettant ainsi tout le réseau mitochondrial et de ce fait, la survie cellulaire (Arun 
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et al., 2015). La protéine BRCA1 intervient donc dans de très nombreux processus cellulaires, qu’ils 

soient nucléaires ou cytoplasmiques, grâce à son interaction avec une pléthore de partenaires et 

constitue de ce fait un gardien de l’intégrité du génome. 

 

 La protéine BRCA2, à l’instar de BRCA1, est impliquée dans de nombreux processus cellulaires 

tels que (i) la régulation du cycle cellulaire, en contrôlant le passage de la phase G2 à la phase M 

(Menzel et al., 2011), (ii) la régulation de la transcription, en médiant l’activité de facteurs de 

transcription (Milner et al., 1997) ainsi que (iii) la mitophagie (Arun et al., 2015) (Figure 5). De plus, 

BRCA2 permet de maintenir l’intégrité des télomères ce qui prévient la dégradation des chromosomes 

et leur fusion. En effet, la protéine BRCA2 en favorisant le recrutement de RAD51 sur l’ADN des 

télomères et ainsi l’activité de RH, facilite la réplication et la protection de ceux-ci (Min et al., 2012). 

De façon intéressante, il a été montré que dans les tumeurs déficientes en protéines BRCA2, mais pas 

dans celles déficientes en protéines BRCA1, les télomères sont plus courts et fragiles suggérant ainsi 

que l’absence de protéines BRCA2 promeut la tumorigenèse (Badie et al., 2010). Enfin, la protéine 

BRCA2 exerce également un rôle dans la protection des fourches de réplication (Lomonosov et al., 

2003) et dans l’élimination des structures secondaires (Bathia et al., 2014). L’ensemble de ces fonctions 

supporte le fait que la protéine BRCA2 est essentielle au maintien de la stabilité du génome. 

 

 I.1.2.c. Les domaines fonctionnels des protéines BRCA 

 Comme illustré dans la figure 1, les protéines BRCA présentent des domaines fonctionnels 

spécifiques, importants pour leurs différentes fonctions (Roy et al., 2011). La protéine BRCA1 porte, 

dans sa région N-terminale, un domaine catalytique RING riche en cystéine qui permet l’interaction de 

BRCA1 avec la protéine BARD1 (Bienstock et al., 1996 ; Brzovic et al., 2001). Il a été montré que les 

altérations de ce domaine sont responsables de la perte d’activité ubiquitine ligase de BRCA1 et de ce 

fait, conduisent au développement tumoral (Hashizume et al., 2001). Cette observation souligne le 

rôle important du domaine RING dans l’activité suppresseur de tumeur de la protéine BRCA1. Au 

niveau de la région C-terminale, deux domaines BRCT (BRCA1 C-Terminal domain) permettent 

l’interaction de la protéine BRCA1 avec de nombreux partenaires (Huyton et al., 2000 ; Yu et al., 2003). 

La protéine BRCA1 possède deux signaux de localisation nucléaire (NLS, Nuclear Localization Signals) 

et un domaine superhélice (coiled coil). Ce dernier permet à BRCA1 d’interagir avec la protéine PALB2 

lors du processus de réparation des DSB par RH. La protéine BRCA2 présente deux domaines de liaison 

au niveau de son extrémité N-terminale : le premier permet l’interaction de BRCA2 avec la protéine 

PALB2, assurant ainsi le recrutement de BRCA2 dans le processus de recombinaison homologue (Xia et 

al., 2006 ; Oliver et al., 2009) tandis que le second est un domaine de liaison à l’ADN assurant 
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l’interaction de BRCA2 avec les cassures double brin de l’ADN (von Nicolai et al., 2016). La protéine 

BRCA2 peut également moduler indirectement la transcription via son interaction avec le facteur de 

co-activation de la transcription P/CAF (P300/CBP-Associated Factor) (Fuks et al., 1998). Localisé dans 

la région C-terminale, le deuxième domaine de liaison à l’ADN de BRCA2 est constitué d’un motif 

hélice-coude-hélice (HTH, Helix-Turn-Helix) et de 3 domaines OB (Oligonucleotide Binding) (Yang et al., 

2002). Le motif HTH et le premier domaine OB forment également un domaine de liaison à la protéine 

DSS1 (Deleted in Split hand/Split foot 1) conduisant à la stabilité de BRCA2 et permettant de lier le 

complexe protéique BRCA2-RAD51 à la protéine RPA lors du processus de recombinaison homologue 

(Zhao et al., 2015). Dans la région C-terminale, BRCA2 possède également deux NLS et un domaine de 

liaison à RAD51. Au niveau de la région centrale de la protéine, 8 répétitions en tandem appelées BRC 

repeats permettent également l’interaction de BRCA2 avec RAD51, étape clé de l’activité de 

recombinaison homologue (Wong et al., 1997 ; Carreira et al., 2009). Il est toutefois important de noter 

que de larges régions dans les deux protéines ne sont a priori associées à aucune fonction, selon nos 

connaissances actuelles. 

 

 I.1.3. Les gènes de prédisposition au syndrome sein-ovaire non-BRCA  

Les altérations des gènes BRCA ne peuvent expliquer à elles seules l’ensemble des cas 

suspectés de syndrome sein-ovaire (Kast et al., 2016 ; Castéra et al., 2018). En effet, il a été rapporté 

que seulement 24 à 51% des cas de syndrome sein-ovaire sont liés à une altération constitutionnelle 

d’un gène BRCA. Cette hérédité manquante a pu s’expliquer en partie à la suite de l’identification de 

variations pathogènes dans d’autres gènes qui se sont avérés impliqués dans ce syndrome (Figure 6 ; 

Mahdavi et al., 2018 ; Angeli et al., 2020). 

 

 

 

Figure 6. Proportion de variations 

pathogènes identifiées dans le 

génome de patients évocateurs 

d’un syndrome sein-ovaire à partir 

d’une analyse NGS multi-gènes 

(d’après Castéra et al., 2018) 

 

 

 

Plusieurs autres gènes de susceptibilité au cancer du sein ont été identifiés et associés à une 

forte pénétrance parmi lesquels : (i) le gène PALB2 (Partner And Localizer of BRCA2) dont la fonction 
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protéique dans la voie de réparation des cassures double brin par recombinaison homologue est 

primordiale et dont les altérations constitutionnelles confèrent un risque cumulé de 44% à 70 ans 

(Antoniou et al., 2014 ; Yang et al., 2019), (ii) le gène TP53 (Tumor  Protein 53) impliqué dans le 

syndrome de Li-Fraumeni et prédisposant aux formes très précoces de cancers, avant 31 ans (Ruijs et 

al., 2009 ; Masciari et al., 2012), (iii) le gène PTEN (Phosphatase and TENsin homolog), gène 

suppresseur de tumeur dont l’altération conduit au syndrome de Cowden et confère un risque de 77% 

à 70 ans (Bubien et al., 2013 ; Ngeow et al., 2015) et (iv) le gène CDH1 (CaDHerin 1) dont l’altération 

prédispose au syndrome gastrique héréditaire diffus et conduit à un risque cumulé de 40% à 70 ans 

(Hansford et al., 2015). D’autres gènes sont plutôt associés à un risque élevé de cancer de l’ovaire dont 

les deux gènes paralogues de RAD51, RAD51C et RAD51D (Meindl et al., 2010 ; Loveday et al., 2016). 

La protéine RAD51 exerce un rôle essentiel dans la voie de réparation des cassures double brin par 

recombinaison homologue et, même si ses deux paralogues n’assurent pas le même rôle, RAD51C et 

RAD51D régulent positivement ce mécanisme. Une altération constitutionnelle de RAD51C ou RAD51D 

conduit donc à une augmentation du risque cumulé de cancer de l’ovaire à 80 ans de 9% et 10%, 

respectivement (Sopik et al., 2014 ; Loveday et al., 2016). Il a également été rapporté plusieurs autres 

gènes de susceptibilité associés à un risque modéré comme CHEK2, ATM, BRIP1, NF1 (Desrichard et 

al., 2011 ; Tavtigian et al., 2009 ; Rafnar et al., 2011 ; Madanikia et al., 2012). Certains gènes semblent 

également impliqués dans le déterminisme génétique du syndrome sein-ovaire, tels que BARD1, NBN, 

MLH1, MSH2, MSH6, PMS2, EPCAM, mais la pénétrance reste à préciser (Easton et al., 2015 ; Cohen-

Haguenauer, 2019).  

 

Le développement des technologies de séquençage à haut débit de l’ADN a permis de mieux 

appréhender le rôle de certains gènes non-BRCA dans l’étiologie du syndrome sein-ovaire. Malgré tout, 

il existe toujours une hérédité manquante. Celle-ci pourrait éventuellement s’expliquer par la présence 

d’autres gènes de prédisposition au syndrome sein-ovaire encore non identifiés ou par l’existence de 

variations dans des gènes de susceptibilité connus mais localisés dans des régions non séquencées.  

 

I.1.4. Le diagnostic du syndrome sein-ovaire 

 Le syndrome sein-ovaire est désormais très largement documenté dans la littérature et la 

caractérisation de ce syndrome repose aujourd’hui sur différents éléments évocateurs tels que le 

contexte clinique individuel, les antécédents familiaux et les caractéristiques tumorales. Néanmoins, 

le diagnostic définitif de ce syndrome dépend de l’identification, dans le génome du patient, de 

l’anomalie constitutionnelle hétérozygote à l’origine de la perte de fonction de l’un des gènes de 

prédisposition. 
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I.1.4.a. Identification des cas évocateurs 

 Une prédisposition héréditaire au cancer peut être suspectée devant certains critères 

spécifiques. Tout d’abord, il peut s’agir d’éléments propres à l’individu tels que : (i) la précocité de 

survenue d’un cancer du sein isolé (avant 36 ans) ou de l’ovaire (avant 70 ans), (ii) un cancer du sein 

triple négatif ou médullaire avant 51 ans, (iii) la bilatéralité des cancers du sein, (iv) la multiplicité de 

tumeurs primitives (plusieurs cancers dans le même tissu, sein ou ovaire, ou deuxième tumeur dans 

un tissu différent de celui d’origine, sein, ovaire, pancréas, prostate) et (v) le sexe de l’individu (homme 

atteint d’un cancer du sein quel que soit l’âge) (Eisinger et al., 2004 ; Cohen-Haguenauer, 2019). Le 

contexte familial de l’individu représente également un argument dans l’orientation du patient vers 

une consultation d’oncogénétique (Figure 7 ; Lynch et al., 2013). Une prédisposition héréditaire est 

ainsi envisagée devant l’agrégation de cas de cancers du sein et/ou de l’ovaire dans la même branche 

parentale au premier ou au second degré avec (i) au moins 3 cas de cancers du sein et /ou de l’ovaire 

ou (ii) 2 cas de cancers du sein ou de l’ovaire et au moins un cas de cancer du pancréas ou (iii) 2 cas de 

cancers passant par un homme et ayant développés soit un cancer du sein avant 40 ou un cancer 

bilatéral, soit un cancer du sein et un cancer de l’ovaire, soit deux cancers de l’ovaire, soit un cancer 

du sein identifié chez un homme (Eisinger et al., 2004 ; Cohen-Haguenauer, 2019). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 7. Arbre généalogique d’une famille évocatrice d’un syndrome sein-ovaire (d’après Lynch et 

al., 2013) 
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 Les cancers associés à un syndrome sein-ovaire présentent très peu de caractéristiques 

tumorales spécifiques par rapport aux cancers d’origine sporadique. Il est donc difficile de se baser sur 

les données tumorales dans le but de conclure à une prédisposition héréditaire. On peut toutefois 

distinguer quelques sous-types tumoraux plus fortement représentés au sein des patients présentant 

une forme héréditaire : le cancer du sein de type médullaire avant 50 ans, les cancers du sein de type 

canalaire infiltrant de grade élevé (grade III) (Chappuis et al., 2000) ou les cancers dits triples négatifs 

(i.e. ayant perdu l’expression des récepteurs aux œstrogènes (RO-) et à la progestérone (RP-) et ne 

présentant pas de surexpression du facteur de croissance HER2 (HER2-)) (Phuah et al., 2012 ; Spurdle 

et al., 2014). 

 

I.1.4.b. Le diagnostic moléculaire du syndrome sein-ovaire 

 Face à un contexte personnel et familial évocateur d’un syndrome sein-ovaire, associé ou non 

à l’observation d’un élément tumoral potentiellement concordant, il peut être proposé au patient un 

diagnostic moléculaire et ce afin de confirmer un cas de syndrome sein-ovaire. L’objectif est alors 

l’identification de l’anomalie constitutionnelle hétérozygote pathogène à l’origine de la perte de 

fonction de l’un des gènes majeurs de prédisposition. Les variations constitutionnelles bi-alléliques de 

BRCA1, BRCA2 ou PALB2 à l’état homozygote ou hétérozygote composite sont à l’origine d’un autre 

syndrome héréditaire, l’anémie de Fanconi, celui-ci à transmission autosomique récessive et 

caractérisé par des malformations congénitales variables, des aplasies médullaires ainsi que des 

hémopathies et des tumeurs solides (D’Andrea and Grompe, 2003 ; Xia et al., 2007). L’identification 

de la variation causale est indispensable à la bonne orientation du conseil génétique pour le patient et 

ses apparentés, d’un point de vue diagnostique et pronostique mais également thérapeutique. 

 

Initialement, la recherche d’une variation ponctuelle dans les régions codantes et introniques 

flanquantes des gènes de prédisposition s’effectuait par séquençage Sanger alors que la recherche de 

réarrangements génomiques de grande taille était réalisée par la technique de MLPA (Multiplex Ligand 

dependent-Probe Amplification) ou de QMPSF (Quantitative Multiplex PCR of Short Fluorescent 

fragments). Grâce à l’avènement du séquençage à haut débit (NGS, Next-Generation Sequencing), la 

recherche de l’anomalie pathogène repose désormais sur une analyse en panel ciblant simultanément 

plusieurs gènes (Castéra et al., 2018 ; Moretta et al., 2018). Cette technique a permis de révolutionner 

le diagnostic moléculaire du syndrome sein-ovaire en séquençant très rapidement plusieurs gènes en 

même temps, à moindre coût, améliorant ainsi la détection des variations (Castéra et al., 2014). En 

France, dans un contexte de suspicion de syndrome sein-ovaire, l’anomalie pathogène sera recherchée 

dans les principaux gènes de prédisposition, BRCA1 et BRCA2, gènes associés à un risque élevé de 
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cancer, mais également au sein de 11 autres gènes associés à des risques plus ou moins élevés : PALB2, 

TP53, CDH1, PTEN, RAD51C, RAD51D, MLH1, MSH2, MSH6, PMS2 et EPCAM. Ce panel de 13 gènes a 

été établi sous l’égide du Groupe Génétique et Cancer ayant statué sur leur relevance clinique (Moretta 

et al., 2018).  

 

Importance du diagnostic moléculaire du syndrome sein-ovaire 

L’identification de l’altération génétique à l’origine de la maladie revêt un caractère essentiel 

d’un point de vue diagnostique, mais également pronostique. En effet, l’identification de cette 

anomalie va conditionner la prise en charge du patient (cas index) mais également le suivi médical de 

ses apparentés. Les cliniciens pourront ainsi proposer des examens de surveillance aux individus 

porteurs de la variation pathogène afin de dépister précocement tout développement tumoral. Le 

diagnostic moléculaire chez les apparentés permet également de lever une surveillance inutile chez 

les individus non porteurs présentant un risque de développer une tumeur similaire à celui retrouvé 

dans la population générale. Des recommandations de prise en charge ont été émises par des consortia 

d’experts internationaux américains et européens (Paluch-Shimon et al., 2006). En France, un réseau 

national d’experts a été constitué afin d’établir des recommandations basées sur les données de la 

littérature scientifique ainsi que sur les différentes recommandations émises à l’international (Tableau 

2 ; Moretta et al., 2018 ; Livon et al., 2019).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 2. Recommandations proposées par le réseau français pour la surveillance d’un individu 

porteur d’une altération pathogène d’un gène de prédisposition au syndrome sein-ovaire (d’après 

Moretta et al., 2018) 
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Ainsi, les femmes à risque se verront proposer un suivi annuel avec un examen clinique 

mammaire et pelvien à partir de 30 ans. Ce suivi pourra être complété par une imagerie par résonnance 

magnétique et une mammographie. De plus, une chirurgie prophylactique peut être proposée à ces 

femmes soit sous la forme d’une mastectomie bilatérale permettant de réduire le risque de cancer du 

sein entre 90 et 100%, soit sous la forme d’une salpingo-oophorectomie bilatérale réduisant le risque 

de cancer de l’ovaire entre 72 et 88% (Ludwig et al., 2016). Concernant les hommes à risque, il est 

recommandé d’effectuer un suivi annuel avec un examen clinique mammaire et un examen 

prostatique. 

  

Intérêt thérapeutique du diagnostic moléculaire du syndrome sein-ovaire 

 Pour les individus atteints d’un cancer, l’identification de l’altération constitutionnelle revêt 

un caractère essentiel d’un point de vue thérapeutique car cela impacte directement le choix du 

traitement médical. En effet, il a été montré que la perte de fonction de BRCA1 ou BRCA2 confère aux 

cellules tumorales une hypersensibilité à certaines chimiothérapies, notamment celles à base de 

platine (cisplatine, carboplatine) (Lee et al., 2020). De façon importante, l’identification de l‘altération 

constitutionnelle pathogène dans les gènes BRCA1 ou BRCA2 conditionne désormais l’accès à certaines 

thérapies ciblées innovantes comme celles basées sur les inhibiteurs de PARP (Poly ADP-Ribose 

Polymerase) et reposant sur le concept de létalité synthétique (Figure 8 ; Sonnenblick et al., 2015 ; 

Lord and Ashworth, 2017). Les protéines PARP sont une famille d’enzymes dans laquelle PARP1 et 

PARP2, les deux principales isoformes, jouent un rôle clé dans la voie de réparation par excision de 

base (BER, Base Excision Repair) en réponse aux cassures simple brin de l’ADN (Durkaz et al., 1980). 

L’inhibition de ces enzymes conduit à l’inactivation du système BER et de ce fait, à l’accumulation de 

cassures simple brin puis double brin dans l’ADN. Dans une cellule normale, sans altérations délétères 

de BRCA1 et BRCA2, ces lésions seront réparées grâce au mécanisme de réparation des cassures double 

brin dépendant de la fonction BRCA. En revanche, dans une cellule tumorale porteuse de l’altération 

constitutionnelle, le système de réparation dépendant de la fonction BRCA est incapable de s’activer 

du fait de la déficience en protéines BRCA, conduisant ainsi à la mort cellulaire (Lee et al., 2020). De 

façon intéressante, cette thérapie ciblée a également prouvé son efficacité dans le cadre d’anomalies 

constitutionnelles détectées au sein d’autres gènes, également impliqués dans la voie de réparation 

des cassures double brin tel que PALB2 (Lord and Ashworth, 2017). En Europe, les patientes ayant 

développé un cancer de l’ovaire associé à une variation pathogène des gènes BRCA sont éligibles pour 

le traitement d’entretien aux inhibiteurs de PARP Olaparib, disposant d’une autorisation de mise sur 

le marché depuis 2014. Une étude de phase III a démontré que cette molécule conférait une 

amélioration de la survie sans progression tumorale de deux ans par rapport au placébo (Pujade-
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Lauraine et al., 2017). Plus récemment, deux autres molécules ayant démontré leur efficacité en tant 

que traitement d’entretien de certains cancers de l’ovaire ont également reçu une autorisation 

européenne de mise sur le marché : le Niraparib, en 2017 (Mirza et al., 2016) et le Rucaparib, en 2018 

(Coleman et al., 2017). A ce jour, en Europe, seules deux molécules ont obtenu une autorisation de 

mise sur le marché pour le traitement de certains cas de cancer du sein après avoir démontré une 

amélioration de la survie sans progression tumorale : l’Olaparib (Robson et al., 2017) et le Talazoparib 

(Litton et al., 2018). 

 

 

 

 

  

 

  

 

 

 

 

Figure 8. Le principe de létalité synthétique dans un contexte d’inhibiteurs de PARP (d’après 

Sonnenblick et al., 2015) 
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I.2. Le syndrome de Lynch, prédisposition génétique au cancer colorectal 

 Le cancer colorectal (CCR) est le troisième cancer le plus fréquemment diagnostiqué chez 

l’homme et le second chez la femme, avec plus de 1,8 millions de nouveaux cas dans le monde en 2018 

représentant ainsi plus de 10% des cas de cancers (Bray et al., 2018 ; https://gco.iarc.fr). Il constitue 

également la deuxième cause de mortalité par cancer dans le monde en 2018 avec près de 900 000 

décès. Les taux d’incidence et de mortalité du cancer colorectal varient considérablement dans le 

monde. En France, cela représente plus de 47 000 nouveaux cas et près de 20 000 décès pour l’année 

2018 (https://gco.iarc.fr). Dans 60 à 65% des cas, les CCR sont d’origine sporadique, c’est-à-dire qu’ils 

résultent d’anomalies somatiques acquises au cours de la vie de l’individu (Figure 9 ; Keum and 

Giovannucci, 2019). En revanche, 35 à 40% des cas de CCR sont associés à une composante familiale, 

c’est-à-dire qu’un, deux ou plusieurs apparentés au premier et/ou au second degré du cas index 

présentent également un CCR, suggérant ainsi une contribution génétique ou l’intervention de 

facteurs environnementaux, ou encore, une combinaison des deux (Lichtenstein et al., 2000 ; Graff et 

al., 2017). Parmi ces formes familiales de CCR, 25% d’entre elles présentent une agrégation familiale 

avec une fréquence élevée de CCR mais dont la transmission n’est pas compatible avec un modèle 

héréditaire tandis que seulement 5% d’entre elles résultent d’une prédisposition héréditaire avérée 

(Figure 9 ; Jasperson et al., 2010 ; Keum and Giovannucci, 2019). Parmi les prédispositions héréditaires 

au cancer colorectal, on peut distinguer : (i) la polypose adénomateuse familiale (PAF) transmise de 

façon autosomique dominante (altération constitutionnelle hétérozygote du gène APC) et récessive 

(altérations constitutionnelles bi-alléliques du gène MUTYH) correspondant à moins de 1% des cas de 

CCR et (ii) le syndrome de Lynch, anciennement dénommé HNPCC (Hereditary Non Polyposis Colorectal 

Cancer), transmis de façon autosomique dominante constituant environ 2 à 4% des cas de CCR (Baert-

Desurmont et al., 2018 ; Keum and Giovannucci, 2019). 

 

 

 

Figure 9. Proportion des différents types 

de cancers colorectaux (d’après Keum and 

Giovannuci, 2019) 

 

 

 

 Le syndrome de Lynch est l’une des plus anciennes formes décrites de prédisposition 

héréditaire au cancer (Lynch et al., 1977 ; Lynch et al., 2015). C’est en 1895 qu‘Alfred Warthin, médecin 

américain, fait l’observation d’un très grand nombre de décès par cancer dans la famille de sa 
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couturière. Il rapporte dans ses travaux publiés en 1913 que la famille G, ainsi nommée du fait de son 

origine germanique, présente de nombreux cas de cancers colorectaux, de l’utérus et de l’estomac et 

ce, dans toutes les générations. Il émet alors l’hypothèse selon laquelle le cancer se transmet dans 

cette famille via un facteur héréditaire, avec un mode de transmission mendélien (Lynch et al., 2015). 

Dans les années 1960, le médecin américain Henry Lynch fait l’observation de deux familles avec les 

mêmes traits phénotypiques que la famille G, validant ainsi l’hypothèse d’une transmission héréditaire 

du cancer selon un mode de transmission autosomique dominant. Ce « syndrome du cancer 

familial » (cancer family syndrome) est renommé en 1984 « syndrome de Lynch » par le médecin 

américain Richard Boland avant d’être appelé HNPCC par la suite (Boland and Troncale, 1984). Il a 

également été mis en évidence que ce syndrome prédisposait non seulement aux cancers colorectaux, 

mais également à un large spectre tumoral (Vasen et al., 1990). En effet, ce syndrome touche 

majoritairement le côlon et le rectum mais il est également associé à un risque élevé de cancer de 

l’endomètre. En outre, il confère également des risques plus modérés de développer des tumeurs dites 

du spectre étroit telles que le cancer de l’intestin grêle et des voies excrétrices urinaires, mais aussi 

des tumeurs dites du spectre élargi telles que le cancer de l’estomac, des ovaires, du pancréas et des 

voies biliaires (Win et al., 2012 ; Medina-Arrana et al., 2012). Ainsi, la dénomination « syndrome de 

Lynch » est désormais préférée à celle de HNPCC. D’autres cancers héréditaires considérés comme de 

rares variantes de ce syndrome se caractérisent par des présentations phénotypiques particulières. 

Ainsi un syndrome de Muir-Torre est évoqué dans le cas d’une présentation familiale de CCR avec des 

tumeurs cutanées (Muir et al., 1967 ; Torre et al., 1968) alors qu’un syndrome de Turcot est suspecté 

lorsque des CCR et des tumeurs cérébrales sont identifiés au sein d’une même famille (Turcot et al., 

1959).  

 

I.2.1. Les gènes MMR, gènes majeurs de prédisposition au syndrome de Lynch 

 Le syndrome de Lynch résulte d’altérations génétiques constitutionnelles hétérozygotes 

conduisant à la perte de fonction de l’un des gènes codant des protéines impliquées dans la voie de 

réparation des mésappariements de l’ADN, aussi connu sous le nom de système MMR (MisMatch 

Repair). Quatre gènes ont ainsi été identifiés comme gènes majeurs de prédisposition au syndrome de 

Lynch et sont appelés, dans leur ensemble, gènes MMR. Le premier gène identifié comme étant associé 

à ce syndrome a été le gène MSH2 (MutS Homolog 2 of E. coli ; OMIM #609309) localisé au niveau de 

la région 2p21 et se composant de 16 exons codant une protéine de 934 acides aminés (Figure 10 ; 

Fishel et al., 1993). Au cours de la même année fût découvert un second gène de prédisposition, le 

gène MLH1 (MutL homolog 1 of E. coli ; OMIM #120436) localisé en 3p21-23 et constitué de 19 exons 

codant une protéine de 756 acides aminés (Figure 10 ; Lindblom et al., 1993 ; Papadopoulos et al., 
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1994). Concomitant à cette découverte, un troisième gène de prédisposition a été identifié, le gène 

PMS2 (PostMeiotic Segregation increased 2 ; OMIM #600259) localisé dans la région 7p22 et composé 

de 15 exons codant une protéine de 862 acides aminés (Figure 10 ; Nicolaides et al., 1994). Enfin, le 

quatrième gène associé au syndrome de Lynch a été découvert quelques années après les trois 

premiers, il s’agit du gène MSH6 (MutS Homolog 6 of E. coli ; OMIM #600678) localisé en 2p16 et 

constitué de 10 exons codant une protéine de 1 361 acides aminés (Figure 10 ; Miyaki et al., 1997). De 

façon intéressante, il a récemment été découvert que des délétions constitutionnelles dans la partie 

3’ du gène EPCAM (EPithelial Cell Adhesion Molecule ; OMIM #185535), localisé au niveau de la région 

2p21 en amont du gène MSH2, pouvaient conduire à une inactivation épigénétique de MSH2 et 

constituer ainsi, une nouvelle cause de syndrome de Lynch (Ligtenberg et al., 2009). L’expression des 

gènes MMR est ubiquitaire. Pourtant, le spectre tumoral associé à une défaillance d’un de ces gènes 

est restreint à certains tissus, comme explicité ci-dessus. A ce jour, l’origine de cette spécificité 

tissulaire tumorale associée à une défaillance du système MMR n’est pas complètement élucidée. 

Plusieurs hypothèses ont été avancées parmi lesquelles la vitesse de prolifération cellulaire des tissus 

touchés ou l’exposition à des agents environnementaux toxiques (Chao and Lipkin, 2006). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 10. Représentation schématique des gènes et des domaines fonctionnels des protéines MMR 

(d’après les guidelines v.2.4. 2018 de l’organisation InSIGHT, https://www.insight-

group.org/content/uploads/2018/08/2018-06_InSiGHT_VIC_v2.4.pdf) 
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 Les altérations constitutionnelles hétérozygotes des gènes MMR sont associées à des 

pénétrances incomplètes variables selon le gène altéré (Moller et al., 2018 ; ten Broeke et al., 2018 ; 

Dominguez-Valentin et al., 2020). Une variation à l’origine d’une perte de fonction d’un de ces gènes 

conduira à un risque plus ou moins important de développer une tumeur. Ainsi, les risques cumulés 

de développer une tumeur du spectre associé à ce syndrome à 70 ans sont estimés à 79%, 77%, 62% 

et 22% pour une femme et 64%, 71%, 28% et 22% pour un homme lorsque MLH1, MSH2, MSH6 ou 

PMS2 sont mutés, respectivement (Tableau 3 ; Dominguez-Valentin et al., 2020). Cette variabilité 

d’incidence entre les hommes et les femmes peut s’expliquer par le fait que le spectre du syndrome 

de Lynch est caractérisé en grande partie par des cancers touchant des organes spécifiquement 

féminins tels que l’endomètre ou encore, les ovaires. L’incidence, en plus de varier selon le gène 

porteur de l’anomalie pathogène, peut donc également varier selon la nature du cancer ou selon le 

sexe de l’individu. En effet, le risque cumulé d’atteinte d’un cancer colorectal à l’âge de 70 ans est de 

44%, 42%, 20% et 3% chez les femmes porteuses d’une variation délétère de MLH1, MSH2, MSH6 ou 

PMS2, respectivement, tandis que les individus masculins présenteront un risque cumulé de 53%, 46%, 

12% ou 3%, respectivement (Tableau 3 ; Dominguez-Valentin et al., 2020). Après le cancer colorectal, 

le cancer de l’endomètre est le second cancer du spectre à présenter l’incidence la plus élevée avec 

un risque cumulé de développer une tumeur à 70 ans de 35%, 47%, 41% et 13% pour les femmes 

porteuses d’une variation causale de MLH1, MSH2, MSH6 et PMS2 (Tableau 3 ; Dominguez-Valentin et 

al., 2020). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 3. Risques cumulés à 70 ans de développer une tumeur du spectre du syndrome de Lynch 

en fonction du gène altéré (adapté de Dominguez-Valentin et al., 2020). Les chiffres sont exprimés en 

pourcentage. 
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Il est d’ailleurs intéressant de noter que certaines tumeurs sont préférentiellement associées 

à une altération d’un gène donné du système MMR (Tableau 4 ; Lynch et al., 2015). Par exemple, les 

CCR se développent essentiellement dans le cas de variations délétères du gène MLH1 tandis qu’une 

présentation de cancers extracoliques sera plus largement associée à une altération causale du gène 

MSH2 (Peltomäki et al., 2001). De même, les cancers de l’endomètre résultent majoritairement de 

variations pathogènes dans le gène MSH6 (Hendriks et al., 2004). Néanmoins, la grande majorité des 

cas de syndrome de Lynch sont associés à des variations constitutionnelles hétérozygotes pathogènes 

identifiées dans les gènes MSH2 et MLH1. En effet, selon le rapport de l’institut national du cancer 

(INCa) de 2017, 36% des variations détectées dans un cas de syndrome de Lynch sont localisées dans 

le gène MSH2, 28% dans le gène MLH1, 25% dans le gène MSH6 et enfin 11% dans le gène PMS2 

(Buecher et al., 2019 ; Consultations, laboratoires et suivi, INCa, 2017). De façon intéressante, une 

étude américaine effectuée en 2015 sur une cohorte de 1 260 individus tend à démontrer un ratio de 

variations identifiées par gène dans des cas de syndrome de Lynch très similaire au rapport de l’INCa 

tel que 35% sont des variations localisées dans le gène MSH2, 27% dans MLH1, 23% dans MSH6, 12% 

dans PMS2 et 3% dans EPCAM (Yurgelun et al., 2015). Plus rarement, certaines tumeurs associées au 

syndrome de Lynch peuvent être caractérisées par une hyperméthylation du promoteur du gène MLH1 

conduisant ainsi à l’inhibition de la transcription de l’allèle muté (Peltömaki et al., 2014). Toutefois, il 

est possible que ces données soient biaisées du fait de la différence de pénétrances associées à ces 

différents gènes. En effet, les formes de syndrome de Lynch résultant d’altérations des gènes MLH1 et 

MSH2 sont les plus sévères et sont donc plus facilement identifiables.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 4. L’hétérogénéité phénotypique du syndrome de Lynch est en partie fonction de la nature 

du gène MMR altéré (d’après Lynch et al., 2015). LS, Lynch Syndrome ; CRC, ColoRectal Cancer. 
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 Les protéines codées par les gènes MMR sont impliquées dans l’une des voies de réparation 

de l’ADN et assurent de ce fait, le maintien de l’intégrité du génome. A ce titre, les gènes MMR, comme 

les gènes BRCA, sont considérés comme des gènes suppresseurs de tumeurs et répondent donc au 

modèle « two-hit » de Knudson dans lequel une inactivation des deux allèles de l’un des gènes MMR, 

la première étant héritée et la seconde acquise au cours de la vie, est nécessaire pour conduire au 

développement tumoral (Peltomäki et al., 2014). A la suite de l’inactivation des deux allèles, le système 

MMR normalement en charge de la réparation des erreurs de mésappariements de l’ADN au cours de 

la réplication, devient inactif provoquant ainsi une accumulation des erreurs dans la séquence de l’ADN 

avec pour conséquence une augmentation drastique du taux de mutations dans les cellules déficientes 

par rapport aux cellules normales. Cette instabilité génomique est à l’origine du processus de 

tumorigenèse. L’inactivation du système MMR entraîne l’accumulation de mutations somatiques dans 

plusieurs gènes suppresseurs de tumeurs, tels que TGFBR2, BAX, APC et PTEN, induisant de ce fait une 

rapide progression de la tumeur (The Cancer Genome Atlas Network, 2012). 

 

I.2.2. Les fonctions associées aux protéines MMR  

 Les gènes MMR codent des protéines aux fonctions multiples principalement connues pour 

leur rôle capital dans le maintien de l’intégrité de l’information génétique au cours des divisions 

cellulaires. Les fonctions essentielles du système MMR sont, d’une part, la réparation post-réplicative 

des mésappariements de l’ADN et, d’autre part, la signalisation apoptotique de certains dommages à 

l’ADN, mais elles interviennent également dans diverses fonctions cellulaires (Hsieh and Yamane, 

2008 ; Edelbrock et al., 2013 ; Kunkel and Erie, 2015).  

 

I.2.2.a. La réparation post-réplicative des mésappariements de l’ADN  

 Comme explicité dans la partie I.1.2.a. traitant de la fonction des protéines BRCA dans le 

système de réparation des cassures double brin par recombinaison homologue, la réplication de l’ADN 

est une étape charnière dans la transmission de l’information génétique aux cellules filles. Il est 

indispensable que l’intégrité de cette information soit maintenue au plus proche de l’information 

contenue dans l’ADN de la cellule mère. Le système MMR est un mécanisme bidirectionnel de 

réparation des mésappariements de l’ADN qui permet de corriger les erreurs survenues lors de la 

réplication de l’ADN ayant échappé au contrôle des polymérases (proofreading) (Hsieh and Yamane, 

2008 ; Edelbrock et al., 2013 ; Kunkel and Erie, 2015 ; Liu et al., 2017). Cette voie de réparation permet 

de détecter et d’exciser précisément le mésappariement avant de resynthétiser correctement le brin 

néoformé. Grâce à ce système, le taux d’erreurs de la réplication diminue d’un facteur 1 000, 
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aboutissant à moins d’une erreur par génome diploïde lors de la division d’une cellule. C’est en 1975 

que l’équipe du biologiste et généticien américain Matthew Meselson a découvert cette voie de 

réparation dans la bactérie Escherichia coli (E. coli) (Wildenberg and Meselson, 1975 ; Wagner and 

Meselson). C’est ensuite l’équipe du biochimiste américain Paul Modrich qui a pleinement caractérisé 

le système MMR de E. coli, alors appelé système MutHLS (Mut, Mutator), en le reconstituant in vitro 

et en isolant les 11 protéines responsables de cette activité (Su and Modrich, 1986 ; Su et al., 1988). 

Par la suite, l’équipe de Paul Modrich a démontré qu’un système analogue existait dans les cellules 

eucaryotes (Fang and Modrich, 1993 ; Modrich, 2006). En effet, cette voie de réparation est très 

conservée de la bactérie aux mammifères ce qui se traduit par de très fortes homologies entre les 

systèmes MMR de la bactérie, de la levure et de l’homme (Eisein, 1998 ; Aravind et al., 1999 ; Fukui, 

2010). Cette découverte fondamentale a été récompensée par un prix Nobel de Chimie en 2015. 

 

Le système MMR met en jeu un grand nombre de protéines, souvent associées sous la forme 

d’hétérodimères, remplissant des rôles spécifiques et coordonnés dans ce processus complexe et 

séquentiel. Chez l’homme, deux principaux complexes peuvent être distingués : (i) le complexe MutS 

qui est à l’origine de la reconnaissance du mésappariement et (ii) le complexe MutL qui sert d’interface 

entre le premier complexe et les acteurs de la réparation de l’erreur de réplication. Selon le type de 

mésappariements de l’ADN, le complexe MutS recruté ne sera pas constitué des mêmes protéines. En 

effet, l’hétérodimère MutSα, composé des protéines MSH2 et MSH6, reconnaît principalement les 

erreurs de type substitutions ponctuelles et petites insertions/délétions tandis que l’hétérodimère 

MutSβ, formé des protéines MSH2 et MSH3, reconnaît exclusivement de larges insertions/délétions. Il 

est à noter que le complexe MSH2-MSH6 constitue l’hétérodimère MutS le plus abondant et à ce titre, 

reconnait la majorité des mésappariements de l’ADN (Reyes et al., 2015). Le complexe MutL, quant à 

lui, peut se former à partir des protéines MLH1 et PMS2, constituant ainsi l’hétérodimère MutLα, le 

plus connu chez l’homme, mais il peut également se composer des protéines MLH1-PMS1 et MLH1-

MSH3 formant, respectivement, les hétérodimères MutLβ et MutLγ dont les rôles dans ce mécanisme 

sont mineurs. Les protéines MLH1, MSH2, MSH6 et PMS2 exercent donc des fonctions essentielles 

dans le système MMR. La majorité des cas de syndrome de Lynch est associée à une altération 

pathogène des gènes MLH1 et MSH2 du fait de l’implication systématique des deux protéines 

résultantes dans la formation des hétéroduplexes MutS et MutL, respectivement (Plazzer et al., 2013). 

 

La réparation des mésappariements de l’ADN par le système MMR est initiée avec la 

reconnaissance de l’erreur de réplication par l’hétérodimère MutSα (Figure 11). L’interaction avec le 

mésappariement induit un changement de conformation du complexe MutSα qui, après liaison à l’ATP, 

recrute l’hétérodimère MutLα formant ainsi un complexe tétramérique. L’activité endonucléase 
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intrinsèque de MutLα est ensuite activée de manière stochastique par la protéine PCNA (Proliferating 

Cell Nuclear Antigen), chargée elle-même sur l’ADN par le facteur RFC (Replication Factor C), afin 

d’inciser le brin néosynthétisé, porteur du mésappariement (Figure 11 ; Reyes et al., 2015 ; Kunkel and 

Erie, 2015 ; Liu et al., 2017). Le mécanisme de discrimination du brin porteur du mésappariement n’est 

pas encore bien défini mais il a été suggéré que ce serait la liaison asymétrique de la protéine PCNA 

avec le brin néoformé qui permettrait à l’hétérodimère MutLα d’inciser spécifiquement le brin néo-

synthétisé (Kadyrov et al., 2006). Cependant, il a également été proposé que MutLα soit en capacité 

d’identifier précisément l’un des brins néoformés du fait de sa nature discontinue. En effet, la 

réplication bidirectionnelle de l’ADN est intrinsèquement asymétrique conduisant ainsi à la production 

à la fois de segments longs sur un brin (leading strand) et de courts segments discontinus transitoires 

nommés fragments d’Okazaki sur l’autre brin (lagging strand) (Pavlov et al., 2003). Par la suite, les 

protéines MSH2 et MLH1 du complexe tétramérique vont recruter l’enzyme exonucléase 1 (EXO1) qui 

va se servir de l’incision réalisée par l’hétérodimère MutLα comme point d’ancrage afin d’éliminer une 

partie du brin néosynthétisé (Figure 11). Il apparait qu’une déficience en cette enzyme ne conduit pas 

nécessairement à une inactivation du système MMR, suggérant ainsi l’existence de deux voies au sein 

de ce système : l’une, EXO1-dépendante et l’autre, EXO1-indépendante (Jagmohan-Changur et al., 

2003). Plusieurs hypothèses supportent l’existence de cette seconde voie dont, notamment, celle 

considérant MRE11, une exonucléase généralement associée au mécanisme de réparation des 

cassures double brin de l’ADN. En effet, il a été montré qu’une déficience en MRE11 ou une anomalie 

dans son domaine d’interaction avec la protéine MLH1, sont associées à une déficience du système 

MMR (Vo et al., 2005). Pendant la dégradation du brin néosynthétisé, des protéines RPA sont recrutées 

au niveau du brin d’ADN qui sert de matrice afin de le stabiliser. Enfin, une fois la dégradation du brin 

porteur du mésappariement effectuée, les ADN polymérases δ et ε pourront re-synthétiser fidèlement 

le brin d’ADN à partir de la séquence d’ADN complémentaire du brin matrice et l’ADN ainsi 

nouvellement synthétisé sera scellé au reste du brin grâce à une ligase d’ADN (Figure 11). 
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Figure 11. Le mécanisme de réparation post-réplicative des mésappariements de l’ADN par le 

système MMR chez l’homme (d’après Kunkel and Erie, 2015) 

 

I.2.2.b. La signalisation apoptotique de certains dommages de l’ADN 

 En plus de sa fonction de réparation des mésappariements de l’ADN, le système MMR 

intervient également dans la réponse cellulaire à certains agents génotoxiques. En effet, les 

hétéroduplexes MutS sont capables de reconnaître des altérations de l’ADN induites par des agents 

chimiques de type antinéoplasiques ou alkylants, conditionnant ainsi l’arrêt du cycle cellulaire et 

l’apoptose de la cellule (Jiricny, 2006 ; O’brien and Brown, 2006 ; Hsieh and Yamane, 2008 ; Gupta and 
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Heinen, 2019). De façon intéressante, il a été montré que les cellules déficientes en protéines MMR 

exposées à des agents alkylants étaient 100 fois plus résistantes à la mort cellulaire illustrant ainsi le 

rôle important de ces protéines dans la signalisation apoptotique en réponse à des agents alkylants 

(Karran, 2001). 

 

Les agents alkylants MNNG (N-méthyl-N’-nitro-N-nitrosoguanidine), MNU (N-méthyl-N-

nitrosourée) et leurs analogues utilisés comme agents chimiothérapeutiques anticancéreux, le 

témozolomide et la dacarbazine, sont à l’origine d’une cytotoxicité cellulaire du fait de la méthylation 

de l’atome d’oxygène en position 6 des guanines de l’ADN (O6-meG, O6-méthylGuanine) (Swan et al., 

1996 ; Karran, 2001). Classiquement, l’enzyme MGMT (O6-MéthylGuanine-Méthyltransférase) 

constitue la première défense contre les lésions O6-meg par transfert du groupement méthyle de la 

guanine altérée vers un de ses propres résidus cystéine, ce qui a pour conséquence de l’inactiver 

(Yarosh et al., 1984). Néanmoins, cette enzyme n’est pas infaillible et peut se retrouver saturée ou 

inactivée induisant ainsi une fuite du premier système de réparation de ce type d’altérations. Pendant 

la réplication, la base modifiée O6-meG n’est pas correctement reconnue par la polymérase qui va 

incorporer une thymine au lieu d’une cytosine, base complémentaire de la guanine, générant un 

mésappariement. L’hétéroduplexe MutS reconnaît alors le mésappariement apparu sur le brin 

néosynthétisé et induit l’apoptose (Duckett et al., 1996 ; Karran, 2001 ; Mojas et al., 2007). 

 

Aujourd’hui, le mécanisme à l’origine de la mort cellulaire à la suite de la reconnaissance d’un 

mésappariement O6-meG par le système MMR n’est pas complètement élucidé et deux modèles non 

exclusifs sont généralement discutés (Figure 12 ; Edelbrock et al., 2013 ; Gupta and Heinen, 2019). 

Dans le premier modèle appelé « modèle de signalisation directe », il est proposé que le système MMR 

soit directement à l’origine de l’activation de la voie de signalisation des dommages à l’ADN par 

interaction des protéines MSH2 et ATR (Ataxia-Telangiectasia mutated and Rad3-Related) et/ou de la 

protéine MLH1 avec la protéine ATM (Brown et al., 2003 ; Wang and Qin, 2003 ; Yoshioka et al., 2006 ; 

Jiricny, 2006). L’arrêt du cycle cellulaire serait médié par les protéines CHK1 et CHK2 (CHeckpoint 

Kinase 1/2) à la suite de leur interaction avec les protéines ATR et ATM, ou encore directement par 

liaison avec la protéine MSH2 (Hawn et al., 1995 ; Adamson et al., 2005). Dans ce modèle, il semblerait 

que l’apoptose soit provoquée par phosphorylation de la protéine p53 (Duckett et al., 1999 ; Hickman 

and Samson, 1999). Le second modèle, nommé « modèle de réparation futile » ou « modèle des cycles 

futiles », suggère que ce sont les multiples tentatives de réparation du mésappariement par le système 

MMR qui génèrent des portions d’ADN simple brin puis double brin, au fur et à mesure des cycles de 

réplication, conduisant à terme à l’arrêt du cycle cellulaire et à l’apoptose (Figure 12 ; York and 
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Modrich, 2006 ; Mojas et al., 2007). Dans ce modèle, le système MMR ne peut réparer la véritable 

lésion car celle-ci est localisée sur le brin matrice et pas sur le brin néosynthétisé.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 12. Les deux modèles d’induction de l’apoptose à la suite de la reconnaissance d’un 

mésappariement O6-meG par le système MMR (adapté de Gupta and Heinen, 2019) 

 

 Il est à noter que le système MMR est également impliqué dans la réponse cellulaire aux lésions 

oxydatives de type 8-oxoguanine (Colussi et al., 2002 ; Mazurek et al., 2002) ou encore, aux dommages 

induits pas des rayonnements ultraviolets (Young et al., 2004 ; van Oosten et al., 2005). Ainsi, les 

protéines majeures du système MMR, en plus de leur rôle au sein de la voie de réparation des 

mésappariements de l’ADN, modulent plusieurs mécanismes de contrôle de l’intégrité du génome. La 

déficience d’une de ces protéines conduit non seulement à l’accumulation d’anomalies mais aussi à la 

croissance sélective de cellules mutées, conduisant ainsi à la tumorigenèse. 
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 I.2.2.c. Les autres fonctions portées par les protéines MMR 

 Outre la correction des mésappariements de l’ADN lors de la réplication et la signalisation 

apoptotique de certains dommages à l’ADN, les protéines MMR interviennent également au sein 

d’autres voies de réparation de l’ADN (Jiricny, 2006 ; Gupta and Heinen, 2019). En effet, toute 

altération de la conformation hélicoïdale de l’ADN constitue une cible potentielle pour les composants 

du système MMR. Par exemple, au cours de la réparation des cassures double brin de l’ADN par 

recombinaison homologue, il est essentiel que le chromosome porteur de l’anomalie recombine 

spécifiquement avec la séquence homologue associée. Dans le cas d’une recombinaison hétérologue, 

la réunion de deux portions d’ADN ne présentant pas ou peu d’homologie de séquence conduira à 

l’introduction de mésappariements (George and Alani, 2012 ; Chakraborty and Alani, 2016). Les 

hétéroduplexes MutSα ou β, dépendants du type de mésappariements, sont en capacité d’identifier 

ces anomalies, de s’y fixer et de recruter un complexe protéique spécifique permettant le déroulement 

de la molécule d’ADN et ce, afin d’initier une nouvelle recherche d’homologie de séquence. Ce 

processus, appelé anti-recombinaison, joue un rôle indispensable dans le maintien de l’intégrité du 

génome. 

 

 De plus, certaines protéines MMR sont amenées à jouer un rôle dans diverses fonctions 

cellulaires telles que la recombinaison mitotique (Datta et al., 1996 ; Rizki and Lundblad, 2001) et 

méiotique (Hunter and Borts, 1997 ; Wang et al., 1999b) ainsi que la commutation de classes des 

immunoglobulines (Ehrenstein and Neuberger, 1999 ; Schrader et al., 1999). 

 

 I.2.2.d. Les domaines fonctionnels des protéines MMR 

 Comme illustré dans la figure 10, les protéines majeures du système MMR présentent des 

domaines fonctionnels spécifiques, parfois chevauchants, importants pour leurs activités de 

réparation de l’ADN. Les protéines MSH2 et MSH6 portent des domaines d’interaction permettant la 

formation de l’hétérodimère MutSα (Edelbrock et al., 2013).  De plus, ces protéines possèdent chacune 

un domaine de liaison à l’ADN (DBD, DNA Binding Domain) conditionnant la fixation de l’hétérodimère 

MutSα au brin d’ADN porteur du mésappariement. Le domaine « connecteur » (connector), comme sa 

dénomination l’indique, permet la connexion entre le brin d’ADN et une troisième région, le domaine 

« levier » (lever) séparé en deux zones distinctes par le domaine « pince » (clamp). La combinaison de 

ces trois domaines assure le maintien de l’hétérodimère sur l’ADN endommagé favorisant ainsi 

l’activation du domaine ATPase, localisé en C-terminal des deux protéines (Edelbrock et al., 2013). La 

protéine MSH6 contient également un motif PWWP (Pro-Trp-Trp-Pro), un signal de localisation 
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nucléaire (NLS, Nuclear Localisation Signal) et un domaine d’interaction N-terminal avec la protéine 

PCNA (PIP, PCNA-Interacting Protein). La protéine MSH2 est aussi constituée d’un domaine de fixation 

à MSH3 permettant la formation de l’hétérodimère MutSβ, d’un motif hélice-tour-hélice (HTH, Helix-

Turn-Helix), d’un domaine d’interaction et de stabilisation à EXO1 et d’un domaine de liaison à 

l’hétérodimère MutLα. Ce dernier est formé des protéines MLH1 et PMS2, toutes deux constituées, en 

C-terminal, d’un domaine de liaison à son partenaire (Kadyrova and Kadyrov, 2016). Elles possèdent 

également un domaine NLS ainsi qu’un domaine ATPase situé en N-terminal, nécessaire à l’activité 

endonucléase du complexe MutLα. Cette activité est en partie assurée par le motif DQHA(X)2E(X)4E, 

porté par la région C-terminale de la protéine PMS2, mais également PMS1 et MLH3 (Kadyrov et al., 

2006). La protéine MLH1 contient également un domaine de liaison à l’hétérodimère MutSα, un 

domaine d’interaction avec EXO1, plusieurs signaux d’exportation nucléaire (NES, Nuclear Export 

Signal) ainsi qu’un domaine de fixation aux protéines PMS1 et MLH3 permettant la formation des 

hétérodimères MutLβ et MutLγ, respectivement. 

 

I.2.3. Le diagnostic du syndrome de Lynch 

Le diagnostic définitif d’un syndrome de Lynch repose sur l’identification, dans le génome du 

patient, d’une altération génétique constitutionnelle hétérozygote à l’origine de la perte de fonction 

de l’un des gènes MMR (Lynch et al., 2015 ; Yurgelun and Hampel, 2018). Ce diagnostic moléculaire 

n’est cependant réalisé qu’après l’identification en amont d’un certain nombre d’éléments évocateurs 

de la maladie tels que le contexte clinique individuel, les antécédents familiaux et les caractéristiques 

tumorales. 

 

I.2.3.a. Identification des cas évocateurs 

Une prédisposition héréditaire au cancer est évoquée devant la précocité de survenue de la 

tumeur, une multiplicité des cancers chez un même individu ainsi qu’une agrégation de CCR et/ou de 

cancers du spectre du syndrome de Lynch au sein d’une même branche familiale (Figure 13). Dans ce 

contexte, seront entreprises des analyses à la recherche d’une déficience du système MMR au niveau 

tumoral. Celles-ci comprennent, d’une part, l’évaluation de l’instabilité microsatellitaire (MSI, 

MicroSatellite Instability) au niveau de l’ADN tumoral et, d’autre part, l’analyse de l’expression 

somatique des protéines MMR. 
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Figure 13. Arbre généalogique d’une famille évocatrice d’un syndrome de Lynch (d’après Lynch and 

de la Chapelle, 2013) 

 

Évaluation du statut d’instabilité microsatellitaire 

Décrit pour la première fois en 1993, les tumeurs associées à un syndrome de Lynch sont 

spécifiquement caractérisées par un phénotype d’instabilité microsatellitaire, signature moléculaire 

d’une conséquence directe de la déficience du système MMR (Thibodeau et al., 1993 ; Peltomaki et 

al., 1993). En effet, lorsqu’une des protéines indispensables au bon fonctionnement du système MMR 

est altérée, les erreurs accumulées lors de la réplication de l’ADN conduisent à une augmentation 

drastique de l’instabilité génomique tout particulièrement au niveau des microsatellites, séquences 

d’ADN mono, di, tri ou tétra-nucléotidiques répétées en tandem. L’ADN issu des cellules tumorales 

sera donc particulièrement marqué d’insertions et de délétions dans les séquences répétées des 

microsatellites en cas de déficience du système MMR, en comparaison à l’ADN issu des cellules du tissu 

normal (Sameer et al., 2014). Un criblage par PCR basé sur l’amplification spécifique d’au moins cinq 

marqueurs mono-nucléotidiques parmi les sept recommandés (BAT25, BAT26, BAT40, NR21, NR22, 

NR24, NR27) est nécessaire afin de déterminer le degré d’instabilité des microsatellites dans la tumeur 

(Figure 14 ; Manceau et al., 2011 ; Pagin et al., 2013 ; Richman et al., 2015 ; INCa, 2016). Trois 

phénotypes peuvent être observés : (i) le phénotype MSS (MicroSatellite Stable), lorsqu’aucune 

altération n’est détectée dans les marqueurs microsatellitaires, (ii) le phénotype MSI-L (MicroSatellite 

Instability Low), lorsqu’un marqueur sur les cinq est associé à une instabilité microsatellitaire et (iii) le 

phénotype MSI-H (MicroSatellite Instability High), lorsqu’au moins deux marqueurs sur les cinq 

présentent une instabilité microsatellitaire. Les résultats de ce type d’analyse sont toutefois à nuancer 
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car, dans environ 15% des cas de CCR sporadiques, un phénotype MSI peut également être détecté 

(Richman et al., 2015). Dans ce contexte, l’instabilité microsatellitaire résulte essentiellement au 

niveau somatique d’une hyperméthylation du promoteur du gène MLH1 à l’origine de la perte de 

fonction de la protéine. De plus, les CCRs sporadiques présentent dans une majorité des cas une 

variation dans l’oncogène BRAF (le plus souvent p.V600E), ce qui n’est pas le cas des CCRs identifiés 

dans un contexte de syndrome de Lynch (Domingo et al., 2005). Ainsi, une instabilité microsatellitaire 

associée à une hyperméthylation du promoteur du gène MLH1 et à la présence de la variation p.V600E 

du gène BRAF, sont des arguments en faveur d’une présentation de CCR sporadique, excluant un 

diagnostic de syndrome de Lynch. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 14. Profil d’instabilité microsatellitaire tumorale obtenu par PCR multiplex fluorescente suivi 

d’une électrophorèse capillaire sur séquenceur (d’après Pagin et al., 2013). L’analyse présentée en 

haut correspond à l’expression microsatellitaire d’un tissu normal (N) pour les 6 marqueurs étudiés ici. 

L’analyse présentée en bas correspond à celle du tissu tumoral (T) colorectal d’un patient porteur 

d’une variation constitutionnelle du gène MLH1 dont l’expression protéique a été perdue dans la 

tumeur. Cette figure montre une instabilité des microsatellites avec un nombre de répétitions altéré 

dans le tissu tumoral par rapport au tissu normal. 

 

Analyse de l’expression des protéines MMR 

 Afin d’identifier toujours plus précisément les patients susceptibles de présenter une 

altération constitutionnelle de l’un des gènes MMR et donc un syndrome de Lynch, une analyse de 

l’expression protéique des composants principaux du système MMR dans les tissus tumoraux est 

généralement recommandée. Dans la majorité des cas, les tumeurs déficientes au niveau du système 

MMR présentent une extinction totale d’expression d’au moins une des protéines MMR étant donné 

qu’une altération dans un des gènes MMR conduit souvent à la perte d’expression de la protéine 

associée. L’immunohistochimie (IHC), méthode rapide et simple, permet d’interroger directement 

l’expression des quatre protéines dans le tissu tumoral et ainsi, d’orienter l’étude moléculaire 
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constitutionnelle (Figure 15 ; Thibodeau et al., 1996 ; Yurgelun and Hamel, 2018). Une perte 

d’expression des protéines MSH6 ou PMS2 suggère la présence d’une altération constitutionnelle dans 

l’un des gènes associés tandis qu’un défaut d’expression combinée de MSH2 et MSH6 ou de MLH1 et 

PMS2 évoque d’avantage la présence d’une anomalie dans le gène MSH2 et MLH1, respectivement. 

En effet, les protéines MMR fonctionnant sous forme d’hétérodimères MSH2-MSH6 et MLH1-PMS2, 

les protéines MSH6 et PMS2 sont déstabilisées en absence des protéines MSH2 et MLH1, 

respectivement (Richman et al., 2015).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 15. Analyse de l’expression tumorale des protéines MMR par immunohistochimie (d’après 

Richman et al., 2015). Expression (A, C, E, G) ou absence d’expression (B, D, F, H) des protéines MLH1, 

MSH2, MSH6, PMS2, respectivement, détectée par immunohistochimie dans les tumeurs colorectales 

de patients évocateurs d’un syndrome de Lynch.   

 

Les recommandations internationales : les critères d’Amsterdam et de Bethesda 

 L’ensemble de ces éléments, cliniques, familiaux et tumoraux, évocateurs d’un syndrome de 

Lynch a permis d’établir des recommandations internationales de bonnes pratiques standardisées et 

ce, dans le but de faciliter le diagnostic (Tableau 5 ; Giardiello et al., 2014). C’est en 1991 que les 

premières recommandations ont été émises par le groupe collaboratif international de HNPCC sous la 

forme des critères d’Amsterdam I qui définissent que tout individu avec une histoire familiale de CCR 

présente un risque élevé de développer un CCR à un âge précoce, tout en excluant les syndromes de 

polyposes adénomateuses familiales. Ces recommandations ont fait l’objet d’une révision en 1999 et 

intègrent dès lors la présentation de certaines tumeurs extracoliques comme élément évocateur d’un 

syndrome de Lynch, constituant ainsi les critères d’Amsterdam II (Vasen et al., 1999). En parallèle, 
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l’institut national du cancer américain a établi les critères de Bethesda, des recommandations 

s’appuyant notamment sur l’instabilité microsatellitaire détectée dans les tumeurs comme élément 

signature d’un diagnostic de syndrome de Lynch (Rodriguez-Bigas et al., 1997). A l’instar des critères 

d’Amsterdam I, les critères de Bethesda ont également fait l’objet d’une révision quelques années plus 

tard, en 2004 (Umar et al., 2004). Les critères de Bethesda révisés sont actuellement plus sensibles 

que ceux d’Amsterdam II et permettent ainsi l’identification de certaines formes cliniques atypiques 

du syndrome de Lynch qui ne répondent pas aux critères d’Amsterdam II. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 5. Recommandations internationales de bonnes pratiques standardisées : les critères 

d’Amsterdam II et de Bethesda révisés (d’après Coffin et al., 2019) 

 

I.2.3.b. Le diagnostic moléculaire du syndrome de Lynch 

 Sur la base d’éléments évocateurs d’un syndrome de Lynch il peut être proposé au patient un 

diagnostic moléculaire afin de confirmer un cas de syndrome de Lynch (Figure 16). L’objectif est alors 

l’identification de l’anomalie constitutionnelle hétérozygote pathogène à l’origine de la déficience du 

système MMR. Les variations constitutionnelles à l’état homozygote dans les gènes MMR ne 

constituent pas une prédisposition au syndrome de Lynch mais sont associées au syndrome CMMRD 

(Constitutionnal MisMatch Repair Deficiency), un syndrome conduisant au développement simultané 

ou successif de différents types de tumeurs dès le plus jeune âge (Wang et al., 1999a ; Buecher et al., 

2019). L’identification de la variation causale est indispensable à la bonne orientation du conseil 

génétique pour le patient et ses apparentés, d’un point de vue diagnostique et pronostique mais 

également thérapeutique. 
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Figure 16. Recommandations au diagnostic moléculaire d’un syndrome de Lynch (d’après Coffin et 

al., 2019) 

 

Au même titre que le diagnostic moléculaire du syndrome sein-ovaire, celui du syndrome de 

Lynch a été révolutionné par l’implémentation du NGS qui permet aujourd’hui d’analyser plusieurs 

gènes simultanément à moindre coût (Gallego et al., 2015, Baert-Desurmont et al., 2018). En France, 

le Groupe Génétique et Cancer a établi un panel de 14 gènes dont l’utilisation est recommandée pour 

toutes les formes héréditaires de CCR : MLH1, MSH2, MSH6, PMS2, EPCAM, APC, MUTYH, BMPR1A, 

CDH1, POLD1, POLE, PTEN, SMAD4, STK11 (Dhooge et al., 2020). Cependant, il est important de noter 

que l’existence de plusieurs pseudogènes du gène PMS2, situés sur le même chromosome, complique 

la détection de variations dans ce gène (Nakagawa et al., 2004). Afin d’amplifier le gène PMS2 et non 

l’un de ses pseudogènes, une technique de PCR long-range a spécifiquement été développée dans ce 

but (Vaughn et al., 2010).  
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Importance du diagnostic moléculaire du syndrome de Lynch 

L’identification de l’altération génétique à l’origine de la maladie revêt un caractère essentiel 

d’un point de vue diagnostique, mais également pronostique, car elle va conditionner la prise en 

charge du cas index mais également le suivi médical de ses apparentés. Dans le cas d’individus non 

porteurs, cela permet de lever une surveillance inutile tandis que dans le cas d’individus porteurs de 

la variation pathogène, les cliniciens pourront proposer des examens de surveillance afin de dépister 

précocement tout développement tumoral. Des recommandations de prise en charge ont été émises 

par des consortia d’experts européens et américains telles qu’un individu porteur d’une variation 

pathogène dans l’un des gènes MMR se verra proposer des coloscopies annuelles complétées par des 

hystéroscopies, des échographies utérines et des biopsies utérines pour les femmes (Vasen et al., 

2013). En France, un réseau national d’experts a été constitué afin d’établir des recommandations 

basées sur les données de la littérature scientifique ainsi que sur les différentes recommandations 

émises à l’international (Figure 17 ; Coffin et al., 2019). 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 17. Recommandations proposées par le réseau français pour la surveillance d’un individu 

porteur d’une altération pathogène d’un des gènes MMR (d’après Coffin et al., 2019) 

 

 Ainsi, un individu porteur d’une variation pathogène d’un des gènes MMR se verra proposer 

un dépistage digestif consistant en une coloscopie tous les deux ans dès l’âge de 20/25 ans pouvant 

être rapproché à un intervalle d’un an si un polype adénomateux ou festonné a été mis en évidence 

lors du précédent examen. Une surveillance duodénale est également recommandée par endoscopie 
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digestive haute tous les quatre ans dès 20/25 ans ou tous les deux ans dans le cas d’antécédents 

familiaux de cancer de l’estomac. A partir de 40 ans, un dépistage urothélial est conseillé tous les ans 

avec une cytologie urinaire ainsi qu’une échographie vésico-rénale dans le cas d’individus porteurs 

d’une altération pathogène du gène MSH2 ou d’antécédents familiaux de tumeurs urothéliales. Pour 

les femmes, un examen gynécologique, une échographie et des biopsies endométriales sont 

recommandés tous les ans dès 35 ans. Une hystérectomie et une salpingo-oophorectomie 

prophylactiques peuvent également être proposées après 45 ans afin de diminuer le risque d’atteinte 

d’un cancer de l’endomètre ou des ovaires. Enfin, il sera conseillé aux individus porteurs d’éviter ou 

d’arrêter le tabac et également de surveiller leur charge pondérale. De façon tout à fait remarquable, 

des études prospectives ont permis de démontrer qu’un suivi régulier par coloscopie des individus à 

risque permettait de réduire significativement l’incidence et la mortalité des CCR (Yurgelun and 

Hampel, 2018). Néanmoins, il n’a pas été démontré qu’un suivi gynécologique quel qu’il soit, ait un 

réel impact sur la détection précoce des cancers de l’endomètre ou des ovaires associés à un syndrome 

de Lynch (Yurgelun and Hampel, 2018). 

 

 Intérêt thérapeutique du diagnostic moléculaire du syndrome de Lynch 

Dans le cas d’individus déjà atteints d’un cancer, l’identification de l’altération 

constitutionnelle revêt un caractère essentiel d’un point de vue thérapeutique. En particulier, il a été 

rapporté que l’utilisation de certains traitements anti-cancéreux classiques, tels que les sels de platines 

et le 5-fluorouracile, étaient inefficaces contre les tumeurs déficientes en système MMR (Fink et al., 

1998 ; Sargent et al., 2010). Il est donc recommandé de traiter ces tumeurs avec d’autres agents anti-

cancéreux ou d’ajouter des adjuvants capables de rétablir le bénéfice de la chimiothérapie. De façon 

importante, l’identification de l’altération pathogène dans un des gènes MMR conditionne aujourd’hui 

l’accès à certaines thérapies ciblées. Il a été mis en évidence que les tumeurs associées au syndrome 

de Lynch pouvaient être traitées par des approches thérapeutiques basées sur le concept de létalité 

synthétique (Martin et al., 2010 ; Guillotin and Martin, 2014). Au même titre que les thérapies ciblées 

utilisées dans un contexte de syndrome sein-ovaire, ces thérapies sont basées sur la perte de fonction 

concomitante de deux voies de réparation complémentaires : l’inhibition des ADN polymérases 

impliquées dans la voie de réparation BER conduit à une accumulation des lésions oxydatives au niveau 

de l’ADN des cellules tumorales qui, déficientes en activité MMR, ne peuvent réparer ces dommages. 

Cette thérapie entraîne donc une surcharge de lésions non réparables dans les cellules déficientes en 

système MMR conduisant ainsi à la mort cellulaire. Il est toutefois important de noter que la réponse 

thérapeutique peut varier selon le gène altéré. Par exemple, les cellules tumorales déficientes en 

protéines MSH2 sont particulièrement sensibles au méthotrexate, un agent induisant des dommages 
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oxydatifs, alors que les cellules déficientes en protéines MLH1 sont résistantes à cette drogue (Martin 

et al., 2009).  

 

Dans le cas de tumeurs à MSI, l’immunothérapie a été reconnue comme un traitement 

pertinent (Valle et al., 2019). En effet, l’accumulation de variations de type frameshift engendrées par 

l’instabilité microsatellitaire de certaines séquences répétées au sein de régions codantes conduit à la 

production de néoantigènes reconnus par les cellules lymphocytaires T CD8+ (Maby et al., 2016). Les 

tumeurs à MSI sont donc caractérisées par une densité élevée de lymphocytes infiltrant la tumeur (TIL, 

Tumor Infiltrating Lymphocytes) (Smyrk et al., 2001). Ainsi, il pourrait être attendu que ces tumeurs 

soient éliminées directement par le système immunitaire. Ce n’est cependant pas le cas car une grande 

quantité de molécules immunosupressives (PD-1, PD-L1, CTLA-4, LAG-3 et IDO) est exprimée par les 

cellules tumorales et leur microenvironnement immunitaire (Llosa et al., 2015). Récemment, il a été 

montré dans 3 études de phase II que l’administration d’anticorps monoclonaux anti PD-1 

(pembrolizumab, nivolumab) seuls (Le et al., 2015 ; Overman et al., 2017) ou en combinaison avec un 

anti-CTLA-4 (ipilumab) (Overman et al., 2018) permettait d’assurer un contrôle tumoral prolongé chez 

des patients qui ne répondent pas aux traitements conventionnels. Le bénéfice clinique observé pour 

ces patients a ainsi permis à deux anticorps monoclonaux, le pembrolizumab et le nivolumab, d’être 

autorisés par la FDA (Food and Drug Administration) aux Etats-Unis comme traitement des tumeurs à 

MSI. Cependant, en Europe, ces molécules ne sont pas disponibles pour cette indication et les patients 

doivent être orientés vers des essais thérapeutiques pour pouvoir bénéficier de cette immunothérapie. 

Un essai de phase III international initié par le professeur Thierry André de l’hôpital AP-HP Saint-

Antoine à Paris a permis de démontrer l’impact significatif du pembrolizumab sur la survie sans 

progression tumoral de patients atteints d’un cancer colorectal métastatique à MSI (André et al., 

2020). Ces résultats valident l’intérêt de l’immunothérapie en traitement de première intention dans 

le cas de CCR métastatiques à MSI et devraient permettre l’obtention d’une autorisation européenne 

de mise sur le marché.  
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II. La problématique de l‘interprétation clinique des variations 

génétiques 

La grande variabilité inter-individuelle du génome humain 

La plus grande réussite scientifique du XXème siècle fut, sans conteste, la découverte de la 

structure en double hélice de l’ADN par Rosalind Franklin, Maurice Wilkins, James Watson et Francis 

Crick (Watson and Crick, 1953). Cette révolution scientifique a marqué un tournant décisif pour la 

biologie moléculaire et la génétique humaine et a entraîné l’essor de multiples inventions parmi 

lesquelles, le séquençage de la molécule d’ADN. La première technologie de séquençage de l’ADN a 

été développée par le biochimiste anglais Frederick Sanger et porte désormais son nom (Sanger et al., 

1977). En 1980, le développement du séquençage Sanger a rendu envisageable une idée qui faisait 

rêver plus d’un biologiste : cartographier le génome humain entier. Le programme Human Genome 

Project a alors vu le jour grâce à un effort collaboratif international sans précédent regroupant les seize 

plus grands instituts de biotechnologie du monde. Il aura fallu treize ans et près de 3 milliards de dollars 

pour enfin parvenir à déchiffrer les 3,4 milliards de bases du génome humain, constituant ainsi une 

avancée unique et primordiale pour la génétique clinique (International Human Genome Sequencing 

Consortium, 2004 ; Shendure et al., 2017). 

 

 Presque vingt ans plus tard, le séquençage du génome entier d’un individu peut désormais être 

réalisé pour moins de 1 000 dollars et en moins de vingt-quatre heures (National Human Genome 

Research Institute, https://www.genome.gov). Ceci a été rendu possible grâce au développement de 

nouvelles technologies de séquençage à haut débit (NGS, Next-Generation Sequencing). Au début des 

années 2000, fort des résultats du programme Human Genome Project, les premiers séquenceurs à 

haut débit, dits de première génération, ont été rapidement développés afin d’optimiser le coût et le 

temps de séquençage d’un génome individuel (Shendure et al., 2017). Depuis, les technologies de 

séquençage à haut débit n’ont cessé d’évoluer, faisant place aux séquenceurs de deuxième, troisième 

puis quatrième génération, se renouvelant sans cesse pour séquencer toujours plus vite et toujours 

moins cher. 

 

L’essor de ces technologies de séquençage à haut débit a été mis à profit par de très importants 

consortia internationaux dans le but d’appréhender la diversité du génome humain. Ainsi, le projet 

1000 Génomes a permis de mettre en évidence le très large spectre de la variabilité génétique du 

génome humain (The 1000 Genomes Project Consortium, 2015). Sur la base du séquençage du génome 

de 2 504 individus provenant de 26 populations différentes, plus de 88 millions de variations 
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différentes ont été détectées. Ces variations peuvent être regroupées en 3 catégories : (i) les variations 

ponctuelles d’une base (SNV, Single Nucleotide Variant) les plus fréquentes (84,7 millions), (ii) les 

petites insertions/délétions (indels) (3,6 millions) mais aussi (iii) les réarrangements de grande taille 

ou variations structurales (60 000) (The 1000 Genomes Project Consortium, 2015). La comparaison de 

la séquence du génome d’un individu donné avec celle du génome de référence a alors fait apparaitre 

en moyenne 4 à 5 millions de variations ponctuelles (Tableau 6 ; Eichler et al., 2019).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 6. Variabilité interindividuelle du génome (d’après Eichler et al., 2019)  

 

De façon importante, cette très grande variabilité génétique ne se restreint pas uniquement 

aux séquences non-codantes du génome humain mais elle impacte également les régions codant les 

protéines. En 2016, les données issues du consortium international ExAC (Exome Aggregation 

Consortium) à partir du séquençage d’exomes de 60 706 individus d’origines diverses constituent pour 

la première fois un catalogue exhaustif des variations génétiques identifiées dans les séquences 

codantes humaines (Lek et al., 2016). Ces travaux ont ainsi permis d’identifier 7,4 millions de variations 

(en moyenne une toutes les 8 bases) dont 72% correspondaient à des variations nouvelles (i.e. non 

répertoriées dans les autres bases de données) et 54% à des singletons (i.e. variations portées par un 

unique individu). Ce répertoire de variations génétiques humaines ne cesse de s’étendre du fait de 

l’agrégation de nouvelles données de séquençage. Aujourd’hui, l’ensemble de ces données recouvre 

l’analyse non seulement des SNV mais également des variants structuraux pour un nombre total de 

141 456 individus (i.e. 125 748 exomes et 15 708 génomes) (Karczewski et al., 2020). Ces informations 

sont désormais répertoriées dans la base de données gnomAD (the genome Aggregation Database, 

https://gnomad.broadinstitute.org/). Régulièrement mise à jour et libre d’accès, cette base constitue 

une ressource primordiale dans le domaine de la génétique humaine et tout particulièrement du fait 

de son utilisation pour l’interprétation clinique des variations identifiées dans le génome des patients. 

Il est désormais estimé que l’exome de chaque individu présente, en moyenne, 21 000 SNV en 

comparaison avec celui de référence (données internes de notre laboratoire Inserm U1245, Rouen). 
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La très grande majorité de ces variations correspond à des polymorphismes très fréquents dans la 

population générale (MAF, Minor Allele Frequency ≥ 1%). Toutefois, chaque individu est porteur 

d’environ 1 400 variations rares (MAF < 1%) voire uniques. Cette très grande variabilité inter-

individuelle du génome humain a de très fortes implications dans la recherche de corrélations 

génotype/phénotype dans le contexte des maladies à déterminisme mendélien et donc, dans 

l’interprétation biologique et clinique de la pléthore de variations identifiées dans le génome des 

patients.  

 

La variabilité génétique appréhendée dans un contexte de maladie mendélienne 

Grâce au développement et à l’implémentation du séquençage à haut débit de l’ADN en 

routine, la génétique médicale humaine est entrée dans une nouvelle ère. En effet, à la suite de la 

réduction importante des coûts ainsi que la miniaturisation des séquenceurs, le NGS est devenu une 

technologie à la portée d’un grand nombre de laboratoires de recherche mais aussi de diagnostic 

moléculaire rendant ainsi beaucoup plus aisé le criblage des mutations dans le génome de patients. 

Dans un contexte de maladie mendélienne, l’enjeu majeur n’est donc plus la détection des variations 

dans le génome des patients mais bel et bien, leur interprétation biologique et clinique, c'est-à-dire la 

détermination de leur caractère neutre ou pathogène. De façon importante, l’identification de la 

mutation causale, à l’origine de la maladie, aura de réelles conséquences pour la prise en charge des 

patients et des apparentés. Ainsi, l’approche traditionnelle de la médecine a fortement évolué et 

s’oriente de plus en plus vers une médecine génomique de précision, dépendante de l’identification 

de la variation pathogène.  

 

L’interprétation clinique des variations génétiques identifiées chez un patient évocateur d’une 

maladie à déterminisme mendélien est bien sûr considérablement facilitée par la connaissance en 

amont des gènes impliqués dans la pathologie. Toutefois, la problématique de l’interprétation reste 

importante si les gènes mis en cause présentent un très large spectre mutationnel, c'est-à-dire si un 

très grand nombre de variations différentes et plus ou moins rares sont détectées dans ces gènes. Avec 

l’avènement du NGS en diagnostic moléculaire, la quantité de variations différentes identifiées dans le 

génome des patients s’est encore accrue, rendant alors encore plus prégnant le défi de l’interprétation 

des variations génétiques (Vears et al., 2017). De plus, les enjeux associés à cette problématique se 

sont considérablement étendus avec le développement de certaines thérapies ciblées (Evans et al., 

2015 ; Rehm et al., 2015). Ainsi, dans certains cas, l’absence d’interprétation des variations identifiées 

chez les patients constitue un obstacle majeur à la médecine génomique de précision. Pour l’ensemble 

de ces raisons, l’établissement d’un cadrage précis pour l’interprétation clinique des variations avec la 
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définition de critères rigoureux et spécifiques s’est imposé comme une nécessité afin d’assurer des 

pratiques harmonisées de classification des variations entre les différents laboratoires de diagnostic 

moléculaire. 

 

II.1. Les recommandations générales dans un contexte de maladies mendéliennes 

 En l’absence de méthodes et de règles prédéfinies pour l’interprétation clinique des variations 

génétiques, certaines inconsistances ou discordances de classification pouvaient être observées entre 

laboratoires de diagnostic moléculaire, avec des conséquences potentiellement importantes pour la 

prise en charge médicale des patients et de leurs apparentés. Ainsi, en 2015, des analyses de la 

classification des variations répertoriées dans la base de données ClinVar ont mis en lumière que, pour 

12 895 variations associées à deux ou plusieurs entrées de soumission, l’interprétation différait dans 

17% des cas, c'est-à-dire pour 2 229 variations (Rehm et al., 2015). Devant le besoin urgent 

d’harmoniser les pratiques utilisées pour l’interprétation des variations dans les laboratoires de 

diagnostic, le consortium représenté par l’American College of Medical Genetics and Genomics (ACMG) 

et l’Association for Molecular Pathology (AMP) a émis, dès 2000, des recommandations pour 

l’établissement d’une méthode de classification (Kazazian et al., 2000). Les propositions initiales de 

cadrage ont été par la suite améliorées notamment en définissant rigoureusement les critères pris en 

compte ainsi qu’en mettant en place une pondération adaptée des différents éléments de preuve en 

faveur du caractère pathogène ou neutre des variations (Richards et al., 2008, 2015).  

 

 Le groupe de travail ACMG-AMP a adopté le système d’interprétation des variations basé sur 

cinq classes initialement établies par le Centre international de Recherche sur le Cancer (IARC, 

International Agency for Research on Cancer) (Plon et al., 2008), à savoir : (i) les variations neutres ou 

classe 1, (ii) les variations probablement neutres ou classe 2, (iii) les variations de signification inconnue 

(VSI) ou classe 3, (iv) les variations probablement pathogènes ou classe 4 et (v) les variations 

pathogènes ou classe 5. Chacune de ces classes est ainsi associée à des recommandations spécifiques 

de prise en charge du patient porteur et de ses apparentés, adaptées en fonction des pathologies. Les 

porteurs de variations de classes 1 et 2, s’agissant de variations sans impact causal, ne présenteront 

pas plus de suivi spécifique que la population générale. Les variations de classe 3 ne pouvant être 

interprétées dans l’état actuel des connaissances ne seront donc pas utilisées dans le cadre du conseil 

génétique car il est impossible de les relier à la pathologie sans toutefois les exclure. Quant aux 

variations de classes 4 et 5, elles sont directement associées à l’étiologie de la maladie et de ce fait les 

individus porteurs se verront proposer une prise en charge spécifique. L’orientation de la classification 

d’une variation dans une de ces cinq catégories repose sur un faisceau d’arguments qui, pris 
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individuellement, présentent rarement un poids suffisant à l’interprétation de la variation, mais qui, 

par agrégation, permettent dans certains cas une classification précise (Richards et al., 2015).  

 

Prise en considération de la nature de la variation 

Certaines variations sont fortement soupçonnées d’être pathogènes étant donné leur nature. 

Il s’agit (i) des remaniements de grande taille (délétion, duplication, inversion d’un ou plusieurs exons, 

par exemple), (ii) des variations non-sens, (iii) des petites insertions/délétions qui décalent le cadre de 

lecture (frameshift) et (iv) des variations localisées au niveau des positions les plus conservées des sites 

canoniques d’épissage (IVS±1/2) (Tableau 7 ; Richards et al., 2015). En effet, ces variations conduisent 

souvent à l’introduction d’un codon stop prématuré (PTC, Premature Stop Codon) au niveau de l’ARNm 

qui peut alors être ciblé pour dégradation par un système de surveillance cellulaire connu sous le nom 

de nonsense-mediated mRNA decay (NMD) (Popp and Maquat, 2013 ; Kurosaki and Maquat, 2016). Si 

les transcrits porteurs du PTC échappent au NMD, ils sont susceptibles d’être traduits et de générer 

des protéines tronquées. Dans ces deux situations, la conséquence la plus souvent attendue est 

l’absence totale de protéine fonctionnelle. Sur la base de ces arguments, ces variations sont 

généralement considérées comme des mutations à l’origine d’une perte de fonction et sont donc 

associées au critère le plus fort en faveur de la pathogénicité (PVS1, Pathogenic Very Strong criterion) 

(Richards et al., 2015). 

 

Pour les autres types de variations (faux-sens, synonymes, indels en phase, introniques en 

dehors des positions IVS±1/2), l’interprétation biologique et clinique est plus difficile et requiert des 

analyses complémentaires. A défaut d’éléments additionnels, beaucoup de ces variations sont 

aujourd’hui classées VSI, ce qui constitue un obstacle majeur à l’optimisation de la prise en charge 

médicale des patients et de leurs apparentés. 
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Tableau 7. Recommandations de l’ACMG-AMP pour la classification des variations (d’après Richards 

et al., 2015) 

 

Utilisation de la fréquence allélique de la variation dans la population générale 

Dans un premier temps, il est essentiel de collecter des informations relatives à la fréquence 

allélique de la variation dans la population générale et d’effectuer des analyses comparatives sur des 

cohortes d’individus témoins et de patients (études cas-témoin).  L’accès aux informations relatives à 

la fréquence allélique de la variation est permis par l’interrogation de bases de données 

populationnelles qui agrègent l’ensemble des variations découvertes dans le génome d’individus 

appartenant à différentes populations (Tableau 8 ; Richards et al., 2015). Plusieurs projets de 

séquençage à grande échelle ont été menés et ont permis la constitution de ces bases de données 

telles que dbSNP (Single Nucleotide Polymorphism database) (Sherry et al., 2001), première grande 

base de données répertoriant les variations génomiques identifiées en population, le projet 

1000Genomes qui comprend les données de séquençage de plus de 2 500 génomes d’individus issus 

de 26 populations (Sudmant et al., 2015), le projet ESP (Exome Sequencing Project) qui rassemble les 

exomes de près de 7 000 individus américains, le consortium ExAC cumulant les données de 
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séquençage d’exomes de plus de 60 000 individus issus de 6 groupes de populations, et enfin, plus 

récemment la base de données gnomAD (Lek et al., 2016) qui permet aujourd’hui l’accès aux données 

de plus de 125 000 exomes et 15 000 génomes (Karczewski et al., 2020). Il est à noter que les 

informations issues de ces bases de données doivent être utilisées avec prudence dans certains cas. 

En effet, certaines d’entre elles hébergent des données de séquençage issues de patients ayant 

développé des maladies dont l’étiologie peut être d’origine génétique, comme des cancers, des 

maladies neurodégénératives ou des pathologies cardio-vasculaires. De plus, si les individus dont le 

génome a été séquencé ne présentent pas de pathologie au moment du séquençage, il n’est pas 

impossible qu’une partie d’entre eux développent une maladie mendélienne ultérieurement, faussant 

ainsi l’interprétation des variations dont ils sont porteurs. De plus, même si ces bases de données sont 

issues d’efforts internationaux, elles ne sont pas représentatives de toutes les sous-populations. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 8. Bases de données de population générale et bases de données mutationnelles spécifiques 

des maladies mendéliennes (d’après Richards et al., 2015)  
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Une variation susceptible d’être pathogène doit présenter une fréquence allélique compatible 

avec la prévalence de la maladie dans une population donnée (Figure 18 ; Manolio et al., 2009). Dans 

l’absolu, ce critère doit également prendre en compte le spectre mutationnel du ou des gènes 

impliqués ainsi que le mode de transmission dominant ou récessif de la maladie. Les maladies 

mendéliennes étant considérées comme rares, le seuil recommandé par l’ACMG de façon très 

conservative est celui de 5% (Richards et al., 2015) mais il est souvent ajusté en fonction de la maladie 

à un seuil inférieur ou égal à 1%. En pratique, ce critère est utilisé pour filtrer les variations présentant 

une MAF supérieure à ce seuil qui sont alors qualifiées de polymorphismes et classées comme neutres 

sur la seule base de cette information (BS1, Benign Strong criterion) (Tableau 7 ; Richards et al., 2015). 

Il est considéré par ailleurs que l’absence totale de la variation dans les bases de données 

populationnelles constitue un argument de poids modéré (PM2, Pathogenic Moderate criterion) en 

faveur de la pathogénicité (Tableau 7 ; Richards et al., 2015).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 18. Effet génétique des variations en fonction de leur fréquence allélique (d’après Manolio et 

al., 2009). Les variations présentant des associations indiquées entre les lignes pointillées en diagonale 

sont celles revêtant le plus d’intérêt en génétique médicale. 

 

Utilisation des bases de données établies à partir de cohortes de patients 

Dans un contexte de génétique médicale, des efforts nationaux et internationaux majeurs ont 

été entrepris afin de développer des bases de données mutationnelles en lien direct avec les maladies 

à déterminisme mendélien (Tableau 8). L’objectif est alors de compiler toutes les informations 

relatives aux variations de séquence détectées dans les gènes connus pour être impliqués dans une 

maladie mendélienne et identifiées chez les individus ayant développé cette pathologie. La puissance 

de ces ressources réside dans la corrélation établie entre le phénotype et le génotype. Ces bases de 
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données sont largement et régulièrement implémentées grâce aux informations soumises 

principalement par les laboratoires de diagnostic moléculaire. Une des ressources de référence dans 

ce domaine est la base ClinVar (Landrum et al., 2014, 2018) qui répertorie à ce jour plus de 840 000 

variations identifiées chez des patients. Outre le nombre considérable et croissant de variations 

enregistrées, l’un des principaux avantages de cette base internationale réside dans l’indication d’une 

interprétation clinique. En effet, non seulement le phénotype associé à la variation est rapporté mais, 

dans la plupart des cas, une classification est également proposée par le laboratoire à l’origine de la 

soumission. Il est important de noter que la fiabilité des interprétations proposées est présentée sous 

la forme de l’attribution d’un nombre plus ou moins important d’étoiles, en fonction du nombre et de 

la robustesse des arguments soumis. Une autre base de données importante de corrélation 

génotype/phénotype dans un contexte de maladie à déterminisme mendélien est celle de HGMD 

(Human Gene Mutation Database) (Stenson et al., 2017). Cette ressource répertorie aujourd’hui plus 

de 270 000 variations dans plus de 11 000 gènes et indique toutes les informations associées sur la 

base de la collecte de données bibliographiques. Ces informations n’étant pas toujours exhaustives, il 

est recommandé de consulter indépendamment la littérature médicale et scientifique associée aux 

variations. En parallèle de ces ressources, se sont développées des plateformes spécifiques de locus 

telle que la base de données LOVD (Leiden Open Variation Database) (Fokkema et al., 2011) qui intègre 

en plus des données transmises par les laboratoires de diagnostic des soumissions issues des 

laboratoires de recherche ou collectées par les curateurs. En France, une initiative importante a été la 

création de bases de données, également spécifiques de locus, supportées par la plateforme UMD 

(Universal Mutation Databases) (Béroud et al., 2000). Les variations identifiées par les laboratoires de 

diagnostic moléculaire sont répertoriées et font l’objet d’une interprétation rigoureuse sur la base 

d’une expertise développée au sein d’un réseau national de groupes de travail spécialisés de chaque 

maladie.  

 

Il est important de noter ici que la majorité de ces bases de données sont accessibles librement 

en ligne, à l’exception de HGMD qui requiert une licence pour accéder à l’ensemble des données. Elles 

constituent donc des outils essentiels de partage des connaissances dans le domaine de la génétique 

médicale, à l’échelle nationale et internationale. La consultation des bases de données de variations 

génétiques identifiées chez les patients permet ainsi aux laboratoires de diagnostic moléculaire de 

déterminer si la variation d’intérêt a déjà été rapportée et si oui, d’avoir accès aux informations 

associées, notamment à celles relatives à sa classification. 

 

 L’évaluation du caractère neutre ou pathogène d’une variation s’appuie également sur 

l’analyse combinée de multiples données cliniques, familiales, bioinformatiques et biologiques.  
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Mis à profit des données cliniques et familiales  

 Le fait qu’un patient présente un phénotype correspondant au spectre connu des 

caractéristiques cliniques de l’altération d’un gène ne constitue pas une preuve seule de pathogénicité 

pour la variation d’intérêt localisée dans ce gène. En effet, presque tous les patients dont le génome 

fait l’objet d’un séquençage ciblé en quête d’une anomalie présente le phénotype associé à la maladie, 

c’est d’ailleurs un des critères d’orientation vers une consultation de conseil génétique.  

 

 Au sein des familles de patients, il convient de vérifier la co-ségrégation de la variation d’intérêt 

avec la maladie (Thompson et al., 2003 ; Jarvik and Browning, 2016). En effet, une variation identifiée 

spécifiquement chez tous les individus atteints et absente chez les individus sains constituera un 

argument fort en faveur du caractère pathogène de la variation (Tableau 7 ; Richards et al., 2015). Cet 

argument est particulièrement puissant si la co-ségrégation du génotype avec le phénotype est 

observée pour un grand nombre d’apparentés éloignés dans l’arbre généalogique et si l’analyse est 

conduite pour une même variation dans plusieurs familles non apparentées. En revanche, des familles 

de petite taille ou des données incomplètes rendront impossible cette analyse. De plus, la rareté de 

certaines variations, parfois identifiées dans une seule famille avec peu d’apparentés testés, rend 

impossible ce type d’analyse. Dans le cas d’un patient sans aucune histoire familiale, il est également 

possible que la variation soit survenue de novo, c’est-à-dire due à un accident génétique survenu au 

niveau de l’un des gamètes des parents de l’individu ou au stade post-zygotique. La présence d’une 

variation de cette nature est susceptible de constituer un argument en faveur de son implication dans 

la maladie (Pathogenic Moderate/Strong criterion) (Richards et al., 2015). Il est également à noter que 

les données de ségrégation sont plus difficiles à interpréter dans le cas de gènes associés à une 

pénétrance incomplète ou dans le cas de la possible présence de phénocopies.  

 

Informations apportées par les données de co-occurrence de variations 

 Pour un patient donné, plusieurs variations peuvent être détectées au niveau d’un même gène 

impliqué dans la maladie. Lorsque deux variations sont identifiées en trans dans un gène associé à une 

maladie autosomique dominante et que l’une des deux est classée pathogène sans ambiguïté, la 

seconde pourra éventuellement être classée neutre sur la base de cette observation. Cet argument est 

en particulier recevable si, pour une pathologie donnée, les individus porteurs à l’état hétérozygote 

composite de deux variations pathogènes dans ce gène ne sont pas supposés viables ou expriment un 

phénotype très différent de celui décrit pour la maladie avec un mode de transmission autosomique 

dominante. Il est à noter que déterminer la phase de deux variations (en trans ou cis) n’est pas toujours 

aisé, en particulier si l’analyse génétique des parents n’est pas possible et si les variations sont 
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distantes. Le développement des techniques de séquençage de 3ème génération rendant possible 

l’analyse de très longs fragments devrait permettre, dans un futur proche, de pallier cette dernière 

limite. 

 

Intégration des prédictions in silico 

 En parallèle des informations issues des bases de données, de la littérature et des analyses 

cliniques et familiales, il convient d’explorer l’impact biologique potentiel de la variation d’intérêt. De 

nombreux algorithmes de prédiction in silico ont ainsi été développés ou adaptés dans le but de 

modéliser l’effet d’une variation sur le processus d’épissage de l’ARN (l’ensemble de ces outils sont 

explicités de manière exhaustive dans la partie IV.2.) et sur la fonction ou la structure de la protéine.  

 

De nombreux outils bioinformatiques ont été développés afin de prédire l’impact fonctionnel 

des variations faux-sens (Tableau 9) comme, par exemple, les algorithmes SIFT (Sorting Intolerant From 

Tolerant ; http://blocks.fhcrc.org/sift/SIFT.html) (Ng and Henikoff, 2001), Align-GVGD 

(http://agvgd.iarc.fr/agvgd_input.php) (Tavtigian et al., 2008), PolyPhen-2 (Polymorphism 

Phenotyping v2, http://genetics.bwh.harvard.edu/pph2) (Adzhubei et al., 2013), MutationTaster 

(Schwarz et al., 2014) ou CADD (Combined Annotation Dependent Depletion) (Kircher et al., 2014). Ces 

approches établissent, en général, un score de pathogénicité qui peut être attribué sur la base de 

différents critères tels que la conservation phylogénétique de l’acide aminé remplacé, les différences 

de propriétés physico-chimiques entre les acides aminés en question ou l’impact prédit de ce 

changement sur la structure de la protéine. Selon l’algorithme consulté, ces différents éléments 

peuvent être pris en compte seuls ou en analyse combinatoire. Parmi les outils de prédiction in silico 

les plus utilisés, on peut tout d’abord distinguer le logiciel SIFT qui établit un score en fonction de 

l’homologie de séquence protéique et considère que plus un acide aminé est conservé et plus les 

propriétés physico-chimiques de l’acide aminé muté sont différentes de l’acide aminé sauvage, plus la 

variation aura une probabilité élevée d’être pathogène. L’algorithme PolyPhen-2, quant à lui, repose 

sur une étude de l’homologie de séquence mais combine cette analyse à un autre paramètre, celui de 

la structure de la protéine afin de déterminer si la substitution conduit potentiellement à une 

modification du repliement et de la structure tridimensionnelle de la protéine. Enfin, le logiciel 

MutationTaster2 s’appuie non seulement sur la conservation protéique au cours de l’évolution mais 

intègre également des données de fréquence extraites des bases de données de populations générales 

ainsi que les informations de pathogénicité reportées dans les bases de données de variations 

génétiques identifiées chez des patients.  

 

http://agvgd.iarc.fr/agvgd_input.php
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Tableau 9. Les outils bioinformatiques de prédiction de l’impact fonctionnel des variations faux-sens 

les plus fréquemment utilisés (d’après Eilbeck et al., 2017) 

 

Pour une même variation, les prédictions obtenues peuvent différer selon l’outil utilisé 

(Thursberg et al., 2011). Il est donc essentiel de combiner et d’interroger plusieurs outils de prédiction 

afin de bénéficier des avantages de chaque programme en minimisant les limites de ceux-ci de façon 

à obtenir la prédiction la plus fiable possible. C’est en ce sens que sont désormais développés des outils 

dits « intégrés », tel que l’algorithme REVEL (Ioannidis et al., 2016), visant à regrouper les prédictions 

émises par divers algorithmes afin d’augmenter la fiabilité des prédictions in silico. La spécificité de ces 

outils n’est cependant pas encore suffisante (Miosge et al., 2015 ; Kerr et al., 2017) et, aujourd’hui, les 

prédictions bioinformatiques de l’impact fonctionnel des variations ne peuvent aucunement être 

utilisées seules pour statuer sur le caractère neutre ou pathogène des variations (Richards et al., 2015). 

Toutefois, elles peuvent constituer un argument de classification agrégé à d’autres éléments de 

preuve. De façon importante, ces approches in silico peuvent être mises à profit dans le but de 

présélectionner les variations les plus susceptibles d’avoir un impact fonctionnel afin de les inclure 

dans des essais fonctionnels expérimentaux.  
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Acquisition et utilisation des données fonctionnelles  

 Les études expérimentales fonctionnelles représentent un argument puissant dans la 

démonstration de l’impact pathogène ou neutre d’une variation (Tableau 7 ; Richards et al., 2015). Là 

encore, il est important de distinguer au moins deux types d’effet soit au niveau de l’ARN soit au niveau 

de la protéine, voire la combinaison des deux. 

 

Les anomalies d’épissage de l’ARN induites par certaines variations sont principalement 

recherchées à l’aide d’analyses expérimentales conduites à partir de l’ARN du patient ou sur la base 

de l’utilisation de minigènes (approches détaillées dans la partie IV.3.). Ces approches sont universelles 

car déclinables aisément pour l’étude du profil d’épissage de la plupart des gènes. 

 

A l’inverse, les investigations menées au niveau protéique sont souvent spécifiques d’une 

fonction donnée et les approches méthodologiques sont donc très diverses. De fait, elles permettent 

d’interroger directement la fonction ou le mécanisme susceptible d’être altéré par la variation 

d’intérêt, dans un contexte in vivo ou in vitro. Dans le cas de protéines remplissant différentes 

fonctions ou impliquées dans plusieurs voies biologiques, il s’agit d’évaluer l’activité la plus en lien avec 

l’étiologie de la maladie considérée. Plus le test analyse la fonction biologique complète de la protéine 

au sein d’un environnement reflétant celui d’origine, plus le résultat obtenu pourra être considéré 

comme un argument fort pour l’interprétation de la variation. Il est à noter que la robustesse des 

données, la reproductibilité du test, mais également la calibration de l’essai constituent des conditions 

indispensables à l’utilisation de ces résultats comme arguments de classification. Ces critères peuvent 

donc représenter une limite à l’utilisation de certains tests sans constituer toutefois les seules 

contraintes associées à certaines de ces analyses. En effet, certaines de ces approches fonctionnelles 

sont développées à partir du matériel biologique du patient et celui-ci n’est pas toujours disponible. 

De plus, il existe rarement un test fonctionnel standard unique capable de tester toutes les fonctions 

biologiques d’une protéine, rendant ainsi nécessaire d’effectuer plusieurs tests fonctionnels dans le 

but d’obtenir un résultat conclusif. Ces analyses particulièrement chronophages ne peuvent donc être 

réalisées systématiquement et dans un contexte de routine au sein d’un laboratoire de diagnostic. Les 

données fonctionnelles ne sont donc que rarement disponibles malgré leur haut potentiel informatif. 

 

 La collecte de l’ensemble de ces données constitue, par un effet combinatoire et additif, un 

faisceau d’arguments permettant l’interprétation précise d’une variation génétique. Toutefois, ces 

arguments sont tous de natures différentes et sont ainsi associés à des avantages et des inconvénients 

qui leur sont propres. L’ACMG-AMP a donc proposé d’accorder à chaque argument un poids, plus ou 
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moins important, en fonction de sa nature. Deux classes de critères ont été établies : (i) ceux en faveur 

du caractère neutre de la variation tels que BA (stand-alone) désigne des arguments individuels 

suffisants, BS (Benign Strong) des arguments forts et BP (Benign Supporting) des arguments faibles ; et 

(ii) ceux en faveur de la pathogénicité de la variation tels que PVS (Pathogenic Very Strong) désigne 

des arguments très forts, PS (Pathogenic Strong) des arguments forts, PM (Pathogenic Moderate) des 

arguments modérés et PP (Pathogenic supporting) des arguments faibles (Tableau 7 ; Richards et al., 

2015). Chaque argument est ainsi pondéré et combiné au sein d’un algorithme décisionnel reposant 

sur un système bayésien, permettant d’établir une probabilité de certitude que la variation soit 

pathogène ou bénigne. Ainsi, une probabilité de neutralité supérieure à 99% sera associée à une 

variation de classe 1 et entre 90% et 99%, de classe 2, tandis qu’une probabilité de pathogénicité entre 

90% et 99% sera associée à une variation de classe 4 et supérieure à 99%, de classe 5. Cette 

classification reflète alors le poids combiné de l’ensemble des arguments finalement collectés. 

 

 Néanmoins, ces recommandations restent très générales et, en l’absence de données 

suffisantes, elles ne permettent pas toujours d’affirmer ou d’infirmer la pathogénicité d’une variation, 

laissant ainsi une part non négligeable de variations de signification inconnue (VSI, classe 3) 

inutilisables pour le conseil génétique, et ce malgré les efforts permanents mis en œuvre dans le but 

de faire évoluer ces recommandations (Kim et al., 2019). Afin d’accompagner les laboratoires de 

diagnostic dans leur démarche, de nombreuses sociétés savantes à l’échelle nationale et internationale 

se sont constituées en vue d’établir des critères toujours plus précis d’interprétation des variations, 

notamment en émettant des recommandations spécifiques dans le contexte d’une maladie donnée. 

 

II.2. Les recommandations spécifiques dans le contexte du syndrome sein-ovaire 

L’identification de la variation pathogène est primordiale dans un contexte évocateur du 

syndrome sein-ovaire pour l’optimisation de la prise en charge médicale des patients et des apparentés 

asymptomatiques, non seulement d’un point de vue diagnostique et pronostique mais également 

thérapeutique, comme explicité précédemment (voir partie I.1.4.). La problématique de 

l’interprétation des variations dans le contexte du syndrome sein-ovaire est de ce fait très prégnante 

d’autant plus que les gènes majeurs de prédisposition, BRCA1 et BRCA2, présentent un très large 

spectre mutationnel (Caputo et al., 2012 ; Cline et al., 2018).  

 

Depuis l’introduction en 1996 du séquençage de ces 2 gènes dans la routine des laboratoires 

de diagnostic, des millions de patients et leurs apparentés ont bénéficié de ce criblage moléculaire 

dans le monde. Ces analyses ont permis d’identifier plusieurs milliers de variations différentes dans 
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ces gènes. Face à cette pléthore de variations et à la nécessité de délivrer une interprétation rigoureuse 

de chacune d’entre elles dans un contexte de génétique médicale, les laboratoires se sont regroupés 

en réseaux nationaux et internationaux afin de partager ces informations et leurs expertises 

spécifiques dans le contexte du syndrome sein-ovaire. En France, la constitution d’un groupe de travail 

dans ce domaine a été initiée au sein du groupe Génétique et Cancer (GGC, 

http://www.unicancer.fr/en/cancer-and-genetic-group). Ce réseau national collige l’ensemble des 

acteurs de santé nationaux issus de diverses structures (CHU, hôpitaux publics et privés) et disciplines 

(cliniciens, biologistes, conseillers, chercheurs) dans le domaine de l’oncogénétique afin d’évaluer les 

risques familiaux de cancer, d’élaborer les modalités de prise en charge des familles et de contribuer 

à l’amélioration des connaissances sur les prédispositions génétiques aux cancers. En 2003, le GGC a 

fait l’objet d’un des trois plans cancer élaboré par l’INCa permettant ainsi la constitution d’un dispositif 

national d’oncogénétique regroupant aujourd’hui 26 laboratoires en charge de la réalisation des tests 

génétiques et 148 sites de consultations et ce, afin d’offrir une prise en charge équitable à l’ensemble 

de la population.  Les missions de ce groupe sont multiples et variées telles que la coordination des 

projets d’évaluation des bonnes pratiques cliniques et de recherche, la constitution de cohortes 

épidémiologiques, la réalisation d’essais cliniques ou encore, l’établissement d’études visant à 

identifier de nouveaux gènes de prédisposition au syndrome sein-ovaire et l’expertise des variations 

génétiques identifiées en France. On peut notamment citer un projet majeur de ce groupe, l’étude 

COVAR (COségrégagation VARiants), qui a pour objectif de collecter les données de co-ségrégation 

familiale associées aux VSI dans le but de contribuer à la classification des variants BRCA1/BRCA2.  

 

Une des initiatives remarquables du groupe GGC a été l’établissement d’une base de données 

spécifique au syndrome sein-ovaire : BRCA Share™ BRCA1/BRCA2, initialement nommée UMD-

BRCA1/BRCA2 (http://www.umd.be/BRCA1 ; http://www.umd.be/BRCA2) (Caputo et al., 2012 ; 

Béroud et al., 2016). L’objectif de cette base de données est non seulement d’agréger l’ensemble des 

variations identifiées dans le génome des patients au sein des 16 laboratoires français en charge du 

diagnostic moléculaire de ce syndrome, mais également de collecter les informations génétiques, 

cliniques et biologiques associées telles que les données de co-occurrence, de co-ségrégation, 

tumorales et fonctionnelles (Caputo et al., 2012). Sous sa forme actuelle accessible en ligne, cette base 

répertorie environ 2 500 et 3 500 variations différentes dans les gènes BRCA1 et BRCA2, 

respectivement (Tableau 10). La plupart de ces changements de séquence correspondent à des 

variations ponctuelles. Le caractère pathogène a pu être établi pour environ 30% de l’ensemble des 

variations répertoriées (36% pour BRCA1 et 28% pour BRCA2) sur la base des données collectées et du 

système de classification ACMG. Mais, pour plus de 50% d’entre elles (54% pour BRCA1 et 63% pour 

BRCA2), à défaut de données suffisamment informatives, il n’a pas été possible de statuer sur le 
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BRCA2 BRCA1 

caractère pathogène ou neutre et, dans ce cas, la classification VSI a été retenue pour ces variations 

qui, pour la plupart, sont très rares (Tableau 10).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 10. Types et nombre de variations répertoriées dans les bases de données BRCA Share™ 

BRCA1/BRCA2 (d’après http://www.umd.be/BRCA1 ; http://www.umd.be/BRCA2). Décembre 2020 

 

Ces bases de données traduisent ainsi l’ampleur du défi de l’interprétation clinique des 

variations dans le contexte du syndrome sein-ovaire et l’obstacle majeur qu’il constitue à 

l’optimisation de la prise en charge médicale des patients et de leurs apparentés. Cette problématique 

est particulièrement importante pour certains types de variants. Ainsi, il est à noter que près de 75% 

des variations faux-sens identifiées dans le gène BRCA2 sont classées VSI (Figure 19 ; Starita et al., 

2017). 

 

 

Figure 19. La majorité des variations faux-sens identifiées 

dans le gène BRCA2 sont des VSI (d’après Starita et al., 

2017). Le nombre de tests enregistrés corrèle avec le 

nombre de variations faux-sens identifiées. Les données 

intégrées dans ce graphique ont été extraites de la base de 

données ClinVar le 5 avril 2017.  
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 Au niveau international, plusieurs groupes de recherche multidisciplinaires se forment afin de 

classer les variations identifiées dans les gènes de prédisposition au syndrome sein-ovaire. ENIGMA 

(Evidence-based Network for the Interpretation of Germline Mutant Alleles, 

https://enigmaconsortium.org/) est un consortium d’experts rassemblant ces différents groupes de 

travail dans le but de fournir un effort de classification collaboratif à l’échelle internationale. En se 

basant sur le travail de l’IARC publié en 2008 par Plon et ses collaborateurs (Plon et al., 2008), le 

consortium ENIGMA a également établi des recommandations standardisées de classification 

spécifiques des variations identifiées dans les gènes BRCA selon cinq classes de pathogénicité (Spurdle 

et al., 2012). Les critères de classification pris en compte correspondent à ceux établis sur la base des 

recommandations générales de l’ACMG-AMP (Richards et al., 2015), mais ils intègrent également des 

données issues de stratégies de classification spécifiquement développées dans le contexte du 

syndrome sein-ovaire. Ainsi, plusieurs modèles multifactoriels de rapport de vraisemblance ont été 

développés pour appréhender la pathogénicité des variations de BRCA1 et BRCA2. Ces approches 

multifactorielles intègrent dans leur calcul les informations relatives à la nature de la variation, sa 

localisation, sa fréquence dans la population générale, l’histoire personnelle et familiale de cancers 

des patients porteurs, les données tumorales, la co-ségrégation, la co-occurrence de variants 

pathogènes en trans dans le même gène (a priori exclue puisque associée à un phénotype d’anémie 

de Fanconi), ainsi que les prédictions bioinformatiques et les analyses fonctionnelles (Goldgar et al., 

2004 ; Easton et al., 2007, Tavtigian et al., 2008 ; Parsons et al., 2019 ; Li et al., 2020). Tout comme 

pour les recommandations établies par l’ACMG-AMP, chaque argument est associé à une pondération. 

Cependant, le poids de chaque argument est ici spécifique de l’interprétation des variations dans les 

gènes BRCA, permettant ainsi une analyse plus fine des variations identifiées dans un contexte de 

syndrome sein-ovaire. Par exemple, toute variation associée à une fréquence supérieure à 1% dans la 

population générale sera classée comme variation neutre (classe 1). Dans certains cas, il est nécessaire 

de prendre en compte l’ethnicité de la patiente avant d’interpréter cette donnée. En effet, certaines 

populations présentent une prévalence élevée de certaines variations pathogènes dans les gènes BRCA 

du fait d’effet fondateur, par exemple dans la population ashkénaze ou polonaise (Roa et al., 1996 ; 

Gorski et al., 2004). L’ensemble des recommandations standardisées de classification des variations 

identifiées dans les gènes BRCA établies par ENIGMA est listé dans le tableau 11. De façon 

remarquable, le consortium ENIGMA ainsi que d’autres équipes internationales ont contribué à 

l’évaluation d’outils de prédiction et d’essais fonctionnels spécifiques de l’impact des variations BRCA1 

et BRCA2 sur le processus d’épissage mais également sur différentes fonctions de ces protéines 

(Kuznetsov et al., 2008, 2010 ; Hendriks et al., 2014 ; Mesman et al., 2019, 2020 ; Canson et al., 2020 ; 

Tubeuf et al., 2020a, 2020b). Ces études ont permis d’établir les performances de chaque outil ou test 

expérimental et d’intégrer ces informations dans la méthode de classification de ces variations. La 
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validation et la calibration de ces approches in silico et fonctionnelles constituent un apport 

considérable pour la classification des VSI de BRCA1/2. 

 

Tableau 11. Critères de classification des variations identifiées dans les gènes BRCA selon le 

consortium ENIGMA (d’après les guidelines v.2.5.1 2017 du consortium Enigma, 

https://enigmaconsortium.org/wp-content/uploads/2020/08/ENIGMA_Rules_2017-06-29-

v2_5_1.pdf) 
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Fort de son expertise internationale, le consortium ENIGMA a contribué à la création de la base 

de données BRCA Exchange (https://brcaexchange.org) (Cline et al., 2018). Aujourd’hui, c’est plus de 

40 000 variations ponctuelles identifiées dans les gènes BRCA qui ont été partagées dans BRCA 

Exchange à partir de l’agrégation des informations reportées dans de multiples bases de données en 

lien avec le phénotype associé au syndrome sein-ovaire parmi lesquels ENIGMA mais aussi LOVD, 

ClinVar et BIC (Breast cancer Information Core database ; https://research.nhgri.nih.gov/bic/) (Szabo 

et al., 2000). La base BRCA Exchange intègre également les données issues de bases populationnelles 

telles que celles générées dans le cadre du projet 1000 Génomes ou celles compilées par gnomAD 

(Cline et al., 2018). BRCA Exchange permet ainsi de mutualiser les données très exhaustives de toutes 

les variations identifiées dans les gènes BRCA à un niveau international. Cette base propose de surcroît, 

pour près de 7 250 mutations, une interprétation établie par des experts du domaine (Cline et al., 

2018).   

 

II.3. Les recommandations spécifiques dans le contexte du syndrome de Lynch 

Au même titre que le syndrome sein-ovaire, l’identification d’une variation pathogène dans 

l’un des gènes MMR dans un contexte évocateur du syndrome de Lynch oriente la prise en charge 

médicale du patient et de sa famille, avec des implications importantes au niveau des options 

thérapeutiques, des possibilités de chimioprévention et de chirurgies prophylactiques ainsi que de la 

surveillance des apparentés asymptomatiques (Vasen et al., 2013) (voir chapitre I.2.3.). 

L’interprétation de ces variations représente donc un enjeu majeur en génétique médicale mais 

également un défi étant donné le très large spectre mutationnel des gènes impliqués. Depuis 1995, 

plusieurs dizaines de milliers de cas index évocateurs d’un syndrome de Lynch ont été adressés à l’un 

des 16 laboratoires du réseau français dans le but de bénéficier d’un criblage moléculaire des gènes 

MMR (Grandval et al., 2013). Ces analyses ont permis d’identifier plus d’un millier de variations 

différentes, principalement dans les gènes MLH1 et MSH2 (Tableau 12). Les gènes MMR étant des 

gènes suppresseurs de tumeurs au même titre que les gènes BRCA, les altérations constitutionnelles 

hétérozygotes capables de conduire à leur déficience sont de mêmes natures que celles identifiées 

dans le cas d’une déficience des gènes BRCA. Cela peut s’agir de larges réarrangements de types 

insertions, duplications, délétions, mais dans la majorité des cas il s’agit de variations ponctuelles telles 

que de petites insertions/délétions, des variations non-sens, faux-sens, synonymes ou encore, des 

variations introniques sur les sites d’épissage (Plazzer et al., 2013).   
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MLH1 MSH2  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 12. Types et nombre de variations répertoriées dans les bases de données UMD-

MLH1/MSH2 (d’après https://www.umd.be/MLH1 ; https://www.umd.be/MSH2). Décembre 2020 

 

Ces variations sont répertoriées dans les bases de données nationales UMD-

MLH1/MSH2/MSH6 (https://www.umd.be/MLH1 ; https://www.umd.be/MSH2 ; 

https://www.umd.be/MSH6) développées par le GGC dans le but de compiler l’ensemble des 

variations génétiques identifiées dans les trois gènes majeurs de prédisposition au syndrome de Lynch 

dans le génome de patients suivis en France (Grandval et al., 2013). A ce jour, ce sont près de 1 650 

variations qui ont été rapportées dans ces trois bases de données, conjointement à leurs informations 

génétiques (données de co-occurrence, de ségrégation, cliniques, tumorales et fonctionnelles). La 

collecte de ces informations par le GGC et l’expertise de ce groupe de travail dans le domaine de 

l’interprétation des variations localisées dans les gènes MMR a permis d’établir le caractère pathogène 

pour 37% à 46% des variations identifiées. Toutefois, près de la moitié des variations rapportées dans 

ces bases (45% à 49%, selon le gène) restent encore classées VSI à défaut d’informations suffisantes 

(Tableau 12).  

 

 Au niveau international, l’organisation multidisciplinaire InSiGHT (International Society for 

Gastrointestinal Hereditary Tumours), fondée en 2005, est constituée d’experts ayant pour objectif 

d’agréger les connaissances de l’ensemble des prédispositions aux cancers héréditaires gastro-

intestinaux, dont notamment le syndrome de Lynch (Plazzer et al., 2013). Fort d’une expertise dans le 

domaine de l’interprétation des variations acquise au fil des années, InSiGHT a formé en 2011 un 

comité de 45 experts (VIC, Variant Interpretation Committee) dans le but d’établir ces propres 

recommandations de classifications des variations identifiées dans les gènes MMR et ce, afin de 
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standardiser l’interprétation des variations dans ces gènes (Tableau 13 ; Thompson et al., 2014). Au 

même titre que les recommandations émises par le consortium ENIGMA, celles de l’organisation 

InSiGHT sont basées sur les critères précédemment établis par l’IARC et reposent sur une analyse 

multifactorielle incluant la nature de la variation, sa localisation, sa fréquence dans la population 

générale, le contexte familial, les données tumorales, de ségrégation, de co-occurrence ainsi que les 

analyses bioinformatiques et fonctionnelles (Tableau 13). Les arguments pris en compte sont de même 

nature que ceux considérés par l’ACMG dans le contexte d’une maladie à déterminisme mendélien 

(Richards et al., 2015) mais des éléments spécifiques au syndrome de Lynch sont également agrégés 

pour l’interprétation des variations dans les gènes MMR. Il s’agit notamment (i) de l’instabilité 

microsatellitaire tumorale (statut MSI), signature d’une défaillance au niveau du système MMR, (ii) de 

la perte d’expression des protéines MMR recherchée par immunohistochimie dans les tumeurs et (iii) 

de la co-occurrence en trans de variations pathogènes dans les gènes MMR a priori exclue 

puisqu’associée au syndrome CMMRD (Thompson et al., 2014). 

 

Tableau 13. Critères de classification des variations identifiées dans les gènes MMR selon 

l’organisation InSIGHT (d’après les guidelines v.2.4. 2018 de l’organisation InSIGHT, 

https://www.insight-group.org/content/uploads/2018/08/2018-06_InSiGHT_VIC_v2.4.pdf) 
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Il est à noter que les recommandations d’InSiGHT ont été établies avant celles d’ENIGMA et 

ont donc constituées une source d’inspiration importante pour la création de ces dernières. Afin de 

favoriser le partage des connaissances et notamment les informations ne faisant pas toujours l’objet 

de publications mais pouvant servir d’arguments dans la classification des variations, l’organisation 

InSiGHT a développé une large base de données publique regroupant plus de 2 300 variations 

identifiées dans les gènes associés aux formes de prédisposition héréditaire de cancers gastro-

intestinaux (https://insight-database.org) (Plazzer et al., 2013 ; Thompson et al., 2014). Ainsi, cette 

base de données permet d’agréger l’ensemble des informations associées à une variation identifiée au 

sein des gènes MMR. Même si la stratégie spécifique d’interprétation des variations localisées dans un 

des gènes MMR a permis de proposer une classification rigoureuse pour un grand nombre de 

variations, il n’en reste pas moins qu’environ 30% de ces modifications génétiques sont encore classées 

VSI (Thompson et al., 2014). 

 

 Malgré l’ensemble de ces recommandations ainsi que tous les efforts nationaux et 

internationaux fournis, le statut pathogène ou bénin de très nombreuses variations identifiées dans 

les gènes BRCA et MMR reste encore indéterminé et constitue un obstacle majeur à la prise en charge 

des familles porteuses de ces VSI. L’interprétation biologique d’une variation constitue un élément 

important en vue de sa classification clinique et relève bien souvent de l’évaluation de sa capacité 

présumée à altérer la structure ou la fonction de la protéine via des analyses expérimentales et 
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bioinformatiques. Toutefois, il est actuellement recommandé qu’une analyse des transcrits doit 

précéder les analyses protéiques pour toutes variations capables d’altérer l’épissage telles que les 

variations introniques, faux-sens, synonymes et les insertions et délétions en phase, selon le comité 

d’interprétation des variations d’InSiGHT et ENIGMA. En effet, il est maintenant bien établi qu’une 

fraction importante des variations pathogènes identifiées dans les gènes associés à des maladies 

monogéniques sont des variations capables d’altérer un processus en amont de la traduction, 

l’épissage des ARN pré-messagers (Baralle et al., 2009).  
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III. L’épissage, étape clé de la maturation des ARN pré-messagers 

Il y a maintenant près de 60 ans que la découverte de l’acide ribonucléique messager (ARNm) 

a révolutionné notre compréhension de l’expression génique (Cobb, 2015). Cette découverte a permis 

d’établir les bases de la théorie fondamentale de la biologie moléculaire en positionnant l’ARNm 

comme l’intermédiaire essentiel entre l’ADN, support de l’information génétique, et la protéine, 

effectrice d’une fonction cellulaire spécifique. Il faudra ensuite attendre plus de dix ans pour 

comprendre que l’ARNm n’est pas une simple copie par transcription du gène mais le résultat d’un 

processus complexe de maturation d’un ARNm précurseur (pré-ARNm). Trois étapes sont alors à 

distinguer avant l’export de l’ARNm mature dans le cytoplasme : l’ajout d’une coiffe en 5’, la 

polyadénylation en 3’ et l’épissage.  

 

L’épissage est un mécanisme co-transcriptionnel clé de la maturation du pré-ARNm consistant, 

d’une part, en l’élimination des régions introniques et, d’autre part, en l’assemblage des séquences 

exoniques consécutives (Cartegni et al., 2002). La découverte de l’existence d’un tel processus fut 

inhérente à la mise en évidence, très inattendue à l’époque, de la différence structurelle entre l’ARN 

nucléaire et l’ARN cytoplasmique mais également, de la discontinuité des gènes. C’est ainsi, qu’en 

1977, les équipes de Richard Roberts, biochimiste britannique, et de Phillip Sharp, biochimiste 

américain, démontrèrent expérimentalement pour la première fois la discontinuité des gènes dans un 

modèle d’adénovirus (Berget et al., 1977 ; Chow et al., 1977 ; Berk, 2016). L’observation par la 

technique de microscopie électronique de molécules hybrides ADN/ARN cytoplasmique a permis de 

montrer que si certaines régions étaient complémentaires, d’autres avaient complètement disparu de 

l’ARNm cytoplasmique, supportant ainsi l’hypothèse qu’une partie du matériel génétique est excisée 

de l’ARNm avant l’export de celui-ci dans le cytoplasme (Figure 20). Ces travaux ont contribué de façon 

déterminante à la définition des gènes intégrant les notions d’intron/exon et d’épissage. Ces concepts 

relatifs à l’expression génique se sont révélés universels chez les eucaryotes et cette découverte 

fondamentale a été récompensée par un prix Nobel de Médecine en 1993 (Carr, 1993). La recherche, 

ces 40 dernières années, a permis (i) la dissection des mécanismes biochimiques sous-tendant la 

réaction catalytique d’épissage, (ii) l’identification des différents acteurs moléculaires composant le 

splicéosome, (iii) le décryptage, au moins en partie, des différents signaux d’épissage qui constituent 

le code d’épissage et (iv) la caractérisation de l’épissage alternatif comme régulateur de l’expression 

génique. 
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Figure 20. Mise en évidence de molécules hybrides ADN/ARN par la technique de microscopie 

électronique (d’après Berk, 2016 adapté de Berget et al., 1977). A. Représentation schématique du 

gène hexon de l’adénovirus. B. Dans le panel de droite, image de microscopie électronique et dans le 

panel de gauche, représentation schématique de l’hybridation entre les molécules d’ARNm en rouge 

et d’ADN en noir. 

 

III.1. La réaction catalytique d’épissage 

La réaction d’épissage s’effectue en deux étapes de transestérification conduisant, d’une part, 

à l’excision de l’intron sous la forme d’une structure en lasso et, d’autre part, à la ligation des exons 

entre eux (Figure 21 ; Cech, 1986 ; Patel and Steitz, 2003 ; Shi, 2017a). La première réaction de 

transestérification a lieu entre le groupement 2’-OH de l’adénine du site de branchement (BS, Branch 

Site), située au niveau intronique, et le phosphate de la guanine du site 5’ d’épissage en amont du BS. 

Cette attaque nucléophile permet de couper l’extrémité 5’ de l’intron tout en établissant une liaison 

phosphodiester 2‘-5’ intra-intronique (structure en lasso) ce qui libère l’extrémité 3’-OH de l’exon en 

amont. La deuxième réaction de transestérification consiste à l’attaque nucléophile de la liaison 

phosphodiester au niveau du site 3’ d’épissage (en aval) par ce groupement 3’OH. Cette réaction 

permet de couper l’extrémité 3’ de l’intron et de lier ensemble les deux exons consécutifs de façon à 

produire un ARNm mature. L’intron est libéré sous la forme d’un lasso puis clivé par l’enzyme de 

débranchement DBR1 et finalement dégradé par des ribonucléases.  
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Figure 21. Les réactions de transestérification 

du pré-ARNm (adapté de Shi, 2017a). Les 

étapes 1 et 2 correspondent aux première et 

deuxième réactions de transestérifications, 

respectivement.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 D’un point de vue biochimique, la réaction d’épissage semble simple mais l’exécution de celle-

ci repose sur une machinerie enzymatique complexe et dynamique : le splicéosome, une 

macromolécule de plusieurs mégadaltons.  

 

III.2. La machinerie d’épissage : le splicéosome 

Le splicéosome est un complexe ribonucléoprotéique dont le réarrangement constant de sa 

composition et de son réseau d’interactions, au cours de sa progression dans le cycle de réactions 

catalytiques, confère précision et flexibilité à la machinerie d’épissage. Ce complexe est composé de 

cinq petites ribonucléoprotéines nucléaires (snRNP, small nuclear RiboNucleoProteins) et d’un très 

large nombre de facteurs protéiques non-snRNPs (150-300) (Reed, 1996 ; Will and Lührmann, 2011 ; 

Shi, 2017a ; Dufner-Almeida et al., 2019). Chaque snRNP est composée d’une petite molécule d’ARN 

non codant (snRNA, small nuclear RNA) d’environ 90 à 220 nucléotides, associée à une dizaine de 

protéines différentes dont certaines sont communes à toutes les snRNPs, comme les protéines Sm, et 

d’autres sont spécifiques à chaque snRNP. C’est au cours des années 1980 que le développement 

d’essais in vitro d’épissage basés sur l’utilisation d’extraits nucléaires actifs s’est révélé essentiel pour 

la caractérisation fonctionnelle des différents acteurs du splicéosome (Padgett et al., 1983 ; Hernandez 

and Keller, 1983). Ainsi, en formant des interactions ARN-ARN par appariements de bases, les snRNPs 

sont capables d’interagir directement avec le pré-ARNm au niveau de séquences spécifiques 

correspondant à des signaux d’épissage, mais également, entre elles (Nilsen, 1994). De plus, les snRNPs 
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sont responsables du recrutement de facteurs protéiques spécifiques, via des interactions ARN-

protéines, lesquelles, avec l’ensemble des protéines non-snRNPS, facilitent les interactions protéine-

protéine, ARN-protéine et ARN-ARN au niveau du splicéosome (Konaska and Sharp, 1987). Au cours 

des dix dernières années, la purification des différents composants du splicéosome ainsi que leur 

analyse par microscopie électronique ont permis de remarquables progrès quant à la caractérisation 

des propriétés biochimiques associées à chaque complexe du splicéosome, résultat des interactions 

séquentielles des snRNP et des facteurs protéiques avec le pré-ARNm et entre eux (Will and Lührmann, 

2011 ; Wahl et al., 2009). Il est également apparu que le centre catalytique du splicéosome est 

directement composé d’ARN, traduisant ainsi la nature ribozyme du splicéosome (Fica et al., 2013 ; Shi 

et al., 2017b). 

 

Dans les cellules eucaryotes, deux types de machinerie d’épissage co-existent : (i) le 

splicéosome majeur, responsable de l’épissage de la très grande majorité des introns, les introns dits 

majeurs ou de type U2 et (ii) le splicéosome mineur, à l’origine de l’épissage d’introns atypiques, les 

introns dits mineurs ou de type U12. 

 

III.2.1. Le splicéosome majeur 

 Le splicéosome majeur, responsable de l’épissage de 99% des pré-ARNm, est composé des 5 

snRNPs U1, U2, U4, U5 et U6. Il est également assisté de plusieurs facteurs protéiques non-snRNPs 

dont notamment des protéines de liaison à l’ARN (RBP, RNA Binding Protein) telles que U2AF et SF1, 

des protéines riches en arginine et sérine (SR, Serine aRginine-rich) ainsi que diverses enzymes dont 

notamment, des hélicases, des kinases et des phosphatases (Shi, 2017a). Dans les cellules eucaryotes, 

le splicéosome majeur est capable de reconnaître les signaux d’épissage au niveau du pré-ARNm 

différemment selon la taille des introns, définissant ainsi deux modèles de reconnaissance : le modèle 

de définition d’intron et celui de définition d’exon (Figure 22 ; Berget et al., 1995 ; Fox-Walsh et al., 

2005). Dans le cas d’introns de petite taille, entre 200 et 250 nucléotides, l’appariement des 

composants du splicéosome aura lieu au niveau des signaux d’épissage de part et d’autre de l’intron 

(modèle de définition d’intron) tandis que dans le cas d’introns de grande taille, le splicéosome 

reconnaîtra spécifiquement les signaux d’épissage flanquant un exon (modèle de définition d’exon). 

Les signaux d’épissage principaux (sites 5’ et 3’ d’épissage, site de branchement, région riche en 

pyrimidine) et auxiliaires (éléments cis régulateurs de l’épissage) sont détaillés plus en amont dans la 

partie III.3. 
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Figure 22. Modèles de reconnaissance des signaux d’épissage par le splicéosome majeur (adapté de 

Daguenet et al., 2015).  

 

 Dans le modèle de définition d’intron, la première étape d’assemblage du splicéosome majeur 

au niveau du pré-ARNm conduit à la formation du complexe E, résultat de l’interaction de la snRNP U1 

avec le site 5’ d’épissage ainsi que de la fixation de facteurs protéiques non-snRNPS, la molécule SF1 

(Splicing Factor 1) aussi appelée mBPP (mammalian Branch Point binding Protein) et l’hétérodimère 

U2AF65/U2AF35 (U2AF, U2 Auxyllary Factor), au niveau du site de branchement et de la région riche 

en pyrimidine, respectivement (Figure 23 ; Matera and Wang, 2014 ; Dufner-Almeida et al., 2019). 

Dans un second temps, la formation du complexe A, également appelé pré-splicéosome, consiste en 

le recrutement de la snRNP U2 au niveau du site de branchement, nécessitant alors la libération de la 

molécule SF1 et la stabilisation de l’interaction à l’aide des facteurs protéiques SF3a et SF3b. Par la 

suite, les snRNPs U4, U5 et U6 s’assemblent pour former une tri-snRNP avant de rejoindre le complexe 

A, générant ainsi le complexe B qui est pré-catalytique, c’est-à-dire qu’il n’est pas encore actif. Son 

activation est accomplie à la suite de réarrangements dans les interactions snARN-ARN et ARN-

protéines qui à leur tour engendrent une déstabilisation des interactions avec les snRNP U1 et U4 

conduisant ainsi à leur libération. Le splicéosome devient alors actif par l’intervention de l’hélicase Brr2 

(complexe Bact), puis par l’hélicase Prp2 (complexe B*), ce qui conduit à la première réaction de 

transestérification. Une fois celle-ci achevée, le complexe B* devient le complexe C qui, après plusieurs 

réarrangements et l’action de l’hélicase Prp16, est catalytiquement actif sous la forme du complexe 

C*, à l’origine de la seconde réaction de transestérification. Pour finir, le splicéosome se dissocie 

libérant ainsi l’ARNm mature, à l’aide de l’hélicase Prp22, ainsi que l’ensemble des composants du 

splicéosome qui participeront à d’autres réactions d’épissage.  

 

 

 

 



 

Introduction | 75   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 23. Les étapes d’assemblage du splicéosome majeur selon le modèle de définition d’intron 

(d’après Shi, 2017a) 

 

 Le modèle de définition d’intron a largement été établi en utilisant comme modèle d’étude la 

levure car son génome est majoritairement constitué de petits introns séparant de larges exons. A 

l’inverse, dans la grande majorité des gènes humains, les introns sont de grande taille et séparent de 

petits exons. Ainsi, le modèle de définition d’exon est celui le plus couramment utilisé chez l’Homme. 

Dans ce modèle, les snRNP U2AF et U1 se lient à la région riche en pyrimidine et au site 5’ d’épissage, 

respectivement, qui caractérisent un même exon (Figure 22 ; Daguenet et al., 2015). Le recrutement 

de la snRNP U2 au niveau du site de branchement est ici simultané à celui des protéines SR au niveau 

des éléments exoniques activateurs d’épissage. Ensemble, ces protéines forment un réseau de 

stabilisation dans l’exon. D’autres facteurs protéiques peuvent également être amenés à être recrutés 

selon la nature des éléments de régulation présents dans l’exon et les introns adjacents. Par la suite, 

le modèle de définition d’exon est converti en modèle de définition d’intron et se déroule comme 

décrit ci-dessus (Will and Lührmann, 2011 ; Matera and Wang, 2014). Les mécanismes à l’origine de 

cette transition restent encore mal définis. Certaines hypothèses sous-tendent que le modèle de 

définition d’exon pourrait se convertir en complexe A ou encore pourrait recruter la tri-snRNP 

U4/U6.U5 et former directement le complexe B (Li et al., 2019).  
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III.2.2. Le splicéosome mineur 

 Le second type de machinerie d’épissage, le splicéosome mineur, est à l’origine de l’épissage 

de moins de 1% des pré-ARNm. Ce second splicéosome est constitué des 5 snRNPs U11, U12, U4atac, 

U6atac et U5, seule snRNP commune aux deux complexes (Schneider et al., 2002 ; Patel and Steitz, 

2003 ; Will and Lührmann, 2005). Parmi les quelques centaines de protéines non-snRNPs associées à 

la machinerie d’épissage, seules sept d’entre elles sont spécifiquement associées au splicéosome 

mineur. La composition hautement similaire des deux machineries d’épissage se reflète également 

dans l’assemblage de celles-ci, malgré quelques différences, notamment dans l’étape de 

reconnaissance des signaux d’épissage. En effet, dans les introns mineurs, c’est le dimère de snRNPs 

U11/U12 (analogue du dimère U1/U2) qui est à l’origine de la reconnaissance coopérative du site 5’ 

d’épissage et du site de branchement du pré-ARNm, formant ainsi directement le complexe A sans 

passer par le complexe E. Dans un second temps, le complexe B résulte du recrutement de la tri-snRNP 

U4atac/U6atac.U5 et, au même titre que le splicéosome majeur, les snRNPs U11 et U4atac sont 

déstabilisées à la suite de réarrangements et libérées afin d’activer le complexe B*, responsable de la 

catalyse de la première réaction de transestérification. Enfin, le complexe C-like généré après cette 

première réaction assure la seconde réaction de transestérification avant dissociation complète du 

splicéosome et libération de la molécule d’ARNm mature selon la même cascade d’évènements que 

pour le splicéosome majeur.   

 

III.3. Les signaux d’épissage 

Le splicéosome, qu’il soit majeur ou mineur, reconnaît précisément les bornes délimitant les 

introns et les exons sur la base de la présence de plusieurs motifs au niveau des pré-ARNms. Il s’agit 

de séquences spécifiques correspondant notamment aux signaux d’épissage principaux (sites 5’ et 3’ 

d’épissage, site de branchement, région riche en pyrimidine) et auxiliaires (éléments cis régulateurs de 

l’épissage). 

 

III.3.1. Les signaux principaux 

Ce n’est qu’un an seulement après la découverte de l’épissage que l’équipe de Pierre 

Chambon, biochimiste et généticien français, rapporte dans le cadre de l’étude du gène de 

l’ovalbumine, l’existence de séquences très similaires localisées systématiquement au niveau des 

jonctions exon/intron et potentiellement associées à un rôle majeur dans la reconnaissance du pré-

ARNm par la machinerie d’épissage (Breathnach et al., 1978). Dès lors, plusieurs études ont démontré, 

par alignement de séquences, que les jonctions exon/intron sont reconnues par le splicéosome sur la 
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base de séquences spécifiques consensus, les sites 5’ et 3’ d’épissage (5’/3’ss, splice site), également 

appelés sites donneurs et accepteurs d’épissage, respectivement (Figure 24 ; Mount, 1982 ; Senapathy 

et al., 1990 ; Cartegni et al., 2002 ; Will and Lührmann, 2011). La séquence des 5’ss inclut les trois 

dernières bases de l’exon et les six premières bases de l’intron tandis que la séquence des 3’ss 

comprend les vingt dernières bases de l’intron et les trois premières bases de l’exon (Yeo and Burge, 

2004 ; Frederiks et al., 2015). Selon la nature de l’intron, U2 ou U12, les séquences consensus de ces 

sites d’épissage ne présentent pas la même combinaison de nucléotides. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 24. Représentation schématique des signaux d’épissage principaux (adapté de Scotti and 

Swansson, 2016). ISE, Intronic Splicing Enhancer ; ISS, Intronic Splicing Silencer ; ESE, Exonic Splicing 

Enhancer ; ESS, Exonic Splicing Silencer ; BS, Branch Site ; PPT, PolyPyrimidine Tract ; 3’ss, 3’ splice site 

; 5’ss, 5’ splice site. 

 

Dans les introns majeurs ou introns U2, le motif consensus des 5’ss est CAG│GURAGU, où « │ » 

représente la jonction exon/intron, et le motif plus conservé des 3’ss est YAG│G où « │ » indique la 

jonction intron/exon. Les dinucléotides introniques en gras, GU en position +1 et +2 pour le 5’ss et AG 

en position -2 et -1 pour le 3’ss, correspondent aux dinucléotides les plus invariables des sites 

d’épissage (Figure 24 ; Cartegni et al., 2002). En effet, ces dinucléotides introniques caractérisent près 

de 99% des introns U2, alors couramment appelés introns GU-AG. Les autres introns U2 sont, quant à 

eux, définis par des sites d’épissage dits atypiques dont les plus fréquents sont les introns GC-AG qui 

représentent près de 0,9% des sites d’épissage (Burset et al., 2000 ; Thanaraj and Clark, 2001 ; Sheth 

et al., 2006 ; Sibley et al., 2016). Dans ces introns, il apparait que la substitution d’un T vers un C en 

position +2 au niveau du 5’ss conduit à un mésappariement avec la snRNP U1 qui, même s’il est 

compensé par le reste du motif, tend à affaiblir les sites donneurs d’épissage des introns GC-AG 
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comparativement à ceux des introns GU-AG. Il est d’ailleurs intéressant de noter que les 5’ss 

présentant les dinucléotides GC sont plus favorablement associés à des introns alternatifs (Thanaraj 

and Clark, 2001).  

 

La reconnaissance des 3’ss dans les introns majeurs met également en jeu d’autres éléments : 

la région riche en pyrimidine et le site de branchement (Figure 24 ; Gao et al., 2008 ; Mercer et al., 

2015). La région riche en pyrimidine (PPT, PolyPyrimidine Tract) comme son nom l’indique est une 

séquence caractérisée par une haute densité de pyrimidines. Elle se situe dans la séquence consensus 

du 3’ss, entre 10 à 12 nucléotides en amont de la jonction intron/exon. Le site de branchement (BS, 

Branch Site) quant à lui, est une séquence consensus courte localisée, dans la majorité des BS humains, 

entre 18 et 44 nucléotides en amont du site 3’ss. Des travaux se sont penchés sur la cartographie 

expérimentale du BS d’un nombre limité d’introns mais ce n’est que très récemment qu’une étude a 

décrit expérimentalement, pour la première fois à large échelle, les BS d’un très grand nombre 

d’introns grâce à une technique de séquençage à haut débit de l’ARN lasso (Mercer et al., 2015). Les 

auteurs de cette étude ont ainsi pu déterminer le motif consensus du point de branchement CUGAC, 

où l’adénosine est le nucléotide le plus hautement conservé car elle correspond au point de 

branchement (BP, Branch Point) indispensable à la première réaction de transestérification.  

 

Les introns mineurs, ou introns U12, présentent des caractéristiques distinctes des introns 

majeurs (Figure 24 ; Patel and Steitz, 2003 ; Will and Lührmann, 2005). A l’origine, ces introns mineurs 

ont été identifiés sur la base de la différence majeure de combinaison des dinucléotides introniques 

des sites d’épissage : AU en position +1 et +2 pour le 5’ss et AC en position -2 et -1 pour le 3’ss. 

Cependant, il est apparu par la suite que les introns mineurs pouvaient également être définis par les 

dinucléotides GU-AG, voir même d’autres combinaisons de nucléotides telles que AU-AA et AU-AG. Il 

apparait donc que la différence de composition des dinucléotides introniques localisés dans les sites 

d’épissage ne représente pas un élément déterminant dans la distinction des introns mineurs. En effet, 

et contrairement aux introns majeurs, les introns dits mineurs se définissent par une région moins 

riche en pyrimidine associée au 3’ss. En outre, le point de branchement des introns mineurs est 

particulièrement conservé et localisé entre 11 à 13 nucléotides en amont du 3’ss, consistant ainsi un 

facteur important pour leur identification par la machinerie d’épissage. Même si ces introns sont très 

peu fréquents, leur épissage est indispensable à la survie cellulaire car ils sont notamment présents 

dans des gènes assurant des fonctions essentielles telles que la réplication et la réparation de l’ADN, 

la transcription ou encore la traduction (Patel and Steitz, 2003). 
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III.3.2. Les signaux auxiliaires 

 L’information contenue dans les principaux signaux est indispensable pour la reconnaissance 

des jonctions exon/intron par le splicéosome mais reste insuffisante pour la définition précise de 

certains exons. En effet, le recrutement et l’activité du splicéosome peuvent être modulés par de 

nombreux éléments cis régulateurs de l’épissage (SRE, Splicing Regulatory Elements) qui, 

contrairement aux signaux d’épissage précédemment cités, restent très peu caractérisés. Ils sont 

généralement décrits comme de courts motifs de 6 à 8 nucléotides permettant l’interaction des pré-

ARNm avec des facteurs de régulation spécifiques favorisant ou inhibant l’inclusion de l’exon en 

agissant notamment sur l’activité du splicéosome (Cartegni et al., 2002 ; Wang and Burge, 2008). Les 

SRE peuvent se distinguer selon leur localisation sur le pré-ARNm mais également selon leur rôle. Ainsi, 

certains éléments peuvent être introniques (ISR, Intronic Splicing Regulatory elements) tandis que 

d’autres sont exoniques (ESR, Exonic Splicing Regulatory elements) (Figure 24). Les éléments 

introniques de régulation de l’épissage restent aujourd’hui encore moins bien caractérisés que les 

éléments exoniques. La plupart des études concentrent leurs analyses sur les éléments de régulation 

localisés entre 200 à 300 nucléotides autour des sites d’épissage, même si l’existence d’éléments de 

régulation à plus grande distance a pu être démontrée (Fu and Ares, 2014). Chacun de ces éléments 

est potentiellement associé à une activité stimulatrice (enhancer) ou inhibitrice (silencer) de l’épissage. 

Différentes approches expérimentales et bioinformatiques ont été mises à profit pour permettre 

l’identification et la caractérisation fonctionnelle des SRE (Liu et al., 1998 ; Fairbrother et al., 2002 ; 

Smith et al., 2006 ; Goren et al., 2006 ; Ke et al., 2011). Ainsi, l’équipe du Dr Chasin a développé une 

méthode appelée QUEPASA (Quantifying extensive phenotypic arrays from sequence arrays) qui a 

permis l’évaluation exhaustive et quantitative de l’activité ESR de tous les hexamères possibles (4 096 

motifs) (Ke et al., 2011). L’effet sur l’épissage de chaque hexamère a été quantifié dans un essai basé 

sur l’utilisation de minigènes, sous la forme d’un score (ESRseq) rendant compte de l’activité 

potentielle enhancer (ESE) ou silencer (ESS) de chaque motif. Il est toutefois important de noter que le 

rôle des ESR est dépendant de leurs localisations par rapport aux sites d’épissage et de la séquence 

environnante. En effet, ces éléments parfois chevauchants fonctionnent selon un mode combinatoire 

coopératif ou compétitif (Ke et al., 2011).  

 

Les éléments exoniques activateurs d’épissage (ESE, Exonic Splicing Enhancer) sont présents 

dans la majorité des exons à des densités variables (Cartegni et al., 2002 ; Wang and Burge, 2008). Ils 

sont essentiellement reconnus par des facteurs de régulation de l’épissage appartenant à la famille 

des protéines SR qui se fixent spécifiquement aux motifs ESE présents sur le pré-ARNm (Figure 24), via 

une interaction avec leur extrémité N-terminale (Graveley, 2000 ; Shepard and Hertel, 2009). Ces 
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protéines ubiquitaires sont capables d’interagir avec de nombreux partenaires protéiques, via leur 

domaine riche en arginine et sérine localisé au niveau de l’extrémité C-terminale. Elles peuvent 

notamment se lier aux protéines constituant le splicéosome ce qui leur permet de réguler positivement 

l’inclusion de l’exon. En outre, le domaine riche en arginine et sérine permet également de réguler 

l’activité et la localisation des protéines SR via leur phosphorylation. Dans le noyau, les protéines SR 

sont transportées vers les sites actifs de transcription où elles vont faciliter l’assemblage du complexe 

E du splicéosome (Graveley et al., 2000).  

 

 Les éléments exoniques inhibiteurs de l’épissage (ESS, Exonic Splicing Silencer), quant à eux, 

permettent la fixation de facteurs de régulation de l’épissage favorisant l’exclusion de l’exon tels que 

les protéines hnRNP (heterogeneous nuclear RiboNucléoProteins) (Figure 24 ; Cartegni et al., 2002 ; 

Wang and Burge, 2008). Ces protéines se fixent aux ESS grâce à leur motif de reconnaissance de l’ARN 

et peuvent également contenir des domaines d’inhibition de l’épissage tels que des motifs riches en 

glycine (Pozzoli and Sironi, 2005 ; Martinez-Contreras, 2007). Comme les protéines SR, l’activité des 

protéines hnRNP est médiée par leur interaction avec d’autres facteurs protéiques dont notamment 

d’autres protéines hnRNP. Ainsi, en formant un complexe répressif, les protéines hnRNP induisent une 

inhibition de l’épissage soit en empêchant la reconnaissance des sites d’épissage soit en agissant 

comme antagonistes des facteurs activateurs d’épissage ou des composants du splicéosome. 

 

L’épissage met donc en jeu des éléments cis (signaux d’épissage principaux et auxiliaires) et 

des facteurs trans (splicéosome et facteurs de régulation) qui permettent une régulation complexe et 

très fine de ce processus. La complexité de celle-ci est illustrée notamment par la spécificité tissulaire 

de certains épissages alternatifs (Dvinge, 2018) mais également par les modifications de l’épissage 

observées lors du processus de tumorigenèse (Escobar-Hoyos et al., 2019).  

 

III.4. L’épissage alternatif de l’ARNm 

 Longtemps, il a été considéré qu’un gène permettait la production d’une protéine unique et 

était ainsi associé à une fonction cellulaire spécifique. Or, le génome humain est constitué 

d’approximativement 20 000 à 25 000 gènes codant pour des protéines et conduit pourtant à la 

production d’un nombre de protéines distinctes très largement supérieur (> 100 000) (International 

Human Genome Sequencing Consortium, 2004). Ce paradoxe s’explique, en partie, du fait de 

l’existence d’un mécanisme rendant possible la production de plusieurs protéines à partir d’un même 

gène : l’épissage alternatif. Chez les eucaryotes, ce processus permet l’expansion du répertoire 

protéique ou protéome en conduisant potentiellement à la production, à partir d’un unique transcrit 

https://pubmed-ncbi-nlm-nih-gov.proxy.insermbiblio.inist.fr/?size=100&term=International+Human+Genome+Sequencing+Consortium%5BCorporate+Author%5D
https://pubmed-ncbi-nlm-nih-gov.proxy.insermbiblio.inist.fr/?size=100&term=International+Human+Genome+Sequencing+Consortium%5BCorporate+Author%5D
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primaire (pré-ARNm), d’une multitude d’ARNm mature aboutissant éventuellement à tout autant de 

protéines (Matlin et al., 2005 ; Nilsen and Graveley, 2010). En effet, si certains exons sont 

systématiquement retrouvés dans la molécule d’ARNm considérée comme l’isoforme de référence et 

résultant d’un épissage dit constitutif, de nombreux exons sont, quant à eux, alternativement épissés. 

Un exemple saisissant est celui du gène Dscam chez l’espèce Drosophila melanogaster qui conduit à la 

production de 38 016 ARNm différents à partir de la même population de pré-ARNm (Schmucker et 

al., 2000). Chez l’Homme, il est estimé que plus de 95% des gènes multi-exons humains conduisent à 

la production de transcrits alternatifs (Pan et al., 2008). En moyenne, un gène humain est associé à 

2,53 isoformes d’épissage qui sont potentiellement traduites en protéines (Tress et al., 2007). 

 

 La multiplicité des ARNm produits par épissage alternatif peut être due à des évènements 

multiples et non-exclusifs, tels que : (i) le saut d’exons cassettes, qui se caractérise par la perte 

d’inclusion d’un ou plusieurs exons dans le transcrit mature ; (ii) l’utilisation d’un site 3’ d’épissage 

alternatif qui conduit soit à une rétention intronique en amont de l’exon, soit à une excision de la partie 

proximale de l’exon ; (iii) l’utilisation d’un site 5’ d’épissage alternatif qui conduit soit à une rétention 

intronique en aval de l’exon, soit à une excision de la partie terminale de l’exon ; (iv) des exons 

alternatifs mutuellement exclusifs (si l’un est incorporé dans l’ARNm mature, l’autre ne sera pas 

présent et inversement) ; et (v) la rétention complète d’un intron (Figure 25 ; Cartegni et al., 2002 ; Pan 

et al., 2008 ; Scotti and Swanson, 2016). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 25. Les différents évènements d’épissage alternatif (adapté de Cartegni et al., 2002). Dans 

chaque cas, la ligne verte indique l’épissage constitutif et la ligne rouge illustre l’épissage alternatif. 
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III.4.1. La régulation de l’épissage alternatif 

L’épissage alternatif est possible grâce à la modulation de la reconnaissance des motifs 

d’épissage par le splicéosome. Ce mécanisme est influencé par plusieurs facteurs : la force des sites 

d’épissage, la présence d’éléments de régulation de l’épissage, le niveau d’expression des protéines 

interagissant avec le splicéosome ainsi que la structure secondaire des ARNm (Pan et al., 2008 ; Baralle 

and Giudice, 2017). Les sites d’épissage classiquement considérés comme « forts » sont généralement 

présents au niveau des exons constitutifs tandis que les sites d’épissage dits « faibles » sont plutôt 

identifiés au niveau des exons alternatifs (Fu and Ares, 2014). La reconnaissance de ces sites par la 

machinerie d’épissage dépend de la séquence spécifique de ce site mais également de l’existence de 

séquences régulatrices avoisinantes. En effet, les séquences cis régulatrices de l’épissage, qu’elles 

soient exoniques ou introniques, en interagissant avec des protéines régulatrices, vont permettre 

d’influencer l’utilisation des sites d’épissage, en réprimant celle des sites d’épissage constitutifs ou, à 

l’inverse, en favorisant celle des sites d’épissage alternatifs en fonction de la nature inhibitrice ou 

activatrice de l’élément considéré, respectivement (Wang and Burge, 2008). Il est actuellement admis 

que les éléments cis régulateurs de type activateurs sont plus largement concentrés au niveau des 

exons constitutifs, tandis que les éléments de type inhibiteurs sont majoritairement retrouvés au 

niveau des introns et sont donc généralement associés au contrôle de l’épissage alternatif (Barash et 

al., 2010). En outre, les éléments régulateurs de l’épissage, qu’ils soient exoniques ou introniques, 

présentent une conservation plus élevée dans et autour des exons alternatifs comparativement aux 

exons constitutifs, soulignant ainsi l’importance de ces éléments dans la définition des exons 

alternatifs (Wang and Burge, 2008 ; Coelho and Smith, 2014). 

 

L’épissage alternatif peut également être modulé par les facteurs régulateurs de l’épissage 

dont la nature, le niveau d’expression ou la localisation cellulaire varient selon le tissu, le stade de 

développement mais également en réponse à des stimuli (Pan et al., 2008 ; Baralle and Giudice, 2017). 

Un exemple emblématique est celui de la protéine NOVA, un facteur d’épissage neuronal exprimé 

spécifiquement dans le tissu cérébral et qui est à l’origine de la régulation d’un réseau de près de 700 

transcrits alternatifs dont les fonctions interviennent dans le développement synaptique (Buckanovich 

et al., 1993 ; Zaghlool et al., 2014).  

 

Enfin, les structures secondaires de l’ARN peuvent engendrer des topologies particulières de 

la séquence du pré-ARNm, notamment des structures en épingle à cheveux et ainsi, masquer des 

signaux d’épissage. Selon la nature inhibitrice ou activatrice de l’élément masqué, ces structures 

secondaires peuvent réprimer ou favoriser l’épissage alternatif (Shepard and Hertel, 2008 ; Coelho and 
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Smith, 2014). On peut notamment citer l’exemple de la structure en épingle à cheveux localisée au 

niveau du 5’ss de l’exon 10 du gène MAPT qui permet de réguler l’épissage alternatif de cet exon afin 

de produire deux protéines tau contenant 3 (3R-tau) ou 4 (4R-tau) régions de liaison aux microtubules 

(Grover et al., 1999 ; Park et al., 2016). A l’état physiologique, le niveau d’expression des deux 

protéines est similaire. Toutefois, lorsque la structure en épingle à cheveux est déstabilisée par des 

variations de séquence, cela conduit à une augmentation de l’inclusion de l’exon 10 déséquilibrant 

ainsi les ratios protéiques en faveur de la protéine 4R-tau à l’origine de la maladie neurodégénérative 

FTDP-17 (FrontoTemporal Dementia and Parkinsonism linked to chromosome 17) (Grover et al., 1999 ; 

Park et al., 2016). 

 

Au cours de ces dernières années, l’implémentation des technologies de séquençage à haut 

débit dans le cadre de l’analyse du transcriptome (RNA-seq) a permis de grandes avancées dans la 

caractérisation des différentes isoformes issues d’un épissage alternatif. Pour autant, notre 

connaissance de la régulation de l’épissage alternatif reste encore parcellaire car dépendante d’un 

code (splicing code) particulièrement complexe à décrypter. En effet, les mêmes éléments régulateurs 

de l’épissage peuvent être reconnus par différents partenaires protéiques selon le contexte 

nucléotidique du pré-ARNm ou le contexte cellulaire. De plus, les facteurs protéiques peuvent être 

associés à des effets inhibiteurs ou activateurs en fonction du contexte dans lequel ils sont exprimés. 

Enfin, tous les signaux d’épissage ne sont pas encore bien définis et tous les partenaires protéiques 

pouvant potentiellement moduler l’épissage alternatif ne sont pas encore bien identifiés ou 

caractérisés. Il reste encore aujourd’hui difficile d’appréhender avec précision les mécanismes de 

régulation de l’épissage alternatif et de déterminer les fonctions associées aux différentes isoformes 

produites (Fu and Ares, 2014 ; Baralle and Giudice, 2017). 

 

III.4.2. Le rôle de l’épissage alternatif dans la régulation de l’expression génique 

L’épissage alternatif participe à la régulation de l’expression génique, notamment en regard 

de la production de protéines dont les rôles fonctionnels peuvent être différents voir antagonistes. Par 

exemple, l’isoforme de référence issue de l’épissage constitutif du gène BCLX conduit à la production 

d’une protéine qui contribue à l’inhibition de l’apoptose, tandis qu’une isoforme issue d’un épissage 

alternatif de l’exon 2 de ce même gène génère une protéine impliquée dans l’activation de l’apoptose 

(Stevens and Oltean, 2019). L’épissage alternatif peut être finement régulé en fonction du tissu, du 

stade de développement ou encore en réponse à un signal donné (Baralle and Giudice, 2017). Le gène 

FN1 est l’un des premiers gènes à avoir bien illustrer la contribution de l’épissage alternatif dans la 

régulation de l’expression génique tissu-dépendante (Kornblihtt et al., 1984). Dans les fibroblastes, 



 

Introduction | 84   

l’épissage du pré-ARNm FN1 induit l’inclusion d’un exon associé à un domaine fonctionnel à l’origine 

de la localisation tissulaire de la fibronectine générant ainsi une protéine localisée dans la matrice 

cellulaire, tandis que dans le foie, cet exon n’est pas inclus et est alors responsable de la production 

d’une isoforme soluble de la protéine qui sera secrétée dans le plasma.  

 

 Tous les transcrits engendrés par l’épissage alternatif ne conduisent pas systématiquement à 

l’expansion du protéome. En effet, des écarts significatifs entre des données transcriptomiques et 

protéomiques ont été constatés, suggérant fortement que beaucoup d’isoformes issues de l’épissage 

alternatif ne sont pas à l’origine d’une protéine (Tress et al., 2017). Les modifications apportées aux 

pré-ARNm par l’épissage alternatif, telles que des sauts d’exon, peuvent être à l’origine d’un décalage 

du cadre de lecture responsable de l’introduction d’un codon stop prématuré (PTC, Premature 

Termination Codon) dans les molécules d’ARNm mature (Lejeune and Maquat, 2003 ; McGlincy and 

Smith, 2008). Ces transcrits porteurs d’un PTC peuvent être la cible d’un système de dégradation 

spécifique appelé nonsense mediated decay (NMD) (Chang et al., 2007 ; Schweingruber et al., 2013).  

 

III.4.3. Le système de surveillance des ARNm : nonsense mediated decay ou NMD 

Le mécanisme de surveillance des ARNm, ou NMD, permet la dégradation spécifique des 

transcrits porteurs d’un PTC évitant ainsi la production de certaines protéines tronquées susceptibles 

d’inhiber la fonction de la protéine pleine longueur co-exprimée par l’allèle sauvage, du fait d’une 

activité de dominant négatif. Généralement, le NMD provoque la dégradation de transcrits porteurs 

d’un PTC situé à plus de 50 à 55 nucléotides de la dernière jonction exon/exon (Figure 26 ; McGlincy 

and Smith, 2008 ; Kurosaki and Maquat, 2016 ; Kurosaki et al., 2019). Lors du processus d’épissage, les 

complexes protéiques nommés EJC (Exon-Junction Complex) se fixent sur l’ARN à environ 20 à 24 

nucléotides en amont de chaque jonction exon/exon. Après l’export de l’ARNm vers le cytoplasme et 

lors du premier cycle de traduction, le ribosome provoque l’éjection des EJC au fur et à mesure de son 

passage et termine la traduction au niveau du codon stop naturel avant de ré-initier de nouveaux cycles 

de traduction. Si un PTC est présent à plus de 50 à 55 nucléotides de la dernière jonction exon/exon, 

le ribosome ne peut pas dissocier le(s) dernier(s) EJC présents sur l’ARNm car la traduction s’arrête de 

façon abrupte au niveau du PTC en formant un complexe de terminaison. L’arrêt du ribosome conduit 

alors au recrutement de facteurs eRFs (eukaryotic Release Factors) et de la protéine UPF1 (Up-

Frameshift Protein 1). L’interaction de UPF1 avec les deux protéines UPF2 et UPF3, déjà présentes dans 

le complexe EJC positionné en aval, provoque alors la dégradation de l’ARNm porteur du PTC (Figure 

26 ; McGlincy and Smith, 2008 ; Kurosaki and Maquat, 2016 ; Kurosaki et al., 2019).  

 



 

Introduction | 85   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 26. Le mécanisme de dégradation des transcrits porteurs d’un PTC par le système NMD 

(d’après McGlincy and Smith, 2008). A. Transcrit constitutif normal. B. Transcrit porteur d’un PTC cible 

du NMD. 

 

Cependant, il est important de noter que près de 50% des transcrits porteurs d’un PTC 

échappent au NMD, pourcentage qui varie selon le gène considéré (Lindeboom et al., 2019 ; Supek et 

al., 2020). Il apparait donc que certains mécanismes de régulation du NMD restent encore à élucider 

afin de déterminer avec précision quels transcrits sont la cible privilégiée de ce système de 

dégradation, avec de réelles implications sur l’interprétation des conséquences fonctionnelles des 

variations à l’origine de l’introduction d’un PTC dans un contexte de maladie monogénique.  

 

De plus, le NMD ne constitue pas uniquement un système de surveillance de la qualité des 

ARNm. Il participe également à la régulation des niveaux d’expression de certains gènes, y compris de 

gènes codant pour des facteurs eux-mêmes impliqués dans l’épissage. Il s’agit dans ce cas, d’un 

mécanisme de rétrocontrôle négatif (autorégulation appelé parfois régulation croisée) via un épissage 

alternatif non-productif (Ni et al., 2007 ; Lim et al., 2020). C’est notamment le cas de certaines 

protéines SR qui, en se liant spécifiquement à leur pré-ARNm favorisent par exemple l’inclusion 

d’exons « poisons » (porteurs de PTC, donc cibles de NMD) et contrôlent ainsi directement leur propre 

niveau d’expression (Lareau et al., 2007 ; Lareau and Brenner, 2015).  

 

III.4.4. L’épissage alternatif des gènes BRCA et MMR 

Concernant les gènes de prédisposition BRCA et MMR, de récentes études ont pu établir des 

catalogues exhaustifs de tous les évènements d’épissage alternatifs identifiés pour chacun des gènes 

à partir du matériel biologique (tissus, sang, lignées lymphoblastoïdes) d’individus sains. Ces 
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informations sont indispensables à l’interprétation des altérations de l’épissage observées dans le 

contexte du syndrome sein-ovaire et du syndrome de Lynch, respectivement.  

 

Des travaux menés à partir de matériels biologiques dérivés de sang d’individus témoins ont 

permis de détecter expérimentalement par RT-PCR, en plus du transcrit de référence, la présence de 

68 et 27 transcrits alternatifs générés à partir des gènes BRCA1 et BRCA2, respectivement, (Colombo 

et al., 2014 ; Romero et al., 2015 ; Fackenthal et al., 2016) dont certaines ont été confirmées et 

quantifiées par la technique de RNA-seq ciblé (Figure 27 ; Davy et al. 2017). Ces isoformes issues d’un 

épissage alternatif sont le résultat de différents évènements tels que (i) des sauts d’un exon, (ii) des 

sauts de plusieurs exons, (iii) l’utilisation de sites donneurs et accepteurs d’épissage alternatifs 

conduisant à des rétentions introniques ou des délétions exoniques partielles, (iv) l’utilisation d’un 

codon d’initiation ou de terminaison alternatif et enfin (v) des intronisations. Il est à noter que les deux 

derniers évènements (iv et v) ont uniquement été rapportés dans le cas de transcrits alternatifs du 

gène BRCA1 (Colombo et al., 2014). Également, des combinaisons de plusieurs évènements d’épissage   

ont été identifiés tels que (i) des sauts d’exon concomitants à l’utilisation d’un site d’épissage alternatif 

ou encore (ii) l’utilisation de plusieurs sites alternatifs d’épissage pouvant éventuellement conduire à 

une exonisation d’une séquence intronique. Le type d’évènement d’épissage alternatif le plus 

fréquemment détecté dans les gènes BRCA reste cependant le saut d’un ou de plusieurs exons. De 

façon intéressante, la grande majorité des transcrits alternatifs détectés dans le sang sont également 

identifiés dans le tissu mammaire sain et aucun transcrit BRCA spécifique du tissu mammaire n’a été 

détecté. De plus, l’ensemble des transcrits alternatifs du gène BRCA2 ont tous été identifiés dans au 

moins une des six lignées cellulaires dérivées de cellules mammaires analysées (MCF7, HCC1937, BT20, 

MCF10A, 184A1, 184B5) (Fackenthal et al., 2016). De plus, la majorité des transcrits alternatifs 

identifiés comme prédominants, trois dans le gène BRCA1 (Δ8p, Δ9-10, Δ14p) et un dans le gène BRCA2 

(Δ12), sont associés à une expression similaire dans les tissus sanguins et mammaires. 
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Figure 27. Représentation schématique des principaux évènements d’épissage alternatif dans les 

gènes BRCA1 et BRCA2 (d’après Davy et al., 2017). ▼, inclusion d’une séquence intronique ; Δ, 

délétion partielle ou totale d’exon ; p, utilisation d’un site 3’ d’épissage alternatif ; q, utilisation d’un 

site 5’ d’épissage alternatif. Les cadres bleus correspondent aux évènements d’épissage alternatif 

prédominants (≥ 15%), tous à l’origine de délétions en phase. 

 

Bien que l’identification des transcrits alternatifs des gènes BRCA constitue une avancée 

majeure en soit, il n’en reste pas moins que la fonctionnalité et la relevance biologiques de telles 

isoformes sont encore très peu appréhendées de nos jours. Si la majorité des transcrits alternatifs des 

gènes BRCA induisent un décalage du cadre de lecture conduisant à l’introduction d’un codon stop 

prématuré potentiellement cible du NMD ou sont non-codants à la suite de l’élimination du codon 

d’initiation de la traduction, certains transcrits pourraient générer des isoformes fonctionnelles. C’est 

notamment le cas des transcrits présentant des délétions en phase des modifications des régions 

terminales non codantes ou encore, des codons stops prématurés non cibles du NMD car localisés au 

niveau du dernier exon. Pour autant, quelques études ont déjà démontré que certains de ces transcrits 

sont à l’origine de protéines non fonctionnelles telles que la protéine BRCA1 délétée pour l’exon 14 et 

15 ou encore, la protéine BRCA2 délétée pour l’exon 3 (Sevcik et al., 2012 ; Caputo et al., 2018). A 

l’inverse, certains travaux tendent à démontrer le caractère fonctionnel, au moins en partie, de 

quelques isoformes dont notamment celles résultant du saut de l’exon 9 et 10 de BRCA1, du saut des 

exons 4 à 7 de BRCA2 ou encore, du saut de l’exon 12 de BRCA2 (de la Hoya et al., 2016 ; Li et al., 2009 ; 

Thirthagiri et al., 2016 ; Mesman et al., 2020). Néanmoins, la fonctionnalité de la plupart des transcrits 

alternatifs potentiellement codants reste encore à déterminer.  

 

Pour les gènes MLH1, MSH2, MSH6 et PMS2, ce sont 30, 22, 4 et 9 transcrits alternatifs, 

respectivement, qui ont été rapportés en plus du transcrit de référence après la compilation de toutes 

les informations disponibles dans la littérature ou dans des bases de données (Figure 28 ; Thompson 
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et al., 2015). Au même titre que pour les gènes BRCA, les épissages alternatifs des gènes MMR 

résultent de différents évènements ou combinaison d’évènements dont les plus fréquents dans le gène 

MLH1 sont les sauts d’exon et dans les gènes MSH2 et MSH6, l’utilisation de sites d’épissage alternatifs. 

Toutefois, à l’inverse des gènes BRCA, certains des transcrits alternatifs des gènes MMR ne sont pas 

toujours détectés selon le tissu considéré. En particulier, des transcrits alternatifs du gène MLH1 ont 

été identifiés à partir de lymphocytes mais certains n’ont pas été détectés dans le tissu colorectal 

(Plaschke et al., 1999). Par ailleurs, seules quelques études se sont attachées à déterminer les niveaux 

d’expression des transcrits alternatifs des gènes MMR à partir de matériel biologique d’individus 

contrôles, représentant ainsi une limite importante à l’analyse de ces isoformes (Charbonnier et al., 

1995 ; Palmirotta et al., 1998 ; Takahashi and Nagai, 2009). 

 

Figure 28. Représentation schématique des évènements d’épissage alternatif dans les gènes MLH1, 

MSH2, MSH6 et PMS2 (d’après Thompson et al., 2015). Les rectangles gris correspondent à la 

séquence codante tandis que les rectangles en pointillés représentent la séquence non codante.  FL 

(Full-Lenght) transcrit pleine longueur ; ▼, inclusion d’une séquence intronique ; Δ, délétion partielle 

ou totale d’exon ; p, utilisation d’un site 3’ d’épissage alternatif ; q, utilisation d’un site 5’ d’épissage 

alternatif. 
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 Comme pour les gènes BRCA, il est attendu que la plupart des transcrits alternatifs des gènes 

MMR soient non fonctionnels car ils sont soit non-codants, soit responsables de l’introduction d’un 

PTC et donc potentiellement cibles du NMD ou bien encore, à l’origine de la production de protéines 

tronquées ou de protéines associées à un effet dominant-négatif (Thompson et al., 2015). Aujourd’hui, 

seulement trois isoformes protéiques issues de transcrits alternatifs du gène MLH1 (Δ9-10, Δ16, Δ17) 

ont fait l’objet d’investigations expérimentales (Trojan et al., 2002 ; Peasland et al., 2010). Une perte 

d’activité MMR a été rapportée pour ces trois isoformes du fait d’un défaut d’interaction soit avec 

l’hétérodimère MutSα (pour MLH1 Δ9-10), soit avec le partenaire protéique PMS2 (pour MLH1 Δ16 et 
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Δ17). Par ailleurs, une étude suggère que l’isoforme protéique correspondant au transcrit alternatif 

sans les exons 9 et 10 pourrait exercer un effet dominant négatif (Peasland et al., 2010). 

 

Les études de caractérisation fonctionnelle des isoformes alternatives des gènes BRCA et MMR 

restent encore trop peu nombreuses et soulèvent, à raison, la question du rôle biologique de ces 

transcrits. Une meilleure compréhension de l’importance de l’épissage alternatif de ces gènes est 

primordiale pour l’interprétation des défauts d’épissage, identifiés dans le cadre du syndrome sein-

ovaire ou le syndrome de Lynch.  
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IV. Les défauts d’épissage induits par des variations génétiques 

L’épissage est donc un processus extrêmement dynamique et particulièrement complexe 

étant donné les multiples signaux d’épissage (éléments cis) présents sur les pré-ARNm mais également 

du fait de la myriade de facteurs trans intervenant dans la régulation de ce mécanisme moléculaire. 

Ce processus contribue à la régulation de l’expression génique mais peut être altéré par des variations 

génétiques si celles-ci touchent un des nombreux acteurs intervenant dans ce processus avec pour 

conséquence éventuelle une modification du profil d’épissage des transcrits. Longtemps, il a été 

considéré que les maladies mendéliennes étaient le fait de variations responsables d’un effet direct 

sur la protéine, au niveau traductionnel, via notamment le gain d’un PTC (variations non-sens, 

délétions ou insertions à l’origine d’un décalage du cadre de lecture), la plupart de ces maladies ayant 

dans un premier temps été associées à ce type de variations. Cependant, et ce grâce à de très 

nombreuses années de recherche, il est désormais bien établi qu’une proportion importante des 

variations à l’origine des maladies mendéliennes correspond à des variations responsables d’une 

altération de l’épissage (Tableau 14 ; Lopez-Bigas et al., 2005 ; Baralle et al., 2009 ; Lim et al., 2011). Si 

ces variations splicéogéniques représentent près d’un tiers des mutations causales dans l’étiologie de 

certaines maladies mendéliennes, c’est que théoriquement toute variation nucléotidique, qu’elle soit 

exonique ou intronique, est susceptible d’altérer l’épissage (Wang and Cooper, 2007 ; Ward and 

Cooper, 2010 ; Scotti and Swansson, 2016). Selon le type d’élément altéré et son contexte 

nucléotidique, différentes conséquences peuvent en résulter. De nombreux outils bioinformatiques de 

prédiction mais également un certain nombre d’approches expérimentales ont été implémentés dans 

le but de contribuer à la mise en évidence et à l’interprétation précise des variations à l’origine d’un 

défaut d’épissage. 
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Tableau 14. Estimation du pourcentage de variations splicéogéniques par rapport à l’ensemble des 

variations pathogènes à l’origine de maladies mendéliennes (d’après Baralle et al., 2009). Les 

fréquences ont été calculées à partir de la base de données HGMD (Human Gene Mutation Database) 

en 2008.  

 

Ce n’est que quelques années seulement après la découverte du mécanisme d’épissage qu’il a 

été démontré que des variations génétiques pouvaient impacter son bon fonctionnement. En 1981, 

l’équipe de Richard A. Flavell, biologiste moléculaire anglais, rapporte l’existence d’une variation dans 

le premier intron du gène de la β-globine qui, avec l’α-globine, constitue la forme d’hémoglobine la 

plus courante chez l’homme adulte (Busslinger et al., 1981). De façon intéressante ils ont pu montrer 

que cette variation créait un nouveau site 3’ss dans le premier intron et était donc à l’origine de la 

production d’un transcrit aberrant présentant la rétention des 19 derniers nucléotides de cet intron. 

La présence d’une telle insertion au sein de la molécule d’ARNm mature conduit au décalage du cadre 

de lecture et à l’introduction d’un codon stop prématuré au niveau du 36ème codon de la protéine. 

L’équipe de Richard A. Flavell émet alors l’hypothèse qu’une telle molécule d’ARNm conduira à la 

production d’une protéine tronquée non fonctionnelle (Busslinger et al., 1981). Toutefois, l’équipe du 

scientifique américain Sherman M. Weissan, après une analyse des profils d’épissage de l’ARNm issus 

des réticulocytes de deux individus porteurs de la variation d’intérêt, conclura qu’une telle molécule 

d’ARNm est vraisemblablement instable, dégradée et/ou pas correctement transportée vers le 

cytoplasme (Fukumaki et al., 1982). Le fait que cette variation fut identifiée dans le génome de patients 

atteints de β-thalassémie constitue la première preuve qu’une variation génétique peut affecter le 

mécanisme d’épissage et, de ce fait, être à l’origine d’une maladie mendélienne. Ces travaux ont 
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permis une première caractérisation d’une anomalie d’épissage et, dès lors, ont ouvert la voie à de 

très nombreuses études investiguant la nature des variations responsables d’altérations de l’épissage, 

maintenant qualifiées de splicéogéniques, mais également les différents mécanismes par lesquels les 

variations peuvent conduire à de telles modifications. 

 

IV.1. Les mécanismes d’altération de l’épissage 

L’émergence d’un défaut d’épissage associé à une maladie mendélienne peut présenter 

diverses origines. En effet, les variations génétiques peuvent directement affecter l’épissage en 

modifiant la séquence soit d’un élément cis au niveau du pré-ARNm soit d’un facteur trans 

(Tableau 15 ; Wang and Cooper, 2007 ; Ward and Cooper, 2010 ; Scotti and Swanson, 2016). La 

distinction entre ces différentes altérations est essentielle car selon la nature du composant altéré, les 

conséquences seront différentes. De fait, une modification de la séquence d’un élément cis a un impact 

direct sur l’expression d’un gène en particulier tandis qu’une altération d’un facteur trans peut affecter 

l’expression de plusieurs gènes. Il a d’ailleurs été très largement montré que la majorité des variations 

à l’origine d’une anomalie d’épissage associée à une maladie mendélienne sont des variations altérant 

un élément cis car celles affectant les facteurs trans sont souvent létales au stade embryonnaire 

reflétant ainsi le caractère essentiel de ces facteurs. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 15. Exemples de maladies mendéliennes associées à une altération d’un élément cis ou d’un 

facteur trans d’épissage (d’après de la Grange, 2016) 
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IV.1.1. Altération des signaux cis d’épissage 

 Toutes les variations, qu’elles soient exoniques ou introniques, sont susceptibles d’altérer les 

signaux cis d’épissage et ce, quels que soient leurs effets prédits sur la protéine (y compris des 

variations non-sens, faux-sens ou encore synonymes). Selon le type d’élément altéré et son contexte 

nucléotidique, différentes conséquences au niveau du transcrit mature peuvent en résulter : un saut 

d’exon, une délétion d’une partie d’exon, une rétention soit d’une partie d’intron directement 

adjacente à l’exon soit de l’intron en entier, la création d’un nouvel exon (pseudo-exon) ou encore, 

une modification de l’équilibre en transcrits constitutifs/alternatifs (Figure 29 ; Ward and Cooper, 

2010 ; Thompson et al., 2015). L’ensemble de ces évènements peuvent potentiellement conduire à 

l’introduction d’un codon stop prématuré avec pour conséquence une dégradation de la molécule 

d’ARNm par le système NMD ou la production d’une protéine modifiée avec des fonctions altérées. 

Les variations ainsi capables d’affecter l’épissage constitutif comme l’épissage alternatif se distinguent 

en deux sous-groupes : (i) les variations altérant les principaux signaux d’épissage tels que les sites 5’ 

et 3’ d’épissage, le site de branchement et la région riche en pyrimidine et (ii) celles modifiant les 

éléments de régulation de l’épissage, exoniques ou introniques.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 29. Les différentes conséquences des anomalies d’épissage au niveau de l’ARNm mature 

(d’après Thompson et al., 2015). Les carrés noirs représentent les exons constitutifs, les carrés blancs 

délimités par des pointillés correspondent aux régions exoniques délétées et les carrés gris indiquent 

les régions introniques retenues et devenues exoniques. Dans chaque cas, la ligne simple illustre 

l’épissage constitutif et la ligne en pointillés indique l’épissage altéré.  
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IV.1.1.a. Altération des signaux principaux 

Les variations splicéogéniques les plus fréquemment décrites à ce jour comme étant à l’origine 

d’une maladie mendélienne sont celles affectant les dinucléotides introniques les plus conservés des 

sites d’épissage, en position +1 et +2 pour le 5’ss et -1, -2 pour le 3’ss (IVS±1/2, InterVening Sequence) 

(Krawczak et al., 1992 ; Krawczak et al., 2007). En effet, et comme précisé dans la partie III.3.1., les 

dinucléotides GT et AG respectivement aux positions IVS+1/2 et IVS-1/2 sont présents dans 99% des 

introns et sont essentiels à la définition des jonctions exon/intron. Ainsi, quelle que soit la variation 

considérée, l’altération conduira, dans la majorité des cas, à une absence totale de reconnaissance du 

5’ss ou 3’ss constitutif par le splicéosome. Il est toutefois important de noter que les substitutions T>C 

localisées en position +2 au niveau des 5’ss (GT>GC) ne sont pas toujours associées à un défaut 

d’épissage complet. En effet, des travaux récents ont montré que, dans 15 à 18% des cas, ce type de 

variations permet la production de transcrits normaux à des taux plus ou moins importants (1 à 89%) 

(Lin et al, 2019 ; Chen et al, 2020). L’épissage peut également être perturbé par toute autre variation 

localisée au niveau des sites d’épissage en dehors des dinucléotides introniques les plus conservés, 

notamment les variations localisées sur les premiers et derniers nucléotides de l’exon, mais également 

celles en position -3 et +3 à +6 des introns flanquants (Krawzack et al., 2007 ; Grodecka et al., 2014a). 

Selon l’anomalie considérée, l’altération résultante pourra être à l’origine d’une diminution de la 

reconnaissance du 5’ss ou 3’ss par le splicéosome, d’une absence totale de reconnaissance ou encore 

d’une augmentation de celle-ci.  

 

Lorsque le motif d’un site d’épissage constitutif est altéré voir détruit, le splicéosome ne pourra 

reconnaître ce site comme tel et cherchera donc à utiliser un autre site d’épissage accessible, en 

général le plus proche (Krawczak et al., 2007, Ward and Cooper, 2010). Selon la position de ce site, 

diverses conséquences sont possibles. Dans le cas où le site d’épissage le plus proche est le site 

d’épissage constitutif de l’exon voisin, cela entraînera un saut d’exon (Figure 29). Par exemple, la 

variation c.884+4A>G localisée dans l’intron 10 du gène MLH1 et identifiée dans le génome d’un 

patient atteint d’un syndrome de Lynch, altère le 5’ss de l’exon 10 et provoque ainsi le saut de cet exon 

(Rahner et al., 2007). Cette anomalie d’épissage induit un décalage du cadre de lecture et conduit de 

ce fait à l’introduction d’un codon stop prématuré. Le transcrit résultant du saut de l’exon 10 pourra 

alors être dégradé par le système NMD, comme le suggère une étude menée par notre équipe 

(Soukarieh et al., 2016). Si la molécule d’ARNm mature n’est pas complètement dégradée, elle 

conduira alors à la production d’une protéine tronquée non fonctionnelle. Dans certains cas, le saut 

d’exon peut être en phase et ne pas introduire de PTC, la molécule d’ARNm ne fera alors pas l’objet 

d’une dégradation et une protéine dépourvue d’un fragment interne sera produite. C’est par exemple 
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le cas de la variation c.8487+1G>A localisée dans l’intron 19 du gène BRCA2 et qui a été identifiée au 

sein de plusieurs familles atteintes du syndrome sein-ovaire (Agata et al., 2003). L’exon 19 est en phase 

mais code pour un domaine protéique essentiel au bon fonctionnement de la protéine. La variation 

c.8487+1G>A en altérant le 5’ss de l’exon 19 induit le saut de cet exon et ainsi, la perte de fonction de 

la protéine. 

 

Le splicéosome peut également reconnaître un site d’épissage cryptique à proximité du site 

d’épissage altéré, générant ainsi d’autres types d’évènements tels que la rétention d’une partie 

d’intron ou la délétion d’une partie d’exon (Figure 29). Le paysage génomique est non seulement 

ponctué de sites d’épissage qui définissent les exons constitutifs mais également de sites d’épissage 

alternatifs qui sont responsables de la production de transcrits alternatifs ainsi que de sites d’épissage 

cryptiques, i.e. des sites d’épissage non reconnus dans un contexte naturel par le splicéosome pour la 

production des transcrits constitutifs ou alternatifs. Si le site d’épissage alternatif ou cryptique le plus 

proche du site altéré est localisé dans l’exon, son utilisation conduira à une délétion d’une partie de 

l’exon altéré (Figure 29). C’est par exemple le cas de la variation BRCA1 c.302-2del identifiée chez des 

patients atteints du syndrome sein-ovaire et responsable de la destruction du 3’ss constitutif et de 

l’activation concomitante d’un 3’ss cryptique situé 10 nucléotides en aval, au sein de l’exon (Southey 

et al., 2003 ; Chen et al., 2006). Cette variation entraîne ainsi la délétion des 10 premiers nucléotides 

de l’exon 7 de BRCA1 aboutissant à un décalage du cadre de lecture et l’introduction d’un PTC dans le 

transcrit mature. En revanche, si le site d’épissage alternatif ou cryptique le plus proche du site 

constitutif altéré est localisé dans un intron flanquant l’exon, son utilisation induira une rétention 

d’une partie de l’intron (Figure 29). Par exemple, la variation BRCA1 c.4986+6T>G retrouvée chez des 

individus atteints du syndrome sein-ovaire, conduit à l’activation d’un 5’ss cryptique à 65 nucléotides 

en aval du 5’ss constitutif de l’exon 16 à la suite de l’altération de ce dernier (Chen et al., 2006). Cette 

variation conduit donc à la rétention de 65 nucléotides introniques et induit ainsi un décalage du cadre 

de lecture et l’introduction d’un PTC. 

 

Les variations à distance des sites d’épissage constitutifs peuvent impacter l’épissage sans 

modifier directement le site naturel du fait de la création d’un site d’épissage de novo ou via 

l’augmentation de la force d’un site d’épissage alternatif ou cryptique (Figure 29). Il a également été 

rapporté le cas de variations n’altérant pas les sites d’épissage constitutifs mais conduisant à 

l’introduction d’un nouveau site d’épissage dans une région intronique, susceptible de créer un nouvel 

exon appelé pseudo-exon si un site complémentaire préexiste à proximité (Figure 29). En 1995, il a 

ainsi été montré, pour la première fois dans le gène CFTR, que la variation c.1680-886A>G localisée 

dans l’intron 11 conduisait à la création d’un nouveau 5’ss qui a pour conséquence l’insertion d’un 
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pseudo-exon hors phase, nommé exon 11b, dans la molécule d’ARNm mature (Chillon et al., 1995). Il 

est très bien documenté que la protéine CFTR est un canal ionique dont le dysfonctionnement est à 

l’origine de la mucoviscidose, la maladie génétique à transmission récessive la plus fréquente dans la 

population caucasienne. Désormais, l’inclusion de pseudo-exons est un mécanisme bien connu de 

l’étiologie des maladies mendéliennes. En 2012, il a notamment été rapporté la première variation 

intronique profonde à l’origine de l’introduction d’un pseudo-exon dans les gènes BRCA (Anczukow et 

al., 2012). En effet, la variation BRCA2 c.6937+594T>G a été identifiée au sein de 9 familles françaises 

évocatrices d’un syndrome sein-ovaire mais dont aucune variation pathogène n’avait été identifiée 

dans la séquence codante des gènes BRCA. Il est apparu que cette variation intronique profonde 

induisait une augmentation de la force d’un 5’ss cryptique et conduisait ainsi à l’inclusion d’un pseudo-

exon de 95 nucléotides entre l’exon 12 et 13 du gène BRCA2, responsable d’un décalage du cadre de 

lecture. Depuis cette étude, la pathogénicité de cette variation a été questionnée du fait de sa 

fréquence élevée dans la population générale (Dutil et al., 2018). Des travaux récents ont permis 

l’identification de 2 nouvelles variations à l’origine de pseudo-exons dans le gène BRCA1, 

correspondant à une variation ponctuelle intronique profonde (c.4185+4105C>T) dans l’intron 12 

(Montalban et al., 2019) mais également à l’insertion d’un rétrotransposon de type SINE (Short 

Interspersed Nuclear Element)-VNTR (Variable Number Tandem Repeat)-Alu dans l’intron 13 (Walsh et 

al., 2020). Ces études soulignent ainsi l’importance de séquencer, dans leur intégralité, les exons mais 

également les introns des gènes, dans la mesure du possible. 

 

 En dehors des sites d’épissage, le site de branchement et la région riche en pyrimidine peuvent 

également faire l’objet d’altérations conduisant à un impact sur l’épissage. En effet, ces signaux sont 

essentiels dans l’interaction du splicéosome et des facteurs de régulation avec la séquence du pré-

ARNm. Toutefois, la caractérisation expérimentale de ces régions reste encore incomplète et la 

dégénérescence de ces motifs rend difficile l’identification d’une variation potentiellement 

splicéogénique dans ces signaux (Abramowicz and Gos, 2018). Cependant, il apparait que des 

variations localisées au niveau de la séquence du site de branchement puissent conduire à un saut 

d’exon ou encore à une rétention d’intron (Caminsky et al., 2014). C’est notamment le cas de la 

variation XPC c.413-24A>G identifiée chez des patients atteints de xeroderma pigmentosum, une 

maladie génétique héréditaire rare responsable d’une sensibilité extrême aux rayons ultraviolets du 

soleil. En effet, cette variation en altérant le site de branchement ne permet pas l’interaction du snRNP 

U2 avec la molécule du pré-ARNm et conduit donc au saut hors phase de l’exon 4 du gène XPC (Khan 

et al., 2010). Il est intéressant de noter qu’environ 3% de transcrits pleine longueur sont malgré tout 

exprimés du fait de l’utilisation d’un site de branchement alternatif très faible en position -9 dans 

l’intron 3 (Khan et al., 2010). Jusqu’en 2013, moins de vingt variations avaient été décrites comme 

https://pubmed-ncbi-nlm-nih-gov.proxy.insermbiblio.inist.fr/?sort=date&term=Monika+G&cauthor_id=29680930
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étant capables d’altérer la séquence du point de branchement (Lewandowska, 2013). Depuis, plusieurs 

études ont rapporté de nouvelles variations conduisant à l’altération de sites de branchement, 

notamment dans les gènes BRCA1, MLH1 ou encore RAD51C (Houdayer et al., 2008 ; Wappenschmidt 

et al., 2012 ; Leman et al., 2020). Cependant, les variations altérant le site de branchement ou la région 

riche en pyrimidine restent tout de même très rarement identifiées et de ce fait, elles ne font pas 

systématiquement l’objet d’une recherche dans le cadre du diagnostic mais uniquement 

lorsqu’aucune autre variation n’a été identifiée par séquençage. 

 

IV.1.1.b. Altération des signaux auxiliaires 

 Tout comme les sites d’épissage, le site de branchement et la région riche en pyrimidine, les 

séquences régulatrices de l’épissage sont également susceptibles d’être altérées par des variations 

nucléotidiques. Il a notamment été estimé que près d’un quart des variations faux-sens sont à l’origine 

d’un défaut d’épissage du fait de la création d’un élément de régulation inhibiteur de l’épissage (ESS) 

et/ou via la destruction d’un élément de régulation activateur de l’épissage (ESE) (Liu et al., 2001 ; 

Sterne-Weiler et al., 2011). Le modèle le plus emblématique de maladie mendélienne provoquée par 

une variation synonyme à l’origine d’un défaut d’épissage est celui de l’amyotrophie spinale (SMA, 

Spinal Muscular Atrophy), une maladie neuromusculaire caractérisée par un défaut en protéines SMN 

(Survival Motor Neuron) conduisant à une dégénérescence progressive des motoneurones (Cartegni 

et al., 2006). Chez l’homme, la protéine SMN est codée par le gène SMN1 ainsi que le gène SMN2, 

résultat d’une duplication génique de SMN1 différant de seulement 5 nucléotides de la copie originale. 

Tandis que le gène SMN1 permet la production de la protéine SMN pleine longueur, le gène SMN2 

conduit majoritairement à la production d’une protéine tronquée, rapidement dégradée. Cette 

production anormale est le résultat direct d’un des nucléotides différant de SMN1. En effet, dans le 

gène SMN2, une substitution sur le 6ème nucléotide d’une cytosine vers une thymine (c.840C>T, 

p.phe280=) est responsable du saut de l’exon 7 dans la majorité des transcrits produits par SMN2, 

résultant ainsi en une protéine non fonctionnelle. Deux modèles ont été proposés afin d’expliquer 

comment une telle variation exonique pouvait agir directement sur l’épissage. Tout d’abord, il a été 

montré que la variation c.840C>T était localisée dans une séquence ESE normalement ciblée par la 

protéine SR SF2/ASF, un facteur de régulation activateur de l’épissage (Cartegni and Krainer, 2002). 

Cette substitution conduit ainsi à la perturbation du motif ESE avec pour conséquence l’absence de 

fixation du facteur SF2/ASF sur la molécule du pré-ARNm. Peu de temps après ces travaux, une seconde 

étude a démontré que cette variation altère non seulement une séquence ESE mais est également 

responsable de la création d’un motif ESS sur lequel se fixe la protéine hnRNPA1, favorisant ainsi 

l’exclusion de l’exon 7 (Kashima and Manley, 2003). En conséquence, si le gène SMN1 est muté, le gène 
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SMN2 ne sera pas en capacité de compenser la déficience en protéines SMN, résultant ainsi en une 

amyotrophie spinale. Les deux modèles décrits sont non exclusifs et illustrent très bien le délicat 

équilibre entre les différents éléments activateurs et inhibiteurs de l’épissage (Cartegni et al., 2006).  

 

Ainsi, un seul changement nucléotidique peut détruire un élément de régulation de l’épissage 

mais peut également faire basculer cet élément d’activateur à inhibiteur et vice versa. Toutefois, ces 

éléments n’étant pas encore entièrement caractérisés, relativement peu de variations associées à des 

maladies mendéliennes ont été décrites comme à l’origine de leur altération. Pourtant, des analyses 

mutationnelles ciblées sur des exons modèles ont récemment révélées qu’une proportion importante 

des variations ponctuelles identifiées dans ces exons conduisent à un défaut d’épissage. Ainsi, 79% des 

variations ponctuelles analysées dans l’exon 7 du gène SMN2 sont responsables d’une altération de 

l’épissage (Cartegni et al., 2006 ; Singh et al., 2007). Notre équipe a démontré que le nombre de 

variations à l’origine d’une modification des éléments ESR étaient vraisemblablement sous-estimé, 

notamment dans les gènes de prédisposition aux cancers (Di Giacomo et al., 2013 ; Soukarieh et al., 

2016). En prenant comme modèles d’étude l’exon 7 de BRCA2 (Di Giacomo et al., 2013) ou encore 

l’exon 10 de MLH1 (Soukarieh et al., 2016), une analyse systématique des variations répertoriées dans 

ces exons a permis de révéler qu’un nombre important de variations (jusqu’à 66%, MLH1 exon 10) 

étaient à l’origine d’une modification de l’épissage via une altération des ESR. 

 

 Au-delà des exons, les variations peuvent également altérer les séquences régulatrices 

introniques. C’est par exemple le cas d’une délétion de 4 nucléotides dans l’intron 6b du gène CFTR 

(c.1002-1110_1002-1113del) (Faa et al., 2009). De façon intéressante, les patients porteurs de cette 

altération présentent des transcrits avec une séquence supplémentaire de 101 nucléotides par rapport 

au transcrit pleine longueur. Ces transcrits sont le résultat de l’insertion d’un exon cryptique dans 

l’intron 6b du gène CFTR qui n’est normalement pas reconnu par le splicéosome et donc, non incorporé 

dans la molécule d’ARNm mature. En effet, la délétion de 4 nucléotides est à l’origine de la destruction 

d’un ISS normalement reconnu par la protéine hnRNP A2/B1 empêchant ainsi l’insertion de l’exon 

cryptique et cette altération est également responsable de la création d’un ISE permettant au facteur 

activateur de l’épissage SRp75 de médier la reconnaissance de l’exon cryptique par le splicéosome (Faa 

et al., 2009). Du fait de la destruction d’un élément inhibiteur et de la création d’un élément activateur, 

la variation c.1002-1110_1002-1113del est donc à l’origine de l’insertion d’un exon cryptique qui induit 

un décalage du cadre de lecture. Aujourd’hui, le nombre de variations à l’origine d’une modification 

des ISR reste restreint, vraisemblablement du fait de notre incapacité à appréhender l’impact des 

variations introniques sur de tels motifs encore très mal définis. 
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IV.1.2. Altération des facteurs trans d’épissage 

  Bien que les variations affectant les éléments cis représentent la majorité des variations 

splicéogéniques identifiées comme étant à l’origine d’une maladie mendélienne, d’autres variations 

sont susceptibles d’altérer l’épissage en modifiant les facteurs trans (Tableau 16). Contrairement au 

nombre de variations toujours plus élevé touchant les éléments cis, les variations décrites comme 

capables d’altérer les composants ubiquitaires du splicéosome et les facteurs régulateurs d’épissage 

sont relativement peu nombreuses. Pour cause, les anomalies des facteurs trans peuvent conduire au 

dérèglement du processus d’épissage de plusieurs gènes et sont donc souvent létales dès le stade 

embryonnaire. Il a néanmoins été récemment décrit des variations à l’origine d’altérations de facteurs 

trans de l’épissage associées à des maladies spécifiques de certains tissus (Daguenet et al., 2015 ; Scotti 

and Swansson, 2016).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 16. Exemples de variations associées à une altération d’un facteur trans d’épissage et 

responsable d’une maladie mendélienne (d’après Scotti and Swansson, 2016) 

 

 Les défauts d’épissage survenant à la suite d’une anomalie d’un composant du splicéosome 

peuvent être engendrés par des mutations touchant des gènes codant des facteurs essentiels du 

splicéosome ou codant des protéines responsables de la biogenèse de la machinerie d’épissage (Wang 

and Cooper, 2007 ; Daguenet et al., 2015). L’altération d’un gène codant un composant essentiel du 

splicéosome a par exemple été observée dans le cas du syndrome de Nager, un syndrome rare de 

malformations congénitales (Xiong and Li, 2020). La première description de ce syndrome remonte à 

plus de 70 ans et, jusqu’à récemment, aucun gène de prédisposition n’avait été associé à cette maladie. 

C’est seulement en 2012 que, grâce à des efforts internationaux et à l’avènement des nouvelles 

technologies de séquençage à haut débit, l’analyse des premiers exomes de patients atteints de cette 

maladie a permis d’identifier des anomalies causales de type frameshift dans le gène SF3B4 (Bernier 

et al., 2012). Ce gène code la sous-unité 4 du complexe SF3b4, composant essentiel de la 

ribonucléoprotéine nucléaire snRNP U2 qui, en interagissant avec la protéine SF3b145, permet la 
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liaison de snRNPU2 au point de branchement. Ainsi, les variations identifiées chez les patients sont 

responsables de la perte de fonction du complexe SF3b4 et bloquent la liaison de snRNPU2 au point 

de branchement. La mise en cause de l’altération d’autres composants du splicéosome a été établie 

dans le cas de certaines maladies mendéliennes, par exemple, de désordres hématopoïétique, 

lymphoïdes, myéloïdes, de syndromes malformatifs multiples ou encore de syndromes dégénératifs 

(Daguenet et al., 2015). Un exemple emblématique de l’altération de la biogenèse de la machinerie 

d’épissage est celui de l’amyotrophie spinale. Comme décrit plus haut, cette maladie résulte de la perte 

de fonction de la protéine SMN essentiellement codée par le gène SMN1. Cette protéine a pour 

fonction majeure de réguler la biogenèse et l’assemblage des snRNP. La perte de SMN bouscule donc 

l’organisation du splicéosome et ainsi le bon fonctionnement de l’épissage (Coady and Lorson, 2011). 

D’autres troubles neurodégénératifs sont également associés à des altérations de la biogénèse de la 

machinerie d’épissage notamment, la sclérose latérale amyotrophique également appelée maladie de 

Charcot. Cette maladie neurodégénérative très grave est associée à de nombreuses mutations 

localisées dans près d’une vingtaine de gènes différents parmi lesquels TARDBP et FUS. Les protéines 

codées par ces gènes, respectivement TDP-43 et FUS, sont capables d’interagir avec les ARN 

constituant les snRNPs afin de réguler le splicéosome (Tsuiji et al., 2013 ; Barmada et al., 2015). Une 

anomalie au sein d’un des gènes codant ces protéines conduit alors à une altération des taux des 

composants du splicéosome et de ce fait, à un défaut d’épissage dans transcrits cibles. 

 

IV.2. Les outils de prédiction de l’impact des variations splicéogéniques 

 Depuis l’avènement des nouvelles technologies de séquençage, le nombre de variations 

identifiées au titre du diagnostic ne cessent d’augmenter, rendant impossible une analyse 

fonctionnelle pour chacune de ces variations, du fait du temps requis et du coût important de ce type 

d’analyse. A titre d’exemple, les bases de données de variations identifiées dans le génome des 

patients, telles que ClinVar (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/clinvar/, Landrum et al., 2014, 2018) et 

HGMD (http://www.hgmd.cf.ac.uk/ac/index.php, Stenson et al., 2017), comptabilisaient en décembre 

2020 plus de 850 000 et 270 000 variations uniques, respectivement. Afin de sélectionner en priorité 

les variations les plus susceptibles d’impacter l’épissage pour des analyses expérimentales parmi la 

pléthore de variations identifiées, il est actuellement nécessaire de réaliser une première stratification 

des mutations au moyen d’outils bioinformatiques (Tableau 17). De nombreux algorithmes in silico ont 

été implémentés afin d’appréhender l’impact potentiel des variations sur les différents signaux cis 

sous-tendant le processus d’épissage (Spurdle et al., 2008).  
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Outils Motifs Interface Web Références

SSF 5'/3'ss ND Shapiro and Senapathy, 1987

NNSpl ice 5'/3'ss https ://www.frui tfly.org/seq_tools/spl ice.html Reese et al ., 1997

MES 5'/3'ss http://hol lywood.mit.edu/burgelab/maxent/Xmaxentscan_scoreseq.html Yeo and Burge, 2004

HSF 5'/3'ss https ://www.genomnis .com/access-hsf Desmet et al ., 2009

SPiCE 5'/3'ss https ://sourceforge.net/projects/spicev2-1/ Leman et al ., 2018

Spl iceAI 5'/3'ss https ://pypi .org/project/spl iceai/ Jaganathan et al ., 2019

SVM-Bpfinder BS http://regulatorygenomics .upf.edu/Software/SVM_BP/ Corvelo et al ., 2010

BBP BS https ://gi thub.com/zhqingit/BPP Zhang et al ., 2017

Branchpointer BS https ://bioconductor.org/packages/release/bioc/html/branchpointer.html Signal  et al ., 2018

LaBranchoR BS http://bejerano.stanford.edu/labranchor/ Paggi  and Bejerano, 2018

RNABPS BS http://nsclbio.jbnu.ac.kr/tools/RNABP/ Nazari  et al ., 2019

QUEPASA ESR http://bioinfo.univ-rouen.fr/HExoSpl ice_submit/ Ke et al ., 2011 ; Di  Giacomo et al ., 2013

HEXplorer ESR https ://www2.hhu.de/rna/html/hexplorer_score.php Erkelenz et al ., 2014

SPANR ESR http://tools .genes .toronto.edu/ Xiong et al ., 2015

HAL ESR http://spl icing.cs .washington.edu./ Rosenberg et al ., 2015

SPiP 5'/3'ss , BS, ESR à venir à  venir

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 17. Outils bioinformatiques de prédiction de l’impact des variations splicéogéniques (adapté 

de Canson et al., 2020) 

 

IV.2.1. Outils de prédiction dédiés aux sites d’épissage 

 Dans la mesure où les séquences consensus des sites 5’ et 3’ d’épissage sont aujourd’hui 

relativement bien caractérisées, il n’est pas étonnant de constater que de nombreux outils ont été 

développés dans le but de déterminer la position et la force de ces signaux dans une séquence donnée 

(Spurdle et al., 2008 ; Canson et al., 2020). Parmi les outils les plus largement utilisés, on peut citer 

SSF-Like (SSF-L, développé par Interactive Biosoftware à partir de Splice Site Finder, SSF, Shapiro and 

Senapathy, 1987), NNSplice (Neural Network Splice, Reese et al., 1997), MES (MaxEntScan, Yeo and 

Burge, 2004) et HSF (Human Splicing Finder, Desmet et al., 2009) (Tableau 17). Ces différents outils 

reposent tous sur l’utilisation des informations acquises sur les séquences consensus des sites 5’ et 3’ 

d’épissage et pourtant, les scores de prédiction générés par chaque outil divergent. En effet, chaque 

outil est associé à une définition des sites d’épissage quelque peu différente qui se traduit par 

l’application d’un algorithme qui lui est propre (Shapiro and Senapathy, 1987 ; Reese et al., 1997 ; Yeo 

and Burge, 2004 ; Desmet et al., 2009). Ainsi, les scores établis par les outils SSF et HSF sont générés 

par une matrice de position pondérée (PWM, Position Weight Matrix) obtenue par alignement de 

séquences correspondant à un jeu de données de jonctions exons/introns constitutives. Chaque 

nucléotide des séquences consensus retrouvées se verra attribuer une fréquence par rapport au jeu 

de données et la somme de ces fréquences permettra d’établir un score de la force du site d’épissage 

identifié dans une séquence donnée (Shapiro and Senapathy, 1987 ; Desmet et al., 2009). La version 

modifiée de SSF, SSF-L permet le calcul des scores des 5’ss à la fois pour les motifs canoniques GT mais 
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également pour les motifs GC. Une des principales limites de cette analyse est le fait que chaque 

nucléotide composant le motif donné est traité indépendamment des autres. Afin de prendre en 

compte l’interaction potentielle des nucléotides entre eux, l’outil MES a été développé. Cet algorithme 

repose sur la méthode d’entropie maximale qui, en utilisant un large jeu de données de sites 

d’épissages correspondant à des séquences consensus, établit la somme des probabilités des 

séquences possibles (Yeo and Burge, 2004). Ce calcul est défini par un ensemble de contraintes dont 

notamment la position des nucléotides et l’interdépendance des nucléotides de proche en proche ou 

bien l’interaction des nucléotides adjacents à un nucléotide d’écart ou plus. Enfin, les scores établis 

par l’outil NNSplice reposent sur un autre type d’analyse. Il s’agit d’une méthode statistique appelée 

neural network en référence au réseau neuronal du cerveau humain où chaque « neurone » est 

assimilé à une fonction mathématique (Reese et al., 1997). Dans ce type d’analyse les « neurones » 

sont organisés en couches où chacune d’entre elles intègre les données de la couche précédente et ce 

afin d’aboutir à un calcul final générant le score de prédiction de la force du site 5’ ou 3’ d’épissage.  

 

Quel que soit l’algorithme appliqué pour la détermination des scores, tous les outils 

fonctionnent sur le même principe : plus la valeur du score obtenu est grande, plus le site d’épissage 

est associé à une probabilité élevée d’être reconnu par le splicéosome. Néanmoins, les fenêtres ou 

échelles de scores sont différentes d’un outil à l’autre. Ainsi, pour SSF-L et HSF, les scores varient de 0 

à 100 tandis que NNSplice attribue un score allant de 0 à 1 et MES, de 0 à 16 selon l’interface Alamut 

Visual. Ces outils permettent non seulement d’appréhender la force de chaque site d’épissage et ainsi 

d’évaluer la probabilité que ce site soit effectivement reconnu par le splicéosome, mais également de 

comparer la force d’un site d’épissage dans le contexte sauvage ou muté (Hartmann et al., 2008). Si la 

force prédite du site d’épissage est fortement diminuée voire nulle du fait de la variation, il est alors 

estimé que la variation a une forte probabilité d’affecter l’épissage. De façon intéressante, ces outils 

prédisent non seulement la destruction ou la diminution, de la force d’un site d’épissage constitutif, 

mais ils sont également capables de prédire la création ou l’activation de sites cryptiques à distance 

des jonctions naturelles exons/introns (Houdayer et al., 2012). Dans ce cas, l’éventuelle utilisation d’un 

tel site par la machinerie d’épissage peut potentiellement être appréciée par comparaison de la force 

de ce site avec celle du site constitutif. 

 

Ces outils bioinformatiques ont fait l’objet de plusieurs études visant à vérifier la concordance 

des prédictions émises avec la réalité des données expérimentales. De nombreuses variations ont ainsi 

été analysées, notamment dans les gènes RB1, CFTR, MMR et BRCA (Sharp et al., 2004 ; Sharma et al., 

2014 ; Tournier et al., 2008 ; Théry et al., 2011 ; Houdayer et al., 2012). Il est alors apparu que ces outils 

présentaient tous une valeur prédictive importante, en accord avec les données expérimentales. Par 
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conséquent, les laboratoires de recherche et de diagnostic moléculaire s’appuient désormais sur cette 

palette d’outils capable de prédire l’effet potentiel des variations sur les éléments cis d’épissage et ce, 

afin de sélectionner en priorité les variations qui feront l’objet d’une analyse expérimentale (Spurdle 

et al., 2008 ; Hartmann et al., 2008). Ceci est d’autant plus facilité qu’une partie de ces outils peuvent 

être interrogés indépendamment directement sur leur site en libre accès (sauf SSF ou SSF-L) ou 

simultanément, notamment à l’aide de l’interface graphique Alamut Visual développée à Rouen par la 

société Interactive Biosoftware. Bien que ces quatre outils soient tous associés à une bonne 

concordance de leur prédiction avec les données expérimentales, il est apparu important de les 

comparer entre eux afin d‘identifier les approches bioinformatiques présentant la meilleure capacité 

prédictive. Ainsi, une étude menée par le groupe GGC-épissage en 2012 a comparé les scores prédictifs 

obtenus par chaque outil avec les résultats expérimentaux de l’effet sur l’épissage de 272 variations 

localisées dans les gènes BRCA1 et BRCA2, obtenus rétrospectivement par les laboratoires du réseau 

national d’oncogénétique (Houdayer et al., 2012). Ces travaux ont permis de montrer que les outils de 

prédiction MES puis SSF-L sont associés à la meilleure capacité prédictive. Il est d’ailleurs à noter que 

depuis cette étude, l’outil MES a fait l’objet d’analyses supplémentaires confirmant son excellente 

capacité de prédiction (Sharma et al., 2014 ; Leman et al., 2018 ; Montalban et al., 2019). L’étude de 

2012 a non seulement permis de démontrer quels outils de prédiction étaient les plus fiables, mais elle 

a également permis d’établir des seuils d’utilisation de ces outils. En effet, jusqu’en 2012, en l’absence 

de recommandations spécifiques, les seuils à partir desquels tout changement de scores émis par un 

de ces outils in silico était considéré comme prédictif d’un défaut d’épissage étaient établis de façon 

totalement arbitraire. Grâce à l’étude d’Houdayer et ses collaborateurs, des seuils correspondant à la 

valeur de la différence entre les scores observés dans les contextes sauvage et muté et avec lesquels 

une sensibilité et une spécificité optimales ont été obtenues (sensibilité = 96% et 91%, spécificité = 

74% et 87%, pour MES et SSF, respectivement), ont ainsi pu être définis. Pour la première fois, des 

recommandations pour l’utilisation de ces prédictions bioinformatiques ont été émises. Elles 

proposent que les variations entraînant simultanément une diminution d’au moins 15% du score MES 

et de 5% du score SSF-L, sont fortement suspectées d’impacter l’épissage et devront faire l’objet d’une 

analyse expérimentale. La combinaison de ces 2 approches in silico permettant alors d’obtenir une 

sensibilité de 96% et une spécificité de 83% (Houdayer et al., 2012). 

 

Une nouvelle stratégie ayant pour objectif de rendre encore plus performantes les prédictions 

de l’impact potentiel des variations sur les sites d’épissage a été récemment développée en se basant 

sur une régression logistique représentant la meilleure combinaison possible des scores des deux outils 

in silico les plus fiables, MES et SSF-L (Leman et al., 2018). Ce nouvel outil de prédiction a été validé à 

partir d’un jeu important de données collectées grâce à un travail collaboratif au sein du réseau 
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national GGC-épissage et avec le consortium international ENIGMA. C’est ainsi que les données 

expérimentales d’épissage de 395 variations (305 localisées dans les gènes BRCA1 et BRCA2 et 90 

réparties dans les gènes CFTR, CTRC, HFE, HJV, LRP5, PKD1, RHD, SLC40A1 et TFR2) ont été confrontées 

avec les prédictions in silico. Cette approche bioinformatique, nommée SPiCE (Splicing Predictions in 

Consensus Elements), a montré correctement prédit près de 99% des défauts d’épissage dans le jeu de 

validation. Sur la base de ces performances, ce nouvel outil est désormais recommandé pour une 

utilisation dans un contexte de diagnostic pour la prédiction de l’impact éventuel des variations 

localisées dans les régions consensus des sites d’épissage définies par cet outil (-3 à +8 pour le 5’ss ; -

12 à +2 pour le 3’ss). Il est important de noter que par définition l’outil MES n’est pas en capacité de 

prédire l’utilisation des 5’ss de type GC. En effet, les prédictions émises par cet outil pour les 

substitutions T>C localisées en position +2 (GT>GC) indiquent une destruction totale du 5’ss alors que 

celui-ci est utilisé dans 15 à 18% des cas conduisant alors à des taux de transcrits normaux de 1 à 89% 

(Lin et al., 2019).  

 

Plus récemment, l’implémentation de stratégies d’apprentissage profond ou deep learning, 

une méthode mathématique reprenant le principe du neural network a également permis le 

développement d’un nouvel outil appelé SpliceAI basé sur l’intelligence artificielle (Jaganathan et al., 

2019). Contrairement aux outils bioinformatiques précédemment cités qui prennent en compte 

uniquement les courtes séquences consensus autour de la variation, SpliceAI analyse, pour chaque 

position dans le pré-ARNm, les 10 000 nucléotides flanquants afin de prédire si cette position 

correspond à un site d’épissage potentiel. La force de cet outil repose également sur sa bonne capacité 

à prédire les sites cryptiques susceptibles d’être utilisés en relai du site naturel.  La bonne performance 

de SpliceAI a récemment été confirmée par plusieurs travaux indépendants (Wai et al., 2020 ; Chen et 

al., 2020 ; Saint-Martin et al., 2021). 

 

IV.2.2. Outils de prédiction dédiés au site de branchement 

 Contrairement aux sites 5’ et 3’ d’épissage aujourd’hui bien définis, les séquences consensus 

des sites de branchement restent encore mal connues et difficiles à analyser étant donné la 

dégénérescence élevée de la région autour du point de branchement et la petite taille de ce motif 

consensus (Gao et al., 2008). De plus, les sites de branchement sont localisés à une distance variable 

(le plus souvent 18 à 44 nucléotides) en amont des sites d’épissage, rendant ainsi leur prédiction 

particulièrement ardue. Néanmoins, la majorité des points de branchement sont caractérisés par la 

séquence consensus YUnAY (le A indiquant le point de branchement proprement dit) et c’est sur la 

base de ce motif qu’ont été développés les premiers outils in silico de prédiction de la position, voir de 
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l’altération potentielle, de ce site. On peut notamment citer SROOGLE (Schwartz et al., 2009) et HSF 

(Human Splicing Finder, Desmet et al., 2009). Toutefois, une limite majeure de ces outils est le fait que 

leur fiabilité n’a pu être évaluée de façon exhaustive étant donné le faible nombre de variations 

connues comme étant à l’origine d’une altération du BP (Lewandowska et al., 2013 ; Bitton et al., 

2014). 

 

Récemment, grâce au développement des techniques de séquençage à haut-débit, cette limite 

tend à être dépassée. En effet, depuis 2015, des études à large échelle ont été menées dans le but de 

caractériser finement les points de branchement du génome humain, via des approches de 

cartographie (mapping), et ont même permis d’identifier un plus grand nombre de variations à l’origine 

d’une altération du site de branchement (Mercer et al., 2015 ; Chiang et al., 2017 ; Zhang et al., 2017 ; 

Signal et al., 2018 ; Pineda and Bradley, 2018 ; Briese et al., 2019). Les données issues de ces études 

ont été intégrées au sein d’algorithmes d’apprentissage automatique (machine learning) et ce afin de 

générer à la fois des outils d’annotation des points de branchement mais également des outils de 

prédiction de l’impact des variations sur le BP. On peut notamment citer SVM-BPfinder (Support Vector 

Machine learning for Branch Points, Corvelo et al., 2010), BBP (Branch Point Predictions, Zhang et al., 

2017), Branchpointer (Signal et al., 2018), LaBranchoR (Long short-term memory network Branchpoint 

Retriever, Paggi and Bejerano, 2018) et RNABPS (RNA Branch Point Selection, Nazari et al., 2019) 

(Tableau 17). Les performances de ces outils différents ainsi que de celle de HSF ont très récemment 

été évaluées au cours d’une étude française en collaboration avec le consortium international ENIGMA 

(Leman et al., 2020). L’utilisation d’un 3’ss étant conditionnée par la présence d’un point de 

branchement, Leman et ses collaborateurs ont mis à profit deux jeux de données : un premier 

répertoriant la totalité des 3’ss constitutifs humains décrits dans la base de données Ensembl (n= 264 

787) et un second rassemblant une série de 3’ss alternatifs détectés par la technique de RNA-seq (n = 

51 986). L’outil in silico Branchpointer s’est révélé être l’approche la plus efficace pour détecter les 

vrais points de branchement avec une exactitude supérieure à 99% (Leman et al., 2020). Dans le but 

d’évaluer la capacité prédictive des différents outils, cette étude a également comparé les scores 

obtenus par chaque outil in silico avec les données expérimentales de l’impact sur l’épissage de 120 

variations localisées dans la région du point de branchement (i.e. 18 à 44 nucléotides en amont des 

3’ss). Ici, c’est l’outil de prédiction BPP qui s’est avéré le plus performant avec une exactitude de plus 

de 89% (Leman et al., 2020).  
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IV.2.3. Outils de prédiction dédiés aux éléments de régulation de l’épissage 

 Tout comme le point de branchement, les éléments de régulation de l’épissage ne sont pas 

encore totalement bien caractérisés du fait de leur multiplicité et de leur mode d’action combinatoire 

et chevauchant. De plus, le rôle des SRE est dépendant de plusieurs paramètres parmi lesquels leur 

position exonique ou intronique, leur distance par rapport aux sites d’épissage, leur interdépendance 

ou encore l’expression tissu spécifique de certains facteurs de régulation de l’épissage, représentant 

ainsi une difficulté supplémentaire dans l’élaboration d’outils in silico de prédiction de ces éléments 

(Fairbrother et al., 2004 ; Spurdle et al., 2008 ; Ke and Chasin, 2011). Néanmoins, plusieurs outils 

bioinformatiques ont été développés dans le but de prédire la présence d’éléments de régulation de 

l’épissage au sein d’une séquence donnée tels que RESCUE-ESE (Fairbrother et al., 2002), ESE-finder 

(Cartegni et al., 2003) et EX-SKIP (Raponi et al., 2011). Ces différentes approches reposent sur des 

analyses de l’enrichissement des motifs proches des sites d’épissage, sur des données de conservation 

entre les espèces ou encore sur des données expérimentales (Castle et al., 2008 ; Goren et al., 2006 ; 

Smith et al., 2006). Toutefois, il a été démontré à partir de plusieurs études comparatives que les 

prédictions de l’impact des variations sur les éléments de régulation de l’épissage obtenues à l’aide de 

ces outils sont rarement concordantes avec les données expérimentales (Raponi et al., 2007 ; Arnold 

et al., 2009 ; Soukarieh et al., 2016). Sur la base de ces travaux, il apparait donc impossible d’utiliser 

ces outils dans le but de stratifier les variations pour les tests fonctionnels d’épissage dans un contexte 

de diagnostic. Cependant, de nouvelles approches ont récemment été développées (Tableau 17). 

 

 Une première étude a évalué expérimentalement l’activité potentielle en tant qu’ESR de 

toutes les combinaisons possibles d’hexamères dans un système minigène (Figure 30 ; Ke et al., 2011). 

Cette analyse a ainsi permis d’attribuer un score ESRseq à chacune des 4096 séquences hexamèriques 

possibles. Un score ESRseq positif est alors prédictif d’un élément ESE favorisant l’inclusion de l’exon, 

un score nul d’un élément neutre et enfin, un score négatif d’un élément ESS susceptible de contribuer 

à l’exclusion de l’exon. Notre groupe a ensuite dérivé ces résultats afin d’appréhender l’impact 

potentiel d’une variation exonique sur un ESR en calculant la différence entre la somme des scores 

ESRseq des 6 hexamères chevauchant la position nucléotidique d’intérêt dans le contexte muté versus 

le contexte sauvage (∆tESRseq, total ESRseq score change = tESRseq(mut)–tERSseq(WT)) (Figure 30 ; Di 

Giacomo et al., 2013).  
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Figure 30. Méthode de prédiction de l’altération des éléments régulateurs de l’épissage basé sur le 

calcul du score ∆tESRseq (adapté de Ke et al., 2011 ; Di Giacomo et al., 2013). A. Evaluation 

expérimentale de toutes les combinaisons possibles d’hexamères et attribution d’un score ESRseq 

pour chacun d’entre eux. B. Calcul du score ∆tESRseq au niveau d’une position exonique donnée. 

L’exemple présenté ici est celui de la variation c.617C>G dans l’exon 7 de BRCA2.  

 

Une seconde approche, HEXplorer, a été développée peu après et repose sur les scores ZEI qui 

dérivent d’une analyse statistique basée sur la distribution relative des hexamères dans les exons et 

les introns en fonction de leurs distances aux sites d’épissage (Erkelenz et al., 2014). Ainsi, comme pour 

le calcul du score ∆tESRseq, le calcul du score ∆HZEI correspond à la différence entre l’allèle muté et 

l’allèle sauvage du total des scores HZEI des 6 hexamères chevauchant la position de la variation 

d’intérêt. Un an après la mise au point de cette méthode statistique, une troisième approche a été 

développée en se basant quant à elle sur une méthode de machine learning. L’approche SPANR 

(splicing-based analysis of variants) repose sur la compilation de données obtenues par RNA-seq à 

partir de 16 tissus humains sains différents (Xiong et al., 2015). L’ensemble de ces données a permis 
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d’entraîner un modèle informatique d’épissage capable de prédire le taux de transcrits ayant inclus 

l’exon (Ψ) dans un contexte sauvage ou muté. Par comparaison entre les contextes sauvage et muté 

(∆Ψ-SPANR), cette approche permet ainsi d’évaluer l’effet de toutes variations exoniques et 

introniques localisées au niveau des éléments de régulation mais également au niveau des sites 

d’épissage. Enfin au cours de la même année, une quatrième approche, HAL (Hexamer Additive Linear), 

a été développée en se basant également sur une méthode de machine learning mais aussi sur une 

technique de biologie synthétique (Rosenberg et al., 2015). L’équipe de Rosenberg et ses 

collaborateurs ont généré près de 2 millions de minigènes synthétiques et mesuré, par la technique de 

RNA-seq, les ratios des différentes isoformes résultant de l’épissage de ces minigènes. Au même titre 

que l’approche SPANR, l’approche HAL calcule le pourcentage de transcrits ayant inclus l’exon (Ψ), 

permettant ainsi de générer un score prédictif (∆Ψ-HAL) de l’impact d’une variation sur les ESR. 

 

Afin d’évaluer le pouvoir prédictif de ces différents outils de prédiction dédiés principalement 

aux ESR, une première étude a été réalisée en 2016 par notre groupe sur trois de ces quatre nouvelles 

approches : QUEPASA (∆tESRseq), HEXplorer (∆HZEI) et SPANR (∆Ψ-SPANR) (Soukarieh et al., 2016). 

Sur la base de 5 jeux de données rassemblant les effets sur l’épissage de 154 variations à distance des 

sites d’épissage dans certains exons choisis comme modèles (MLH1 exon 10, BRCA2 exon 7, BRCA1 

exon 6, CFTR exon 12 et NF1 exon 37), il a été montré une très bonne concordance entre les prédictions 

issues de ces nouveaux outils et les résultats expérimentaux, notamment pour les scores ∆tESRseq et 

∆HZEI. Il est intéressant de noter que les scores ∆tESRseq et ∆HZEI sont non seulement capables de 

prédire si une variation exonique est susceptible d’altérer l’épissage via une modification des ESR, mais 

elles sont également en capacité de corréler le niveau d’inclusion de l’exon avec les valeurs des scores 

prédictifs. En vue d’inclure ces approches dans les stratégies de stratification des variations exoniques 

à analyser en priorité dans les tests fonctionnels d’épissage, il était nécessaire d’évaluer ces outils à 

plus large échelle. C’est dans ce but qu’une récente étude de notre groupe a évalué la capacité 

prédictive des quatre approches citées ci-dessus avec les données expérimentales extraites de la 

littérature de plus de 1300 variations localisées dans 89 gènes de prédisposition à des maladies 

mendéliennes (Tubeuf et al., 2020b). Ces travaux ont permis de confirmer la fiabilité des approches 

QUEPASA et HEXplorer mais ils ont également révélé que les approches SPANR et HAL sont elles aussi 

associées à une bonne capacité prédictive. De plus, les analyses statistiques ont démontré que ces 

quatre outils sont capables de prédire les variations les plus susceptibles d’impacter les ESR, mais 

également la direction des défauts d’épissage induits, ainsi que la sévérité de ces anomalies. Tubeuf 

et ses collaborateurs ont ainsi établi des seuils de décision optimaux pour chaque outil afin d’optimiser 

la performance des analyses bioinformatiques dédiées aux ESR. Il est d’ailleurs apparu que l’approche 

QUEPASA présente la plus haute sensibilité dans la prédiction des variations conduisant à un saut 
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d’exon tandis que l’approche HAL est associée à la sensibilité la plus élevée quand il s’agit de prédire 

l’augmentation de l’inclusion de l’exon. Enfin, il est apparu que la combinaison de QUEPASA et de HAL 

permet d’améliorer la spécificité de l’analyse.  

Ces nouvelles approches bioinformatiques semblent donc très prometteuses pour la détection 

des variations à l’origine d’une altération d’un élément de régulation de l’épissage. Il apparait donc 

essentiel de poursuivre l’évaluation de ces outils sur de plus larges jeux de données. Il s’agit de définir 

notamment quels sont les critères susceptibles d’affecter la fiabilité de ces prédictions d’ESR en 

prenant en considération notamment la taille de l’exon et des introns flanquants, la force des sites 

d’épissage ainsi que la densité en ESR prédits. Une étude récente a démontré l’intérêt des données 

issues d’analyses de saturation du génome (SGE, Saturation Ggenome Editing) (Findlay et al., 2018) 

dans la cartographie d’ESRs potentiels du gène BRCA1 (Canson et al., 2020). Une cartographie précise 

du paysage des éléments de régulation dans un gène donné représente aujourd’hui un challenge 

important.  

 

IV.2.4. Outils de prédiction combinés 

 La plupart des outils bioinformatiques précédemment cités sont dédiés à la prédiction de 

l’impact des variations sur un type de signaux d’épissage spécifiques. L’analyse in silico de l’impact 

potentiel d’une variation sur l’épissage requiert donc, en théorie, d’utiliser de façon séquentielle 

chacun des différents outils pour appréhender l’effet de la variation sur les multiples signaux 

d’épissage. De plus, ces différentes analyses sont potentiellement nécessaires pour anticiper un effet 

combiné d’une variation, par exemple du fait de son action conjointe sur les sites d’épissage, d’une 

part, et les ESR, d’autre part. C’est la raison pour laquelle Leman (membre de notre groupe) et ses 

collaborateurs ont développé un outil nommé SPiP (Splicing Prediction Pipeline) (Leman et al., 

manuscrit en cours de préparation). Cet outil in silico repose sur un algorithme décisionnel intégrant 

les outils optimaux pour chaque signal d’épissage. Ainsi, c’est l’outil de prédiction SPiCE qui a été 

sélectionné pour prédire les altérations des sites d’épissage, l’outil BPP pour prédire les modifications 

du point de branchement, l’outil MES pour prédire les anomalies de la région riche en pyrimidine et 

enfin, l’approche QUEPASA pour prédire les altérations des éléments de régulation de l’épissage. 

L’outil SPiP a été validé à partir d’un jeu de données de plus de 3 000 variations localisées dans 218 

gènes. De façon tout à fait remarquable, cette approche combinée permet de prédire les différents 

types d’altérations de l’épissage (saut d’exon, utilisation d’un nouveau site d’épissage ou d’un site 

d’épissage cryptique, pseudo-exonisation) et est associée à une précision de plus de 90% ainsi qu’une 

sensibilité et une spécificité toutes deux également supérieures à 90%. Cet outil de décision à large 
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échelle se révèle donc particulièrement puissant dans la stratification des variations pour les tests 

fonctionnels d’épissage. 

Malgré l’évolution permanente des outils in silico de prédiction et l’amélioration continue de 

leurs performances, ces approches n’en restent pas moins limitées car incapables d’identifier 

précisément les conséquences des anomalies d’épissage au niveau des transcrits d’un point de vue 

qualitatif et quantitatif. En effet, les prédictions générées à l’aide de ces outils ne permettent 

généralement pas de définir avec certitude, d’une part, la nature exacte du ou des transcrits aberrants 

produits dans le contexte muté et, d’autre part, le degré de sévérité ou l’amplitude des défauts 

d’épissage. Ces informations essentielles pour l’interprétation biologique et clinique des variations ne 

peuvent être acquises que par le biais d’une analyse expérimentale. Du fait du débit relativement faible 

de ces approches expérimentales, les outils bioinformatiques de prédiction sont aujourd’hui mis à 

profit pour établir une première stratification des variations à analyser dans les tests fonctionnels 

d’épissage. A l’avenir, le développement et l’optimisation d’outils combinés pourrait simplifier l’étape 

d’analyse bioinformatique des variations génétiques dans un contexte clinique, jusqu’ici alourdie par 

l’utilisation séquentielle d’une multitude d’outils.   

 

IV.3. Les approches expérimentales de détection des anomalies d’épissage 

 Les approches expérimentales de détection des anomalies d’épissage induites par des 

variations génétiques reposent sur une analyse comparative des profils d’épissage des transcrits 

exprimés dans le contexte sauvage avec ceux produits dans le contexte muté. Différents essais ont 

ainsi été développés avec pour objectif de caractériser l’effet des variations sur l’épissage en identifiant 

la nature des transcrits engendrés, d’une part, et en déterminant le degré de sévérité de l’altération, 

d’autre part. Ces données de nature qualitative et semi-quantitative sont essentielles pour 

appréhender les conséquences fonctionnelles et donc le caractère pathogène potentiel des mutations 

splicéogéniques. Il est ici important de distinguer les analyses expérimentales qui sont conduites à 

partir du matériel biologique du patient des méthodes alternatives qui permettent de contourner la 

disponibilité de ce type d’échantillons. Ces deux approches présentent chacune des avantages et des 

limites spécifiques et sont de ce fait souvent complémentaires. 

 

IV.3.1. Analyses expérimentales à partir du matériel biologique des patients 

Idéalement, l’analyse de l’effet d’une variation sur l’épissage doit se faire à partir de l’ARN du 

tissu impacté afin d’étudier l’expression endogène naturelle des transcrits d’intérêt dans le contexte 

tissulaire le plus pertinent vis-à-vis de la pathologie en question. En effet, l’épissage constitutif et 
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alternatif de l’ARN étant un mécanisme susceptible d’être régulé différemment selon le tissu 

considéré, une même variation peut être associée à des effets différents sur l’épissage selon le tissu 

analysé (Xu et al., 2002 ; Baralle and Baralle, 2005). Toutefois, les tissus d’intérêt (sains et/ou 

tumoraux), notamment les tissus mammaires et ovariens dans le contexte du syndrome sein-ovaire et 

le tissu colorectal et de l’endomètre dans le contexte du syndrome de Lynch, sont rarement 

disponibles. En outre, même si un échantillon d’ARN du tissu d’intérêt est disponible, les transcrits 

aberrants ont potentiellement fait l’objet d’une dégradation par le système NMD rendant ainsi difficile 

la détection de défauts d’épissage à l’origine de PTCs. Le tissu tumoral peut représenter une alternative 

intéressante car plus facile d’accès que le tissu sain d’intérêt. Néanmoins, selon les conditions de 

prélèvement et de conservation de la tumeur et le type de fixation, la qualité de l’ARN peut être 

altérée, rendant ainsi difficile une quelconque analyse du profil d’épissage des transcrits. Il est 

également important de souligner que le tissu tumoral acquiert de nombreuses modifications 

génétiques somatiques au cours de la tumorigenèse (Graham and Sottoriva, 2017). Plusieurs études 

ont montré que le processus d’épissage est modifié dans les tumeurs et cette altération de l’épissage 

est susceptible de contribuer à la tumorigenèse (Escobar-Hoyos et al., 2019 ; Rahman et al., 2020). 

Dans le cadre d’une analyse de l’effet d’une variation constitutionnelle sur l’épissage à partir du tissu 

tumoral, il est donc potentiellement difficile de relier directement, de façon causale, les altérations 

observées à la mutation. 

 

Du fait de l’absence récurrente d’échantillons de tissu relevant et/ou des inconvénients liés à 

une analyse à partir de la tumeur, l’étude des profils d’épissage à partir de l’ARN du patient est le plus 

souvent effectuée, par les laboratoires de diagnostic, à partir d’un type tissulaire différent de celui 

impacté, lorsque le gène étudié s’exprime dans ce matériel (Baralle et al., 2009). C’est, par exemple, 

le cas de l’étude de l’impact des variations sur le gène CFTR qui repose aujourd’hui sur une analyse de 

l’ARN extrait à partir de cellules épithéliales de la muqueuse sinusienne. En effet, ce tissu présente une 

activité protéique de CFTR similaire à celle observée dans les tissus bronchiques, tissus touchés chez 

les patients atteints de mucoviscidose, et représente donc une source d’échantillons biologiques moins 

invasive et plus simple à obtenir que les tissus bronchiques (Brewington et al., 2018). Le sang 

périphérique des patients constitue également une alternative intéressante à condition que le gène 

d’intérêt y soit exprimé, ce qui n’est notamment pas le cas du gène CFTR. A l’inverse, dans un contexte 

de gènes présentant une expression ubiquitaire comme les gènes BRCA ou MMR, ce matériel 

biologique représente une très bonne option en vue de l’analyse de l’impact des variations sur le profil 

d’épissage des transcrits d’intérêt. En effet, la collecte de sang périphérique dans des tubes contenant 

une solution de stabilisation des ARNs (tubes PAXgene, QIAGEN) est simple, rapide et permet d’obtenir 

de l’ARN de bonne qualité. Toutefois, la quantité d’ARN extraite à partir de ce type de matériel est très 
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limitée, ce qui est susceptible de représenter une limite pour des analyses multiples. De plus, le niveau 

d’expression de certains gènes, comme BRCA1/2, est relativement faible dans ces échantillons, ce qui 

implique d’utiliser une quantité importante d’ARN et d’adapter la technique d’analyse pour la rendre 

plus sensible (Baralle et al., 2009 ; Baralle and Buratti, 2017). En outre, les transcrits aberrants porteurs 

d’un PTC peuvent faire l’objet d’une dégradation par le système NMD, compliquant alors 

l’interprétation des résultats obtenus à partir de ce type de matériel. Afin de contourner ce problème, 

un autre type de matériel biologique peut être utilisé : les lignées lymphoblastoïdes établies à partir 

de leucocytes du sang de patients et rendues immortelles par infection avec le virus EBV (Epstein-Barr 

Virus). Les lignées lymphoblastoïdes étant cultivables, elles peuvent faire l’objet d’un traitement par 

des inhibiteurs de la synthèse protéique, tels que la puromycine ou la cycloheximide, qui indirectement 

vont conduire à l’inhibition du NMD, cette voie de dégradation étant couplée au premier cycle de la 

traduction (Brogna and Wen, 2009). Cette approche permet ainsi d’empêcher la dégradation des 

transcrits porteurs d’un PTC, rendant de ce fait leur détection possible (Baralle et al., 2009 ; Baralle 

and Buratti, 2017). De surcroît, la nature cultivable de ce matériel permet de contourner le problème 

de la quantité très limitée d’ARN obtenu à partir de sang frais collecté dans des tubes PAXgene. 

Cependant, l’immortalisation d’une lignée lymphoblastoïde est particulièrement longue, coûteuse et 

peut parfois échouer. De plus, même si cela est peu probable, il n’est pas exclu que certaines 

altérations d’expression puissent être dues au processus d’immortalisation et/ou à un grand nombre 

de passage des cellules (Oh et al., 2013 ; Schafer et al., 2013). Ainsi, le choix de tel ou tel autre matériel 

biologique n’est pas toujours évident car chaque type de matériel est associé à des avantages et des 

inconvénients qui leur sont propres. Il est également important de noter que, quel que soit le matériel 

biologique issu du patient utilisé, l’analyse et l’interprétation des données seront toujours compliquées 

par le contexte bi-allélique. En effet, les variations étudiées sont généralement à l’état hétérozygote 

dans le génome des patients. De plus, le lien de causalité entre les défauts d’épissage observés et la 

variation n’est pas directement établi par cette approche. 

 

IV.3.1.a. Analyse des profils d’épissage des transcrits par RT-PCR 

 Classiquement, l’étude de l’impact d’une variation sur les profils d’épissage des transcrits 

d’intérêt s’effectue grâce à une technique développée dans les années 1980, la RT-PCR (Reverse-

Transcriptase Polymerase Chain Reaction). Cette approche repose sur l’analyse ciblée des ADN 

complémentaires synthétisés à partir des transcrits à l’aide d’amorces positionnées dans les exons en 

5’ (amorce sens) et 3’ (amorce reverse) de l’exon cible potentiellement affecté par le défaut d’épissage 

induit par la variation (Hartmann et al., 2008 ; Gaildrat et al., 2012). Cette analyse est conduite en 

parallèle à partir du matériel biologique du même type obtenu à partir d’individus contrôles, non 
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porteurs de variations dans le gène analysé, et celui du patient. Après migration des produits de RT-

PCR par électrophorèse sur gel d’agarose, les profils d’épissage obtenus pour ces différents 

échantillons sont comparés et les différentes bandes observées sont découpées et séquencées afin de 

déterminer la nature exacte des isoformes produites. De nombreuses variations splicéogéniques ont 

été identifiées à l’aide de cette technique à partir d’ARN de patients (Tournier et al, 2008 ; Théry et al., 

2011 ; Gaildrat et al., 2012 ; Di Giacomo et al., 2013 ; Soukarieh et al., 2016). Néanmoins, la simple 

migration des produits de RT-PCR sur gel d’agarose ne permet a priori ni de discriminer les transcrits 

présentant une faible différence de taille ni d’évaluer avec précision les taux relatifs des différents 

transcrits potentiellement produits notamment du fait de la formation possible d’hétéroduplexes 

entre les différents transcrits. Pour analyser pleinement l’impact d’une variation splicéogénique, il est 

essentiel d’évaluer la contribution de l’allèle muté dans la production respective des transcrits 

aberrants, d’une part, et des transcrits normalement épissés, d’autre part. Toutefois, le séquençage 

des différents produits de RT-PCR ne peut apporter qu’une réponse partielle et non quantitative à 

cette question. Afin de contourner ce problème, il est fortement recommandé depuis quelques années 

de compléter l’analyse par une électrophorèse sur capillaire en conditions dénaturantes des amplicons 

issus d’une RT-PCR fluorescente. L’interprétation des résultats obtenus requiert une connaissance 

approfondie du profil d’épissage constitutif du gène d’intérêt, notamment au regard des potentiels 

épissages alternatifs existants (Baralle et al., 2009 ; Colombo et al., 2014 ; Thompson et al., 2015 ; 

Fackenthal et al., 2016 ; Davy et al., 2017).   

 

 Aujourd’hui, la RT-PCR classique est devenue une technique de routine dans les laboratoires 

de recherche et de diagnostic moléculaire car elle présente l’avantage d’être facilement réalisable. Ce 

n’est que récemment que des approches quantitatives et semi-quantitatives ont été intégrées à cette 

analyse afin d’étudier plus précisément l’impact des variations splicéogéniques. On peut notamment 

distinguer la RT-PCR long-range qui permet d’amplifier de très grands fragments (10 à 20 kb) voire le 

transcrit pleine longueur, grâce à l’utilisation d’une ADN polymérase adaptée (Morak et al., 2019). Une 

autre application de la RT-PCR est celle dérivée de la PCR quantitative (qPCR) également appelée PCR 

en temps réel (real-time PCR), qui, par introduction d’un fluorochrome à chaque production 

d’amplicon, permet de suivre en continu l’amplification de l’ADNc (de la Hoya et al., 2016). Ainsi, 

l’analyse de la cinétique complète de la réaction d’amplification permet d’obtenir une quantification 

précise des transcrits. Plus récemment, la PCR digitale (droplet digital PCR) a également été mise à 

profit pour quantifier encore plus précisément les transcrits présents dans un échantillon et se révèle 

être plus sensible que la qRT-PCR (Colombo et al., 2018). 
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IV.3.1.b. Analyse de l’expression allélique  

 Dans le but d’appréhender la contribution précise de l’allèle muté dans la production 

respective des transcrits normaux et aberrants, des analyses d’expression allélique (ASE, Allele Specific 

Expression) à partir de l’ARN de patients ont été développées. L’une des méthodes les plus utilisées 

est celle basée sur l’extension d’amorces, autrement appelée SNuPE (Single Nucleotide Primer 

Extension) ou SNaPshot (Singer-Sam, 1994 ; Matyas et al., 2002 ; Yan, 2005). Cette technique repose 

sur l’extension d’une amorce hybridée sur l’ADNc juste en 5’ ou 3’ de la variation exonique d’intérêt 

(amorce sens ou anti-sens, respectivement). L’extension de cette amorce via l’incorporation de ddNTPs 

fluorescents (didésoxyriboNucléotides TriPhosphates) complémentaires à la séquence d’intérêt 

permet de discriminer les transcrits produits à partir de l’allèle sauvage ou muté (Figure 31). Cette 

approche permet ainsi de détecter avec précision un éventuel déséquilibre allélique résultant de la 

dégradation par le NMD de l’allèle porteur d’un PTC mais également d’évaluer la sévérité du défaut 

d’épissage induit par la variation. Ces deux points ont d’ailleurs pu être mis en évidence dans le cas de 

variations localisées dans les gènes BRCA (Caux-Moncoutier et al., 2009) et les gènes MLH1 et MSH2 

(Bujakolva et al., 2008 ; Soukarieh et al., 2016). La stratégie expérimentale d’analyse de l’expression 

allélique par extension d’amorces n’est possible qu’en présence d’une variation exonique 

hétérozygote. L’éventuel déséquilibre allélique induit par une variation intronique ne peut donc être 

directement évalué. Toutefois, il est possible d’appréhender le déséquilibre allélique provoquée par 

une variation intronique en interrogeant un polymorphisme exonique hétérozygote (SNP, Single 

Nucleotide Polymorphism) à proximité de de la variation d’intérêt (Caux-Moncoutier et al., 2009).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 31. Principe de l’analyse de l’expression allélique par extension d’amorce. Le ratio allélique 

obtenu à partir des ADN complémentaires (ADNc) (produits de RT-PCR) est normalisé avec celui obtenu 

à partir des échantillons d’ADN génomique (ADNg) (produits de PCR) pour un même patient afin de 

s’affranchir du biais de fluorescence. L’exemple présenté ici illustre un déséquilibre allélique du fait de 

la perte d’expression de l’allèle muté (VAR) par rapport à l’allèle sauvage (WT).  
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 L’analyse de l’expression allélique peut également être appréhendée par la méthode 

quantitative de pyroséquençage (Ahmadian et al., 2005 ; Wang and Elbein, 2007 ; Gaildrat et al, 2012 ; 

Yang et al., 2016). Cette approche repose sur la détection des nucléotides incorporés lors d’une 

réaction enzymatique de synthèse d’ADN via la détection par chimioluminescence du pyrophosphate 

libéré au cours de la réaction. Au même titre que pour la méthode d’extension d’amorces, le 

pyroséquençage peut directement cibler la variation exonique d’intérêt dans l’ADNc du patient ou une 

variation exonique hétérozygote (SNP ou pas), rapporteur d’une variation intronique. Cette technique 

permet, d’une part, de détecter la perte d’expression d’un allèle comme cela a pu être démontré dans 

le cas d’individus porteurs d’une épimutation constitutionnelle du gène MLH1 (Kwok et al., 2010) et, 

d’autre part, de quantifier l’impact de variations exoniques sur les profils d’épissage des transcrits 

comme démontré dans le cas de variations exoniques du gène BRCA2 (Gaildrat et al., 2012).  

 

IV.3.1.c. Analyses des défauts d’épissage par la technique de RNA-seq 

En 2008, l’implémentation du séquençage à haut-débit de l’ARNm (RNA-seq) a représenté une 

révolution technologique pour l’analyse du transcriptome (Marioni et al., 2008 ; Wang et al., 2009). 

Cette approche présente un double avantage car elle génère des données qui permettent de 

déterminer la séquence de l’ensemble des transcrits exprimés dans un échantillon donné et d’estimer 

leurs taux relatifs. Le RNA-seq ciblé (Targeted RNA-seq, aussi appelé RNA CaptureSeq) est une 

approche dérivée visant à concentrer l’analyse uniquement sur les transcrits de certains gènes afin 

d’enrichir la couverture et d’augmenter la profondeur de lecture (Mercer et al., 2011). Cet 

enrichissement rend alors possible la détection d’un plus grand nombre d’isoformes d’épissage, même 

les moins abondantes, pour un panel défini de gènes. Cette approche a été mise à profit récemment 

dans le but de caractériser les épissages alternatifs constitutifs des gènes BRCA et MMR (voir partie 

III.4.4.) (Davy et al., 2017 ; Brandao et al., 2019). Cette description détaillée de façon qualitative et 

quantitative des épissages alternatifs naturels dans ces gènes de prédisposition aux cancers est 

essentielle à l’interprétation biologique et clinique des variations splicéogéniques. De façon 

importante, ces travaux ont également permis de mettre en évidence le potentiel de cette technique 

dans la détection et la caractérisation qualitative et quantitative des évènements aberrants et 

alternatifs d’épissage à partir de lignées lymphoblastoïdes de patients porteurs de variations 

splicéogéniques dans les gènes BRCA1/2 (Davy et al., 2017 ; Brandao et al., 2019). En outre, le RNA-

seq ciblé en présentant une résolution au niveau nucléotidique, permet à la fois d’identifier 

d’éventuelles anomalies d’épissage résultant de variations génétiques non identifiées mais également, 

d’analyser l’expression allélique (Han et al., 2015). 
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La mise à profit de l’ensemble des approches mentionnées ci-dessus est dépendante de la 

disponibilité de l’ARN extrait à partir d’un matériel biologique de patient. De plus, l’interprétation des 

données issues de l’analyse des profils d’épissage des transcrits de patients est susceptible d’être 

complexifiée du fait de l’expression bi-allélique (WT/muté) et de la dégradation éventuelle des 

transcrits porteurs d’un PTC par le système NMD. Afin de s’affranchir de ces limites, les laboratoires 

ont développé des approches expérimentales alternatives capables d’évaluer l’effet de l’introduction 

de variations sur l’épissage dans des systèmes plus ou moins artificiels.  

 

IV.3.2. Analyses expérimentales alternatives 

IV.3.2.a. Test indicateur d’anomalies d’épissage basé sur l’utilisation de minigènes 

C’est grâce à l’extension des méthodes de clonage moléculaire dans la seconde moitié du 20ème 

siècle (Cohen et al., 1973) que l’utilisation du minigène apparaît comme une technologie attractive. 

Aujourd’hui, les minigènes constituent un outil largement mis à profit par les laboratoires de recherche 

et de diagnostic moléculaire afin de caractériser finement l’effet des variations sur l’épissage (Baralle 

et al., 2003 ; Cooper, 2005 ; Kishore et al., 2008 ; Gaildrat et al., 2010). En effet, cette méthode reprend 

un concept très simple : celui de la transfection transitoire dans des cellules humaines (ou de singe) de 

vecteurs d’expression comportant un promoteur constitutif (e.g. CMV ou SV40) capable d’induire la 

transcription d’une séquence d’intérêt insérée en aval de ce promoteur, dans ce cas particulier un 

minigène. Les minigènes sont, dans ce contexte, des séquences comprenant au moins deux exons 

séparés par un intron, représentant ainsi une version simplifiée d’un gène multi-exon. Le plus souvent, 

un ou plusieurs autres exons (hétérologues ou pas) avec leurs séquences introniques flanquantes 

peuvent alors être insérés au sein de l’intron du minigène « mère » résultant alors en un minigène à 

trois exons ou plus (Figure 32). Il s’agit d’une stratégie permettant d’étudier l’épissage d’exons dits 

« cassette » (exons internes) sauvages (WT) ou mutés. Le segment génomique WT ou muté, 

correspondant à l’exon ciblé ainsi que ses régions introniques flanquantes, peut être amplifié à partir 

de l’ADN génomique (ADNg) d’un patient (hétérozygote pour la variation étudiée) puis inséré dans 

l’intron du minigène « mère » grâce à des sites de restriction uniques (Figure 32 ; Cooper, 2005 ; 

Gaildrat et al., 2010). En l’absence d’ADNg de patient, il est également possible d’introduire la variation 

par mutagenèse dirigée au sein de la séquence d’intérêt. Cette possibilité est un des avantages majeurs 

du test fonctionnel basé sur l’utilisation de minigènes, puisqu’il n’est pas dépendant de la disponibilité 

du matériel biologique du patient. Après la transfection en parallèle des minigènes WT et muté dans 

des modèles cellulaires en culture, il est alors possible de réaliser une analyse comparative de leurs 

profils d’épissage par RT-PCR et séquençage (Figure 32 ; Baralle and Baralle, 2005 ; Gaildrat et al., 

2010).  
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Figure 32. Principe du test fonctionnel indicateur d’anomalies d’épissage, basé sur l’utilisation d’un 

minigène. L’exemple présenté ici est celui du minigène pCAS2. 

 

Cette technique est particulièrement versatile car a priori adaptable à l’analyse de toute 

altération susceptible de modifier l’épissage, qu’elle soit exonique ou intronique, ponctuelle ou 

impliquant plusieurs nucléotides, et ce potentiellement dans n’importe quel gène multi-exon. De plus, 

contrairement à l’analyse de l’ARN des patients, cette approche permet d’établir un lien direct de 

causalité entre la variation et les évènements aberrants d’épissage puisque l’analyse des minigènes 

sauvage et mutés est réalisée en parallèle dans des contextes cellulaire et nucléotidiques identiques, 

rendant l’interprétation des données plus aisée (Cooper, 2005). De surcroît, ce système est mono-

allélique ce qui facilite l’analyse par comparaison aux analyses de l’ARN des patients, par définition 

effectuées dans un contexte bi-allélique. En outre, cela n’exclut pas pour autant l’éventualité d’évaluer 

l’effet combiné sur l’épissage de plusieurs variations localisées sur le même allèle (de la Hoya et al., 

2016). Cette technique favorise également l’analyse de transcrits aberrants tels que ceux porteurs d’un 

PTC. En effet, il est possible d’inhiber la dégradation de ce type de transcrits par le NMD par le biais 

d’un traitement cellulaire à l’aide d’agents inhibiteurs de la synthèse protéique, tels que la puromycine 

ou la cycloheximide, ou directement par inactivation du codon d’initiation de la traduction du 

minigène, comme c’est le cas pour le vecteur pCAS2 développé par notre groupe (Soukarieh et al, 

2016). Enfin, il est envisageable d’appréhender l’impact du contexte cellulaire sur les évènements 

aberrants d’épissage induits par une variation en transfectant les minigènes d’intérêt dans des lignées 

issues de différents tissus (Tournier et al., 2008 ; de la Hoya et al., 2016). 
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 Des minigènes spécifiques à l’analyse des exons terminaux ont également été développés, 

notamment pour l’étude du premier exon du gène MSH2 ou encore le dernier exon du gène CDH1 

(Naruse et al., 2009 ; Grodecka et al., 2014b). Récemment, Raud et ses collaborateurs ont mis au point 

un minigène universel pSplicePOLR2G3 permettant d’analyser les variations localisées dans le premier 

exon ou le dernier exon d’un gène (Raud et al., 2019). Il est important de noter que les minigènes de 

petite taille (e.g. à 3 exons) ne permettent pas d’évaluer la totalité des profils d’épissage potentiels, 

comme par exemple le saut combiné de plusieurs exons ou des isoformes alternatives plus complexes. 

C’est dans le but d’appréhender l’impact des variations dans un contexte génomique plus large que 

des constructions plasmidiques avec un plus grand nombre d’exons consécutifs ont été développés 

(Raponi et al., 2011 ; Acedo et al., 2012, 2015 ; Sharma et al., 2014 ; Ramalho et al., 2015 ; Fraile-

Bethencourt et al., 2017, 2018, 2019). On peut notamment citer le minigène pB1 qui a été développé 

dans le but d’étudier l’épissage alternatif du gène BRCA1 entre les exons 8 et 12 ainsi que l’impact des 

variations localisées dans l’exon 11 de ce gène (Raponi et al., 2012), ou encore, le vecteur 

MGBR2ex19_27 qui constitue le plus large minigène construit pour l’étude des variations identifiées 

dans BRCA2 (exons 19 à 27) (Acedo et al., 2015).  

 

 Bien que le test indicateur d’anomalies d’épissage basé sur l’utilisation de minigène continue 

d’être régulièrement amélioré et présente de nombreux avantages, il n’en reste pas moins que cette 

approche est artificielle étant donné les contextes cellulaires et nucléotidiques utilisés. Malgré les 

limites associées à cette approche, il est intéressant de constater que la majorité des résultats obtenus 

dans le contexte des minigènes présentent une très grande concordance avec des données établies à 

partir du matériel biologique de patients, démontrant ainsi la pertinence de cette approche pour la 

détection des défauts d’épissage induits par des variations et son utilité pour leur interprétation 

biologique et clinique (Tournier et al, 2008 ; Gaildrat et al., 2012 ; van der Klift et al., 2015 ; Soukarieh 

et al., 2016 ; Baralle and Buratti., 2017 ; Tubeuf et al., 2020a). Néanmoins, quelques rares données 

discordantes obtenues au sein de notre équipe montrent qu’il reste essentiel de valider chaque 

minigène, surtout pour des raisons de calibration (type et sévérité des défauts d’épissage), par la 

confirmation des effets observés à partir de l’ARN de patients. Ces approches sont donc 

complémentaires pour l’interprétation biologique et clinique des variations splicéogéniques. 

 

Le test indicateur d’anomalies d’épissage basé sur l’utilisation de minigènes a permis d’évaluer 

et de caractériser expérimentalement un grand nombre de variations splicéogéniques affectant les 

sites d’épissage mais également les éléments de régulation de l’épissage, non seulement dans nos 

gènes d’intérêt, BRCA et MMR, mais également dans de nombreux autres gènes tels que CFTR, NF1, 

SMN1 et SMN2 (Pagani et al., 2003 ; Pagani et al., 2005 ; Hernandez-Imaz et al., 2015 ; Singh et al., 
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2007). Ces données constituent aujourd’hui une aide précieuse pour l’interprétation biologique et 

clinique des variations dans les gènes associés aux maladies mendéliennes dans le cadre du diagnostic, 

avec des conséquences importantes pour l’optimisation de la prise en charge des patients et de leurs 

apparentés. Cependant, une des limites importantes de ces approches est le débit d’analyse qui reste 

faible puisque chaque variation fait ici l’objet d’une analyse individuelle dans un essai qui requiert au 

moins 2 semaines de travail expérimental comprenant les étapes de clonage, de transfection et 

d’analyse des transcrits, même si l’analyse de plusieurs variations peut être effectuée en parallèle. Ces 

essais ne peuvent alors répondre à la demande croissante d’analyse de la pléthore de variations 

identifiées dans le génome des patients. Afin de dépasser cette limite majeure, des efforts 

considérables sont actuellement entrepris pour la mise au point de tests fonctionnels à haut débit. Le 

second paramètre important d’amélioration de ces tests indicateurs d’anomalies d’épissage est 

l’utilisation d’un contexte génomique d’analyse qui s’approche au plus près du contexte génomique 

naturel. 

 

IV.3.2.b. Test indicateur d’anomalies d’épissage basé sur l’utilisation de transgènes ou de 

modifications du génome 

Dans le but d’étudier l’effet des variations sur l’épissage dans un contexte génomique le plus 

naturel possible, des chercheurs ont récemment développé un nouvel essai d’épissage (Full-Length 

Gene Splicing Assay, FLGSA) basé sur la transfection d’un vecteur d’expression renfermant certains 

gènes du codon d’initiation de la traduction au codon de terminaison de la traduction (Lin et al., 2019 ; 

Chen et al., 2020). Cette approche est particulièrement intéressante mais reste aujourd’hui limitée à 

des gènes présentant une taille relativement restreinte (≤ 8 Kb).  

 

Cette contrainte peut être dépassée par le biais de l’utilisation de vecteurs spécifiques, appelés 

BAC (Bacterial Artificial Chromosome), dans lesquels il est possible de cloner de larges fragments 

génomiques (jusqu’à 300 Kb). L’équipe du Dr Sharan a ainsi mis à profit des vecteurs BAC renfermant 

l’intégralité des gènes humains BRCA1 ou BRCA2 (avec leurs promoteurs respectifs) pour étudier 

l’impact des variations sur l’épissage mais également sur la fonction de la protéine (Figure 33 ; Yang 

and Sharan, 2003 ; Kuznetsov et al., 2008). Après introduction de ces vecteurs sauvages ou mutés dans 

des cellules souches de souris (mESC, mouse Embryonic Stem Cells), l’impact des variations introduites 

par mutagenèse est examiné par l’analyse RT-PCR des profils d’épissage des transcrits produits à partir 

des transgènes BAC (Yang and Sharan, 2003 ; Kuznetsov et al., 2008 ; Biswas et al., 2011, 2012 ; 

Mesman et al., 2019, 2020). Il est toutefois important de noter qu’initialement cet essai a été 

principalement utilisé pour étudier l’impact de variations de type faux-sens sur la protéine. En effet, 
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cette approche permet également d’évaluer la fonctionnalité de la protéine produite dans le contexte 

muté puisque, après inactivation du gène Brca endogène des mESC, la survie cellulaire, l’activité de 

recombinaison homologue et la sensibilité à certains agents génotoxiques deviennent dépendantes de 

l’activité de la protéine BRCA humaine produite à partir du BAC (Figure 33). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 33. Principe de l’essai fonctionnel basé sur l’utilisation de cellules souches embryonnaires de 

souris (adapté de Kuznetsov et al., 2008). Désignées sous le terme de mBRCAcko/ko, les mESC 

présentent un allèle conditionnel (cko) avec un gène Brca murin fonctionnel qui peut être inactivé 

grâce au système de recombinaison Cre-LoxP (sites LoxP, triangles noirs) et un allèle avec un gène Brca 

murin défectueux (ko, knock out). Le gène BRCA humain entier (hBRCA tg, transgène), muté (éclair 

jaune, variation) ou non (WT, Wild-type), est introduit par transfection d’un BAC. L’allèle conditionnel 

est alors inactivé par transfection de la recombinase Cre.  

 

Ces différentes stratégies permettent de se rapprocher du contexte génomique naturel mais 

elles requièrent l’expression d’un transgène, avec tous les biais éventuels associés. Afin de dépasser 

cette limite, il est aujourd’hui possible d’introduire les variations génétiques d’intérêt directement 

dans le locus chromosomique endogène grâce notamment à une technique révolutionnaire 

d’ingénierie ciblée du génome (genome editing) basée sur l’utilisation des ciseaux moléculaires ou 

CRISPR (Clustered Regularly Interspaced Short Palindromic Repeats)-Cas9. Cette remarquable 

technologie inventée par le Dr Charpentier et le Dr Doudna (Prix Nobel de Chimie 2020) s’impose 
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aujourd’hui comme la stratégie privilégiée d’édition du génome étant donné sa précision satisfaisante, 

sa simplicité relative et son faible coût. Dès 2014, l’équipe du Dr Shendure a mis à profit cette 

technologie pour étudier l’impact, au niveau des transcrits, de toutes les variations possibles localisées 

dans l’exon 18 du gène BRCA1 de cellules humaines haploïdes (Findlay et al., 2014). Couplée à 

l’utilisation d’une librairie complexe de matrices porteuses des mutations, cette approche de 

saturation par édition du génomea permis d’analyser simultanément l’effet d’un grand nombre de 

variations introduites dans le génome des cellules transfectées. Ces travaux ont permis d’identifier de 

très nombreuses variations splicéogéniques responsables de la modification d’ESR (Findlay et al., 

2014). De façon tout à fait remarquable, après cette preuve de concept, cette approche a été mise à 

profit pour l’analyse de près de 4 000 substitutions ponctuelles localisées dans 13 exons 

fonctionnellement essentiels (exons 2 à 5 et 15 à 23) et aux régions introniques flanquantes de ces 

exons dans ce même gène, BRCA1 (Findlay et al., 2018). Des avancées technologiques majeures, telles 

que (i) la construction multiplexe de librairies de variations génétiques à partir d’ADN synthétique, (ii) 

l’ingénierie ciblée du génome par l’utilisation de CRISPR-Cas9 et (iii) le séquençage multiplex à haut 

débit (DNA-seq et RNA-seq), sous-tendent le développement de cet essai. Ainsi, cette approche 

permet de relier chacune des multiples variations testées dans une seule et unique expérience à un 

phénotype moléculaire (abondance des transcrits) ou cellulaire (survie) sous la forme d’un score de 

fonctionnalité individuel (Figure 34 ; Findlay et al., 2018). En effet, l’impact de chacune des milliers de 

variations testées a été évalué sur la base de l’analyse par RNA-seq de l’abondance des transcrits mais 

également sur la capacité à produire une protéine BRCA1 fonctionnelle, indispensable à la survie des 

cellules utilisées dans cet essai. Les données générées dans le cadre de cette étude ont été en partie 

validées sur la base de la concordance observée (≥ 96%) avec la classification établie pour une série de 

variations pathogènes et neutres. Des essais fonctionnels comparables, mettant à profit l’introduction 

des variations dans le gène endogène et l’évaluation d’un phénotype cellulaire associé, ont également 

été développés récemment pour les gènes MMR, notamment MSH2, dans des cellules souches 

embryonnaires humaines (Rath et al., 2019). Mais, à ce jour et à notre connaissance, alors que cette 

approche présente le potentiel d’appréhender l’impact des variations sur l’épissage, elle a 

principalement été utilisée pour évaluer l’impact de variations faux-sens sur la protéine MSH2 (Rath 

et al., 2019). 
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Figure 34. Carte représentant chaque substitution possible dans les exons 2 à 5 et 15 à 23 de BRCA1 

avec leur fonctionnalité associée déterminée par SGE (d’après Findlay et al., 2018).  

 

 

L’ensemble de ces approches fonctionnelles à plus ou moins haut débit représente aujourd’hui 

une stratégie puissante et très prometteuse pour l’évaluation de l’impact fonctionnel combiné des VSI 

sur l’épissage et sur la fonction des protéines. Ces approches représentent également des outils 

remarquables susceptibles de conduire à une meilleure dissection et compréhension, d’une part, des 

mécanismes moléculaires sous-tendant l’épissage et, d’autre part, de la relation structure/fonction au 

niveau de la protéine.  
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Aujourd’hui, suite notamment à l’implémentation des technologies de séquençage à haut 

débit, le défi majeur en génétique médicale ne réside plus dans la détection des variations présentes 

dans le génome des patients mais bel et bien dans l’interprétation biologique et clinique de ces 

altérations. Dans un contexte de maladie monogénique, le but est alors d’identifier la variation 

génétique causale, à l’origine de la pathologie. Cette problématique est rapidement devenue 

prioritaire et essentielle pour les laboratoires assurant le diagnostic moléculaire des maladies à 

déterminisme mendélien car l’identification de la variation pathogène permet d’optimiser la prise en 

charge médicale des patients et de leurs apparentés, avec des implications en termes de diagnostic, 

de pronostic, de prévention mais également dans les choix thérapeutiques. En général, les variations 

présumées responsables de la perte de fonction d’un gène sont systématiquement classées 

pathogènes. Il s’agit des variations perçues comme introduisant un codon stop prématuré dans la 

séquence codante ; c'est-à-dire des variations de type non-sens ou de type insertions/délétions à 

l’origine d’un décalage du cadre de lecture mais également des variations introniques localisées au 

niveau des dinucléotides introniques les plus conservés des sites d’épissage (IVS±1/2). Ces dernières 

années, il a été montré que de nombreuses variations sont pathogènes du fait de l’altération de 

l’épissage, processus indispensable à la maturation des ARN pré-messagers. Dans la majorité des cas, 

ces variations induisent des anomalies résultant en un décalage du cadre de lecture qui entraîne 

l’introduction d’un codon stop prématuré et une perte de fonction. Toutefois, certaines variations 

splicéogéniques pourraient être à l’origine de modifications de l’épissage en phase et ainsi, être 

responsables de la production d’une protéine potentiellement fonctionnelle. 

 

 

Dans le cadre de mon projet de thèse, nous avons fait l’hypothèse selon laquelle certaines 

variations IVS±1/2 et non-sens, supposées pathogènes dans le contexte de formes héréditaires de 

cancers, pourraient permettre le maintien d’une fonction, au moins en partie, par le biais d’un tel 

mécanisme de « sauvetage ». L’objectif principal de mes travaux était de tester cette hypothèse avec 

comme modèles d’étude deux gènes majeurs de prédispositions aux cancers : BRCA2 pour le syndrome 

sein-ovaire et MSH2 pour le syndrome de Lynch. La stratégie expérimentale envisagée devait mettre 

à profit des approches complémentaires permettant d’appréhender l’impact des variations non 

seulement au niveau de l’épissage de l’ARN, mais également au niveau de la fonction de la protéine.  
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Dans le cadre de mes travaux portant sur le gène BRCA2, nous avons ciblé l’exon 12 pour deux 

raisons principales : d’une part, cet exon est en phase et, d’autre part, il avait déjà été décrit comme 

un exon non essentiel à la fonction de recombinaison homologue de la protéine BRCA2 (Li et al., 2009). 

Il s’agissait alors : 

1. d’évaluer la splicéogénicité de toutes les variations IVS±1/2 et non-sens répertoriées, au 

niveau de cet exon, dans les bases de données de patients. Les approches expérimentales 

mises en œuvre pour la réalisation de cette étape ont été le test indicateur d’anomalies 

d’épissage basé sur l’utilisation de minigènes ainsi que l’analyse des profils d’épissage et du 

déséquilibre allélique à partir de l’ARN de patients.  

2. de déterminer les conséquences fonctionnelles au niveau de la protéine BRCA2 des variations 

splicéogéniques caractérisées lors de la première étape du projet. Cette seconde étape a mis 

à profit un essai basé sur l’utilisation de cellules souches embryonnaires de souris (i.e. test de 

complémentation, mesure de l’activité de recombinaison homologue, sensibilité aux 

inhibiteurs de PARP). 

 

 Mes travaux portant sur le gène MSH2 avaient pour objectif de caractériser d’un point de vue 

fonctionnel les différents biotypes de défauts d’épissage en phase potentiellement induits par des 

variations IVS±1/2. Il s’agissait alors : 

1. d’évaluer l’impact sur l’épissage de certaines variations IVS±1/2 répertoriées dans les bases de 

données de patients soit au niveau de chaque exon en phase de MSH2, soit au niveau d’exons 

hors phase de ce gène, mais potentiellement responsables de délétions exoniques ou 

rétentions introniques partielles. L’approche expérimentale choisie pour cette analyse a été le 

test indicateur d’anomalies d’épissage basé sur l’utilisation de minigènes. 

2. de déterminer les conséquences fonctionnelles au niveau de la protéine MSH2 des 

modifications en phase provoquées par les IVS±1/2 splicéogéniques caractérisées dans la 

première étape de ce projet. La méthode retenue pour cette étude a été un test basé sur la 

tolérance à la méthylation. 

 

 L’ensemble de ces travaux devait permettre (i) de vérifier l’existence potentielle d’un mécanisme 

de « sauvetage » de certaines variations présumées pathogènes, par le biais d’une altération en phase 

de l’épissage, dans le contexte des formes héréditaires de cancers et (ii) de questionner alors la 

classification pathogène de ce type de mutations, avec des conséquences potentiellement importantes 

pour la prise en charge médicale des patients et de leurs apparentés.  
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I. Toutes les variations non-sens ne conduisent pas à une perte 

totale de fonction : le paradigme de l’exon 12 de BRCA2 

L’exon 12 de BRCA2 représentait un excellent modèle pour tester notre hypothèse selon 

laquelle certaines des variations supposées pathogènes, telles que les variations au niveau des sites 

canoniques d’épissage (IVS±1/2) et les mutations non-sens, dans les gènes de prédisposition aux 

cancers pourraient ne pas conduire à une perte totale de fonction du fait de leur impact sur l’épissage. 

Il a précédemment été montré que la séquence codée par cet exon en phase était non essentielle à la 

fonctionnalité de la protéine BRCA2 (Li et al., 2009). La mise en évidence de la redondance 

fonctionnelle de cet exon s’est initialement appuyée sur l’étude d’une variation faux-sens (c.6853A>G, 

p.Ile2285Val), à l’origine du saut de cet exon et qui a été classée neutre sur la base de données de co-

ségrégation dans les familles de patients et de co-occurrence en trans avec une autre variation 

pathogène (Easton et al., 2007 ; Tavtigian et al., 2008 ; Li et al., 2009).  

 

Notre stratégie a donc consisté à tester l’impact des variations IVS±1/2 et non-sens sur 

l’épissage de cet exon, à l’aide d’approches complémentaires basées sur l’utilisation de minigènes et 

d’analyses à partir de lignées lymphoblastoïdes de patientes porteuses de ces variations. Nos travaux 

ont ainsi permis de démontrer que les IVS±1/2 mais également certaines variations non-sens sont 

responsables du saut en phase de l’exon 12, du fait de l’altération des sites 5’ et 3’ d’épissage ou d’ESRs. 

Sur la base de ces résultats, nous avons sélectionné certaines de ces variations pour évaluer leurs 

conséquences fonctionnelles au niveau de la protéine BRCA2. Dans le cadre d’une collaboration avec 

l’équipe du Dr Vreeswijk (Centre Médical Universitaire, Leiden, Pays-Bas), nous avons pu confirmer les 

effets de ces variations dans le contexte du gène humain entier introduit dans des cellules souches 

embryonnaires modifiées de souris. Après inactivation du gène Brca2 de souris dans ce modèle 

cellulaire, l’évaluation de la survie cellulaire et de la capacité de réparation des cassures double brin 

de l’ADN par recombinaison homologue a révélé que les variations IVS±1/2 et non-sens 

splicéogéniques étaient bien à l’origine d’une activité BRCA2 partielle, résultant de l’expression de la 

protéine dépourvue de l’exon 12. 

 

 L’ensemble de ces données a permis d’apporter des arguments en faveur de l’existence d’un 

mécanisme de sauvetage de certaines variations supposées pathogènes, du fait de leur impact direct 

sur l’épissage conduisant au saut en phase d’une séquence non-essentielle à la fonction de 

recombinaison homologue de la protéine BRCA2. Même si d’autres fonctions sont associées à BRCA2, 

l’activité de recombinaison homologue apparait comme déterminante dans le rôle de cette protéine 

en tant que suppresseur de tumeur. C’est en effet la déficience de cette fonction spécifique qui semble 
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être capitale dans le processus d’oncogenèse observé dans les tumeurs de patients porteurs de 

variations pathogènes de BRCA2. La persistance d’une activité de recombinaison homologue 

intermédiaire (30 à 50%) ou similaire à celle associée à des variations neutres (>50%) (Mesman et al., 

2018) observée dans le contexte de variations IVS±1/2 et non-sens de l’exon 12 de BRCA2 remet en 

cause l’interprétation biologique de ces variations initialement supposées responsables d’une perte 

totale de fonction. Sur la base de ces données, la classification clinique pathogène initialement 

assignée à ces variations a été remise en question. Afin d’appréhender le lien entre ces variations et le 

risque de développer un cancer, les données cliniques et génétiques disponibles pour les familles de 

patientes porteuses de ces variations spécifiques ont été collectées, en collaboration avec le réseau 

français des laboratoires d’oncogénétique. Si plusieurs observations peuvent être conformes avec le 

caractère hypomorphique de ces variations, ces données restent insuffisantes pour statuer sur leur 

classification clinique. Des études internationales de co-ségrégation et de cas/témoins à plus grande 

échelle devraient permettre d’estimer le risque de cancers associé à ces variations hypomorphes. En 

prenant en considération l’effet biologique de ces variations, nous proposons pour l’instant de 

reclasser en variations de signification clinique inconnue (classe 3), en accord avec les 

recommandations émises par les consortia ACMG/AMP et ENIGMA. 

 

Cette étude menée dans le cadre de ma thèse a donc permis de démontrer, pour la première 

fois dans un gène de prédisposition aux cancers, que la modification directe du processus d’épissage 

induite par certaines variations est susceptible de contourner la perte totale de fonction attribuée a 

priori à des variations nulles de type non-sens. L’existence d’isoformes en phase potentiellement 

responsables d’une activité partielle doit désormais être pris en compte pour l’interprétation 

biologique et clinique de certaines variations de BRCA2. Cette découverte souligne l’importance des 

analyses fonctionnelles combinées qui appréhendent l’impact des variations sur l’ARN et la protéine.  

 

L’ensemble de ces travaux a fait l’objet d’un article publié dans le journal Cancer Research (Meulemans 

et al., 2020 ; 80:1374–1386).  
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Variant selection criteria 

n = 133 

 n =  10  n =  14  n =  15 

 n = 40 

Splicing minigene 
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+ c.6853A>G 
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- 100pb + 100pb 

Presumed LoF variants Variants predicted as spliceogenic 

3’/5’ ss 
ΔMES ≤ -15% 

ESR 
ΔtESRseq < -0.7 

BIC 

gnomAD 

IVS±1/2 
n = 4 

Nonsense 
n = 5 

Frameshift 
n = 6  

Inventory of all variants from 8 databases 

Supplementary Data  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 

 

Figure S1. Variant selection from human variation databases 

All variants located in BRCA2 E12 and its 100 bp long flanking intronic sequences were extracted from 

the eight following human variation databases (last accessed:  05 September 2017): BRCA Share™, BIC 

(Breast Cancer Information Core), ClinVar, LOVD (Leiden Open Variation Database), HGMD (Human 

Gene Mutation Database), COSMIC (Catalogue of Somatic Mutations in Cancer), dbSNP (Single 

Nucleotide Polymorphism database) and gnomAD (genome Aggregation Database). A total of 133 

variants were then collected. Firstly, all presumed LoF variants were selected, including intronic 

variants affecting the canonical intronic dinucleotides at 3’/5’ ss (IVS±1/2) as well as nonsense and 

frameshift variants. In parallel, all other variants predicted to alter either 3’/5’ ss or ESR, according 

respectively to the MaxEntScan algorithm (ΔMES ≤ -15%) or the ESRseq scores (ΔtESRseq < -0.7), were 

retained. In addition, c.6853A>G was included into the selection because it has been previously 

described as a BRCA2 exon 12 spliceogenic variant (1). Altogether, this selection comprised 40 variants 

that were assessed for their impact on BRCA2 exon 12 splicing in splicing minigene assays. 
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Figure S2. Capillary electrophoresis analyses of BRCA2 exon 12 splicing patterns in minigene assays 

of presumed LoF variants 

The BRCA2 exon 12 splicing patterns of WT and mutant (IVS±1/2; nonsense; frameshift) minigenes 

expressed in HeLa cells were assessed by fluorescent RT-PCR, as described in Materials and Methods. 

In order to quantify the relative levels of each RNA isoform, the fluorescent RT-PCR products were 

resolved by capillary electrophoresis on an automated genetic analyzer. For each variant, one 

representative electropherogram is shown. The different fluorescence peaks correspond to transcripts 

either without (∆E12) or with (+E12) exon 12. An additional isoform (a) with the retention of the first 

40 nucleotides of intron 12 (+E12q(ins40)) was detected in the context of c.6937+2del. Peak areas were 

used to quantify the relative levels of each transcript, expressed as percentage, and correspond to the 

average of at least three independent experiments (see Figure 1).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure S3. Bioinformatics predictions of 3’/5’ ss alterations for variants located at position IVS±1/2 

of BRCA2 exon 12 

Bioformatics predictions of the variant effects on 3’/5’ ss were based on the algorithm MaxEntScan 

(MES) (2), interrogated by using the integrated software Alamut Visual 2.9 (Interactive Biosoftware). 

The MES score of the 3’ and 5’ ss are indicated in the wild-type (WT) and variant contexts.  
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Figure S4. Bioinformatics analysis of variants predicted to alter 3’/5’ ss of BRCA2 exon 12 (∆MES ≤ -

15%) 

Bioinformatics predictions of the variant effects on 3’ or 5’ ss were performed based on the algorithm 

MaxEntScan (MES) (2), interrogated by using the integrated software Alamut Visual 2.9 (Interactive 

Biosoftware). For each variant, the MES score differences (∆MES) between wild-type (WT) and variant 

contexts are indicated between brackets for 3’/5’ natural ss. All these variants were selected for 

experimental analysis based on a ∆MES value inferior to -15%. In addition, the MES scores of new 

predicted 3’ (*) or 5’ (**) ss are indicated. 
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Figure S5. Capillary electrophoresis analyses of BRCA2 exon 12 splicing patterns in minigene assays 

of variants predicted to alter 3’/5’ ss (A) or ESR (B) 

The BRCA2 exon 12 splicing patterns of WT and mutant minigenes expressed in HeLa cells were 

assessed by fluorescent RT-PCR, as described in Materials and Methods. In order to quantify the 

relative levels of each RNA isoform, the fluorescent RT-PCR products were resolved by capillary 

electrophoresis on an automated genetic analyzer. For each variant, one representative 

electropherogram is shown. The different fluorescence peaks correspond to transcripts either without 

(∆E12) or with (+E12) exon 12. Additional isoforms, b and c, deleted either for the first (+E12p(del3)) 

or the last (+E12q(del3)) 3 nucleotides of exon 12 were detected for c.6842G>A and c.6935A>G, 

respectively. In parallel, the previously described spliceogenic c.6853A>G variant (1) was analyzed. 

Peak areas were used to quantify the relative levels of each transcript, expressed as percentage and 

correspond to the average of at least three independent experiments (see Figure 2).  

 

 

Figure S6. Capillary electrophoresis analyses of BRCA2 exon 12 splicing patterns in control and 

patient lymphoblastoid cell lines  

The BRCA2 exon 12 splicing patterns were assessed by RT-PCR in LCLs of 3 healthy donors (controls, 1 

to 3) and of patients carrying selected variants. For the two nonsense, c.6844G>T and c.6901G>T 

(bold), the missense c.6935A>T and c.6853A>G variants, the analyses were conducted in LCLs of one, 

two or three unrelated carriers, as indicated. In order to quantify the relative levels of the different 

isoforms, the fluorescent RT-PCR products were resolved by capillary electrophoresis on an automated 

genetic analyzer. For each LCL, one representative electropherogram is shown. The different 

fluorescence peaks correspond to transcripts either without (∆E12) or with (+E12) exon 12. Peak areas 

were used to quantify the relative levels of each transcript, expressed as percentage, and correspond 

to the average of at least three independent experiments (see Figure 3).  
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Figure S6 
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Figure S7. RT-PCR analysis of BRCA2 exon 12 splicing patterns in puromycin- or mock-treated 

lymphoblastoid cell lines of control individuals and patients carrying the c.6844G>T or c.6901G>T 

nonsense variants  

LCLs of three healthy donors (controls) and of a patient carrying the c.6844G>T nonsense variant as 

well as two unrelated patients carrying the c.6901G>T nonsense variant were cultured and treated (+) 

or mock-treated (-) with puromycin, as previously described (3). In these biological samples, the BRCA2 

exon 12 splicing patterns were assessed by RT-PCR, as described in Materials and Methods. The images 

show the agarose gel electrophoresis of the RT-PCR products. The identities of the two RT-PCR 

products, with (+E12) or without (∆E12) exon 12, are indicated on the left of the gel. For each LCL, the 

relative abundances of these two RNA isoforms were determined by capillary electrophoresis of the 

fluorescent RT-PCR products, as indicated in Materials and Methods. The data shown under the images 

are expressed as percentage of transcript levels relative to all RT-PCR products and represent the 

average of at least three independent experiments. Error bars indicate standard deviation values.  
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Figure S8. Capillary electrophoresis analyses of BRCA2 exon 12 splicing patterns in variant-expressing 

mESC  

The exon 12 splicing patterns of WT and mutant hBRCA2 BAC constructs expressed in mESC were 

assessed by fluorescent RT-PCR, as described in Materials and Methods. In order to quantify the 

relative levels of each isoform, the fluorescent RT-PCR products were resolved by capillary 

electrophoresis on an automated genetic analyzer. For each variant-expressing mESC, one 

representative electropherogram is shown. The different fluorescence peaks correspond to transcripts 

either without (∆E12) or with (+E12) exon 12. Peak areas were used to quantify the relative levels of 

each transcript, expressed as percentage and corresponding to the average of at least three 

independent experiments.  
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Figure S9. Quantitation of BRCA2 protein expression in mESC  

Expression of BRCA2 full length (FL), without exon 12 (ΔE12) and truncated (TC) protein isoforms were 

detected by western blot analysis. Due to the small difference in size between the full length BRCA2 

protein (BRCA2 FL protein isoform, 3418 aa) and the BRCA2 protein deleted for E12 (BRCA2 ΔE12 

protein isoform, 3386 aa), these two protein isoforms are indistinguishable by western blot analysis. 

Vinculin was used as loading control. Chemiluminescent signals were captured by the Amersham 

Imager 600 (GE Healthcare Life Sciences) and band intensity quantification was performed on non-

saturated images using ImageQuant TL software. The abundance of BRCA2 protein was normalized to 

the amount of vinculin in each lane (loading control). BRCA2 protein expression is presented relative 

to WT BRCA2 protein level.  
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Figure S10. Sensitivity of BRCA2 variants to cisplatin and PARP inhibitors 

Mouse ESC expressing BRCA2 WT or variants were treated with cisplatin or PARP inhibitor (Talazoparib) 

and relative cell survival compared to untreated cells was determined as described in Materials and 

Methods. Data represent the average of four experiments per variant. Error bars indicate the standard 

error. 
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Primer's name1 Sequence2

B2I11BamHI-F I11 GACCGGATCCTGTAATTGACATTGAAGACTGACTTTAC

B2I12MluI-R I12 GACCACGCGTGAGTATAAAGAGGTCCTTGATTAGGCA

B2E12 c.6842-30_6842-3del-F I11/E12 ATTATTTGCCTAGGAGAACCC

B2E12 c.6842-30_6842-3del-R I11/E12 GGGTTCTCCTAGGCAAATAAT

B2E12 c.6842-14A>G-F I11/E12 CATATATGAAGTATTTCTTTTTAGGA

B2E12 c.6842-12_6842-8del-F I11/E12 ATATATGAAATTTTTTAGGAGAACC

B2E12 c.6842-12_6842-8del-R I11/E12 GGTTCTCCTAAAAAATTTCATATAT

B2E12 c.6842-11T>A-R I11/E12 TCCTAAAAAGAATTATTTCATATATG

B2E12 c.6842-8_6842-7del-F I11/E12 TATGAAATATTTTTTTAGGAGAAC

B2E12 c.6842-1G>T-R I11/E12 GTTCTCATAAAAAGAAATATTTCATA

B2E12 c.6842G>A-F I11/E12 ATTCTTTTTAGAAGAACCCTCAAT

B2E12 c.6849del-R I11/E12 ATTGAGGTTCTCCTAAAAAGAAAT

B2E12 c.6851C>T-R I11/E12 CTTTTGATTAAGGGTTCTCCTAA

B2E12 c.6859_6863del-F E12 CCCTCAATCAAACTTATTAAATGA

B2E12 c.6859_6863del-R E12 TCATTTAATAAGTTTGATTGAGGG

B2E12 c.6863A>T-F E12 AAAAGAATCTTATTAAATGAATTTGA

B2E12 c.6873del-F E12 AAACTTATTAAAGAATTTGACAGG

B2E12 c.6873del-R E12 CCTGTCAAATTCTTTAATAAGTTT

B2E12 c.6875A>T-F E12 CTTATTAAATGTATTTGACAGG

B2E12 c.6875A>C-R E12 TCAAATGCATTTAATAAGTTTCTTTT

B2E12 c.6879del-F E12 TATTAAATGAATTGACAGGATAATAG

B2E12 c.6879T>A-F E12 TTAAATGAATTAGACAGGATAATA

B2E12 c.6880G>A-R E12 CTATTATCCTGTTAAATTCATTTAATA

B2E12 c.6886A>C-R E12 TATTAGCCTGTCAAATTCATTTAA

B2E12 c.6892G>A-F E12 CAGGATAATAAAAAATCAAGA

B2E12 c.6896dup-F E12 GGATAATAGAAAAATCAAGAAAAATC

B2E12 c.6896dup-R E12 GATTTTTCTTGATTTTTCTATTATCC

B2E12 c.6898C>T-F E12 GAAAATTAAGAAAAATCCTTAAAGGC

B2E12 c.6899_6906dup-F E12 TAGAAAATCAAGAAAAAAAGAAAAATCCTTAAAG

B2E12 c.6899_6906dup-R E12 CTTTAAGGATTTTTCTTTTTTTCTTGATTTTCTA

B2E12 c.6900A>G-F E12 ATAGAAAATCAGGAAAAATCCTTA

B2E12 c.6900A>G-R E12 TAAGGATTTTTCCTGATTTTCTAT

B2E12 c.6901G>A-R E12 GCCTTTAAGGATTTTTTTTGATTTTC

B2E12 c.6901G>C-R E12 GAAAATCAACAAAAATCCTTAAAGGC

B2E12 c.6918T>C-F E12 CCTTAAAGGCCTCAAAAAGCAC

B2E12 c.6918T>C-R E12 GTGCTTTTTGAGGCCTTTAAGG

B2E12 c.6920C>A-R E12 CATCTGGAGTGCTTTTTTAAGCCTTTAAGG

B2E12 c.6920C>T-F E12 TAAAGGCTTTAAAAAGCACTC

B2E12 c.6925A>T-R E12 GAGTGCATTTTGAAGCCTTTA

B2E12 c.6935A>G-F E12/I12 CACTCCAGGTGGTAAAATTAGCT

B2E12 c.6937G>A-F E12/I12 CACTCCAGATAGTAAAATTAGC

B2E12 c.6937+1G>T-R E12/I12 AGCTAATTTTAACATCTGGAGTG

B2E12 c.6937+2del-R E12/I12 GCTAATTTTCCATCTGGAGTG

pCASseq-F IA GGGGTCAATAGCAGTGAGAG

pCASseq-R IB GCTCCATTTCACAGGTAGAGA

pCASKO1-F* EA TGACGTCGCCGCCCATCAC

pCAS2-R EB ATTGGTTGTTGAGTTGGTTGTC

Location Use

BRCA2

Genomic DNA PCR amplification

for minigene cloning 

Minigene

pCAS2-BRCA2 -E12

Site directed mutagenesis pCAS2 : PCRI3

pCAS2 

minigene

Site directed mutagenesis pCAS2

(PCRI and PCRII) and sequencing

Analysis of BRCA2  E12 splicing patterns by 

RT-PCR and sequencing

Table S1. Description of primers used in this study 
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B2E11/12-F E11/12 CCCTTATCTTAGTGGGAGAACCCTCA

B2E11/13-F E11/13 ATCTTAGTGGGCACAATAAAAG

B2E15-R E15 AAGAAGAAACAAAGGCAACG

B2I11BamHI-F I11 GACCGGATCCTGTAATTGACATTGAAGACTGACTTTAC

B2I12MluI-R I12 GACCACGCGTGAGTATAAAGAGGTCCTTGATTAGGCA

B2I13-F I13 AGCAAATGAGGGTCTGCAAC

B2I14-R I14 GCAAAAATTCATCACACAAATTGTC

B2E12-Snap-c.6844GT-R E12 GTTTCTTTTGATTGAGGGTT

B2E12-Snap-c.6853AG-R E12 ATTTAATAAGTTTCTTTTGA

B2E12-Snap-c.6901GT-F E12 ACAGGATAATAGAAAATCAA

B2E12-Snap-c.6901GT-R E12 TGAAGCCTTTAAGGATTTTT

B2E12-Snap-c.6935AT-F E12 GGCTTCAAAAAGCACTCCAG

B2E14-Snap-c.7242AG-F E14 CCACCTTTTAAAACTAAATC

B2E12-SDMc.6842G>T-F I11/E12 GAAATATTTCTTTTTAGTAGAACCCTCAATCAAAAG

B2E12-SDMc.6842G>T-R I11/E12 CTTTTGATTGAGGGTTCTACTAAAAAGAAATATTTC

B2E12-SDMc.6844G>T-F I11/E12 GAAATATTTCTTTTTAGGATAACCCTCAATCAAAAGAAAC

B2E12-SDMc.6844G>T-R I11/E12 GTTTCTTTTGATTGAGGGTTATCCTAAAAAGAAATATTTC

B2E12-SDMc.6853A>G-F I11/E12 GGAGAACCCTCAGTCAAAAGAAACTTATTAAATG

B2E12-SDMc.6853A>G-R I11/E12 CATTTAATAAGTTTCTTTTGACTGAGGGTTCTCC

B2E12-SDMc.6859A>T-F E12 GAACCCTCAATCAAATGAAACTTATTAAATG

B2E12-SDMc.6859A>T-R E12 CATTTAATAAGTTTCATTTGATTGAGGGTTC

B2E12-SDMc.6901G>T-F E12 GGATAATAGAAAATCAATAAAAATCCTTAAAGGC

B2E12-SDMc.6901G>T-R E12 GCCTTTAAGGATTTTTATTGATTTTCTATTATCC

B2E12-SDMc.6937+1G>A-F E12/I12 AAGCACTCCAGATGATAAAATTAGCTTT

B2E12-SDMc.6937+1G>A-R E12/I12 AAAGCTAATTTTATCATCTGGAGTGCTT

B2I11 BamHI-F I11 GACCGGATCCTGTAATTGACATTGAAGACTGACTTTAC

B2I12 MluI-R I12 GACCACGCGTGAGTATAAAGAGGTCCTTGATTAGGCA

B2E11-F* E11 CCAAGTCATGCCACACATTC

B2E14-R E14 ATTCTTGACCAGGTGCGGTA

BRCA2

Analysis of BRCA2  E12 splicing patterns by 

RT-PCR and sequencing

LCL

Genomic DNA PCR amplification

and sequencing

Genomic DNA PCR amplification

and sequencing

Analysis of allele-specific expression 

by SNapShot

BRCA2

Site directed mutagenesis pUC19

mESC

Transgene DNA PCR amplification

and sequencing

BRCA2
Analysis of BRCA2 E12 

splicing patterns
LCL and mESC

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

1 F, forward; R, reverse; *, fluorescent primer 

2 Intronic and exonic sequences are indicated in grey and black, respectively.  

The position of the variant is underlined. The double underlined sequences correspond to restriction 

sites for BamHI and MluI. 

3 The forward primers listed were used with the reverse primer pCAS-seq-R and the reverse primers 

listed were used with the forward primer pCAS-seq-F for mutagenesis. 
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c.6842-1G>T p.? 4 4

c.6937+1G>A p.? 5 5 5 √

c.6937+1G>T p.? 3

c.6937+2del p.? DM

c.6844G>T p.Glu2282* 5

c.6859A>T p.Arg2287* 5

c.6898C>T p.Gln2300* 5

c.6901G>T p.Glu2301* 5 5 5

c.6920C>A p.Ser2307* 5

c.6849del p.Ser2284Glnfs*7 4 √

c.6859_6863del p.Arg2287Leufs*4 5 DM 5 √

c.6873del p.Asn2291Lysfs*6 √

c.6879del p.Phe2293Leufs* 5 5

c.6896dup p.Asn2299Lysfs*41 5 DM 5

c.6899_6906dup p.Ser2303Lysfs*5 5 5 √

c.6842-30_6842-3del p.? √ 3 3

c.6842-14A>G p.? √ 2 2

c.6842-12_6842-8del p.? √

c.6842-11T>A p.? √ 2 3

c.6842-8_6842-7del p.? 3

c.6842G>A p.Gly2281Glu 3 √

c.6842G>T p.Gly2281Val 3 √ 3 DM? 3

c.6935A>G p.Asp2312Gly √

c.6935A>T p.Asp2312Val 1 √ c.i. √ DM? c.i. √

c.6937G>A p.Gly2313Ser √

c.6851C>T p.Ser2284Leu √

c.6863A>T p.Asn2288Ile 3 3

c.6875A>C p.Glu2292Ala 3 √

c.6875A>T p.Glu2292Val 3

c.6879T>A p.Phe2293Leu FP

c.6880G>A p.Asp2294Asn 3

c.6886A>C p.Ile2296Leu 3 3 √

c.6892G>A p.Glu2298Lys √ 3 3

c.6900A>G p.= (p.Gln2300=) √

c.6901G>A p.Glu2301Lys √ 3 3

c.6901G>C p.Glu2301Gln 3 3

c.6918T>C p.= (p.Ala2306=) 2 2

c.6920C>T p.Ser2307Leu √

c.6925A>T p.Ser2309Cys √

c.6853A>G p.Ile2285Val 2 √ 1 √ FP 1 √

 Variants 

predicted as 

spliceogenic

n = 24

In silico 

predictions

of 3' or 5' ss 

alteration

ΔMES ≤ -15%

n = 10

In silico 

predictions

of ESR alteration

ΔtESRseq < -0.7

n = 14

Control
1

Selection criteria Variant
Predicted amino 

acid change

Databases
2

Presumed LoF 

variants

n = 15

IVS±1/2

n = 4

Nonsense

n = 5

Frameshift

n = 6

Table S2. Variants selected in BRCA2 exon 12 and its flanking intronic regions 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

1 Variant previously described as spliceogenic 

2 Variant classification reported in BRCA-Share, ClinVar and dbSNP are indicated: 1, benign; 2, likely 

benign; 3, uncertain significance; 4, likely pathogenic; 5, pathogenic; c.i., conflicting interpretation = 

class 1, 2 or 3. For HGMD, the variant classification is indicated: FP, functionnal polymorphism; DM, 

disease causing mutation; DM?, disease causing mutation? In other databases: √, variant reported 

without classification.
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LCL

(biallelic)2

Minigene assay 

(monoallelic)

mESC assay

(monoallelic)

Protein

expression3

HDR

activity

Wild-type ΔE12 = 11% ; 9% ; 11% ΔE12 = 0% ΔE12 = 18% BRCA2 FL 100%

c.6842-1G>T ∆MES 3' ss = -100% ΔE12 = 100% 

c.6937+1G>A ∆MES 5' ss = -100% ΔE12 = 61% ΔE12 = 100% ΔE12 = 100% BRCA2 ∆E12 60%

c.6937+1G>T ∆MES 5' ss = -100% ΔE12 = 100% 

c.6937+2del ∆MES 5' ss = -100% ΔE12 = 51% ; +E12q(ins40) = 49%

c.6844G>T ∆tESRseq = -1.22 ΔE12 = 57% ΔE12 = 73% ΔE12 = 92% BRCA2 ∆E12 45%

c.6859A>T ∆tESRseq = -1.20 ΔE12 = 0% ΔE12 = 29% BRCA2 TC (BRCA2 ∆E12) 26%

c.6898C>T ∆tESRseq = -2.38 ΔE12 = 12% 

c.6901G>T ∆tESRseq = -3.72 ΔE12 = 51% ; 46% ΔE12 = 72% ΔE12 = 94% BRCA2 ∆E12 43%

c.6920C>A ∆tESRseq = -2.40 ΔE12 = 13%

c.6849del ∆tESRseq = 0.56 ΔE12 = 0% 

c.6859_6863del ∆tESRseq = -2.20 ΔE12 = 0% 

c.6873del ∆tESRseq = -1.50 ΔE12 = 0% 

c.6879del ∆tESRseq = 0.23 ΔE12 = 0% 

c.6896dup ∆tESRseq = -0.59 ΔE12 = 0% 

c.6899_6906dup ∆tESRseq = -1.60 ΔE12 = 0% 

c.6842-30_6842-3del ∆MES 3' ss = -52% ΔE12 = 90%

c.6842-14A>G ∆MES 3' ss = -26% ΔE12 = 76%

c.6842-12_6842-8del ∆MES 3' ss = -30% ΔE12 = 88%

c.6842-11T>A ∆MES 3' ss = -24% ΔE12 = 21%

c.6842-8_6842-7del ∆MES 3' ss  = -27% ΔE12 = 32%

c.6842G>A ∆MES 3' ss = -20% ΔE12 = 25% ; +E12p(del3) = 9%

c.6842G>T ∆MES 3' ss = -39%                ΔE12 = 100% ΔE12 = 98%  BRCA2 ∆E12 50%

c.6935A>G ∆MES 5' ss = -38%                ΔE12 = 8% ; +E12q(del3) = 92%

c.6935A>T ∆MES 5' ss = -39%  ΔE12 = 18% ; 18% ΔE12 = 4%

c.6937G>A ∆MES 5' ss = -100% ΔE12 = 100%

c.6851C>T ∆tESRseq = -2.23 ΔE12 = 95%

c.6863A>T ∆tESRseq = -0.82 ΔE12 = 0% 

c.6875A>C ∆tESRseq = -1.22 ΔE12 = 0% 

c.6875A>T ∆tESRseq = -1.32 ΔE12 = 8%

c.6879T>A ∆tESRseq = -1.41 ΔE12 = 17%

c.6880G>A ∆tESRseq = -1.01 ΔE12 = 0% 

c.6886A>C ∆tESRseq = -1.40 ΔE12 = 3%

c.6892G>A ∆tESRseq = -0.98 ΔE12 = 3%

c.6900A>G ∆tESRseq = -2.44 ΔE12 = 8%

c.6901G>A ∆tESRseq = -2.44 ΔE12 = 58%

c.6901G>C ∆tESRseq = -2.17 ΔE12 = 3%

c.6918T>C ∆tESRseq = -0.74 ΔE12 = 0% 

c.6920C>T ∆tESRseq = -3.16 ΔE12 = 17%

c.6925A>T ∆tESRseq = -1.06 ΔE12 = 0% 

c.6853A>G ∆tESRseq = -0.30 ΔE12 = 28% ; 29% ; 28% ΔE12 = 16% ΔE12 = 64% BRCA2 FL, BRCA2 ∆E12 61%

Presumed LoF 

variants

n = 15

IVS±1/2

n = 4

Nonsense

n = 5

Frameshift

n = 6

In silico predictions 

of 3' or 5' ss 

alteration

ΔMES ≤ -15%

n = 10

In silico predictions 

of ESR alteration

ΔtESRseq < -0.70

n = 14

Control
1

Bioinformatics 

predictions

mESC assay

Variants predicted 

as spliceogenic

n = 24

Splicing outcomes

VariantSelection criteria

Table S3. Overview of bioinformatics predictions and experimental data obtained for the 40 selected BRCA2 exon 12 variants 
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1 Variant previously described as spliceogenic 

2 When available, the data for unrelated controls or patients are indicated. 

3 BRCA2 FL, full-length protein; BRCA2 ∆E12, protein deleted for E12; BRCA2 TC, truncated protein 

(p.Arg2287*).  The minor protein isoform is indicated in parenthesis. 
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Carrier (Y) or

non-carrier (N)

Breast cancer (BC), or other 

cancer (CC, PC)

or cancer-free (CF)

Sister 1 n.d. BC (57y)

Sister 2 n.d. BC (58y)

Maternal aunt 1 n.d. BC (? y)

Maternal aunt 2 n.d. BC (80y)

Mother n.d. BC (41y)

Half maternal uncle n.d. BC (60y)

Brother N2 CF (65y)

Paternal aunt 1 n.d. BC (56y) 

Paternal aunt 2 n.d. BC (55y, 62y) 

Paternal aunt 3 n.d. Bilat. BC (59y) 

Paternal aunt 4 n.d.  CC (78y) 

Sister 1 N CF (66y)

Sister 2 Y CF (61y)

Sister 3 Y CF (60y)

Sister 4 Y CF (55y)

Sister 5 Y CF (56y)

Brother Y CF (51y)

2 daughters N CF (41y, 39y)

Niece 1, daughter of sister 4 Y CF (38y)

Niece 2, daughter of sister 4 Y CF (33y)

Sister N BC (63y)

Mother n.d. BC (87y)

Maternal aunt n.d. BC (70y)

Maternal grandmother n.d. BC (69y)

Son Y  CF  (40y)

Daughter Y  CF (30y)

Mother Yo
CF (86y)

Maternal aunt 1 Y BC (69y)

Maternal aunt 2 Yo BC (67y), CC

Maternal cousin (daughter of maternal aunt 2) Y BC (56y) 

Maternal aunt N BC (43y)

Paternal great aunt n.d.  Bilat. BC (30y)

P6 BC (67y) (RE-, RP-, Her2-) Sister n.d. BC (65y) 

Mother n.d. BC (50y)

Sister n.d. BC (45y)

Maternal cousin 1 n.d. BC (77y)

Maternal cousin 2 n.d.  BC (53y) 

Maternal grandmother n.d. BC (55-60y)

Mother n.d.  BC (56y, 64y)

Maternal uncle 1 n.d. PC

Maternal uncle 2 n.d. PC

Son Y CF (45y)

Daughter Y CF (33y)

Maternal grandmother n.d. BC (70y)

Mother n.d.  BC (35y)

Maternal aunt n.d.  BC (31y)

Maternal grandmother n.d.  BC (55y) 

Mother n.d. BC (44y) 

Sister N BC (53y)

Brother Y CF (62y)

Brother N CF (59y) 

Maternal cousin n.d. BC (55y) 

Effect on splicing Variant Proband
Patient clinical and pathology 

data
Family data

Co-segregation data1

Complete skipping

of BRCA2 E12

c.6842-?_6937+?del (p.?) P1
BC (67y)

(SBR I, RE+, RP+, Her2-)

c.6842G>T (p.Gly2281Val)

+ c.9195_9196delinsAT 

(p.Phe3065_Gln3066delinsLeu*)

P2

BC (64y)

(SBR I, RE+, RP-)

OC (70y) 

c.6937+1G>A (p.?)

P3

BC (60y)

(SBR II, RE+, RP-, Her2+)

P4
BC (58y)

(SBR II, RE+, RP+, Her2-)

Major increase

of BRCA2 ∆E12

c.6844G>T (p.Glu2282*) 
P5 BC (53y)

c.6901G>T (p.Glu2301*)

P7
BC (58y)

(RE+, RP+, Her2-)

P8
BC (61y)

P9 CF (46y) 

P10
BC (47y)

(SBR II, RE+, RP+)

Carrier (Y) with breast cancer (BC)

Carrier (Y) and Cancer-free (CF) 

Non-carrier (N) with breast cancer (BC)

Table S4. Clinical and family data of patients carrying BRCA2 exon 12 spliceogenic variants 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

CF, cancer-free; BC, Breast Cancer; Bilat., Bilateral; OC, Ovary Cancer; CC, Colon Cancer; PC, Prostate 

Cancer; Y, carrier of the variant; Yo, obligate carrier of the variant; N, non-carrier of the variant; N2, 

negative for both variants; 1Co-segregation data relative to women over 45 of age are indicated in bold 

and in colors as specified on the right. 
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II. Caractérisation fonctionnelle des variations à l’origine d’une 

anomalie en phase de l’épissage : le modèle MSH2 

 L’évaluation de l’impact des variations IVS±1/2 et non-sens sur l’épissage de l’exon 12 de 

BRCA2 nous a permis de valider notre hypothèse selon laquelle certaines variations supposées 

pathogènes, dans les gènes de prédisposition aux cancers, sont responsables du maintien d’une 

fonction du fait de leur impact sur l’épissage. Cette étude a donc apporté des arguments forts en faveur 

de l’existence d’un mécanisme de sauvetage de certaines variations supposées pathogènes, remettant 

ainsi en cause l’interprétation biologique et clinique de ces variations. Forts de ces résultats, nous 

avons entrepris d’étendre cette question à d’autres gènes de prédisposition aux cancers. Notre choix 

de modèle s’est alors porté sur MSH2, un des gènes majeurs de prédisposition au syndrome de Lynch, 

impliqué dans le système MMR (MisMatch Repair). A ce jour, dans ce gène, les variations à l’origine 

d’un défaut d’épissage en phase et leurs conséquences fonctionnelles n’ont pas fait l’objet 

d’investigations alors que ces modifications sont, en théorie, susceptibles de présenter un caractère 

neutre ou pathogène.  

 

 Notre stratégie a donc consisté à tester l’impact sur l’épissage de variations IVS±1/2 localisées 

au niveau des exons en phase de MSH2 ainsi que celles susceptibles d’induire d’autres types de 

modifications de l’épissage en phase. A l’aide d’un test fonctionnel indicateur d’anomalies de 

l’épissage basé sur l’utilisation de minigènes, nous avons caractérisé la nature et la sévérité de ces 

défauts d’épissage en phase et mis en évidence trois biotypes distincts : (i) des sauts d’exon, (ii) des 

délétions de portions exoniques et (iii) des rétentions introniques. Ces anomalies peuvent donc 

conduire à la production de protéines MSH2 présentant des délétions ou insertions internes de taille 

plus ou moins importante dans différents domaines fonctionnels. Afin d’évaluer les conséquences de 

telles modifications sur l’activité de la protéine MSH2, nous avons mis à profit un essai fonctionnel 

basé sur la tolérance cellulaire aux lésions de l’ADN induites par des agents méthylants. Cette analyse 

a été menée en collaboration avec le Dr. Muleris et le Dr. Coulet, dans le cadre d’une mobilité de 2 

mois (Service de génétique, Hôpital Universitaire Pitié-Salpêtrière, Paris). Dans cet essai, l’évaluation 

de la survie cellulaire en réponse à un agent méthylant a révélé que toutes les isoformes en phase 

étudiées ici sont associées à une réponse similaire à celle mise en évidence pour des variations 

pathogènes. Cette approche nous a donc permis de démontrer que toutes les variations à l’origine 

d’un défaut d’épissage en phase analysées dans le cadre de cette étude, conduisent à la perte de 

fonction de la protéine MSH2. 
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 Ces résultats ont permis de montrer que, d’un point de vue fonctionnel, la protéine MSH2 ne 

tolère aucune des modifications insertion/délétion analysées ici, qu’elles soient de taille importante 

ou restreinte à quelques acides aminés, contrairement à ce qui a été démontré pour BRCA2. La perte 

de fonction observée peut être la conséquence de l’altération d’un domaine fonctionnel spécifique ou 

d’un défaut de conformation de la protéine qui aboutit à sa dégradation.  Cette étude représente la 

première caractérisation fonctionnelle au niveau protéique des variations IVS±1/2 splicéogéniques 

dans un gène MMR. Jusqu’à maintenant, ce type d’analyse était principalement réservée aux variations 

de type faux-sens. En démontrant qu’aucune des isoformes insertion/délétion testées ne permet le 

maintien d’une fonction, nous confirmons le caractère pathogène de ces variations. Cette classification 

est en accord avec les données cliniques, tumorales et familiales collectées au sein du réseau français 

des laboratoires d’oncogénétique pour les patients porteurs de ces variations.  

 

 L’ensemble de ces travaux souligne l’importance des approches expérimentales combinées, à 

la fois au niveau de l’ARN mais également au niveau protéique, pour aboutir à une classification fiable 

des variations splicéogéniques à l’origine d’altérations en phase. 

 

L’ensemble de ces travaux fait l’objet d’un article en cours de préparation pour publication. 
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Abstract  

Background Spliceogenic variants in disease-causing genes are often classified as pathogenic since 

most of them induce frameshift RNA alterations resulting into protein loss-of-function. However, it is 

possible that certain variants can also cause in-frame splicing anomalies causing protein internal 

deletions or insertions that may preserve function, as recently shown for a subset of BRCA2 variants. 

Here, we addressed this question by using as a model system MSH2, a DNA mismatch repair gene 

implicated in Lynch syndrome. 

Methods First, eighteen MSH2 variants, mostly localized within canonical splice sites, were fully 

characterized by using in silico prediction tools and splicing minigene assays. Next, the functionality of 

the resulting protein isoforms was assessed in a methylation tolerance-based assay.  

Results Three specific biotypes were identified based on variant-induced in-frame spliceogenic 

outcomes: (i) exon skipping (ΔE3, ΔE4, ΔE5, ΔE12), (ii) segmental exonic deletions (ΔE7q48, ΔE15p36) 

and (iii) segmental intronic retentions (▼E4p24, ▼E7p9, ▼E14p9, ▼E12q30). These splicing events 

were due to direct alterations of splice sites, as hinted by computational predictions. The resulting 10 

MSH2 protein isoforms exhibited either (i) large deletions (49 to 93 aa), (ii) small deletions (12 and 16 

aa) or (iii) small insertions (3 to 10 aa) within different functional domains. All of these modifications 

abrogated MSH2 function. 

Conclusion Altogether, these data demonstrate that the analyzed MSH2 in-frame spliceogenic variants 

do not lead to the production of functional protein isoforms, supporting their pathogenic 

classifications. This study stresses the importance of combining complementary approaches at both 

RNA and protein levels for accurate classification of in-frame spliceogenic variants.  

 

 

Key words: In-frame splicing alterations, MSH2 gene, Lynch syndrome, in silico predictions, minigene 

splicing assay, methylation tolerance assay, variant classification  
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Introduction  

RNA splicing defects triggered by specific germline variants is a major cause of human hereditary 

monogenic disorders [1, 2]. Such spliceogenic impact is generally due to modifications of cis-acting 

splicing signals, notably consensus 3’ and 5’ splice sites (3’/5’ ss) and/or of auxiliary splicing regulatory 

elements (SRE) [3–5]. The resulting consequence of these splicing code alterations is the production of 

aberrant transcripts with either lacking exonic portions or carrying intronic sequences. Most of these 

splicing anomalies lead to a frameshift of the reference open reading frame, which subsequently 

results into the introduction of a premature termination codon (PTC). This stop codon gain can then 

target the aberrant PTC-containing transcripts to selective degradation by a cellular surveillance 

pathway known as nonsense-mediated mRNA decay (NMD) [6, 7]. If the aberrant RNA escapes NMD, 

it can then be translated leading to the production of truncated proteins. Both situations generally 

cause the complete loss of functional protein. Based on this assumption, frameshift-inducing 

spliceogenic variants are systematically considered as null alleles and classified as pathogenic when 

they are detected in Mendelian disorder-causing genes in which loss-of-function (LoF) is an established 

disease mechanism [8].   

However, certain spliceogenic variants can also trigger in-frame anomalies. In such circumstances, the 

possible outcomes at the protein level correspond to either an internal deletion or insertion of one to 

many amino acids (aa). The functional consequences of such modifications often remain difficult to 

apprehend and, consequently, the corresponding variants are usually classified as “variants of 

unknown significance” (VUS), hampering the clinical management of patients and their relatives [8]. It 

is also possible that some specific nucleotide changes initially classified as pathogenic based on their 

presumed LoF impacts would actually preserve protein function, at least partially, because of their in-

frame splicing outcomes, as we recently demonstrated for certain variants in the breast and ovarian 

cancer predisposition BRCA2 gene [9]. This could question the presumed LoF consequences of these 

variants and subsequently their initial pathogenic classifications [8, 9]. 

In this context, the combined assessments of variant-induced impact on both RNA splicing and protein 

function emerge as a prerequisite for accurately ascertaining the pathogenic or benign nature of such 

in-frame spliceogenic variants. In the present study, we addressed this question by using, as a model 

system, MSH2 (MIM#609309), one of the four key DNA mismatch repair (MMR) genes implicated in 

the most prevalent hereditary cancer predispositions known as Lynch syndrome (LS, MIM#120435) 

[10–12]. Germline monoallelic LoF variants in this gene account for 33% of LS cases [13] and confer 

markedly increased lifetime risk of developing a spectrum of cancers, primarily colorectal and 

endometrial cancers, with age-related penetrance and variable expressivity [14–19]. Identification of 

pathogenic LoF mutations is critical for LS diagnosis and implementation of clinical strategies to reduce 
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risk of subsequent cancers in patients and for identification of at-risk pre-symptomatic relatives who 

could benefit from risk-reducing management [16, 20]. 

In this study, we first identified specific MSH2 variants that lead to in-frame splicing anomalies. The 

nature (i.e. biotype) and the relative level of the variant-induced RNA alterations were assessed by 

using a cell-based minigene splicing assay and these experimental data were compared with in silico 

predictions. We then established the functionality of MSH2 protein isoforms presenting internal 

alterations corresponding to those induced by these spliceogenic variants by taking advantage of a 

recently developed MSH2 functional assay based on methylation tolerance assessment [21]. 

Altogether, these results should contribute to the comprehensive and accurate classification of in-

frame MSH2 spliceogenic variants.  

 

Materials and Methods  

Variant selection 

Specific MSH2 variants located at the invariant intronic dinucleotides within the 3’ or 5’ ss (AG/GT, 

hereafter termed IVS±1/2) of in-frame exons were retrieved from national and international human 

variation databases (Supplemental Materials and Methods). Additional MSH2 variants were selected 

because they were identified as in-frame spliceogenic variants during the course of a systematic 

assessment of the impact on splicing of MSH2 VUS identified in patients within the French consortium 

of oncogenetic laboratories for colorectal cancers (Unicancer, Cancer Genetic Group - GGC).  

 

Bioinformatics predictions 

Predictions of the variant impact on 3’ or 5’ ss were obtained by using the in silico algorithm 

MaxEntScan (MES) [22], interrogated via the Alamut Visual 2.11 integrated software (Interactive 

Biosoftware, SOPHiA GENETICS), setting the minimal MES score to zero. 

 

Cell-based minigene splicing assay 

In order to assess variant-induced impacts on splicing, we performed cell-based splicing assays by using 

the two-exon minigene pCAS2 vector, as previously described [9, 23, 24], with minor modifications 

(Supplementary Material and Methods, Supplementary Table S1). This assay is based on the 

comparative analysis of the splicing patterns of WT and mutant minigenes transiently expressed in 

Hela cells. 
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Annotation of splicing events and associated terminology 

The reference sequence used in the analysis of MSH2 full-length transcript was: NM_000251.2. Normal 

exon inclusion is indicated by the symbol +E, followed by the number of the exon of interest. Based on 

previously published guidelines [25, 26], aberrant transcripts were annotated by using the following 

symbols: Δ, exonic deletion; ▼, intronic retention; p, 3’ss shift; and q, 5’ss shift, followed by the 

number of nucleotides deleted or inserted. In this manuscript, the term “partial” is used to describe 

the deletion of a part of an exon or the retention of a part of an intron whereas the terms “incomplete” 

or “complete” refer to variant-induced splicing impacts with either the residual presence or the 

complete absence of the reference (full-length) transcript, respectively. 

 

Methylation tolerance-based functional assay 

In order to assess the functional consequences of the internal aa deletions or insertions resulting from 

MSH2 variant-induced in-frame splicing anomalies, we took advantage on the recently developed 

methylation tolerance-based functional assay [21], with minor modifications (Supplementary Material 

and Methods).  

 

Patient clinical, tumoral and family data  

Clinical, tumoral and family data of patients carrying MSH2 variants of interest were collected in 

collaboration with the French cancer genetics network (“Groupe Génétique et Cancer”, GGC, 

Unicancer). Individual written informed consent for genetic analysis was obtained from all 

participating patients.  

 

Results 

Characterization of MSH2 variants responsible for in-frame splicing alterations 

MSH2 variants causing in-frame whole exon skipping 

We first selected all the exons which are in-frame in the MSH2 gene. These correspond to exons 3, 4, 

5 and 12 (Figure 1A). We then selected from human variation databases variants expected to induce 

in-frame skipping of these specific exons (Figure 1A, Table S2). This selection encompassed 7 presumed 

pathogenic variants, all located at the invariant IVS±1/2 intronic dinucleotides and thus highly 

susceptible to disrupt either the physiological 3’ or 5’ ss, as indicated by the in silico predictions (Figures 

1B, 1C, 1D, 1E). 

In order to experimentally assess the impact on splicing of these specific variants, we took advantage 

of the cell-based pCAS2 minigene splicing assay. As expected, whereas the corresponding WT minigene 

constructs showed normal full exon inclusion (+E), all the 7 selected IVS±1/2 variants were responsible 
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for drastic splicing alterations (Figures 1B, 1C, 1D and 1E). Indeed, for all variants tested, no +E 

transcripts were produced from the mutant minigenes. Two different splicing defects were observed 

depending on the variants. For 3 of them (c.645+1G>A, c.942+1_942+2del and c.1760-2A>G), their 

splicing impacts resulted into full exon skipping (ΔE3, ΔE5 or ΔE12 = 100%, respectively) (Figures 1B, 

1D and 1E), whereas for the 4 remaining variants (c.792+1G>A, c.792+1G>C, c.2005+1G>A and 

c.2005+2T>C), the production of extra aberrant transcripts was detected in addition to exon skipping. 

More specifically, c.792+1G>A and c.792+1G>C caused a major exon skipping (ΔE4 = 93% and 83%, 

respectively), as well as the minor production of an aberrant transcript with E4 inclusion followed by 

the retention of the first 38 nucleotides of intron 4 (▼E4q38 = 7% and 17%, respectively) (Figure 1C). 

For c.2005+1G>A and c.2005+2T>C, in addition to exon skipping (ΔE12 = 53% and 43%, respectively), 

two abnormal transcripts were detected: one with the retention of the first 31 nucleotides of intron 

12 (▼E12q31 = 34% and 51%, respectively) and the other with the deletion of the last 92 nucleotides 

of exon 12 (∆E12q92 = 13% and 6%, respectively) (Figure 1E). These extra aberrant transcripts result 

frome the activation of cryptic exonic or intronic 5’ ss, as indicated by in silico predictions (Figures 1C, 

1E). Here, it is important to note that, in contrast to in-frame exon skipping (ΔE3, ΔE4, ΔE5 and ΔE12), 

all the splicing anomalies resulting from the use of cryptic 5’ ss lead to frameshifts (Tables S3 and S4). 

This first part of the study allowed us to identify variants responsible for in-frame exon skipping, albeit 

to different extents. These splicing anomalies are susceptible to conduct to the production of MSH2 

proteins with large internal deletions of 49 to 93 aa (ΔE3, p.A123_Q215del; ΔE4, p.I216_Q264del; ΔE5, 

p.V265_Q314del; ΔE12, p.Y588_G669del) (Tables S3 and S4). 

 

MSH2 variants causing in-frame partial exonic deletion 

Secondly, we extended our analysis to spliceogenic variants responsible for in-frame deletions of 

exonic portions (Figure 2A). These variants were identified during the course of a systematic 

assessment of the impact on splicing of MSH2 VUS reported in patients within the French network of 

oncogenetic laboratories (GGC).  

In this context, we characterized the splicing impact of a missense variant, MSH2 c.1276G>A (p.G426R), 

located at the last base of exon 7. In the minigene-based splicing assay, this variant was responsible 

for a complete splicing anomaly resulting into the in-frame deletion of the last 48 nucleotides of exon 

7 (∆E7q48 = 100%) (Figure 2B). This splicing defect is the consequence of the variant-induced 

weakening of the physiological 5’ ss strength which allows the use of an upstream cryptic exonic 5’ ss, 

as indicated by MES predictions (Figure 2B).  In parallel, we selected from mutational databases 

variants that were expected to exhibit the same splicing effect (Table S2, Sup Materials and Methods). 

In minigene-based assay, we demonstrated that c.1276+1G>A and c.1276+2T>A caused an in-frame 
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deletion (∆E7q48 = 100%), identical to that observed with c.1276G>A, in good agreement with the MES 

predictions (Figure 2B).  

The other variant identified as inducing an in-frame deletion of exonic portion is c.2459-3T>G. In the 

minigene-based assay, it caused an in-frame deletion of the first 36 nucleotides of exon 15 (∆E15p36 

= 52%), as well as two additional aberrant splicing events resulting into frame-shifts, i.e. exon skipping 

(ΔE15 = 43%) and a minor retention of the last 2 nucleotides of intron 14 (▼E15p2 = 5%) (Figure 2C, 

Tables S3 and S4). These 3 aberrant transcripts are the consequence of the variant-induced weakening 

of the physiological 3’ss strength, the use of a downstream exonic cryptic 3’ss and the creation of an 

upstream intronic 3’ss, as indicated by the MES predictions (Figure 2C). In parallel, we selected from 

mutational databases variants that were expected to exhibit the same splicing impact (Table S2). We 

demonstrated that c.2459-2A>G and c.2459-1G>T caused different levels of in-frame partial exonic 

deletion (∆E15p36 = 17% and 71%, respectively) and of out-of-frame exon skipping (ΔE15 = 83% and 

29%, respectively), despite identical MES predictions (Figure 2C, Tables S3 and S4).  

In this second part of the study, we characterized variants causing in-frame deletions of exonic 

portions, although to different degrees. These splicing alterations would potentially lead to the 

production of MSH2 protein isoforms with small internal deletions of 12 or 16 aa (∆E15p36, 

p.G820_A831del; ∆E7q48, p.I411_G426del) (Tables S3 and S4). 

 

MSH2 variants causing in-frame partial intronic retention 

Finally, we expanded this study to spliceogenic variants causing in-frame intronic retentions (Figure 

3A). The first 2 variants in this category are c.646-2A>G and c.646-1G>C which resulted in the retention 

of the last 27 and 24 nucleotides of intron 3 (▼E4p27 = 55% and 53%, ▼E4p24 = 45% and 47%, 

respectively) (Figure 3B, Tables S2 and S3). These effects are the consequence of the variant-induced 

destruction of the physiological 3’ss concomitant to the use of two intronic cryptic 3’ss, as indicated 

by bioinformatics predictions (Figure 3B). Of note, the two splicing alterations are in-frame however 

the ▼E4p27 event leads to the immediate introduction of a premature termination stop codon (PTC) 

(Table S4). 

Another variant in this group is the VUS c.1077-11_1077-7del which caused in-frame retention of the 

last 9 nucleotides of intron 6 (▼E7p9 = 90%), associated with a minor normal inclusion of exon 7 (+E7 

= 10%) (Figure 3C, Tables S2 and S3). This splicing impact resulted from the drastic variant-induced 

reduction in the strength of the physiological 3’ss and activation of an upstream cryptic intronic 3’ss, 

as predicted by in silico tools (Figure 3C).  

The fourth variant identified in this class is c.2005+2del which led to in-frame retention of the first 30 

nucleotides of intron 12 (▼E12q30 = 71%) as well as in-frame skipping of exon 12 (ΔE12 = 25%) and a 
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very minor out-of-frame deletion of the last 92 nucleotides of exon 12 (ΔE12q92 = 4%) (Figure 3D, 

Tables S2 and S3). These splicing alterations are the result of the variant-induced abolition of the 

physiological 5’ ss and the activation of a downstream cryptic intronic 5’ ss, predicted by the MES 

algorithm (Figure 3D), and the use of an upstream exonic cryptic 5’ss, not predicted by the MES 

algorithm but predicted by the SSF-L algorithm (data not shown). 

The last tested variant is c.2211-10T>G which mainly induced an in-frame insertion of the 9 last 

nucleotides of intron 13 (▼E14p9 = 67%) and 3 additional minor out-of-frame splicing alterations 

corresponding to the skipping of exon 14 (ΔE14 = 18%) or the deletion of the first 169 or 200 

nucleotides of this exon (∆E14p169 = 6%, ∆E14p200 = 9%) (Figure 3E, Tables S2 and S3). The 

predominant production of the ▼E14p9 isoform is due to the variant-induced destruction of the 

natural 3’ss concomitant to the creation of an upstream intronic 3’ss, whereas the ∆E4p169 and 

∆E4p200 transcripts result from the activation of two downstream cryptic exonic 3’ss, as suggested by 

the in silico predictions (Figure 3E). 

In this third part of the study, we described variants causing in-frame intronic retentions to variable 

levels. If translated, the corresponding RNA isoforms would lead to the production of MSH2 protein 

isoforms with small internal insertions of 3 to 10 aa (▼E7p9, p.R358_S359ins3; ▼E14p9, 

p.R737_S738ins3; ▼E4p24, p.E215_I216ins8; ▼E12q30, p.G669_P670ins10) (Tables S3 and S4).  

 

Functional analysis of MSH2 protein isoforms resulting from variant-induced in-frame splicing 

alterations 

On the basis of the variant-induced in-frame spliceogenic outcomes, 10 MSH2 protein isoforms were 

defined with either (i) large internal deletions (49 to 93 aa) (ΔE3, p.A123_Q215del; ΔE4, 

p.I216_Q264del; ΔE5, p.V265_Q314del; ΔE12, p.Y588_G669del), (ii) small internal deletion (12 and 16 

aa) (∆E15p36, p.G820_A831del; ∆E7q48, p.I411_G426del) or (iii) small internal insertions (3 to 10 aa) 

(▼E7p9, p.R358_S359ins3; ▼E14p9, p.R737_S738ins3; ▼E4p24, p.E215_I216ins8; ▼E12q30, 

p.G669_P670ins10) within different functional domains (Figure 4 and Table S4). In order to assess the 

functional consequences of the spliceogenic in-frame variants responsible for the production of these 

different protein isoforms, we used the recently published methylation tolerance-based functional 

assay [21]. Briefly, this test relies on the ability of the MMR system to trigger apoptotic signaling in the 

presence of DNA damage induced by methylating agents. Deficient MMR cells do not recognize such 

lesions and are therefore able to escape apoptosis (they exhibit the so-called methylation tolerance 

phenotype). The assay evaluates the ability of the in-frame isoforms expressed in LoVo cells, a MSH2-

deficient cell line, to complement the methylation tolerance phenotype. We demonstrated that all the 

in-frame deletions or insertions tested were unable to restore the MMR-dependent DNA damage 
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signalling (Figure 5). Still, one should note that one variant (▼E14p9, p.R737_S738ins3) exhibited a 

slightly lower mean survival score, as compared to known pathogenic missense variants. In contrast, 

control neutral missense variants were active.  

 

Patient clinical, tumoral and family data 

Clinical phenotype, tumoral data and family history were collected within the French GGC network for 

40 patients carrying 16 different MSH2 variants among the 18 in-frame spliceogenic variants described 

in this study. All the information are summarized in Supplemental Table S5. The most frequent cancers 

reported in patients were colorectal (CRC) and endometrium (EC) cancers with a median age at onset 

of 49 year-old (range 26 - 77) and 50 year-old (range 40 - 75), respectively. All tested tumors from 

variant carriers but 1 were MSI and/or exhibited loss of MSH2 protein expression. Overall, these 

patient clinical, tumoral and family data are supportive of the pathogenic classification of the MSH2 

variants selected in this study. 

 

Discussion 

In this study, we have provided the first functional characterization of in-frame spliceogenic IVS±1/2 

variants in a key MMR gene. By demonstrating that none of the resulting protein indel isoforms retain 

function, we ascertained the pathogenic nature of these specific variants. Generally, RNA analyzes are 

employed to demonstrate variant-induced splicing modifications resulting into frameshift [27–29], 

whereas functional protein assessments are mainly conducted for evaluating the effect of missense 

variants [21, 30–32]. So far, little attention has been paid to MMR variants potentially responsible for 

in-frame modifications through splicing defects, while their functional and clinical consequences may 

potentially range from disease-causing LoF to neutral impact. Here, we especially focused on MSH2 

IVS±1/2 variants susceptible to have such effects. Within the current consensual framework for variant 

classification [8, 33], these variants are a priori linked to the strongest type of evidence in favor of 

pathogenicity (PVS1), as they are assumed to trigger LoF. However, caution in the systematic 

application of this criteria are recommended since some IVS±1/2 variants can lead to in-frame splicing 

alterations that potentially allow the preservation of protein function, at least partially. This has been 

well illustrated by recent works on specific variants in one of the major predisposing breast and ovarian 

cancer gene, BRCA2. Indeed, we and others demonstrated that certain BRCA2 IVS±1/2 variants, as well 

as nonsense mutations, trigger in-frame splicing modifications conducting to the production of protein 

isoforms deleted for specific exons but still partially functional [9, 34, 35]. The potential existence of 

such rescue mechanism highlights the need to characterize the biological impact of potential in-frame 
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spliceogenic variants at both RNA and protein levels in order to ensure their accurate and 

comprehensive classification. 

Here, we addressed this question by using as a model system another major hereditary cancer gene, 

MSH2. In this study, by assessing the splicing impact of 18 variants including 14 IVS±1/2, we 

characterized 3 distinct biotypes of in-frame spliceogenic MSH2 variants, on the basis of their RNA and 

protein outcomes, corresponding to either (i) full exon skipping resulting into large protein internal 

deletions (del 49 to 93 aa), (ii) exonic segmental deletion resulting into protein small internal deletions 

(del 12 and 16 aa) or (iii) intronic segmental retention resulting into protein small internal insertions 

(ins 3 to 10 aa) (Figure S1).  

All these in-frame mis-splicing events are the consequences of variant-induced disruptions of the 

physiological 5’/3’ss, alone or combination with to the activation of cryptic exonic or intronic 5’/3’ss. 

These observations were in good agreement with in silico MES predictions, confirming that this 

bioinformatics approach is a reliable prediction tool to anticipate such impacts, as previously shown 

[36, 37]. However, such in silico approach does not allow foreseeing the specific levels of potential 

cryptic 5’/3’ss usage. Indeed, we showed here that two IVS±1/2 variants (i.e. MSH2 c.2459-1G>T and 

c.2459-2A>G) induced either major or minor usage of an in-frame cryptic 3’ss, while associated with 

identical MES predictions. These results suggest a dual distinct variant effect on both splice sites and 

SRE, as already hypothesized for certain BRCA2 variants [38, 39]. Based on these observations and in 

absence of reliable prediction tool to anticipate such concomitant effects, we recommend to 

experimentally test for their splicing impact all variants, even IVS±1/2, especially if a cryptic 5’/3’ss is 

predicted in the vicinity of the nucleotide changes. 

In this study, the minigene-based assay, in agreement with patient RNA data, allowed not only to 

accurately characterize the nature of the different RNA in-frame and frameshift isoforms produced 

specifically in the mutant context, but it also permitted to precisely quantify their relative proportions. 

Among the 18 selected variants, 12 of them induced the production of multiple aberrant in-frame or 

frameshift transcripts, with up to 4 distinct RNA isoforms identified for one specific variant. These 

observations underline the importance of the exhaustive and quantitative assessment of mis-splicing 

for accurately infer the variant biological impact. Such information are not always available from 

patient RNA analyses. Still, it is to note that some of the variant-induced in-frame mis-splicing detected 

by using minigene assays in this study have been previously detected in patient RNA samples (Table 

S6), confirming the biological relevance of the minigene splicing reporter system, as previously shown 

for MMR genes [28, 40].  
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The strength of our strategy was to combine RNA analyses and protein functional assays to ascertain 

the comprehensive biological impact of potential in-frame spliceogenic variants. The methylation 

tolerance-based functional assay used in this study examined one of the two key MMR functions by 

measuring the cellular ability to instigate apoptosis in response to DNA damage [41, 42]. Recent work 

demonstrated that this approach exhibits 95% sensitivity and 100% specificity in classifying MSH2 and 

MLH1 missense variants as pathogenic or neutral [21], indicating that this well-calibrated system is a 

pertinent method to gain insight into variant interpretation. We took advantage of this approach to 

assess the functional consequences of the different in-frame spliceogenic variants and showed that all 

the corresponding protein indel isoforms resulted in LoF. Still, it is to note that one of these protein 

isoforms (i.e.  p.R737_S738ins3 resulting from the spliceogenic MSH2 2211-10T>G variant) displays a 

mean survival score that is slightly lower as compared to the known pathogenic variants of the 

calibration set. Further analyses will be required to determine if this specific variant is responsible for 

total loss of function. 

Altogether, these data demonstrated that MSH2 function does not tolerate any of the 

deletions/insertions triggered by these spliceogenic variants. They confirmed the functional relevance 

of the MSH2 modified sequences, in good agreement with previous structural and functional studies 

mapping essential domains within this protein [43–46]. To our knowledge, only two of these 10 protein 

isoforms (i.e. p.V265_Q314del, ΔE5 and p.E215_I216ins8,▼E4p24) have been previously tested in a 

functional assay based on stable murine/human hybrid cell lines, with concordant results (i.e. defective 

MMR activity) [47]. Indirectly, it was already known that ΔE5 protein isoform was dysfunctional as the 

most frequent of all known pathogenic MSH2 variants (i.e. c.942+3A>T) is indeed a spliceogenic variant 

leading to the in-frame skipping of this specific exon [48]. In addition, it should be pointed out that the 

ΔE5 as well as ΔE3 RNA have been previously reported as naturally occurring alternative transcripts 

[26]. Because we demonstrated that these specific in-frame splicing events do not lead to MSH2 

functional protein, we can now exclude the possibility that not only the ΔE5 but also the ΔE3 

alternative transcripts represent “rescue” isoforms, in contrast to what has been suggested for BRCA1 

ΔE9-10 [49]. 

The loss of function caused by the in-frame spliceogenic variants could be the consequence of the 

alteration of specific MSH2 essential functional domains [43–46], as each of them might need to be 

fully intact to be active. Under this hypothesis, defective MMR caused by MSH2 spliceogenic in-frame 

mutations would be the result of the failure of one of the multiple specific activities supporting MSH2 

function, such as protein-protein interaction (MSH2–MSH6 complex formation), DNA binding 

(mismatch recognition) or enzymatic activity (ATP binding/hydrolysis). Another explanation would be 

that these in-frame modifications impaired MSH2 function by conferring a defect in protein folding 
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and structural integrity leading eventually to lower activity or to protein destabilization and 

degradation. This second hypothesis might be favored because it has been previously shown that 2 of 

the 10 in-frame isoforms tested here (i.e. ΔE5, p.V265_Q314del and ▼E4p24, p.E215_I216ins8) lead 

to the absence of MSH2 protein detection in murine/human hybrid cell lines [47]. In addition, it has 

been previously reported that many missense pathogenic MSH2 variants also impair MMR function 

through a defect in protein stability [41, 50]. 

Altogether, our data demonstrate that MSH2 function does not tolerate any of the in-frame alterations 

caused by the spliceogenic variants characterized in this study. Still, we cannot completely exclude the 

possibility that other MSH2 SNVs, or genomic deletions or insertions allow the production of additional 

different internally or truncated protein isoforms that may conserve activity. Recently, it has been 

shown by using deep mutational scanning combined with massively parallel functional MMR assay that 

MSH2 exhibits a remarkable degree of tolerance to missense variants [32]. Indeed, despite the high 

degree of evolutionary sequence conservation, the large majority (89%) of the ~ 17 000 assayed single 

amino acid substitutions within this protein do not lead to LoF. By providing the first exhaustive cDNA-

based functional effect map of MSH2 missense variants, this study revealed in particular that the MSH2 

N-terminal sequence, coding for the region referred to as mismatch binding domain (residues 1-124), 

is largely devoided of missense LoF variants. These results are in agreement with the demonstrated 

dispensability of this region in the yeast MSH2 orthologue [51] and with the observation that the 

variant-induced translation start codon loss (MSH2 c.1A>C) lead to the production of a protein deleted 

for its first 25 aa but still partly functional, which may be responsible for the reduced penetrance of 

this variant [52–55]. Based on these data, it is conceivable that certain deletions within the N-terminal 

region of MSH2 may preserve protein functionality. 

Altogether, our results contribute to the clinical classification of the MSH2 in-frame spliceogenic 

variants characterized in this study. By ascertaining their LoF status, we demonstrated that none of the 

MSH2 in-frame spliceogenic IVS±1/2 variants retain/sustain activity. This contrasts with BRCA2, 

another hereditary cancer gene, where certain of this type of variants don’t lead to the total abrogation 

of tumor-suppressor activity, resulting into the questioning of their pathogenic classification [9, 34, 

35]. Conversely, our data support the initial pathogenic classification of the 14 in-frame spliceogenic 

IVS±1/2 variants, consistent with the collected/respective patient clinical, tumoral and family data. 

Moreover, this interpretation can be extended to all MSH2 genomic deletions reported in mutational 

databases as responsible for the same types of in-frame modifications. Our data also support the 

classification of 4 additional in-frame spliceogenic variants located outside IVS±1/2 (3 intronic and 1 

missense) as pathogenic. 
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The strength strategy was to combine RNA analyses and protein functional assays to accurately 

ascertain the coverall biological impact of potential in-frame spliceogenic variants. Our study 

framework required to sequentially evaluate the variant-induced splicing modifications and their 

protein functional consequences into two separate independent assays. The functional assay used 

here relies on the cDNA-based expression of the mutant protein isoforms which is not appropriate for 

the assessment of the variant effect on splicing. It would be interesting in the future to gain insight 

into the variant impact on both RNA splicing and protein function in an unique integrated system. 

Notably, one could take advantage of a functional assay which relies on the introduction of the variants 

into the endogenous MSH2 chromosomal locus by using method such as CRISPR-Cas9 gene editing, as 

recently described for MSH2 missense variants [31]. 
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Legends to Figures 

Figure 1. Spliceogenic MSH2 variants causing in-frame whole exon skipping  

A. Distribution of the 7 selected variants. The figure shows the schematic representation of the MSH2 

gene with the phasing of its 16 exons. The exons which are in-frame are indicated in black. The variants 

of interest are located at the canonical intronic dinucleotides (IVS±1/2) within the 3’ or 5’ ss of these 

specific exons. B-E. Variant-induced impacts on splicing of exon 3 (B), exon 4 (C), exon 5 (D) and exon 

12 (E), as determined in a cell-based minigene splicing assay. Wild-type (WT) and mutant pCAS2 

minigene constructs for the exon of interest were transiently expressed in HeLa cells and the splicing 

patterns of the transcripts produced from the different minigenes were analyzed by semi-quantitative 

fluorescent RT-PCR, as indicated in Materials and Methods. The relative levels of the different RNA 

isoforms were quantified by resolving the fluorescent RT-PCR products by capillary electrophoresis 

under denaturing conditions on an automated 3500 Genetic Analyzer (Applied Biosystems). One 

representative electropherogram analyzed by using the GeneMapper v5.0 Software (Applied 

Biosystems) is shown for each variant and WT constructs. The fluorescence peaks correspond to the 

different RT-PCR products resolved according to their respective sizes.  The identities of the different 

transcripts are indicated on the top of each panel: transcripts with normal exon inclusion (+E), 

transcripts with whole or partial deletions (∆E) and transcripts with intronic retentions (▼E). The 

symbols p and q represent respectively 3’ and 5’ ss shift, followed by the number of nucleotides 

deleted or inserted. The RNA isoforms indicated in black are in-frame whereas those reported in grey 

are out-of-frame. Peak areas were used to quantify the relative levels of each transcript, expressed as 

percentages, and correspond to the average of at least three independent experiments. On the left, 

the splicing patterns of the physiological and aberrant transcripts are schematically represented. On 

the right, the in silico MES predictions of the physiological (Ψ), new (n) or cryptic (c) 3’/5’ ss are shown 

in the WT and variant contexts (Alamut Visual 2.11, Interactive Biosoftware). 

 

Figure 2. Spliceogenic MSH2 variants causing in-frame partial exonic deletion 

A. Distribution of the 6 selected variants. The figure shows the schematic representation of the MSH2 

gene with the phasing of its 16 exons. The variants of interest are located at the 3’ or 5’ ss of out-of-

frame exons indicated in dark grey. B-C. Variant-induced impacts on splicing of exon 7 (B) and exon 

15 (C), as determined in cell-based minigene splicing assays. Legends as described in Figure 1. B-E. 

When transcripts were close in size, stars (*) were used to link RNA isoforms with their corresponding 

relative levels. 
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Figure 3. Spliceogenic MSH2 variants causing in-frame partial intronic retention  

A. Distribution of the 5 selected variants. The figure shows the schematic representation of the MSH2 

gene with the phasing of its 16 exons. The variants of interest are located at the 3’ or 5’ss of in-frame 

or out-of-frame exons indicated, respectively, in black and dark grey. B-E. Variant-induced impacts on 

splicing of exon 4 (B), exon 7 (C), exon 12 (D) and exon 14 (E), as determined in cell-based minigene 

splicing assays. Legends as described in Figure 1. B-E.  

 

Figure 4. Schematic representation of the variant-induced in-frame splicing modifications at the RNA 

level and the corresponding consequences at the MSH2 protein level. 

The top panel shows the schematic representation of the MSH2 mRNA with its 16 exons. In-frame 

exons are indicated in black. The different variant-induced in-frame splicing anomalies are indicated, 

corresponding to either (i) exon skipping (∆E), (ii) partial exonic deletion (∆Ep/q) or (iii) partial intronic 

retention (▼Ep/q). The symbols p and q represent 3’ and 5’ ss shift, respectively, followed by the 

number of nucleotides deleted or inserted. The bottom panel shows the schematic representation of 

the MSH2 protein with its different functional domains, as reported by Lutzen et al, 2008. The 

respective consequences at the protein level of the different in-frame splicing anomalies are indicated, 

corresponding to either (i) large internal deletions (49 to 93 aa, 4 protein isoforms), (ii) small internal 

deletion (12 and 16 aa, 2 protein isoforms) or (iii) small internal insertions (3 to 10 aa, 4 protein 

isoforms) within different functional domains.  

Figure 5. Functional analysis of MSH2 protein isoforms resulting from variant-induced in-frame 

splicing alterations 

A total of 10 MSH2 protein isoforms were tested in methylation tolerance-based functional assays, in 

parallel to the WT protein and to known pathogenic (n=10) or neutral (n=10) missense variants, used 

as controls. The 10 MSH2 protein isoforms resulting from variant-induced in-frame splicing alterations 

can be divided into 3 distinct biotypes: (i) exon skipping resulting into protein large internal deletions 

(n=4), (ii) partial exonic deletions resulting into protein small internal deletions (n=2) or (iii) partial 

intronic retentions resulting into protein small internal insertions (n=4). The mean survival score 

represents the average survival fraction after 1 and 2 treatments with 1 μM MNNG. The gray 

area corresponds to the 5% values that differed significantly from the average as defined by the z-

score. The cutoff value as determined by the ROC curve in the validation set is represented by 

the dotted line. 
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Supplementary Materials and Methods 

Human variation databases 

MSH2 variants were retrieved from the following human variation databases (last accessed: 01 January 

2020): UMD-MSH2 (http://www.umd.be/MSH2/) [1], ClinVar (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/clinvar/) 

[2], HGMD (Human Gene Mutation Database, http://www.hgmd.cf.ac.uk/ac/index.php) [3], LOVD 

(Leiden Open Variation Database, https://databases.lovd.nl/shared/variants/MSH2/unique) [4], 

COSMIC (Catalogue of Somatic Mutations in Cancer, http://cancer.sanger.ac.uk/cosmic) [5], dbSNP 

(Single Nucleotide Polymorphism database, https://www.ncbi.nlm.nih.gov/projects/SNP/) [6] and 

gnomAD (genome Aggregation Database, http://gnomad.broadinstitute.org/) [7].  

 

Cell culture 

HeLa cell line is derived from human cervical cancer. This cell line was grown in a humidified 

atmosphere containing 5% CO2 in Dulbecco’s modified Eagle’s Medium (Thermofisher) supplemented 

with 10% fetal calf serum and was seeded 24 hours before the transfection into 12-well plates at a 

density of 6.104 cells/well. 

LoVo cell line is derived from human colorectal carcinoma and is MSH2-deficient [8]. This cell line was 

grown in a humidified atmosphere containing 5% CO2 in Dulbecco’s modified Eagle’s Medium 

GlutaMAX (ThermoFisher) supplemented with 10% fetal calf serum and was seeded 24 hours before 

the transfection into 6-well plates at a density of 5.105 cells/well. 

 

Cell-based minigene splicing assay 

In order to assess variant-induced impact on splicing, we performed a splicing reporter assay based on 

the use of the two-exon minigene pCAS2 vector, as previously described [9–11], with minor 

modifications. Briefly, wild-type (WT) and mutant segment encompassing MSH2 exon of interest and 

their intronic flanking sequences were amplified by PCR using specific primers (Supplementary Table 

S1) from genomic DNA (gDNA) of patients carrying heterozygous variants. The corresponding genomic 

fragments were then cloned into the intron of the two-exon pCAS2 minigene using BamHI and MluI 

restriction sites. When gDNA was not available, the variant of interest was introduced by site-directed 

mutagenesis (Supplementary Table S1). WT and mutant pCAS2-MSH2 minigenes were transfected in 

parallel into HeLa cells using 400 ng of each minigene plasmid and the FuGene 6 Transfection Reagent 

(Roche Applied Science). Total RNA was extracted 24 hours post-transfection using the NucleoSpin 

RNA kit (Macherey-Nagel). The splicing patterns were then analyzed by semi-quantitative fluorescence 

RT-PCR (22 cycles) by using the OneStep RT-PCR kit (Qiagen), in a 25 μL reaction volume, with 200 ng 

total RNA and specific minigene primers (Supplementary Table S1). RT-PCR products were separated 

http://www.umd.be/MSH2/
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/clinvar/
http://www.hgmd.cf.ac.uk/ac/index.php
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by electrophoresis on 2% agarose gels. All RT-PCR DNA bands were gel-purified and sequenced. 

Because of the possible formation of heteroduplexes between the different RT-PCR products, gels 

image were not used for quantification. For semi-quantitative analysis, fluorescence RT-PCR products 

were resolved under denaturing conditions by capillary electrophoresis on an automated 3500 Genetic 

Analyzer (Applied Biosystems). Electropherograms were then analyzed by using the GeneMapper V5.0 

Software (Applied Biosystems) and peak areas were used to quantify the relative levels of each 

transcript. 

 

Methylation tolerance-based functional assay 

The methylation tolerance-based assay was performed as previously described [12] with minor 

changes. The expression construct for the mutant variants comprised a modified version of the pVAX1 

expression vector containing the full-length coding sequences of the WT MSH2 (NM_000251.2) and 

the green fluorescent protein (GFP) reporter genes, separated by an IRES sequence, the expression of 

the two proteins being under the control of the cytomegalovirus promoter. MSH2 deletions or 

insertions were introduced into this vector by site-directed mutagenesis using specific primers 

(Supplementary Table 1).  

Briefly, following transient transfection of LoVo cells with the MSH2 variant-GFP construct, GFP-

positive cells were sorted using a S3 Biorad sorter, seeded into 12-well plates and exposed to a 

methylating agent, i.e. MNNG (N-Methyl-N’-Nitro-N-Nitrosoguanidine) (1μM) in 1 or 2 treatments 

separated by 7 hours. After an incubation period of 11 days post-treatment, methylation tolerance 

was evaluated using a colony formation assay. The survival fraction was expressed as the percentage 

of colonies in the treated sample relative to untreated control sample and the mean survival score 

expresses the average of the survival fractions after 1 and 2 MNNG treatments. Since experiments 

were conducted in a different lab than that of the original publication, the validation set of 20 

previously classified MSH2 missense variants including 10 known pathogenic and 10 known neutral 

alterations (i.e. all variants of the original publication except the c.593A>G variant, which has been re-

classified as class 3 in the International Society for Gastrointestinal Hereditary Tumours (InSiGHT) 

database since publication) was screened as controls in parallel. All samples were tested in triplicate 

and each experiment was conducted at least in duplicate. 
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Primer
1

Sequence
2

MSH2E3-BamHI-F I2 GACCGGATCCTCTAGCCTGGGTGACAGAGC

MSH2E3-MluI-R I3 GACCACGCGTACAAAGTTTCTGTAAAC

MSH2E4-IFBamHI-F I3 AGAAGTGCAGGATCCTGCACATTGTATAAACATTTAATGT

MSH2E4-IFMluI-R I4 CAAAACAAGACGCGTGAGATAAATATGACAGAAATATC

MSH2E5-BglII-F I4 GACCAGATCTTTTTGGCTATTCTAAATAATGCTG

MSH2E5-MluI-R I5 GACCACGCGTAAAAAGTGGAGTGGAGGAGGG

MSH2E7-BamHI-F1
4 I6 GACCGGATCCTACTGCGCCCAGCAGAT

MSH2E7-MluI-R1
4 I7 GACCACGCGTTGGCAACGGAGCAAGAC

MSH2E7-BamHI-F2
4 I6 GACCGGATCCTGCCCAGCAGATTCAAGCTTT

MSH2E7-MluI-R24 I7 GACCACGCGTCTGAATGTGTCCTAAGAGTGAG

MSH2E12-IFBamHI-F I11 AGAAGTGCAGGATCCCTATGTTGAGTTTTAGGTGGGTTCCT

MSH2E12-IFBamHI-R I12 CAAAACAAGACGCGTTTTCTAATGTTAAGAACTGGGAATT

MSH2E14-BamHI-F I13 GACCGGATCCTCATTATGTTTGTGGCATATCCT

MSH2E14-MluI-R I14 GACCACGCGTGTGAATTAAGGGGTAAATGGG

MSH2E15-BamHI-F I14 GACCGGATCCTGCTAATGTATTTGAAGTAATCCGA

MSH2E15-MluI-R I15 GACCACGCGTCACAGAGATAGATTCTTTGCCAT

MSH2E3c.645+1GA-F E3/I3 AACTGAGACAGATAAGCAAATTG

MSH2E3c.645+1GA-R E3/I3 CAATTTGCTTATCTGTCTCAGTT

MSH2E4c.646-2AG-F I3/E4 TTTCAAAATGGATAATTCAAAGAG

MSH2E4c.646-2AG-R I3/E4 CTCTTTGAATTATCCATTTTGAAA

MSH2E4c.646-1GC-F I3/E4 TTTCAAAATACATAATTCAAAGAG

MSH2E4c.646-1GT-R I3/E4 CTCTTTGAATTATATATTTTGAAA

MSH2E4c.792+1GC-F E4/I4 GGAGAATCAGCTACATGGATTA

MSH2E4c.792+1GA-R E4/I4 ATAATCCATGTATCTGATTCTCC

MSH2E7c.1276+1GA-F E7/I7 AAAAACATGAAGATAACAAGTG

MSH2E7c.1276+2TA-R E7/I7 CACTTGTTTCCTTCATGTTTTT

MSH2E12c.1760-2AG-F I11/E12 TTTTATACGGGCTATGTAGAAC

MSH2E12c.1760-2AG-R I11/E12 GTTCTACATAGCCCGTATAAAA

MSH2E12c.2005+1GA-F E12/I12 CATCATTACTGATAAAAAACCT

MSH2E12c.2005+1GA-R E12/I12 AGGTTTTTTATCAGTAATGATG

MSH2E12c.2005+2TC-F E12/I12 CATCATTACTGGCAAAAAACCT

MSH2E12c.2005+2TC-R E12/I12 AGGTTTTTTGCCAGTAATGATG

MSH2E15c.2459-2AG-R I14/E15 ATCACAGACACCCATAAGAAATTT

MSH2E15c.2459-1GT-F I14/E15 AAATTTCTTATATGTGTCTGTGAT

pCASseq-F IA GGGGTCAATAGCAGTGAGAG

pCASseq-R IB GCTCCATTTCACAGGTAGAGA

pCASKO1-F* EA TGACGTCGCCGCCCATCAC

pCAS2-R EB ATTGGTTGTTGAGTTGGTTGTC

pVAX1MS2E1-XmaI-F E1/E2 TGCTGGCCGCCCGGGAGGTGTTCAAGACCCAGGG

pVAX1MS2E13-MfeI-F E13 GGTGACAGTCAATTGAAAGGAGTCTCCACGTTCATG

pVAX1MS2E13-MfeI-R E13 GACTCCTTTCAATTGACTGTCACCAGCCCCTACTCG

pVAX1MS2E13-BamHI-R E16/ires GAGAGGGGCGGATCCTCACGTAGTAACTTTTATTCGT

pVAX1-delE3-F E2/E4 TATTTGGCATATAAGATAATTCAAAGAGGAGGAATTC

pVAX1-delE3-R E2/E4 TCCTCTTTGAATTATCTTATATGCCAAATACCAATCA

pVAX1-delE4-F E3/E5 GGGAAACTGAGACAGGTTGCAGTTTCATCACTGTCT

pVAX1-delE4-R E3/E5 TGATGAAACTGCAACCTGTCTCAGTTTCCCCATGT

pVAX1-delE5-F E4/E6 GAAATGGAGAATCAGGGTTCTGTTGAAGATACCACT

pVAX1-delE5-R E4/E6 ATCTTCAACAGAACCCTGATTCTCCATTTCTGGCA

pVAX1-delE12-F E11/E13 TCAATATTTCTTCAGGCCCCAATATGGGAGGTAAA

pVAX1-delE12-R E11/E13 CTCCCATATTGGGGCCTGAAGAAATATTGACAATTTCTT

pVAX1-insE4p24-F E4 TTTAAACTATTTCTTTCAAAATGGATAATTCAAAGAGGAGGAATTCT

pVAX1-insE4p24-R E4 CCATTTTGAAAGAAATAGTTTAAACTGTCTCAGTTTCCCCATGT

pVAX1-insE7p9-F E6/E7 AGAGGAGAGTTATTTCAGATTGAATT

pVAX1-insE7p9-R E6/E7 AATTCAATCTGAAATAACTCTCCTCT

pVAX1-delE7q48-F E7/E8 ACCGACTCTATCAGGGAAAACACCAGAAATTATTGTTG

pVAX1-delE7q48-R E7/E8 ATTTCTGGTGTTTTCCCTGATAGAGTCGGTAACAA

pVAX1-insE12q30-F E12 GAAAAAACCTGGTTTTTGGGCTTTGTGGGGGCCCCAATATGGGAGGTAAATC

pVAX1-insE12q30-R E12 CCCCACAAAGCCCAAAAACCAGGTTTTTTCCAGTAATGATGTGGAACATCTG

pVAX1-insE14p9-F E13/14 TATCCTCAGGTGCTTCAGGTCTGCAACC

pVAX1-insE14p9-R E13/14 GGTTGCAGACCTGAAGCACCTGAGGATA

pVAX1-delE15p36-F E14/E15 ATCAGGTGAAGAAAGAGCTTGCTAATTTCCCTAAGC

pVAX1-delE15p36-R E14/E15 GGAAATTAGCAAGCTCTTTCTTCACCTGATAAAGCAT

MSH2E6-R E6 TCTTTGTCCTTGAGGGGTTTT

MSH2E9-R E9 CAAGATCTCTGGCTGCACTTA

MSH2E8-F E8 AGAAACAACTTTAGATATGGATC

MSH2E11-R E11 GAAGAAGCCCAGGATGCC

MSH2E11-F E11 ATCCTGGGCTTCTTCATATTC

pVAX1-pCMV-F cmv AGGTCTATATAAGCAGAGCTCT

pVAX1-ires-R iresR GCAATATGGTGGAAAATAACAT

1 F, forward; R, reverse; *, fluorescent primer

2 Intronic and exonic sequences are indicated in grey and black, respectively. The position of the variant is underlined. The double underlined sequences correspond to restriction sites for 

BamHI, BglII, MluI, XmaI and MfeI.

3 The forward primers listed were used with the reverse primer pCAS-seq-R and the reverse primers listed were used with the forward primer pCAS-seq-F for mutagenesis.

4  The MSH2E7-BamHI-F1/MluI-R1 primer set was used for the amplification of the genomic DNA carrying the variants c.1276G>A, 1276+1G>A, c.1276+2T>A whereas the MSH2E7-BamHI-F2/MluI-

R2 primer set was used for the amplification of the genomic DNA carrying the variant c.1077-11_1077-7del. 

MSH2

Site directed mutagenesis pVAX1

Methylation 

tolerance-

based 

functionnal 

assay

Sequencing pVAX1

pVAX1

Table S1. Description of the primers used in this study

Location Use

MSH2

Genomic DNA PCR amplification

for minigene cloning 

Minigene

pCAS2-MSH2

Site directed mutagenesis pCAS2 : 

PCRI3

pCAS2 

minigene

Site directed mutagenesis pCAS2

(PCRI and PCRII) and sequencing

Analysis of MSH2  splicing patterns by 

RT-PCR and sequencing

 

Table S1. Description of the primers used in this study 
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c.645+1G>A p.? I3 5 5 DM 5 √ 5

c.792+1G>A p.? I4 5 DM 5 √ 5

c.792+1G>C p.? I4 5

c.942+1_942+2del p.? I5 5

c.1760-2A>G p.? I11 4 √

c.2005+1G>A p.? I12 5 5/4 DM 5/4 √ 5/4

c.2005+2T>C p.? I12 5 DM 5 5

c.1276G>A p.G426R E7 3 DM 4 3

c.1276+1G>A p.? I7 5 5 DM 5 5/4

c.1276+2T>A p.? I7 5 4 DM 4 4

c.2459-3T>G p.? I14 4 3

c.2459-2A>G p.? I14 5 DM 4 5

c.2459-1G>T p.? I14 5

c.646-2A>G p.? I4 5 4 DM 5/4 4

c.646-1G>C p.? I4 5 5 5 5

c.1077-11_1077-7del p.? I6 3

c.2005+2del p.? I12 5 4 DM 5/4 4

c.2211-10T>G p.? I13 3 5

Exon 

skipping

n = 7

Partial 

exon 

deletion

n = 6

Partial 

intron 

retention

n = 5

Selection 

criteria:

In-frame 

splicing 

alterations

Variant

Predicted 

amino acid 

change Lo
ca

ti
o

n

Databases1

 

1 F, forward; R, reverse; *, fluorescent primer 

2 Intronic and exonic sequences are indicated in grey and black, respectively. The position of the variant is 

underlined. The double underlined sequences correspond to restriction sites for BamHI, BglII, MluI, XmaI and 

MfeI. 

3 The forward primers listed were used with the reverse primer pCAS-seq-R and the reverse primers listed were 

used with the forward primer pCAS-seq-F for mutagenesis. 

4 The MSH2E7-BamHI-F1/MluI-R1 primer set was used for the amplification of the genomic DNA carrying the 

variants c.1276G>A, 1276+1G>A, c.1276+2T>A whereas the MSH2E7-BamHI-F2/MluI-R2 primer set was used for 

the amplification of the genomic DNA carrying the variant c.1077-11_1077-7del. 

 

 

Table S2. MSH2 variants selected in this study from different variation databases 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

1 Variant classification as reported in UMD-MSH2, ClinVar, LOVD / InSiGHT and dbSNP are indicated: 3, uncertain 

significance; 4, likely pathogenic; 5, pathogenic. For HGMD, DM = disease causing mutation and for COSMIC,  √ = 

variant reported without classification. 
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Physio

+E3

WT E3 100 ± 0

c.645+1G>A I3 0 ± 0

+E4

WT E4 100 ± 0

c.792+1G>A I4 0 ± 0

c.792+1G>C I4 0 ± 0

+E5

WT E5 100 ± 0

c.942+1_+2del I5 0 ± 0

+E12 ∆E12q92

WT E12 100 ± 0 0 ± 0

c.1760-2A>G I11 0 ± 0 0 ± 0

c.2005+1G>A 0 ± 0 13 ± 0.6

c.2005+2T>C 0 ± 0 6 ± 0

+E7

WT E7 100 ± 0

c.1276G>A E7 0 ± 0

c.1276+1G>A I7 0 ± 0

c.1276+2T>A I7 0 ± 0

+E15 ▼E15p2

WT E15 100 ± 0 0 ± 0

c.2459-3T>G 0 ± 0 5 ± 0.8

c.2459-2A>G 0 ± 0 0 ± 0

c.2459-1G>T 0 ± 0 0 ± 0

+E4

WT E4 100 ± 0

c.646-2A>G I3 0 ± 0

c.646-1G>C I3 0 ± 0

+E5

WT E7 100 ± 0

c.1077-11_1077-7del I6 10 ± 1

+E12 ∆E12 ▼E12q30

WT E12 100 ± 0 0 ± 0 0 ± 0

c.2005+2del I12 0 ± 0 25 ± 5.2 71 ± 5.1

+E14 ∆E14p169 ∆E14p200 ∆E14

WT E14 100 ± 0 0 0 0

c.2211-10T>G I13 0 ± 0 9 ± 1 6 ± 1 18 ± 7.467 ± 9.2

4 ± 0.6

71 ± 10.2 29 ± 10.2

53 ± 0

∆E5 

Partial

intron 

retention

▼E4p24 ▼E4p27

0 ± 0 0 ± 0

Partial

exon 

deletion

I14

51 ± 5.2 44 ± 5.9

45 ± 1 55 ± 1

47 ± 0

17 ± 2.6 83 ± 2.6

I12
53 ± 3.8 34 ± 3.2

0 ± 0 0 ± 0
∆E15p36 ∆E15

100 ± 0

▼E14p9

0 ± 0

0 ± 0

90 ± 1

∆E12q92

0 ± 0

100 ± 0

0 ± 0 0 ± 0

83 ± 3.2 17 ± 3.2

∆E5 

0 ± 0

100 ± 0 0 ± 0

∆E7q48

0 ± 0

100 ± 0

43 ± 1.3 51 ± 1.3

In-frame

splicing

alterations

Variant Location
Impact on splicing: transcript levels (%)

Exon 

skipping

∆E3

In-Frame Frame-shift

∆E4 ▼E4q38

0 ± 0 0 ± 0

0 ± 0

100 ± 0

∆E12 ▼E12q31

93 ± 0.6 7 ± 0.6

100 ± 0

 

Table S3. Characterization of MSH2 spliceogenic in-frame variants in splicing minigene-based assays 
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Alternative1 +/- nt Protein isoforms +/- aa Functional domains affected

∆E3 r.367_645del y -279 p.(A123_Q215del) -93 Mismatch binding domain / Connector domain 

∆E4 r.646_792del n -147 p.(I216_Q264del) -49 Connector domain 

∆E5 r.793_942del y -150 p.(V265_Q314del) -50 Connector domain / Lever domain 

∆E12 r.1760_2005 n -246 p.(Y588_G669del) -82 Lever domain / Interaction with MSH6 / Interaction with EXO1 / ATP-binding motif 

∆E7q48 r.1229_1276del n -48 p.(I411_G426del) -16 Lever domain / Interaction with MSH6

∆E15p36 r.2459_2494del n -36 p.(G820_A831del) -12 ATPase domain

▼E4p24 r.645_646ins24 (r.645_646ins646-24_646-1; 646-2A>G) n +24 p.(E215_I216ins8), p.(E215_I216insFKLFLSKW) +8 Connector domain

▼E7p9 r.1076_1077ins9 (r.1076_1077ins1077-14_1077-1; 1077-11_1077-7del) n +9 p.(R358_S359ins3), p.(R358_S359insLFQ) +3 Lever domain 

▼E12q30 r.2005_2006ins30 (r.2005_2006ins2005+1_2005+31; 2005+2del) n +30 p.(G669_P670ins10), p.(G669_P670insEKTWFLGFVG) +10  Interaction with EXO1 / ATP-binding motif 

▼E14p9 r.2210_2211ins9 (r.2210_2211ins2211-9_2211-1) n +9 p.(R737_S738ins3), p.(R737_S738insVLQ) +3 ATPase domain

ΔE14 r.2211_2458del n -248 p.(S738Cfs*3)

ΔE15 r.2459_2634del n -176 p.(G820Afs*3)

∆E14p170 r.2211_2379del n -170 p.(S738Yfs*18)

∆E14p201 r.2211_2410del n -201 p.(R737Sfs*5)

∆E12q92 r.1914_2005del n -92 p.(H639Pfs*6)

▼E4p27 r.645_646ins27 (r.645_646ins646-27_646-1, 646-2A>G) n +27 p.(I216*)

▼E4q38 r.792_793ins38 (r.792_793ins792+1_792+38; 792+1G>C) n +38 p.(V265Lfs*3)

▼E12q31 r.2005_2006ins31 (r.2005_2006ins2005+1_2005+31; 2005+2T>C) n +31 p.(P670Kfs*16)

▼E15p2 r.2458_2459ins2 (r.2458_2459ins2459-2_2459-1) n +2 p.(G820Efs*22)

Transcript isoforms

Partial intron 

retention

Frame-shift 

or Stop gain

In-frame 

Splicing anomalies

Exon skipping

Partial exon 

deletion

Exon skipping

Partial exon 

deletion

Partial intron 

retention

Table S4. MSH2 transcript and protein isoforms resulting from variant-induced splicing anomalies 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

1 Alternative transcripts (naturally occurring RNA), as described in Thompson et al, 2015 (y, yes; n, no) 
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MLH1 MSH2 MSH6 PMS2

P1 OC (46) ND ND ND ND ND ND

P2 CRC (58) MSI present present loss present ND

P3 ND ND ND ND ND ND ND

c.792+1G>A No0 ND ND ND ND ND ND ND

c.792+1G>C P4 ND ND ND ND ND ND ND

c.942+1_942+2del P5 ND ND ND ND ND ND ND

c.1760-2A>G P6 KC (74), EC** (75), CRC (77) MSI present present loss present C: CRC

P7 CRC (39), SC** (57) ND present loss loss present F: HNC (62,66); M: CC (64)

P8 EC (51), CRC (65) ND ND ND ND ND M: CRC (42); So: CRC (35); D: EC and OC (42)

P9 CRC (26) MSI present loss loss present ND

c.2005+2T>C No0 ND ND ND ND ND ND ND

c.1276G>A P10 ND ND ND ND ND ND ND

c.1276+1G>A P11 ND MSI present loss loss present ND

P12 ND MSI present loss loss present ND

P13 ND ND ND ND ND ND ND

P14 ND ND ND ND ND ND ND

P15 ND ND ND ND ND ND ND

c.2459-3T>G P16 CRC (42), SC (43), LC (45-50), PC (50), BC** (66) MSI present present weak present ND

P17 CRC (44) MSI present loss loss present ND

P18 CRC (38) MSI present loss loss present ND

c.2459-1G>T P19 EC (42), CRC (44) ND ND ND ND ND M: CRC (50,70), EC (50)

P20 EC (40) ND ND ND ND ND U: CRC; A: EC

P21 CRC (49) MSS present loss loss ND ND

P22 CRC (40,63) MSI present loss loss ND Si: EC (42); B: CRC (45); M: EC (47); U: CRC (50); A: CRC (35)

P23 ND ND ND ND ND ND ND

P24 CRC (64) MSI loss loss loss ND ND

P25 ND ND ND ND ND ND ND

c.1077-11_1077-7del P26 CRC (<50) MSI present loss loss present ND

P27 ND MSI present loss loss present ND

P28 ND ND ND ND ND ND ND

P29 EC (43) ND ND ND ND ND M: EC?/CRC?/BrC? (38); Si: CRC (38); B: KC (52)

P30 EC (40) ND ND ND ND ND F: CRC (48); U: CRC? (54) ; A: EC (57)

P31 CRC (29), G** (52) ND weak weak ND weak F: StC (49); M: EC (63) ; B: 2 CRC (20,39) ; Si: EC (43) ; So: S (19) 

P32 ND ND ND ND ND ND ND

P33 ND ND ND ND ND ND ND

P34 EC MSI present loss loss present GM: CRC (63); C: CRC (54), C: BrC (58); C: CRC (40)

P35 CRC (53) MSI present loss loss present ND

P36 CRC** (59), BrC (52), S (61), LC (70) MSI present present ND present B: PC (51); U: PC (51); N: BrC (47); N: CRC; M: BrC (60); A: BrC (81)

P37 CRC** (47), EC (61) MSI present present ND ND ND

P38 CRC MSI present present loss ND ND

P39 ND ND ND ND ND ND ND

P40 CRC (48) MSS ND ND ND ND ND

c.2211-10T>G

Tumor* in relatives*** (age)

c.645+1G>A

c.2005+1G>A

c.1276+2T>A

c.2459-2A>G

c.646-2A>G

Exon skipping

Partial

exon deletion

Partial

intron retention

c.646-1G>C

c.2005+2del

MSH2  variant Patient Patient tumor*, ** (age) MSI status
Immunohistochemistry (IHC)In-frame splicing

alterations

Table S5. Patient clinical, tumoral and family data 
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MSH2 variant Minigene data (this study) Patient RNA data (previously published and/or reported in databases)

c.645+1G>A ∆E3 (100%)
LCL: ∆E3 (major transcript) and  ∆E3q154 (minor transcript) (Thompson et al , 2013)

Patient RNA: ∆E3 (D. du Sart, LOVD/Insight)

c.792+1G>A ∆E4 (93%), ▼E4q38 (7%) Diploid-haploid conversion assay:  ∆E4  (Casey et al , 2005)

c.1276G>A ∆E7q48 (100%) LCL: ∆E7q48 (Vargas-Parra et al , 2017) (Morak et al , in preparation )

c.1276+1G>A ∆E7q48 (100%) Paxgene: ∆E7q48 (Betz et al , 2010)

c.1276+2T>A ∆E7q48 (100%) LCL:  ∆E7q48 (major transcript) and  ∆E7 (minor transcript) (Auclair et al , 2006)

c.2005+2del ▼E12q30 (71%), ∆E12 (25%), ∆E12q92 (4%)
Paxgene: ▼E12q30 (unpublished data from our group reported in the French UMD-MSH2 

database, as mentioned in Thompson et al , 2020) 

c.2211-10T>G ▼E14p9 (67%), ∆E14 (18%), ∆E14p200 (9%), ∆E14p169 (6%)
LCL: ▼E14p9 (unpublished data from our group reported in the French UMD-MSH2 database, 

as mentioned in Thompson et al , 2020) 

* CRC, colorectal cancer; EC, endometrium cancer; KC, kidney cancer; SC, small intestine cancer; PC, prostate 

cancer; BC, urothelial carcinoma of the bladder cancer; LC, lung cancer; HNC, head and neck cancer; CC, cervix 

cancer; OC, ovarian cancer; BrC, breast cancer; S, sarcoma; G, gliosblastoma; StC, stomach cancer 

** Tumor analyzed for evaluation of MSI status and protein expression (IHC)  

*** M, mother; F, father; D, daugther; So, son; Si, sister; B, brother; A, aunt; U, uncle; GM, grandmother; C, cousin; 

N, niece or nephew 

Noo, no patient reported in the French database; ND, no data 

 

 

Table S6. Comparaison of the results obtained in minigene-based assays in this study with previously 

reported data generated from patient RNA analyzes: identification of variant-induced in-frame 

splicing RNA isoforms 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

In bold, in-frame splicing RNA isoforms 

LCL, Lymphoblastoid cell line 
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Mes travaux de thèse s’inscrivent dans la problématique de l’interprétation biologique et 

clinique des variations de séquence. À l’ère de la médecine génomique de précision, l’évaluation de la 

pathogénicité des variations génétiques identifiées dans le génome des patients représente un des 

défis majeurs dans le domaine de la génétique médicale. L’interprétation clinique des changements de 

séquence au niveau des gènes impliqués dans les maladies monogéniques repose généralement sur 

un faisceau d’arguments prenant en compte, notamment : (i) les données phénotypiques des individus 

porteurs des variations, (ii) la fréquence allélique des variations dans la population générale et dans 

les cohortes de patients, (iii) la co-ségrégation des variations avec la maladie, (iv) la co-occurrence des 

variations en cis ou en trans dans le même gène, (v) les analyses somatiques, (vi) des conséquences 

biologiques supposées de la variation (nature de la variation et prédictions bio-informatiques) ainsi 

que (vii) des données expérimentales fonctionnelles. En 2015, le consortium ACMG-AMP a proposé 

des recommandations qui établissent un cadre précis pour l’interprétation des variations en attribuant 

à chaque argument une direction en faveur de la pathogénicité ou de la neutralité mais également une 

pondération qui rend compte de la force de chaque évidence (Richards et al., 2015). Le seul critère de 

pathogénicité défini comme très fort (PVS1, Pathogenic Very Strong) est attribué aux variations 

présumées nulles, telles que les variations non-sens, frameshift ou IVS±1/2, responsables a priori d’une 

perte de fonction du fait de l’introduction d’un PTC. Les données acquises dans le cadre de mes travaux 

de thèse ont permis de valider ou au contraire d’invalider le fait que certaines de ces variations sont 

bien responsables d’une perte totale de fonction, avec des conséquences importantes pour 

l’interprétation clinique de ces variations. Notre démonstration s’est appuyée essentiellement sur 

l’évaluation de l’impact de ces variations sur l’épissage de l’ARN. 

 

 Il est maintenant clairement établi qu’une fraction importante des variations auparavant 

considérées comme étant de signification inconnue (variations synonymes, faux-sens ou introniques 

en dehors de IVS±1/2) est pathogène du fait de leurs effets sur l’épissage, ces altérations conduisant 

généralement à la perte de fonction du fait d’un décalage du cadre de lecture avec l’introduction d’un 

PTC (Rebbek et al., 2018 ; Thompson et al., 2020). Notre équipe de recherche a acquis une expertise 

significative dans le développement et l’implémentation de tests fonctionnels axés sur la mise en 

évidence expérimentale des défauts d’épissage de l’ARN et a ainsi contribué à la classification neutre 

ou pathogène de nombreuses VSI splicéogéniques dans les gènes MMR et BRCA (Tournier et al., 2008 ; 

Théry et al., 2011 ; Gaildrat et al., 2012 ; Houdayer et al., 2012 ; Di Giacomo et al., 2013 ; Soukarieh et 

al., 2016 ; Tubeuf et al., 2020a). Dans le cadre de mes travaux de thèse, c’est un changement de 

paradigme qui a été envisagé en posant cette fois l’hypothèse selon laquelle certaines variations 

supposées pathogènes pouvaient maintenir une fonction, au moins en partie, du fait de leur impact 

sur l’épissage à l’origine de modifications en phase. Nous nous sommes principalement intéressées 
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aux variations supposées nulles de type IVS±1/2 et non-sens, localisées dans 2 gènes majeurs de 

prédisposition aux cancers, BRCA2 pour le syndrome sein-ovaire et MSH2 pour le syndrome de Lynch.  

 

I. Les variations présumées pathogènes sont susceptibles de maintenir une 

fonction par le biais de leur impact sur l’épissage 

I.1. Les variations IVS±1/2 responsables d’un défaut d’épissage en phase et leurs 

conséquences fonctionnelles au niveau de la protéine 

 I.1.1. Les variations IVS±1/2 à l’origine d’un saut d’exon en phase 

 Dans le cadre de mes travaux de thèse, nous avons sélectionné, à partir de bases de données 

mutationnelles, des variations IVS±1/2 dans les gènes BRCA2 et MSH2 susceptibles d’induire un saut 

d’exon en phase, du fait de la destruction des sites constitutifs 5’ ou 3’ d’épissage. Nos investigations 

se sont ainsi focalisées sur les altérations de l’épissage, d’une part, de l’exon 12 de BRCA2 et, d’autre 

part, des exons 3, 4, 5 et 12 de MSH2. Comme attendu, les analyses expérimentales basées sur 

l’utilisation de minigènes et celles conduites à partir de l’ARN des patients, lorsque ce matériel était 

disponible, nous ont permis de montrer que ces variations étaient responsables d’un effet drastique 

sur l’épissage, c’est-à-dire que dans le contexte muté, le transcrit de référence (pleine longueur) n’est 

plus produit. Elles sont en effet toutes responsables de la production de transcrits dépourvus d’un 

exon en phase. Il est toutefois important de noter que certaines d’entre elles génèrent en plus d’autres 

isoformes aberrantes hors phase. C’est par exemple le cas de la variation BRCA2 c.6937+2del qui est 

responsable de la production de deux transcrits aberrants dans des proportions équivalentes : l’un 

avec le saut en phase de l’exon 12 et l’autre avec la rétention hors phase des 40 premiers nucléotides 

de l’intron 12, résultat de l’utilisation d’un 5’ss cryptique intronique. De façon surprenante, la 

destruction du même 5’ss constitutif par deux autres variations, c.6937+1G>A et c.6937+1G>T, ne 

conduit qu’au saut en phase de l’exon 12. Afin d’expliquer ces différences, nous proposons l’hypothèse 

selon laquelle la variation c.6937+2del est responsable d’un effet combiné sur le 5’ss mais également 

sur un élément régulateur de l’épissage chevauchant le 5’ss. D’ailleurs, l’équipe du Dr Spurdle a 

récemment montré que l’outil HEXplorer prédisait l’altération d’un élément ESS uniquement dans le 

contexte muté c.6937+2del (Canson et al., 2020). De la même façon, les variations MSH2 c.2459-2A>G 

et c.2459-1G>T conduisent toutes les deux à la destruction du 3’ss constitutif et présentent pourtant 

des effets sur l’épissage drastiquement différents. Alors que la variation c.2459-2A>G conduit à la 

production majoritaire (83%) du saut hors phase de l’exon 15, la variation c.2459-1G>T produit 

principalement (71%) une isoforme en phase délétée pour les 36 premiers nucléotides de l’exon 15, 

résultat de l’utilisation d’un site 3’ss cryptique exonique. Ici encore, il est envisageable que ces effets 
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ne soient pas seulement médiés par l’altération du 3’ss mais également par la modification d’un 

élément régulateur de l’épissage chevauchant le 3’ss constitutif. Afin d’anticiper ce type d’effets 

concomitants, il serait important de combiner les prédictions bio-informatiques dédiées aux sites 

d’épissage, telles que celles produites par MaxEntScan, avec celles prenant en compte d’autres 

déterminants de l’épissage, tel que l’algorithme récemment développé SpliceAI (Jaganathan et al, 

2019), SPANR (Xiong et al., 2015) ou d’autres outils spécifiquement dédiés à la détection des SRE 

(Tubeuf et al., 2020b). Ces données soulignent l’importance (i) de tester expérimentalement l’effet sur 

l’épissage de toutes les variations, y compris les IVS±1/2, en particulier si un site d’épissage cryptique 

existe dans le voisinage, et (ii) d’appréhender de façon qualitative et quantitative les conséquences 

des anomalies d’épissage au niveau des transcrits produits dans le contexte muté. 

 

 L’existence d’anomalies d’épissage en phase soulève la question de la fonctionnalité de telles 

isoformes théoriquement à l’origine de protéines présentant des délétions internes. Le maintien ou 

l’abrogation de l’activité protéique dépend alors de l’importance fonctionnelle de la séquence délétée. 

Pour les variations IVS±1/2 responsables du saut en phase de l’exon 12 de BRCA2, nous avons montré, 

dans un test fonctionnel basé sur l’utilisation de cellules souches embryonnaires de souris, qu’elles 

permettent la survie cellulaire (test de complémentation) et la production d’une protéine 

fonctionnelle, au moins en partie (activité de recombinaison homologue). Ces données sont en accord 

avec la démonstration antérieure de la fonctionnalité de la protéine BRCA2 délétée pour l’exon 12 (Li 

et al., 2009). Par contraste, les isoformes protéiques délétées pour les exons 3, 4, 5 et 12 de MSH2 du 

fait des variations IVS±1/2 se sont révélées inactives dans un test fonctionnel de tolérance à la 

méthylation. Il est intéressant de constater que, selon la région altérée, les conséquences d’un saut 

d’exon en phase sont très différentes. En effet, si l’exon perdu ne code pour aucun domaine 

fonctionnel protéique connu, il est difficile de statuer sur la fonctionnalité de la protéine résultante. Il 

est alors possible que la protéine conserve sa fonction, même partiellement. C’est le cas de l’exon 12 

de BRCA2 qui ne semble pas associé à un rôle indispensable pour la fonction de recombinaison 

homologue de la protéine BRCA2. Sur la base de ces résultats, la classification pathogène systématique 

des IVS±1/2 dans cet exon a été remise en cause. En accord avec les recommandations des consortia 

ACMG-AMP et ENIGMA, nous proposons désormais de classer ces variations en VSI (classe 3). En 

revanche, si l’exon emporté code pour un domaine fonctionnel essentiel, la protéine résultante peut 

se voir priver d’une région indispensable à son activité, sa localisation, sa conformation ou sa stabilité, 

la rendant ainsi non fonctionnelle. Nos travaux ont mis en évidence que c’est le cas des exons 3, 4, 5 

et 12 de MSH2 qui sont tous associés à des domaines protéiques essentiels à l’activité de signalisation 

apoptotique des lésions de l’ADN de la protéine MSH2. Concernant l’exon 5 de MSH2, la variation 

c.942+3A>T à l’origine du saut en phase de cet exon, a déjà été établie comme variation pathogène 
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sur la base d’évidences de co-ségrégation avec la maladie (Mangold et al., 2005). Nos données 

confirment donc que le saut de l’exon 5 de MSH2, même s’il est en phase, ne permet pas de produire 

une protéine fonctionnelle. Pour les exons 3, 4 et 12, nous apportons ici de nouvelles évidences quant 

à la nature indispensable des domaines protéiques codés par ces régions. Ainsi, d’après nos données, 

l’ensemble des IVS±1/2 localisées au niveau des exons 3, 4, 5 et 12 de MSH2 demeurent des variations 

pathogènes.  

 

 L’exon 12 du gène BRCA2 est donc une séquence apparemment non nécessaire d’un point de 

vue fonctionnel. On peut alors se demander s’il en va de même pour d’autres exons en phase du gène 

BRCA2. De façon intéressante, il a été rapporté que des IVS±1/2 localisées au niveau de l’exon 3 de 

BRCA2 sont responsables du saut total en phase de cet exon dans le test fonctionnel basé sur 

l’utilisation de minigènes (Caputo et al., 2018 ; Tubeuf et al., 2020a). Ces travaux, menés en 

collaboration avec le réseau national GGC et le consortium international ENIGMA, ont également 

permis de démontrer que le saut drastique en phase de l’exon 3 de BRCA2 ne permet pas la production 

d’une protéine fonctionnelle, confirmant ainsi le caractère pathogène des variations à l’origine d’un 

saut total de cet exon. Récemment, l’équipe du Dr Vreeswijk a mis à profit l’essai basé sur l’utilisation 

de cellules souches embryonnaires de souris pour confirmer l’absence de fonctionnalité de la protéine 

BRCA2 délétée pour l’exon 3 (Mesman et al., 2020). Cette étude a étendu ses investigations aux 

conséquences fonctionnelles, d’une part, de certaines IVS±1/2 de BRCA2 et, d’autre part, des délétions 

de chaque exon de BRCA2. Ces travaux ont révélé que les variations IVS±1/2 responsables du saut en 

phase des exons 11, 17, 19 et 26 ne permettent pas la production d’isoformes protéiques 

fonctionnelles. Ainsi, il semblerait que les exons en phase 11, 17, 19 et 26 codent des domaines 

fonctionnels essentiels à l’activité de la protéine BRCA2. Les IVS±1/2 localisées au niveau de ces exons 

restent donc pathogènes. A l’inverse, le maintien de la fonctionnalité de la protéine BRCA2 délétée 

pour l’exon 10 suggère que les IVS±1/2 à l’origine du saut en phase de cet exon pourraient voir leur 

classification pathogène remise en cause. Il sera important à l’avenir d’analyser l’impact de ces IVS±1/2 

sur l’épissage de l’exon 10 de BRCA2 et de déterminer leurs conséquences fonctionnelles au niveau de 

la protéine. De façon remarquable, les équipes du Dr Vreeswijk et du Dr Sharan ont également pu 

démontrer que certaines IVS±1/2 localisées cette fois dans des exons hors phase de BRCA2 sont 

capables de produire des protéines en partie fonctionnelles grâce au saut en phase combiné de 

plusieurs exons (e.g. saut en phase des exons 4 à 7) (Biswas et al., 2011 ; Thirthagiri et al., 2016 ; 

Mesman et al., 2020).  

 

 Si le paradigme des variations nulles de type IVS±1/2 à l’origine d’un saut d’exon en phase et 

de la production d’une protéine en partie fonctionnelle est nouveau dans les gènes de prédisposition 
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aux cancers, il est important de noter que ce type de mécanisme de « sauvetage » a déjà été décrit 

dans le contexte d’autres maladies monogéniques. Ainsi, dans le gène DMD qui code la protéine 

dystrophine, alors que des variations de type perte de fonction sont responsables d’un phénotype 

sévère de dystrophie musculaire de Duchenne (DMD), certaines variations IVS±1/2 à l’origine d’un 

défaut d’épissage en phase ont été rapportées comme étant associées à une présentation 

phénotypique atténuée, décrite sous le nom de dystrophie musculaire de Becker (DMB). C’est 

notamment le cas de la variation DMD c.1603-2A>C qui est responsable du saut en phase de l’exon 14 

et permet ainsi la production d’une protéine en partie fonctionnelle (Tuffery-Giraud et al., 2005).  

 

I.1.2. Les variations IVS±1/2 à l’origine de délétions exoniques ou de rétentions introniques en 

phase 

 Les anomalies en phase induites par des variations IVS±1/2 ne se limitent pas à des sauts 

d’exon. En effet, d’autres biotypes peuvent conduire à l’utilisation en phase de sites cryptiques ou 

alternatifs d’épissage, préexistants dans l’environnement exonique ou intronique de la mutation. Ces 

sites cryptiques ou alternatifs d’épissage sont susceptibles de prendre le relai à la suite de la 

destruction des sites constitutifs d’épissage dans le contexte muté. Les conséquences de telles 

anomalies d’épissage sont la production d’isoformes présentant des délétions exoniques ou des 

rétentions introniques en phase. Mes travaux de thèse ont apporté des preuves expérimentales de 

l’existence de ces évènements d’épissage en phase dans le cadre de l’étude de certaines variations du 

gène MSH2. Peu de travaux dans la littérature rapportent la caractérisation de telles mutations 

d’épissage et, encore moins, les conséquences fonctionnelles au niveau des isoformes protéiques 

résultantes. Dans le cas des IVS±1/2 à l’origine de ce type d’anomalies au niveau des exons 4, 7, 12 et 

15 de MSH2, mes travaux de thèse ont permis de démontrer que les isoformes résultantes ne 

conduisent pas à la production de protéines MSH2 fonctionnelles. Il semblerait donc que ces délétions 

exoniques et ces rétentions introniques en phase soient responsables de l’altération d’un domaine 

fonctionnel essentiel et/ou de la déstabilisation de la protéine. Il sera intéressant dans le futur de 

déterminer les raisons exactes de ces pertes de fonction. L’ensemble des variations IVS±1/2 analysées 

ici, malgré leur effet en phase sur l’épissage, sont donc responsables de la perte de fonction de MSH2. 

Ces données confirment alors leur classification pathogène. Ces travaux suggèrent également que la 

protéine MSH2, contrairement à BRCA2, ne tolère pas les insertions/délétions qu’elles soient de 

grande ou de petite taille.  

 

 En parallèle de mes travaux de thèse, j’ai eu l’opportunité de participer à un projet collaboratif 

au sein du consortium international ENIGMA (pilotes : Dr de la Hoya et Dr Krieger) portant sur des 

variations responsables d’anomalies d’épissage en phase dans BRCA1, l’autre gène majeur de 
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prédisposition au syndrome sein-ovaire. Mes travaux ont permis de caractériser l’impact sur l’épissage 

de 14 variations dont 12 IVS±1/2 localisées au niveau des exons 6, 8, 13 et 14 de ce gène. Dans le test 

basé sur l’utilisation de minigènes, nous avons démontré que toutes ces variations IVS±1/2 favorisent 

l’utilisation de sites cryptiques ou alternatifs exoniques conduisant ainsi à la production d’isoformes 

présentant des délétions en phase de petites portions exoniques (3 à 9 nucléotides). La fonctionnalité 

de telles isoformes reste encore à évaluer et fait actuellement l’objet d’investigations par le 

consortium ENIGMA. De plus, dans ce réseau international, les données cliniques et familiales des 

patients porteurs sont en cours de collecte afin de statuer sur l’interprétation clinique de ces variations 

splicéogéniques.  

 

I.1.3. Autres mécanismes à l’origine du maintien d’une fonction dans le contexte de variations 

IVS±1/2 

 Dans le cadre de mes travaux de thèse, nous avons abordé le cas des variations IVS±1/2 

susceptibles de maintenir une fonction du fait de leur impact sur l’épissage, par le biais de 

modifications en phase. D’autres mécanismes en cis peuvent être envisagés pour expliquer un 

maintien de la fonction associée à certaines variations IVS±1/2. 

 Il est possible qu’une partie des IVS±1/2 à l’origine de défauts d’épissage hors phase 

permettent tout de même la production d’une protéine fonctionnelle, au moins en partie, via la 

production d’isoformes alternatives potentiellement fonctionnelles. Dans le gène BRCA1, il a 

notamment été montré que la variation c.[594-2A>C;641A>G] initialement classée pathogène n’était 

en fait pas associée à une augmentation du risque de développer un cancer, bien que cette variation 

soit responsable du saut hors phase de l’exon 10 (Rosenthal et al., 2015 ; de la Hoya et al., 2016). 

L’hypothèse alors proposée pour expliquer cette contradiction apparente s’appuie sur l’existence d’un 

épissage alternatif en phase des exons 9 et 10 (ΔE9-10) qui est maintenu dans le contexte muté et qui 

pourrait expliquer la persistance d’une activité suffisante de BRCA1. Dans le futur, il sera important de 

vérifier la fonctionnalité de l’isoforme BRCA1 ΔE9-10 pour consolider cette explication. Un tel 

mécanisme de sauvetage est également envisageable dans le cas de la variation c.631+2T>G, 

responsable du saut hors phase de l’exon 7 de BRCA2 et de ce fait, considérée pathogène (Pyne et al., 

2000). En effet, l’expression, même à de faible taux, d’une isoforme protéique BRCA2 ΔE4-7 issue d’un 

épissage alternatif semble permettre le maintien d’une fonction résiduelle dans le contexte muté 

(Biswas et al., 2011 ; Thirthagiri et al., 2016 ; Stauffer et al., 2020 ; Mesman et al., 2020). Ceci pourrait 

expliquer la viabilité d’individus homozygotes pour cette variation néanmoins atteints d’une anémie 

de Fanconi. Toutefois, il n’a pas encore été déterminé si les individus hétérozygotes pour la variation 

c.631+2T>G présentent un risque de développer un cancer moins élevé que celui associé à des 
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variations BRCA2 clairement pathogènes. Ces données soulignent l’importance de prendre en 

considération la possible existence d’isoformes alternatives fonctionnelles dans l’interprétation 

biologique des variations. En effet, la présence de ces isoformes alternatives est susceptible de 

contrecarrer ou d’atténuer le caractère pathogène de certaines variations, en fonction de leur activité 

et de leur niveau d’expression.  

 

 Le maintien d’une fonction peut également être observé dans le contexte particulier de 

certaines variations IVS+2. En effet, les substitutions T>C localisées en position +2 au niveau des sites 

5’ d’épissage (GT>GC) ne sont pas toujours associées à un défaut d’épissage complet. Des travaux 

récents ont montré que, dans 15 à 18% des cas, ce type de variations permet la production plus ou 

moins importante (1 à 89%) de transcrits pleine longueur (Lin et al, 2019 ; Chen et al, 2020 ; Nix et al., 

2021). Ainsi, il est possible que certaines variations IVS+2 conduisent, malgré tout, à la production 

d’une protéine sauvage totalement fonctionnelle. Ici encore se pose la question du seuil à partir duquel 

la production de transcrit pleine longueur permet d’assurer un niveau de protéine fonctionnelle 

suffisant pour ne pas conduire à un phénotype clinique sévère. L’haploinsuffisance dépend alors du 

gène considéré. Dans le cas du gène DMD, il a été démontré que la variation c.8027+2T>C en 

permettant la production de seulement 10% de transcrits pleine longueur était responsable d’un 

phénotype atténué de dystrophie musculaire de Becker (Bartolo et al., 1996). 

 

I.2. Les variations non-sens à l’origine d’un épissage en phase et responsables du maintien 

d’une fonction au niveau de la protéine 

 I.2.1. Les variations non-sens à l’origine d’un saut d’exon en phase 

 Toutes les variations non-sens de l’exon 12 de BRCA2, répertoriées dans les bases de données 

mutationnelles au début de mes travaux de thèse, ont été sélectionnées afin d’étudier leur impact sur 

l’épissage. Parmi les 5 variations analysées, nous avons pu mettre en évidence que 4 variations sont à 

l’origine d’un défaut d’épissage partiel avec, d’une part, la production d’un transcrit pleine longueur 

porteur du PTC et, d’autre part, la production d’un transcrit avec le saut en phase de l’exon 12 (ΔE12). 

Deux groupes de variations non-sens ont pu être distingués grâce à des analyses semi-quantitatives 

sur l’ARN : (i) celles avec un effet modéré sur l’épissage qui conduisent à la production minoritaire du 

transcrit ΔE12 et (ii) celles avec un effet important sur l’épissage qui sont responsables de la production 

majoritaire du transcrit ΔE12. Dans un contexte de variations non-sens à distance des sites d’épissage, 

l’impact de ces variations est très probablement le résultat direct de l’altération d’éléments 

régulateurs exoniques de l’épissage, i.e. la destruction d’un élément activateur (ESE) et/ou la création 

d’un élément inhibiteur (ESS). De façon intéressante, les deux variations associées aux effets les plus 
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drastiques sur l’épissage, les variations c.6844G>T (p.Glu2282*) et c.6901G>T (p.Glu2301*), sont 

localisées dans des régions riches en purines 5’-AGAA-3’ qui ressemblent aux motifs décrits comme 

sites de liaison pour la protéine activatrice d’épissage Tra2-β1 (Cléry et al., 2011). Il est envisageable 

que les variations non-sens étudiées ici perturbent la liaison du facteur activateur d’épissage Tra2-β1 

en altérant ce motif et favorisent ainsi le saut de l’exon 12 de BRCA2. Ces anomalies d’épissage sont 

difficiles à appréhender par le biais des prédictions bioinformatiques basées sur les scores ΔtESRseq. 

En effet, dans notre jeu de données, les prédictions bioinformatiques de l’effet des variations sur 

l’épissage ne concordent pas toujours avec les résultats expérimentaux. Il serait donc intéressant 

d’envisager l’utilisation d’autres outils de prédictions in silico dédiés aux ESR, voir d’en combiner 

plusieurs, comme décrit récemment par notre équipe (Tubeuf et al., 2020b), afin d’évaluer leurs 

capacités prédictives dans le contexte de l’exon 12 de BRCA2.  

 

 A l’instar des IVS±1/2, les variations non-sens responsables des effets sur l’épissage les plus 

importants permettent la production d’une protéine BRCA2 délétée pour l’exon 12 fonctionnelle, au 

moins en partie, remettant en cause leur classification pathogène. Se pose également ici la question 

de l’interprétation biologique et clinique des variations localisées dans cet exon particulier de BRCA2 

et présentant un effet modéré ou sans impact sur l’épissage. En effet, l’existence d’un épissage 

alternatif à des taux relativement important (15,9%) (Davy et al., 2017) pourrait potentiellement 

atténuer l’effet délétère de certaines de ces variations.   

 

 Dans nos gènes d’intérêt, ce n’est pas la première fois qu’une variation non-sens est décrite 

comme étant à l’origine d’un saut d’exon en phase. C’est, par exemple, le cas de la variation non-sens 

c.5080G>T (p.Glu1694*) localisée dans l’exon 18 de BRCA1 qui conduit au saut en phase de cet exon, 

apparemment de façon partielle, du fait de l’altération d’un ESE (Mazoyer et al., 1998). Mais ici, le saut 

de cet exon emporte une séquence codant une partie du domaine BRCT, région essentielle à la fonction 

de BRCA1. Pour cette raison, cette variation conserve son caractère pathogène. Ces données 

soulignent l’importance de cartographier et caractériser les domaines fonctionnels des protéines afin 

d’interpréter finement les défauts d’épissage et d’évaluer ainsi la pathogénicité de la variation 

impliquée. Récemment, il a été montré que les variations non-sens BRCA2 c.491T>A (p.Leu164*) et 

c.581G>A (p.Trp194*), localisées respectivement dans les exons 6 et 7 de BRCA2, sont à l’origine d’une 

augmentation de l’épissage alternatif en phase des exons 4 à 7 tandis que la variation c.9572G>A 

(p.Trp3191*) est responsable du saut en phase de l’exon 26 (Mesman et al., 2020). Dans le test 

fonctionnel basé sur l’utilisation de cellules souches embryonnaires de souris, ces variations sont 

responsables d’une complémentation intermédiaire et d’une activité de recombinaison homologue 

sévèrement impactée (Mesman et al., 2020). Ces données suggèrent donc que, dans le cas de ces 3 



 

Discussion | 210   

variations, la production et la fonction de ces isoformes en phase sont trop faibles pour permettre un 

niveau suffisant d’activité BRCA2.  

 

 De façon importante, si le paradigme des variations non-sens responsables du maintien d’une 

fonction par le biais de leur impact sur l’épissage est nouveau dans nos gènes d’intérêt, cela a déjà été 

décrit pour d’autres maladies monogéniques. Un exemple emblématique est celui de certaines 

variations non-sens dans le gène DMD. En effet, elles sont normalement responsables d’un phénotype 

sévère de dystrophie musculaire de Duchenne et, en fait, à l’origine d’une altération en phase de 

l’épissage conduisant à la production d’une protéine en partie fonctionnelle responsable d’un 

phénotype atténué de dystrophie musculaire de Becker (Shiga et al., 1997 ; Ginjaar et al., 2000 ; 

Tuffery-Giraud et al., 2005 ; Disset et al., 2006 ; Flanigan et al., 2011). C’est notamment le cas de la 

variation non-sens c.4250T>A (p.Leu1417*) qui est à l’origine du saut en phase de l’exon 31 de DMD 

(Tuffery-Giraud et al., 2005 ; Flanigan et al., 2011). Il est remarquable de constater que, dans cette 

maladie, un taux très faible de protéine fonctionnelle (< 5%) suffit à faire basculer le phénotype vers 

une forme atténuée (de Feraudy et al., 2020). Des variations non-sens splicéogéniques identifiées dans 

d’autres gènes conduisent également à un phénotype atténué, dans le contexte notamment de la 

dystrophie musculaire congénitale, de l’amaurose congénitale de Leber et de l’épidermolyse bulleuse 

simple généralisée sévère (Di Blasi et al., 2001 ; Littink et al., 2010 ; Kowalewski et al., 2016). Ces 

observations et le fait que des délétions internes en phase au niveau du gène DMD sont associées à 

des DMB ont conduit au développement de nouvelles stratégies thérapeutiques basées sur la 

modulation de l’épissage, notamment le saut d’exon, par l’utilisation d’oligonucléotides anti-sens 

(Aartsma-Rus and van Ommen, 2007 ; Pitout et al., 2019). Ces molécules, constituées de courtes 

séquences nucléotidiques complémentaires d’une région cible du pré-ARNm, permettent de moduler 

spécifiquement l’épissage de façon à rétablir le cadre de lecture de transcrits a priori porteurs 

d’altérations tronquantes. Ainsi, ces agents permettent de restaurer la production d’une protéine 

fonctionnelle, au moins en partie. Deux molécules approuvées par la FDA en 2016 ont démontré une 

bonne efficacité thérapeutique dans le traitement de la DMD et de la SMA. La première molécule est 

l’Eteplirsen, un oligonucléotide anti-sens qui cible un élément exonique activateur de l’épissage 

localisé dans l’exon 51 du gène DMD provoquant ainsi le saut de cet exon (Lim et al., 2017 ; Echevarria 

et al., 2018). L’utilisation de cette molécule est recommandée dans le cas de patients atteints de DMD 

porteurs de délétions hors phase en amont de cette région du gène car, en induisant le saut de l’exon 

51, elle permet de restaurer la phase de lecture et de conduire à la production de protéines 

dystrophines partiellement fonctionnelles. De façon remarquable, il a été constaté une perte de la 

marche plus lente chez des patients traités pendant 3 ans à l’Eteplirsen. La seconde molécule 

approuvée par la FDA est la Nusinersen qui cible un élément intronique inhibiteur de l’épissage localisé 
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dans l’intron 7 du gène SMN2 et augmente ainsi l’inclusion de l’exon 7, permettant la production d’une 

protéine SMN pleine longueur fonctionnelle (Paton, 2017). L’utilisation de cette molécule est 

recommandée dans le cas de patients atteints de SMA, maladie provoquée par une perte bi-allélique 

du gène SMN1 afin de complémenter la déficience en protéines SMN. Les patients traités ont 

démontré de nombreuses améliorations dans la fonction motrice. Au vu de l’existence, dans certains 

gènes de prédisposition aux cancers (BRCA1 et BRCA2), des possibilités de sauvetage par le biais de 

l’épissage, on peut se demander dans quelle mesure de telles stratégies thérapeutiques pourraient 

être adaptées dans le futur afin de prévenir le développement de cancers chez les individus porteurs 

de variations perte de fonction.  

 

 Si les variations non-sens sont capables d’induire des modifications de l’épissage par le biais 

de saut en phase, elles peuvent également conduire à des délétions exoniques en phase. En parallèle 

de mes travaux de thèse portant sur BRCA2 et MSH2, j’ai eu l’opportunité d’étudier une variation non-

sens dans le gène APC impliqué dans la polypose adénomateuse familiale (PAF). Il s’agit de la variation 

c.288T>A (p.Tyr96*) localisée dans l’exon 3. De façon intéressante, cette variation a été identifiée chez 

33 individus issus de 7 familles différentes dont 28 ont été diagnostiqués pour un cancer colorectal à 

un âge moyen de 61,7 ans (Ibrahim et al., 2014). Or, dans les formes classiques de polypose 

adénomateuse familiale, l’âge moyen de cancer colorectal est généralement autour de 40 ans. Cette 

variation est décrite comme associée à un phénotype atténué. Nous avons alors émis l’hypothèse selon 

laquelle cette observation pourrait être la conséquence de l’impact de la variation sur l’épissage.  Nous 

avons pu mettre en évidence, à l’aide du test minigène et à partir de l’ARN de patients, que cette 

variation engendre majoritairement la production d’un transcrit pleine longueur porteur d’un PTC mais 

elle est également responsable de l’expression minoritaire d’un transcrit délété pour les 69 premiers 

nucléotides de l’exon 3. Cette anomalie en phase est la conséquence de la création d’un site 3’ 

d’épissage exonique dans le contexte muté. De futures investigations seront nécessaires pour 

déterminer si l’isoforme protéique correspondante (délétion interne de 23 acides aminés) est 

fonctionnelle, ce qui pourrait expliquer pourquoi cette variation non-sens est associée à une forme 

atténuée de PAF.  

 

 Plus largement, le mécanisme de sauvetage des mutations non-sens par le processus 

d’épissage pourrait également exister en dehors d’un contexte de maladie monogénique. En effet, il a 

été estimé que, dans la population générale, chaque individu est porteur en moyenne de 100 variations 

présumées pertes de fonction, dont 20% à l’état homozygote (MacArthur et al., 2012). Certaines de 

ces variations pourraient également permettre le maintien d’une fonction par le biais de leur impact 

direct sur l’épissage ou du fait d’un épissage alternatif (Jagannathan and Bradley, 2016). 
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 L’existence potentielle d’un mécanisme de sauvetage associé à certaines variations non-sens 

splicéogéniques peut également être à l’origine de résultats inattendus dans le cadre de certains 

travaux de recherche. C’est notamment le cas d’approches de génétique inverse qui mettent à profit 

des modèles animaux pour établir un lien de causalité entre la perte de fonction d’un gène et 

l’expression d’un phénotype spécifique. Il a ainsi été rapporté que l’observation inattendue d’un 

phénotype normal de certains poissons zèbres mutants supposés knock out était le fait des propriétés 

splicéogéniques de variations non-sens introduites dans le génome de ces animaux (Anderson et al., 

2017). Il est désormais conseillé de prendre en considération ce possible écueil dans la sélection des 

variations bona fide perte de fonction pour l’établissement de modèles animaux. 

 

I.2.2. Autres mécanismes à l’origine d’un maintien d’une fonction dans le contexte de 

variations non-sens 

 Dans le cadre de mes travaux de thèse, nous avons abordé le cas des variations non-sens 

susceptibles de maintenir une fonction du fait de leur impact direct sur l’épissage. D’autres 

mécanismes en cis peuvent contourner la perte totale de fonction dans le contexte de ce type de 

variations, en particulier du fait (i) de l’épissage alternatif physiologique de l’exon porteur du PTC, (ii) 

de la localisation C-terminale du PTC, (iii) de la localisation N-terminale du PTC ou (iv) de la translecture. 

 

 Tout comme pour les IVS±1/2, il est envisageable qu’une partie des variations non-sens 

permettent tout de même la production d’une protéine fonctionnelle, au moins en partie, du fait d’un 

épissage alternatif en phase de l’exon porteur du PTC. Cet évènement permet l’élimination du codon 

stop prématuré et potentiellement la production d’une isoforme protéique fonctionnelle. Cela 

pourrait être le cas des variations non-sens dans l’exon 12 de BRCA2 sans impact sur l’épissage puisque 

cet exon non essentiel est soumis à un épissage alternatif (Li et al., 2009 ; Fackenthal et al., 2016 ; Davy 

et al., 2017). De futures investigations seront nécessaires pour déterminer si le niveau d’expression de 

cette isoforme alternative permet une activité BRCA2 suffisante. On peut se poser la même question 

pour des variations non-sens splicéogéniques localisées dans d’autres exons de BRCA2 (i.e. ∆E4-7) et 

de BRCA1 (i.e. ∆E9-10), puisque ces sauts combinés d’exons sont également alternatifs et susceptibles 

de conduire à la production d’une isoforme fonctionnelle (Thirthagiri et al., 2016 ; Stauffer et al., 2020 ; 

de la Hoya et al., 2016 ; Mesman et al., 2020).  

 

 D’autres évènements permettent de contourner la perte de fonction engendrée par les 

variations non-sens. Tout d’abord, les PTC localisés dans la partie C-terminale peuvent entrainer la 

perte d’une séquence non essentielle à la fonction protéique. On peut notamment citer le cas de la 
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variation non-sens BRCA2 c.9976A>T (p.Lys3326*) initialement supposée perte de fonction. Cette 

variation a fait l’objet d’une reclassification en variation non pathogène sur la base notamment de sa 

fréquence élevée dans la population générale (Mazoyer et al, 1996). Localisée à l’extrémité C-

terminale de la protéine, cette variation entraîne la production d’une protéine tronquée pour les 93 

derniers acides aminés. Malgré cette délétion, il a été montré que la protéine tronquée 

correspondante est fonctionnelle (Wu et al., 2005). Toutefois, et de façon intrigante, cette variation 

est associée à un risque très faible de cancers du sein et de l’ovaire (Odd ratio = 1,28 et 1,26) (Meeks 

et al., 2015). Il est donc possible qu’il s’agisse d’une variation hypomorphe, mais cela reste encore à 

clarifier. 

 

Les variations non-sens à l’origine d’un PTC dans la partie N-terminale peuvent également 

permettre le maintien d’une fonction dans certains cas. Cela est possible du fait de la ré-initiation de 

la traduction en aval du codon stop prématuré du fait de la présence d’un codon d’initiation alternatif 

en phase. En conséquence, seulement quelques acides aminés seront délétés au début de la protéine. 

Ce mécanisme est bien connu et décrit de nombreuses fois dans la littérature. On peut notamment 

citer le cas de la variation non-sens c.109C>T (p.Arg37*) dans le gène ATRX qui aurait dû engendrer un 

phénotype létal. L’utilisation d’un codon d’initiation alternatif 3 acides aminés en aval du PTC permet 

de produire environ 20% de protéine ATRX fonctionnelle, délétée pour les 40 premiers acides aminés, 

avec pour conséquence un syndrome ATR-X moins sévère (Howard et al., 2004). Dans le gène APC, la 

ré-initiation de la traduction au niveau d’un codon AUG en position 184 serait également responsable 

de formes atténuées de PAF observées dans le contexte de variations non-sens localisées à 

l’extrémité N-terminale de la protéine (Heppner Goss et al., 2002). A notre connaissance, dans les 

gènes BRCA et MMR, il n’a pas été décrit de cas de variations non-sens localisées dans la région N-

terminale qui seraient associées à un phénotype atténué. Cette possibilité ne peut toutefois être 

exclue, notamment pour le gène MSH2. En effet, il a été rapporté l’existence d’une variation localisée 

sur la première base du codon d’initiation de la traduction du gène MSH2 (c.1A>C) qui serait associée 

à une pénétrance bien plus faible que celles établies pour les variations pathogènes classiquement 

associées à un syndrome de Lynch (Cyr et al., 2012 ; Rosenthal et al., 2015). La présence d’un codon 

d’initiation de la traduction alternatif 26 acides aminés en aval du codon AUG constitutif permettrait 

la production d’une protéine fonctionnelle. Sur la base de ces données, on peut alors se questionner 

sur le réel impact des variations non-sens localisées en amont de ce codon d’initiation alternatif.  

 

Un autre phénomène est susceptible d’expliquer pourquoi certaines variations non-sens ne 

provoquent pas une perte totale de fonction de la protéine. Il met en jeu le processus de translecture 

du codon stop. Ce mécanisme permet l’incorporation d’un acide aminé à la place du codon stop 
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prématuré, au cours de la traduction (Dabrowski et al., 2015). Le phénomène de translecture 

spontanée a été largement décrit chez les virus, les bactéries et les levures (Mottagui-Tabar and 

Isaksson, 1998 ; Rospert et al., 2005 ; Schueren and Thoms, 2016). Il dépend directement du contexte 

nucléotidique et de la nature du codon stop. A ce jour, le phénomène de translecture a très peu été 

décrit dans un contexte de maladies mendéliennes. On peut toutefois citer le cas de la variation LAMA3 

c.2827C>T (p.Arg943*), responsable d’un phénotype atténué d’épidermolyse bulleuse jonctionnelle. 

Dans le contexte muté, le transcrit porteur du PTC n’est pas dégradé par le NMD et conduirait à la 

production d’une protéine pleine longueur, grâce au mécanisme de translecture, permettant ainsi 

l’expression d’une forme atténuée de la maladie (Pacho et al., 2011). Un autre cas de translecture en 

lien avec une maladie mendélienne a été décrit dans le contexte de plusieurs variations non-sens du 

gène F9 impliqué dans l’hémophilie B, caractérisée par un déficit du facteur IX. En présence de ces 

variations, une faible quantité de protéines pleine longueur a pu être observée dans le sang des 

patients du fait d’un phénomène de translecture spontané (Pinotti et al., 2012). Cependant, à l’inverse 

du premier exemple, la quantité de protéines pleine longueur ainsi produites n’est pas suffisante pour 

modifier le phénotype de la maladie. Il est intéressant de noter que, depuis une vingtaine d’années, 

l’utilisation de molécules spécifiques, telles que les antibiotiques de la classe des aminoglycosides, 

favorisant la translecture des codons stop prématurés, a été considérée comme une stratégie 

thérapeutique prometteuse (Keeling et al., 2014). Un autre agent pharmacologique, l’ataluren, qui 

stimule également la translecture des 3 codons stop, a montré une efficacité importante pour certains 

patients atteints de dystrophie musculaire de duchenne et porteurs de PTC dans le gène DMD (Peltz 

et al., 2013 ; Mercuri et al., 2020). Ce traitement a en effet retardé la progression de la maladie. Il faut 

toutefois souligner que le phénomène de translecture est en général peu efficace, qu’il soit spontané 

ou induit par des drogues (Schueren and Thoms, 2016 ; Rodnina et al., 2020). Cette stratégie 

thérapeutique ne peut donc être envisagée aujourd’hui que dans le contexte de pathologies pour 

lesquelles une amélioration du phénotype est possible du fait de l’expression, même faible, d’une 

protéine fonctionnelle.  

  

II. La problématique de l’interprétation clinique des variations hypomorphes 

Les variations hypomorphes responsables de la production d’une protéine en partie 

fonctionnelle, telles que certaines variations IVS±1/2 et non-sens de l’exon 12 de BRCA2, représentent 

un nouveau défi particulièrement important en termes d’interprétation clinique dans un contexte 

d’oncogénétique médicale. Dans les gènes BRCA, peu de variations ont été précédemment décrites 

comme responsables d’un niveau intermédiaire d’activité. Certaines d’entre elles se sont révélées être 

à l’origine d’une atténuation de l’expression clinique du syndrome sein-ovaire avec une diminution du 
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risque associé de développer un cancer. L’exemple le plus emblématique est celui de la mutation faux-

sens BRCA1 c.5096G>A (p.Arg1699Gln) qui a fait l’objet de nombreuses investigations (Lovelock et al., 

2007 ; Spurdle et al., 2012 ; Shimelis et al., 2017 ; Moghadasi et al., 2018). Il a ainsi été montré que 

cette variation était responsable d’une activité intermédiaire dans différents essais fonctionnels 

protéiques (Lovelock et al., 2007 ; Shimelis et al., 2017 ; Spurdle et al., 2018). La protéine mutée 

présente un domaine BRCT altéré, à l’origine de la perte partielle de fonction (Lovelock et al., 2007 ; 

Spurdle et al., 2018). Afin d’appréhender le risque de cancer lié à cette variation hypomorphe, des 

études de co-ségrégation ont été entreprises. Une première étude basée sur l’analyse de 30 familles a 

révélé que cette variation était responsable d’un risque cumulé de cancers du sein et de l’ovaire estimé 

à 24% à 70 ans, risque bien inférieur à celui estimé à 68% pour les variations associées à une perte 

totale de fonction de BRCA1 (Spurdle et al., 2012). Plus récemment, une étude à plus grande échelle 

conduite au sein du consortium ENIGMA et incluant 129 familles a permis de déterminer de façon 

robuste les risques de cancers de sein et de l’ovaire à 70 ans pour cette variation, estimés à 20% et 6%, 

respectivement (Moghadasi et al., 2018). 

 

Qu’en est-il alors de la classification de cette variation ? Les faibles risques associés à cette 

variation hypomorphe de BRCA1 ne permettent théoriquement pas de la classer dans le système 

aujourd’hui établi pour rendre compte de la pathogénicité des variations dans les gènes BRCA. En effet, 

ce système est binaire. Il permet la distinction entre, d’une part, les variations neutres sans impact 

biologique et sans risque (classe 1) et, d’autre part, les variations pathogènes avec perte totale de 

fonction et associées à un risque élevé de développer la maladie (classe 5). La mise en évidence de 

variations hypomorphes responsables d’un risque plus faible suggère qu’il existe en fait un continuum 

de la sévérité de l’impact biologique des variations, avec pour conséquence des risques plus ou moins 

importants de développer la maladie. La pénétrance pourrait donc être variable en fonction des 

différentes variations identifiées au sein d’un même gène, avec des implications importantes pour la 

prise en charge médicale des patients porteurs et de leurs apparentés. 

 

Aujourd’hui des réflexions sont menées pour adapter la prise en charge médicale des individus 

porteurs de variations hypomorphes à risque modéré dans les gènes BRCA. Dans le cas de la variation 

BRCA1 c.5096G>A (p.Arg1699Gln) le consortium ENIGMA a recommandé une surveillance mammaire 

pour les femmes porteuses sur la base d’une mammographie annuelle à partir de 40 ans et une 

hystérectomie doit être considérée en fonction de l’histoire familiale (Moghadasi et al., 2018). Ces 

recommandations spécifiques s’appuient sur celles précédemment émises dans un contexte de 

syndrome sein-ovaire pour les gènes dont la perte de fonction est responsable d’un risque modéré de 

cancer, tel que CHEK2 (Easton et al., 2015 ; Tung et al., 2016). 
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L’existence d’autres variations faux-sens hypomorphes de BRCA1 et BRCA2, associées à un 

risque modéré, a été suggérée par plusieurs études (Domchek et al., 2013 ; Spurdle et al., 2012 ; 

Shimelis et al., 2017 ; Monteiro et al., 2020). Cependant, ces investigations se confrontent souvent à 

deux problèmes majeurs : (i) la non-concordance éventuelle des données générées dans différents 

essais fonctionnels pour la même variation, et (ii) la difficulté d’estimer le risque du fait de la rareté de 

la variation. Il est aujourd’hui impossible d’établir une corrélation directe, pour une variation donnée, 

entre le niveau de fonctionnalité mesuré dans un essai spécifique et le risque associé de cancers. De 

futures investigations seront nécessaires pour évaluer la possibilité d’une calibration des tests 

fonctionnels dans ce sens. Elles devraient également permettre d’appréhender les seuils 

d’haploinsuffisance minimaux associés à des variations bona fide pathogènes qui confèrent des risques 

élevés ainsi que celles conférant des risques intermédiaires.  

 

Toutes ces questions se posent également dans le contexte de variations splicéogéniques à 

effet partiel, c’est à dire qui conduisent à la production de transcrits aberrants hors phase mais 

également à celle des transcrits pleine longueur, à des niveaux plus ou moins importants. C’est 

notamment le cas de la variation c.5407-25T>A localisée dans l’intron 22 de BRCA1 qui est responsable 

de la production de deux transcrits : l’un, présentant le saut hors phase de l’exon 23 et l’autre, étant 

pleine longueur (Hoberg-Vetti et al., 2020). De façon intéressante, cette anomalie a été identifiée dans 

20 familles associées à un risque intermédiaire de cancer, probablement du fait de la production 

résiduelle de l’isoforme pleine longueur. Dans les gènes BRCA et MMR, de nombreuses variations 

aujourd’hui classées VSI ont été identifiées comme étant à l’origine d’un effet partiel sur l’épissage 

(Tournier et al, 2008 ; Théry et al., 2011 ; Gaildrat et al., 2012 ; Houdayer et al., 2012 ; Di Giacomo et 

al., 2013 ; Soukarieh et al., 2016 ; Tubeuf et al., 2020a). La pathogénicité de telles variations 

splicéogéniques potentiellement hypomorphes dépend des niveaux d’expression des transcrits pleine 

longueur sauvages. Se pose alors la question du seuil. Très récemment, une étude de notre groupe à 

laquelle j’ai contribué a permis de montrer, en utilisant comme modèle l’exon 3 de BRCA2, que des 

variations splicéogéniques à effet partiel n’étaient pas pathogènes si elles permettaient la production 

d’au moins 60% de transcrits pleine longueur sauvages (Tubeuf et al., 2020a). Ces travaux représentent 

la première calibration de la pathogénicité des variations splicéogéniques à effet partiel dans ce gène. 

Dans le futur, ce type d’approches devrai contribuer à la classification des très nombreuses VSI 

splicéogéniques à effet partiel identifiées dans les gènes BRCA et MMR. Là encore, il sera indispensable 

d’intégrer des méthodes quantitatives précises pour l’évaluation des taux de transcrits.  
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Pour ce qui est des variations splicéogéniques IVS±1/2 et non-sens de l’exon 12 de BRCA2 

étudiées dans le cadre de mes travaux de thèse, la difficulté d’interprétation clinique est encore plus 

complexe. En effet, d’une part, ces variations produisent des taux variables de transcrit ∆E12 et donc 

de protéine ∆E12, du fait de leur impact différentiel sur l’épissage et, d’autre part, cette protéine 

présente une activité réduite par rapport à la protéine BRCA2 sauvage. Le test fonctionnel basé sur 

l’utilisation des cellules souches embryonnaires de souris nous a permis d’appréhender l’impact 

combiné de ces variations sur l’épissage et la fonction de la protéine dans le contexte de ce type de 

variations. Les résultats obtenus indiquent que certaines variations présentent une activité similaire à 

celle mesurée pour des variations neutres tandis que d’autres montrent une activité plus faible, 

toutefois supérieure à celle mesurée pour des variations pathogènes. L’analyse des données cliniques 

et familiales collectées dans le réseau national des laboratoires d’oncogénétique, pour les patients 

porteurs de ces variations splicéogéniques hypomorphes de l’exon 12 de BRCA2, n’a pas permis 

d’établir les risques de cancers associés à ce type de variations. De futures investigations, basées sur 

des études de co-ségrégation et des analyses de cas-contrôles à l’échelle internationale seront 

nécessaires pour estimer leurs pénétrances respectives. La difficulté dans ce type d’approches est 

toutefois la rareté de chaque variation. Afin de contourner le problème, il pourra être envisagé 

d’agréger les informations obtenues pour des variations présentant le même impact biologique, 

comme cela a été fait dans le cadre du projet sur l’exon 3 de BRCA2 (Caputo et al., 2018). Ceci implique 

l’intégration de données qualitatives et quantitatives issues de plusieurs tests fonctionnels calibrés.  

 

A l’ère de la médecine génomique de précision, l’interprétation biologique et clinique des 

variations génétiques identifiées dans le génome des patients a des implications majeures en termes 

de diagnostic, de pronostic, de prévention mais également dans les choix thérapeutiques. Dans le 

domaine de l’oncogénétique, mes travaux de thèse mettent en exergue la complexité de cette 

interprétation, avec la nécessité de distinguer les variations responsables d’une perte totale de 

fonction des gènes de prédisposition aux cancers de celles qui sont hypomorphes, responsables 

potentiellement d’un risque intermédiaire. Ces considérations impliquent d’appréhender, de façon 

qualitative et quantitative, l’impact biologique des variations au niveau de l’ARN et de la protéine, à 

l’aide d’approches complémentaires ayant fait l’objet de calibration. Dans ce contexte, le 

développement récent de méthodes à très haut débit semble très prometteur et présage 

l’accumulation de données fonctionnelles en masse pour toute substitution (exoniques et introniques 

flanquantes) dans des gènes impliqués dans des maladies, avant même l’identification de ces 

variations chez les patients. Ce type de démarches a déjà commencé, en tout cas en partie, dans 

certains gènes dont BRCA1 (Findlay et al., 2018) et MSH2 (Jia et al., 2021), ce qui laisse espérer des 

avancées majeures en génétique médicale dans un futur proche. 
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