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Avant-propos 

De tout temps, l’étude de la physiologie des maladies a permis de mieux comprendre à la fois les 

mécanismes cellulaires et moléculaire à leurs origines, et de proposer constamment de nouvelles 

approches thérapeutiques permettant ainsi, à terme, l’éradication de ces maladies. 

La dystrophie Facio-Scapulo-Humérale (FSHD), maladie génétique rare, est une myopathie 

progressive caractérisée principalement par une atteinte asymétrique des muscles faciaux, scapulaires 

et huméraux. Les cellules musculaires des patients FSHD sont atrophiques, hypersensibles au stress 

oxydant et plusieurs voies de signalisation sont dérégulées. Cette myopathie handicapante découle de 

causes génétiques localisées sur le locus 4q35, ainsi que d’évènements épigénétiques altérant 

l’organisation chromatinienne de la région génomique en question. L’ensemble de ces altérations 

génétiques et épigénétiques est accompagné d’une dérégulation de l’expression des gènes du locus 

4q35, dont DUX4, gène majeur impliqué dans la FSHD. La complexité de cette myopathie la rend 

jusque-là incurable. 

Des recherches extensives sont encore en cours afin de décortiquer les mécanismes moléculaires 

et cellulaires derrière la FSHD et dans le but de proposer des cibles et des pistes thérapeutiques. Le 

travail de thèse qui m’a été confié s’inscrit dans ces deux optiques. En effet, mes objectifs de thèse se 

sont construits autour de plusieurs grandes thématiques que sont la différenciation myogénique, le 

stress oxydant, les dommages de l’ADN, et les outils de l’édition génomique dans le cadre de 

stratégies thérapeutiques. L’ensemble de ces notions sont abordées dans l’introduction ci-après. Mon 

travail s’est articulé sur deux volets distincts. Il a concerné, dans un premier temps, l’implication des 

dommages de l’ADN et du stress oxydant dans la pathophysiologie de la FSHD et est exposé dans les 

deux premières parties de la section des résultats. Comme la FSHD est due aussi à des modifications 

épigénétiques altérant la structure de la chromatine, le deuxième volet de ma thèse propose deux 

stratégies de correction génomique ayant pour but de rétablir la conformation chromatinienne du locus 

4q35 et seront détaillées dans la troisième partie des résultats. 
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1 Dystrophie Facio-Scapulo-Humérale : un modèle génétique et épigénétique original 

 

1.1 Historique de la Dystrophie Facio-Scapulo-Humérale 

En 1861, le médecin français Guillaume Duchenne à qui l’on doit la découverte et la description 

de la maladie de Duchenne, s’est intéressé, lors de ses recherches cliniques, au diagnostic et à l’étude 

des syndromes de « paralysie musculaire pseudo-hypertrophique ». Il décrivit notamment « l’atrophie 

musculaire graisseuse progressive de l’enfance » qui se caractérise par l’apparition chez le jeune 

enfant (âge de 5 à 7 ans) d’une atrophie faciale envahissant progressivement les muscles des membres 

supérieurs, du tronc et pouvant s’étendre jusqu’aux membres inférieurs (Duchenne 1868). Cette 

description a permis de distinguer l’atrophie musculaire graisseuse progressive de l’enfance de la 

paralysie musculaire hypertrophique, et correspond à ce qu’on dénomme aujourd’hui la Dystrophie 

Facio-Scapulo-Humérale (FSHD). 

Indépendamment des travaux de Guillaume Duchenne, le neurologiste allemand Wilhelm Erb 

introduit pour la première fois la notion de « dystrophie musculaire progressive » et décrit en 1884 une 

forme juvénile d’atrophie musculaire progressive, qui concerne la ceinture scapulaire et les muscles du 

périnée, mais Wilhelm Erb n’a pas mentionné d’atteinte des muscles faciaux (Erb 1884). 

En 1885, deux médecins français Louis Landouzi et Jules Déjérine, publient un article décrivant 

pour la première fois la « myopathie atrophique progressive ; myopathie sans neuropathie débutant 

d’ordinaire dans l’enfance, par la face » (Landouzy, L and Dejerine 1885). Leur description de cette 

myopathie découle du suivi d’une famille pendant 11 ans et plus précisément d’un des frères 

présentant une atrophie des muscles faciaux à partir de l’âge de 3 ans, qui petit à petit a progressé dès 

l’âge de 17 ans pour attendre la ceinture scapulaire ainsi que les membres supérieurs, puis, ensuite, le 

tronc et la ceinture pelvienne. Cette myopathie n’est accompagnée ni de paralysie, ni de perturbation 

sensorielle, ni d’atteinte nerveuse. Bien que les descriptions de cette myopathie atrophique progressive 

faites par Guillaume Duchenne et Wilhelm Erb rejoignent celles de Louis Landouzi et Jules Déjérine, 

ces derniers ont minutieusement reconnu les particularités cliniques, la variabilité clinique et plus tard 

établi des critères diagnostics de cette myopathie progressive qu’ils nommèrent de type facio-scapulo-
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huméral (Landouzy, L and Dejerine 1885; Landouzy, L and Dejerine 1886). Leur nom est par 

conséquent éponyme à la FSHD. 

 

1.2 Description clinique de la FSHD 

Les dystrophies musculaires constituent un groupe hétérogène de maladies génétiques 

caractérisées par une faiblesse et une dégénérescence progressive de certains muscles squelettiques. 

Plus d’une trentaine de dystrophies musculaires qui diffèrent par la sévérité de l’atteinte musculaire, 

l’âge de l’apparition des symptômes, l’évolution de la maladie et le mode de transmission héréditaire 

ont été décrites. Alan Emery décrivit en 2002 six dystrophies musculaires majeures caractérisées par 

leurs distributions typiques de l’atteinte musculaire et dont faisait partie la FSHD (Emery 2002). 

La FSHD fait partie des myopathies les plus communes ; elle est considérée comme étant la 

troisième maladie musculaire héréditaire en terme de fréquence, et la myopathie la plus fréquente chez 

l’adulte. Selon Orphanet et OMIM, sa prévalence moyenne est estimée à 1/20000, mais une étude 

néerlandaise récente estime une prévalence de l’ordre de 1/8333 dans la population néerlandaise 

suggérant ainsi la FSHD comme la myopathie la plus fréquente (Deenen et al. 2014). Environ 870 000 

individus sont atteints de la FSHD dans le monde (www.fshsociety.org), nombre probablement sous-

estimé dû à l’existence de cas non diagnostiqués. D’après les données de l’Observatoire français 

DMFSH (Dystrophie Musculaire Facio-Scapulo-Humérale), environ 3250 patients FSHD sont 

diagnostiqués en France. 

D’un point de vue clinique, la FSHD se déclare le plus souvent dans l’enfance ou l’adolescence et 

se caractérise par deux particularités de l’atteinte musculaire, son asymétrie et sa distribution 

spécifique suivant un mode descendant, la distinguant des autres myopathies (Figure 1). L’atteinte de 

certains muscles faciaux spécifiques, notamment les muscles orbiculaires et ceux des paupières et des 

lèvres, constitue souvent le début de la FSHD, marquée surtout par l’inexpressivité faciale, la 

difficulté de sourire et de fermer complètement les yeux. Les muscles oculomoteurs, masséters, 

temporaux et du pharynx sont épargnés. Ces premiers signes apparaissent lentement et peuvent passer 

inaperçus, retardant ainsi le diagnostic. L’atteinte asymétrique des muscles de la ceinture scapulaire et 

des muscles huméraux survient ensuite et se manifeste par la difficulté à lever le bras au-dessus de 

http://www.fshsociety.org/
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l’horizontale, des épaules tombantes et en avant, et la saillie de l’omoplate. Cette atteinte « facio-

scapulo-humérale » a été ainsi attribuée à cette myopathie. 

La maladie s’étend selon un mode progressif, lent et descendant et peut toucher par la suite les 

muscles abdominaux et ceux de la ceinture pelvienne, des membres inférieurs et des pieds. Dans la 

moitié des cas, les muscles fessiers sont également atteints provoquant la bascule du bassin et qui, 

associée à la faiblesse des muscles abdominaux, entraine une hyperlordose lombaire. L’atteinte des 

muscles releveurs des pieds (muscle tibial antérieur et les muscles extenseurs des pieds) entraine un 

steppage. Cette évolution descendante des atteintes musculaires avec l’âge ainsi que l’atrophie et la 

faiblesse musculaires progressives rendent la FSHD très invalidante. Au-delà de 50 ans, 20% des 

patients FSHD perdent la marche et sont contraints d’utiliser un fauteuil roulant. (Padberg 1982; Lunt 

& Harper 1991; R Tawil et al. 2014; Richards et al. 2012). 

 

Figure 1. Représentation schématique des muscles atteints dans la dystrophie Facio-scapulo-

humérale (FSHD) ainsi que des muscles épargnés. Figure adaptée à partir de Emery et 

al. The Lancet 2002. 
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Une grande variabilité intra- et inter-familiale est observée dans le cas de la FSHD. Bien que la 

FSHD ait une pénétrance de 95% à 20 ans (Lunt et al. 1989) chez les patients symptômatiques, les 

symptômes peuvent apparaitre à un âge très précoce (1 ans) ou très tardif (60 ans), avec une atteinte 

plus sévère dans le cas de la FSHD infantile (phénotype FSHD apparaissant à l’âge de 1 à 4 ans) 

contraignant les patients à utiliser le fauteuil roulant dès leur jeune âge (Klinge et al. 2006; Padberg 

1982; Lunt et al. 1989). Près de 20% des patients demeurent asymptomatiques (pour revue (Rabi 

Tawil et al. 2014)). 

A l’atteinte musculaire peuvent s’ajouter des manifestations cliniques non musculaires telles 

qu’une perte de l’audition et une télangiectasie rétinienne dans 75% et 60% des cas respectivement 

(Padberg et al. 1995). Dans de très rares cas, un retard mental (Saito et al. 2007), une insuffisance 

respiratoire (Wohlgemuth et al. 2004; D&apos;Angelo et al. 2011) et des complications cardiaques 

peuvent survenir (Laforêt et al. 1998; Tsuji et al. 2009) (pour revue (Statland & Tawil 2014)). 

Pour finir, les patients FSHD souffrent fréquemment de douleur et de fatigue. Bien que la FSHD 

soit une pathologie invalidante surtout avec l’âge, elle ne modifie cependant pas l’espérance de vie des 

patients. 

 

1.3 Génétique de la FSHD 

 

1.3.1 Caractérisation du locus FSHD 

Jusqu’à la fin des années 80, le diagnostic de la FSHD se basait essentiellement sur les 

manifestations cliniques et sur son caractère héréditaire à mode de transmission autosomique 

dominante, avec toutefois l’existence de 10 à 30% de cas sporadiques, sans antécédent familial connu, 

émergeant suite à des mutations de novo (Zatz et al. 1995). Approximativement la moitié des cas 

sporadiques sont dus à des mutations post-zygotiques provoquant ainsi un mosaïsme (Bakker et al. 

1996; van der Maarel et al. 2000). 

Grâce aux progrès de la biologie moléculaire des années 1980, l’identification et la localisation 

des gènes responsables des maladies à l’aide de la cartographie génétique, et surtout avec le 

développement de nouveaux marqueurs polymorphiques de type microsatellites (Weber & May 1989), 
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ont rendu possible la localisation du locus responsable de la FSHD, notamment par clonage 

positionnel, sur le chromosome 4 en 1990 (Wijmenga et al. 1990; Upadhyaya & Cooper 2002), et plus 

précisément en 4q35 (Wijmenga et al. 1991). 

Suite à cette découverte révolutionnaire dans le domaine de la FSHD, plusieurs études ont permis 

de mieux caractériser le locus FSHD. A l’aide d’une sonde sous-clonée du cosmide E13, nommée 

p13E-11, qui s’hybride sur le locus 4q35, l’équipe de G. Padberg a découvert par Southern-blot un 

polymorphisme de longueur des fragments de restriction (RFLP) de EcoRI associé à la FSHD ; en 

effet, cette sonde a révélé des fragments EcoRI plus courts chez les patients FSHD (14 à 28 kb) par 

rapport aux individus sains (fragment > 28kb) (Wijmenga et al. 1992). Le Southern-blot basé sur 

l’hybridation de la sonde p13E-11 à l’ADN génomique digéré par EcoRI devint dès lors la technique 

de référence pour le diagnostic moléculaire de la FSHD, les fragments EcoRI de taille inférieure à 38 

kb étant associés à la FSHD (Deidda et al. 1996; Lemmers et al. 2001). 

Le fait que la taille des fragments EcoRI variait d’un patient FSHD à l’autre et que le cosmide 

E13 comportait plusieurs copies d’une séquence de 3.3kb, supportait l’hypothèse que la FSHD 

résultait d’une délétion d’un nombre de répétitions (van Deutekom et al. 1993), qui furent nommées 

D4Z4 (D pour DNA, 4 correspond au chromosome 4 et Z à la nature répétitive de la séquence). La 

cartographie physique de la région FSHD a pu finalement être établie à partir d’un chromosome 

artificiel de levures (YAC) (y25C2E) (Wright et al. 1993) (Figure 2 A, B). 
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Figure 2. Organisation du locus 4q35 et conditions permissives à la FSHD. (A) 

Représentation schématique du chromosome 4 avec le locus 4q35 à son extrémité 

télomérique. (B) Représentation schématique de l’organisation du locus 4q35, des sites 

de restriction de EcoRI et du site de reconnaissance de la sonde p13E-11. (C) 

Organisation d’une unité D4Z4, correspondant au fragment de restriction de KpnI, 

comprenant le cadre de lecture de DUX4. Les chiffres « 1 » et « 3296 » correspondent 

à la première et la dernière base du fragment de restriction respectivement. (D) Les 

évènements génétiques rendant le chromosome 4 permissif à la FSHD : la réduction 

du nombre de répétitions D4Z4 au-dessous de 10 unités, la présence du variant 4qA du 

côté télomérique comprenant un signal de polyadénylation (signal PolyA), et la 

présence d’un des 3 polymorphismes du côté centromérique 4qA161, 159 ou 168 au 

niveau de la séquence SSLP. Cette figure n’est pas représentée à l’échelle exacte. 

FR/MAR : FSHD-Related Region S/MAR ; pLAM : séquence régulatrice comprenant 

une séquence de polyadénylation ; ANT1 : Adenine Nucleotide Translocator 1 ; 

FAT1 : FAT Atypical Cadherin 1 ; FRG1 : FSHD Region Gene 1 ; DUX4c : 

centromeric DUX4 ; FRG2 : FSHD Region Gene 2 ; DUX4 : Double homeobox 4 ; 

KLF15 : Krüppel-like Factor 15 ; CTCF : CCCTC-Binding factor ; YY1 : Yin Yang 

1 ; HMGB2 : High-mobility group protein B2; DBE: D4Z4 Binding Element; SSLP: 

Simple Sequence Length Polymorphism. 
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1.3.2 La délétion d’unités D4Z4 sur le locus 4q35 

La structure de la séquence D4Z4 présente en plusieurs copies dans le cosmide E13 a été par la 

suite caractérisée ; séquence macrosatellite de 3,3 kb pouvant être excisée de part et d’autre par 

l’enzyme de restriction KpnI, D4Z4 comportait deux boites homéotiques précédées d’un cadre de 

lecture, et deux séquences répétitives (van Deutekom et al. 1993; Hewitt et al. 1994). Les séquences 

D4Z4 constituent des répétitions de 3,3 kb répétées en tandem, trouvées nombreuses et dispersées au 

niveau des régions hétérochromatiques dans le génome humain. Des séquences homologues à D4Z4 

sont trouvées dans le bras court de tous les chromosomes acrocentriques et sur les régions 

télomériques des bras longs des chromosomes 4 et 10, toujours groupées sous forme de répétitions en 

tandem (Hewitt et al. 1994; Lyle et al. 1995). Le nombre des répétitions D4Z4 en 4q35 varie de 11 à 

plus de 100 copies chez les individus sains, tandis que chez les patients FSHD le locus n’en contient 

que de 1 à 10 copies (van Deutekom et al. 1993) (Figure 2D). Bien que les manifestations cliniques 

soient variables d’un patient à l’autre, de façon générale, une corrélation existe entre le nombre de 

répétitions D4Z4 résiduels, l’âge de l’apparition des symptômes et la sévérité de l’atteinte musculaire. 

En effet, les patients ayant les fragments EcoRI les plus courts manifestent les formes les plus sévères 

de la FSHD et présentent un âge de début de la maladie plus précoce (Goto et al. 1995; Lunt et al. 

1995; Tawil et al. 1996). 

Toutes ces découvertes cruciales cherchant à élucider et à définir l’étiologie de la FSHD étaient 

accompagnées de découvertes et d’observations rendant la définition génétique de cette myopathie 

plus complexe. En effet, dans environ 5% des patients FSHD, aucun réarrangement chromosomique 

touchant le nombre de répétitions de D4Z4 n’était présent sur le chromosome 4 (Wijmenga et al. 1991; 

Bakker et al. 1995). Les individus faisant donc partie de cette catégorie n’ayant pas de délétions D4Z4 

étaient alors identifiés comme étant des patients « FSHD phénotypiques » ou encore patients FSHD2 

(Gilbert et al. 1993). La FSHD liée au réarrangement chromosomique en 4q35 et représentant les 95% 

des cas FSHD est nommée quant à elle FSHD1, qui fait l’objet de ce travail. 

D’autre part, le locus 10q26 comprenait des répétitions d’une séquence D4Z4 présentant plus de 

98% d’homologie avec celle en 4q35 (Bakker et al. 1995; Deidda et al. 1995; Cacurri et al. 1998). 

Cette forte homologie de séquence est responsable d’échanges inter-chromosomiques entre ces deux 
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loci subtélomériques créant ainsi une séquence de répétitions « hybride » sur le chromosome 4 

(Lemmers et al. 1998). Ces échanges subtélomériques 4q35-10q26 sont présents dans près de 20% de 

la population (van Deutekom et al. 1996), et environ 10% des individus sains ont des fragments de 

10q26 de taille inférieure à 38 kb. Cette observation prouve ainsi que des délétions de répétitions 

D4Z4 en 10q26, similaires à celles observées sur 4q35 des patients FSHD, ne causent pas cette 

maladie. La FSHD est donc uniquement liée aux délétions de répétitions D4Z4 spécifiques du locus 

4q35, qu’elles soient originaires du locus 4q35 ou du locus 10q26 (van Deutekom et al. 1996). Ces 

données pointent à nouveau l’importance de découvrir le rôle exact des répétitions de la séquence 

D4Z4 dans l’étiologie de la FSHD. Pour cela, une autre découverte vint appuyer cela ; il a été en effet 

démontré qu’au moins une copie D4Z4 est nécessaire pour causer la FSHD puisque les individus 

portant sur 4q35 une délétion couvrant toutes les répétitions D4Z4 ne manifestent aucun signe lié à la 

FSHD (Tupler et al. 1996). Cette observation a dirigé la lumière sur le contenu de D4Z4 et plusieurs 

études ont cherché alors à identifier son rôle potentiel dans la FSHD. 

Le séquençage de la région D4Z4 a révélé la présence d’un cadre de lecture ouvert (ORF) 

dépourvu d’introns et comprenant deux boites homéotiques (Hewitt et al. 1994). Il a été ensuite 

démontré que cet ORF est fonctionnel et le gène ainsi caractérisé et à deux boites homéotiques a été 

nommé DUX4 (Double homeobox 4) (Gabriels et al. 1999). Plus tard, plusieurs travaux ont mis en 

évidence la présence d’autres éléments fonctionnels dans chaque répétition D4Z4 ; en effet, sont 

retrouvés consécutivement un « enhancer » (Petrov et al. 2008) comprenant des sites de liaison de 

KLF15 (Dmitriev, Petrov, Ansseau, Charron, et al. 2011), un insulateur comprenant des sites de 

liaison de CTCF (Ottaviani et al. 2009), un promoteur (Gabriels et al. 1999), un élément de liaison de 

D4Z4 (DBE : D4Z4 Binding Element) ayant les sites de liaison de la nucléoline, de HMGB2 et de 

YY1 (Gabellini et al. 2002) et le cadre de lecture de DUX4 (Gabriels et al. 1999) (Figure 2C). 

Longtemps considérées comme de l’ADN « poubelle » les séquences répétées du génome ont fait 

l’objet de beaucoup d’études lors des 20 dernières années et s’avèrent jouer un rôle majeur dans la 

régulation de l’expression génique à différents niveaux (Faulkner et al. 2009; Shen et al. 2011), et leur 

instabilité peut être associée à des maladies (Bruce et al. 2009; Tremblay et al. 2010) comme c’est le 

cas de D4Z4 dans l’étiologie de la FSHD. 
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1.3.3 Les polymorphismes génétiques permissifs pour la FSHD 

Quelques années plus tard, la caractérisation génomique détaillée de l’ensemble de la région 4q35 

a permis d’identifier différents variants alléliques, des cotés distal et proximal de D4Z4, définissant 

des conditions permissives ou non-permissives pour cette maladie. Deux variants alléliques du côté 

distal de D4Z4 à fréquences égales dans la population ont été identifiés, désignés par 4qA et 4qB, qui 

diffèrent par la présence d’une séquence pLAM comprenant une séquence de polyadénylation, suivie 

de répétitions de type ß-satellites de 6.2 kb sur 4qA uniquement (van Geel et al. 2002; Lemmers et al. 

2002) et plus tard un troisième variant rare 4qC a été décrit (R. J. L. F. Lemmers et al. 2010). 

Cependant, seule la délétion des répétitions D4Z4 uniquement sur l’allèle 4qA est responsable de la 

FSHD (Lemmers et al. 2002; Lemmers et al. 2004). En effet la séquence pLAM suivant la dernière 

unité D4Z4 comprend une séquence de polyadénylation ATTAAA et pourra alors stabiliser les ARNm 

de DUX4, gène majeur dans la FSHD décrit dans la partie 1.1.4.7 (R. J. Lemmers et al. 2010). On 

désigna ainsi 4qA comme étant un élément en cis nécessaire pour constituer une condition permissive 

pour la FSHD (Lemmers et al. 2002; Lemmers et al. 2004). Plus tard, des variations de séquences de 

« type polymorphisme d’un seul nucléotide » (SNP, single-nucleotide polymorphism) au niveau de la 

séquence SSLP (Simple Sequence Length Polymorphism) présente à 3,5 kb du côté proximal de D4Z4 

furent identifiées, définissant ainsi plusieurs haplotypes dont seulement trois sont permissifs à la 

FSHD en présence des contractions D4Z4 : 4qA161, 4qA159 et 4qA168 (R. J. Lemmers et al. 2010) 

(Figure 2D). 

Pour résumer, la FSHD résulte de la combinaison de trois évènements ayant lieu sur le locus 

4q35 ; la réduction du nombre de répétitions D4Z4 au-dessous du seuil de 10 unités, et la coexistence 

du variant allélique distal 4qA avec l’un des trois polymorphismes proximaux permissifs à la FSHD 

4qA161/159/168. 
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1.4 Les gènes du locus FSHD  

L’association de la région 4q35 à la FSHD a poussé les chercheurs à chercher un (des) gène(s) 

potentiel(s) présent(s) dans D4Z4 ou à proximité. C’est ainsi que plusieurs gènes en cis ont été 

découverts, et plus tard l’implication de gènes en trans dans la FSHD a été aussi décrite. 

 

1.4.1 DUX4c 

Situé à 42 Kb des répétitions D4Z4 du côté centromérique et juste à proximité du gène FRG2 

décrit en section 1.1.4.3, DUX4c provient d’une répétition D4Z4 tronquée et inversée contenant un 

ORF qui fut alors nommé DUX4c (c pour centromérique). Les protéines DUX4c et DUX4 sont 

identiques du N-terminal aux homéodomaines, divergent du côté C-terminal (Wright et al. 1993), 

domaine responsable de la fonction d’activation transcriptionnelle de DUX4 (Kawamura-Saito et al. 

2006) qui s’avère être tronqué dans DUX4c. L’expression de DUX4c endogène est détectée dans les 

myoblastes d’individus sains, et est trouvé surexprimé chez ceux des patients FSHD. Sa surexpression 

est accompagnée de la surexpression du régulateur myogénique Myf5 (Ansseau et al. 2009), un 

inhibiteur de la différenciation des myoblastes (Kitzmann et al. 1998). L’expression forcée de DUX4c 

favorise la prolifération des myoblastes et dérégule leur différenciation myogénique in vitro (Ansseau 

et al. 2009; Bosnakovski, Lamb, et al. 2008). Une étude récente a mis en évidence l’interaction de 

DUX4c avec plusieurs partenaires protéiques, notamment la desmine, protéine du filament 

intermédiaire qui participe à la régulation de la structure du sarcomère (Sequeira et al. 2014), et 

plusieurs protéines de liaison à l’ARN impliquées dans l’épissage et la traduction des ARNm durant la 

myogenèse (Ansseau et al. 2016). 

Ces données suggèrent que DUX4c peut interférer dans l’homéostasie et la régénération du 

muscle et dans l’organisation du cytosquelette. Des délétions dans la région proximale de D4Z4 

incluant le gène DUX4c ont été identifiées chez des patients FSHD (Lemmers et al. 2003), suggérant 

que ce gène n’est pas directement responsable de la FSHD. Cependant, le niveau d’expression de 

DUX4c, pouvant provenir du deuxième chromosome 4, n’a jamais été étudié chez ces patients ; cela ne 

permet donc pas d’exclure l’implication de DUX4c dans la FSHD. 
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1.4.2 FRG1 

Portant le nom de la FSHD, FRG1 (FSHD Region Gene 1) fut le premier gène identifié en 4q35. 

Situé approximativement à 120 kb des répétitions D4Z4 du côté centromérique, FRG1 s’exprime dans 

tous les tissus humains testés, notamment les muscles, le cerveau et les lymphocytes (Van Deutekom 

et al. 1996). FRG1 endogène localise au niveau du splicéosome, un complexe macromoléculaire 

responsable de l’épissage des ARNm (Rappsilber et al. 2003). Lorsque FRG1 est ectopiquement 

surexprimé la protéine se localise au niveau des nucléoles, lieu de la synthèse nucléaire des ARNr 

(ARN ribosomaux), ainsi que dans les corps de Cajal dans lesquels sont stockés les facteurs de 

transcription et des facteurs d’épissage des ARN (van Koningsbruggen 2004). FRG1 semble être 

nécessaire pour le développement normal de la musculature et du système vasculaire (Gabellini et al. 

2006; Liu et al. 2010). Ces données suggèrent l’implication de FRG1 dans les mécanismes de 

régulation post-transcriptionnelle mais ses fonctions normales et pathologiques restent peu décrites. 

L’expression de FRG1 dans la FSHD est controversée ; certaines études ont montré une 

surexpression de FRG1 dans les échantillons FSHD (Gabellini et al. 2002; Bodega et al. 2009), 

résultats contredits par d’autres équipes (Van Deutekom et al. 1996; Jiang et al. 2003; Manjusha Dixit 

et al. 2007; Osborne et al. 2007). Le promoteur de FRG1 comprend des sites de liaison à DUX4 ; ce 

dernier est en effet capable de s’y lier et d’activer la transcription de FRG1 (Ferri et al. 2015). 

Afin d’étudier le rôle de FRG1 dans la FSHD, une souris transgénique le surexprimant a été 

générée par l’équipe de R. Tupler. Cette souris présentait des atteintes musculaires, des altérations de 

l’épissage des ARNm et FRG1 localisait au niveau du splicéosome (Gabellini et al. 2006) (Tableau 

2). D’autres modèles animaux surexprimant FRG1 (Xenopus laevis, C.elegans et Drosophila 

melanogaster) développés plus tard présentaient aussi des altérations musculaires (Hanel et al. 2009; 

Liu et al. 2010; Jones et al. 2016), et dans le modèle Xenopus laevis la surexpression de la protéine 

FRG1 altérait le phénotype vasculaire (Wuebbles et al. 2010), caractéristique retrouvée également 

dans une majorité des patients FSHD qui développe une vasculopathie rétinienne. Bien que FRG1 

récapitule deux caractéristiques proéminentes de la FSHD, sa surexpression controversée dans les 

cellules FSHD et la distribution de l’atteinte musculaire dans les animaux transgéniques non 
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caractéristique de la FSHD, font de lui un facteur influençant le phénotype FSHD sans pour autant être 

causal de cette myopathie. 

 

1.4.3 FRG2 

FRG2 (FSHD Region Gene 2) est un gène situé à 37 kb des répétitions D4Z4, dont les fonctions 

normale et pathologique restent encore peu définies. L’expression de FRG2 a été montrée comme plus 

élevée dans les muscles FSHD (Gabellini et al. 2002; Klooster et al. 2009). Une autre étude a mis en 

évidence l’expression de FRG2 uniquement durant la différenciation myogénique des myoblastes 

FSHD in vitro, contrairement aux myoblastes en différenciation issus d’individus sains dans lesquels 

FRG2 reste indétectable (Rijkers et al. 2004). Ceci peut être expliqué par la capacité de DUX4 à 

activer le promoteur de FRG2 favorisant ainsi sa transcription dans les cellules FSHD (Thijssen et al. 

2014). De même que pour FRG1, la surexpression de FRG2 dans la FSHD reste controversée (Masny 

et al. 2010). Des expériences de conversion des fibroblastes en myoblastes par l’expression forcée de 

MyoD in vitro sont accompagnées d’une surexpression de FRG2, suggérant un rôle potentiel de ce 

gène dans des processus myogéniques (Rijkers et al. 2004). Cependant, des délétions de D4Z4 

s’étendant dans la région proximale et incluant le gène FRG2 ont été décrites chez certains patients 

FSHD (Lemmers et al. 2003; Deak et al. 2007). Cela suggère que ce gène n’est pas directement 

responsable de la FSHD mais pourrait potentiellement participer dans le mécanisme pathologique. 

 

1.4.4 TUBB4Q 

Le gène TUBB4Q, situé à 80 Kb des répétitions D4Z4, appartient à la famille des ß-tubulines. Il 

est considéré comme étant pseudogène car aucun transcrit n’a été détecté (Masny et al. 2010) et 

plusieurs de ses gènes homologues sont des pseudogènes (van Geel et al. 2000). De même que pour 

FRG2, TUBB4Q peut être inclus chez certains patients FSHD dans la délétion étendue à la région 

proximale de D4Z4 (Deak et al. 2007). Ce gène ne constitue pas un gène causal de la FSHD. 
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1.4.5 ANT1 

Le gène ANT1 (Adenine Nucleotide Translocator 1) se situe à 5 Mb des répétitions D4Z4 et code 

pour une composante majeure de la membrane interne de la mitochondrie, le translocateur ADP/ATP, 

qui catalyse l’échange de l’ATP produit par la chaine respiratoire et l’ADP cytosolique. Trois 

isoformes d’ANT (1 à 3) existent chez l’homme et leur expression est tissu-spécifique. ANT1 

s’exprime uniquement dans le muscle squelettique et le cœur, et son expression est induite pendant la 

différenciation myogénique (Doerner et al. 1997). Bien que des mutations du gène ANT1 soient 

associées à des myopathies mitochondriales (Kaukonen et al. 2000; Flierl et al. 2005), les études sur 

l’expression d’ANT1 dans la FSHD ont donné des résultats contradictoires (Laoudj-Chenivesse et al. 

2005; Gabellini et al. 2002; Jiang et al. 2003; Manjusha Dixit et al. 2007; Winokur, Chen, et al. 2003). 

Ces données non conclusives quant à l’implication d’ANT1 dans la FSHD n’excluent cependant pas la 

dérégulation possible des mitochondries des cellules musculaires FSHD (Turki et al. 2012). 

 

1.4.6 FAT1 

L’implication du gène FAT1 (FAT Atypical Cadherin 1) dans la pathophysiologie de la FSHD fut 

suggérée pour la première fois en 2013 par l’équipe de F. Helmbacher (Caruso et al. 2013). En effet, 

FAT1 se situe sur le chromosome 4 à 3,6 Mb du locus 4q35, et code pour une protocadhérine de la 

famille des protéines FAT impliquées dans la polarité cellulaire, l’adhésion cellulaire, la croissance et 

l’organisation tissulaire durant le développement embryonnaire (Tanoue & Takeichi 2005; Sopko & 

McNeill 2009). FAT1 s’exprime normalement dans les muscles en développement (Smith et al. 2007). 

Cette étude a montré que FAT1 contrôlait la polarité des myoblastes en migration et la forme des 

muscles durant le développement embryonnaire, et plus précisément ceux de la face et des épaules. 

Une diminution de l’expression de FAT1 provoquait dans un modèle murin une morphologie 

anormale des muscles faciaux et de plusieurs muscles de la région scapulo-humérale, similaire aux 

premiers signes cliniques caractéristiques de la FSHD, qui était accompagnée d’une fonte musculaire 

précoce au stade adulte. D’une façon intéressante, FAT1 est trouvé sous-exprimé spécifiquement dans 

plusieurs biopsies musculaires de fœtus humains atteints de la FSHD et était associé à des 

modifications épigénétiques de type répression de la chromatine au niveau de son locus (Caruso et al. 
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2013). De plus, cette étude a révélé différents SNP (Single Nucleotide Polymorphism) au niveau d’un 

potentiel site d’activation transcriptionnelle (enhancer) au sein du locus FAT1 chez des patients 

FSHD1. 

Plus récemment, une étude a dévoilé la présence de plusieurs variants de FAT1 issus d’épissage 

alternatif chez des patients ayant des symptômes caractéristiques de la FSHD mais ne portant ni une 

contraction de la région D4Z4, ni une hypométhylation du 4q (patients à phénotype 

« facioscapulohumeral dystrophy-like ») (Puppo et al. 2015).  

Enfin, l’équipe de J. Dumonceaux a révélé au niveau des fœtus humains une expression plus 

faible de FAT1 dans les muscles habituellement affectés précocement dans la FSHD, ainsi qu’une 

diminution d’expression de FAT1 dans les muscles de patients FSHD de type 1 et 2 par rapport aux 

individus sains (Mariot et al. 2015). Ces découvertes proposent une implication de la dérégulation de 

l’expression de FAT1 dans les tissus musculaires dans la pathophysiologie de la FSHD et suggèrent un 

lien entre le niveau d’expression de FAT1 et l’apparition précoce ou tardive de l’atteinte musculaire. 

 

1.4.7 DUX4 

Suite à la découverte du cadre de lecture de DUX4 dans chaque unité D4Z4 sur 4q35, la 

possibilité que ce gène soit fonctionnel était écartée ; Dépourvu d’introns et d’un signal de 

polyadénylation, DUX4 etait considéré comme étant un pseudogène (Hewitt et al. 1994) et D4Z4 

comme étant de l’ADN « poubelle » (pour revue (Dmitriev et al. 2009)). Ce n’est que quelques années 

plus tard que l’expression de DUX4 a été validée dans les échantillons FSHD et ce « gène de la 

FSHD » attira alors l’attention des chercheurs. 

 

Origine et caractérisation de DUX4 

DUX4 appartient à la famille des protéines DUX, protéines à deux homéodomaines codées par 

des séquences répétées de 3,3 Kb homologues à D4Z4 dispersées dans le génome, notamment au 

niveau des bras courts de tous les chromosomes acrocentriques (Lyle et al. 1995; Ding et al. 1998). La 

spécificité des protéines à homéodomaines dérive de la capacité de l’homéodomaine à reconnaitre et à 

interagir d’une façon spécifique avec la séquence d’ADN cible (Gehring et al. 1994). D’une façon 
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générale, les protéines à homéodomaines sont des facteurs de transcription régulant l’expression de 

leurs gènes cibles selon un mode spatio-temporel bien déterminé (pour revue (Gehring et al. 1994)). 

Les protéines DUX sont en effet des facteurs de transcription nucléaires (pourvu d’un signal de 

localisation nucléaire NLS). Contrairement à d’autres protéines de cette famille, la séquence de DUX4 

est dépourvue d’introns et s’avère provenir de la rétrotransposition de l’ARNm de DUXC, gène 

présent chez les mammifères et qui a été perdu chez les primates durant l’évolution (Clapp et al. 

2007). 

La protéine DUX4 s’exprime chez l’Homme durant le développement embryonnaire, son 

expression est maintenue uniquement dans les cellules germinales des testicules ainsi que dans les 

cellules souches pluripotentes et se trouve réprimée dans les cellules somatiques (Snider et al. 2010). 

Les deux homéodomaines de DUX4, H1 et H2, ont un niveau de similarité élevé avec les domaines 

« paired » (prd) et « orthodenticle » (otx) trouvés respectivement dans les familles des protéines Pax, 

impliquées dans le développement des muscles squelettiques (Buckingham & Relaix 2007), et les 

protéines Otx impliquées dans le développement du système nerveux (Finkelstein et al. 1990). La 

fonction normale de DUX4 durant le développement embryonnaire et la raison pour laquelle son 

expression est maintenue dans les cellules germinales des testicules restent jusqu’à présent très peu 

connues, cependant la détection de DUX4 dans les échantillons de patients FSHD fut le premier pas 

vers le début de la caractérisation fonctionnelle de ce gène. 

 

Expression génique de DUX4 dans la FSHD 

Plusieurs études ont pu démontrer la transcription à partir du ORF de DUX4 et la production 

d’une protéine fonctionnelle de 424 acides aminés (Gabriels et al. 1999; Clapp et al. 2007; Kowaljow 

et al. 2007; M Dixit et al. 2007). De plus, plusieurs travaux ont mis en évidence la présence de 

l’ARNm et/ou de la protéine DUX4 dans les myoblastes primaires (Kowaljow et al. 2007; M Dixit et 

al. 2007; Snider et al. 2010), les myotubes (R. J. Lemmers et al. 2010) et les biopsies (Snider et al. 

2010) de patients FSHD, indétectables dans les échantillons des individus sains. Par la suite l’équipe 

de S. Tapscott a démontré une transcription bidirectionnelle de D4Z4 produisant plusieurs transcrits 

DUX4 sens et anti-sens (Snider et al. 2009). Deux transcrits sens de DUX4 issus d’un épissage 
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alternatif ont été par la suite caractérisés (Snider et al. 2010). Le premier transcrit sens a été nommé 

DUX4-fl (full length), il comprend la totalité du cadre de lecture et est détecté uniquement dans les 

biopsies et les myoblastes des patients FSHD. Le deuxième transcrit court DUX4-s (short) peut être 

trouvé dans les muscles des individus sains et est dépourvu de l’extrémité C-terminale car il provient 

d’un site donneur d’épissage alternatif (Snider et al. 2010). Le choix de ce site d’épissage alternatif a 

été corrélé à l’état répressif de la chromatine de cette région. 

DUX4-fl, dont la toxicité est attribuée à son extrémité C-terminale, s’exprime dans 0,1% 

seulement des noyaux des muscles FSHD (Snider et al. 2010). L’ARNm DUX4 (long et court) détecté 

dans les cellules provient uniquement de la transcription de la dernière unité D4Z4 et est stabilisé 

grâce au signal de polyadénylation ATTAAA présent uniquement sur l’haplotype 4qA permissif (M 

Dixit et al. 2007; Snider et al. 2009; R. J. Lemmers et al. 2010). Ceci explique l’absence de signaux de 

polyadénylation dans les répétitions D4Z4 et prouve que la protéine DUX4 provient seulement du 

gène de l’unité D4Z4 la plus distale, même si DUX4 est transcrit à partir de toutes les répétitions 

D4Z4.  

Une étude intéressante a montré que le raccourcissement des télomères dans des myoblastes 

provenant de patients FSHD provoquait une expression plus importante de DUX4, mécanisme qui 

pourrait jouer un rôle dans la sévérité progressive de la maladie (Stadler et al. 2013). 

 

Effets pathologiques liés à l’expression de DUX4 dans la FSHD 

La protéine DUX4 est une protéine nucléaire de 52 kD dont l’ORF est conservé depuis plus de 

100 millions d’années, suggérant fortement un rôle physiologique important qui reste à être élucider 

(Clapp et al. 2007). Son extrémité C-terminale lui confère une forte activité de facteur de transcription, 

observée notamment dans les cellules tumorales du sarcome Ewing-like dans lesquelles la 

translocation chromosomique t(4 ;19)(q35 ;q13) produit une protéine de fusion CIC-DUX4 

(Kawamura-Saito et al. 2006). 

Suite à des expériences de mutagenèses dirigées, la toxicité de DUX4 s’avère provenir de ses 

deux homéodomaines ainsi que de son extrémité C-terminale (Corona et al. 2013). 
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Il a été démontré que DUX4 s’exprime très faiblement dans les muscles FSHD, et ce niveau faible 

de la protéine DUX4 correspondait à une production abondante de DUX4 dans seulement 1/1000 des 

myoblastes FSHD (Snider et al. 2010) et 1/200 des myotubes FSHD (Tassin et al. 2013). Cependant ce 

faible niveau d’expression semble être suffisant pour causer des changements cellulaires et déréguler 

l’expression des gènes cibles. Ceci est probablement dû à la capacité des protéines exprimées dans un 

noyau à diffuser vers les noyaux adjacents dans les myotubes multinucléés (Ralston & Hall 1989). 

Effectivement il a été démontré que les protéines DUX4 migraient vers les noyaux à proximité (Tassin 

et al. 2013; Ferreboeuf, Mariot, Furling, et al. 2014). DUX4 s’exprime dans les muscles de fœtus 

FSHD, démontrant que ce marqueur moléculaire de la FSHD s’exprime déjà durant le développement 

embryonnaire (Ferreboeuf, Mariot, Bessières, et al. 2014). 

Les effets pathologiques qui découlent de l’expression inappropriée de DUX4, tant aux niveaux 

transcriptomique et protéomique qu’au niveau fonctionnel, ont été décrits durant ces dernières années 

(Figure 3). Le profil d’expression des muscles FSHD s’avèrent comporter une portion significative de 

gènes trouvés aussi dérégulés dans les myoblastes contrôles transduits par DUX4 (F Rahimov et al. 

2012). 

 

Figure 3. Effets cellulaires pathologiques liés à la surexpression de DUX4. Les flèches 

discontinues indiquent les hypothèses non encore validées. 



42 

 

 

DUX4 a été décrit comme étant un activateur transcriptionnel de PITX1 (M Dixit et al. 2007), un 

membre de la famille des facteurs de transcription à homéodomaine (Paired-like homeodomain 

transcription factor 1) localisé sur 5q31 et qui est impliqué notamment dans la segmentation de 

l’embryon et le développement des membres postérieurs (Szeto et al. 1999). En effet il a été montré 

que la dérégulation de l’expression de PITX1 peut provoquer une déformation asymétrique gauche-

droite des membres postérieurs (Marcil 2003). Cependant, l’activation de l’expression de PITX1 par 

l’interaction de DUX4 avec son promoteur fut récemment contredite (Zhang et al. 2015). Toutefois, 

PITX1 a été trouvé surexprimé dans les biospies et les myotubes FSHD (M Dixit et al. 2007; Tassin et 

al. 2013). 

D’autre part, l’expression forcée de DUX4 provoque la mort cellulaire par apoptose via 

l’activation de la caspase-3 (Kowaljow et al. 2007) et par un mécanisme dépendant de p53 (Wallace et 

al. 2011). Ces données corrèlent la présence de protéines pro-apoptotiques telles que la caspase-3 dans 

les muscles de certains patients FSHD (Sandri et al. 2001; Laoudj-Chenivesse et al. 2005). Cependant 

le mécanisme moléculaire spécifique menant à l’apoptose reste à être défini. 

La surexpression de DUX4 dans des myoblastes primaires humains est accompagnée de 

l’activation de l’expression de gènes exprimés dans les cellules souches ainsi que les gènes impliqués 

dans la spermatogenèse et normalement trouvés exprimés dans les cellules germinales (Geng et al. 

2012). L’expression inappropriée de ces gènes a été détectée dans les muscles FSHD et pourrait être 

incompatible avec l’état post-mitotique des cellules musculaires squelettiques. Ceci peut probablement 

contribuer au dysfonctionnement musculaire observé dans la FSHD et induire même l’apoptose. 

Des gènes impliqués dans les voies des réponses immunitaires sont trouvés dérégulés dans les 

cellules musculaires surexprimant DUX4, notamment DEFB103, une défensine humaine pouvant 

inhiber la réponse immunitaire innée (Semple et al. 2010; Semple et al. 2011), est fortement exprimée 

(Geng et al. 2012). De plus, DEFB103 est un ligand antagoniste au récepteur de CXCR4 (Feng et al. 

2006), ce dernier étant nécessaire pour la différenciation myogénique. Ainsi DEFB103 pourrait inhiber 

la différenciation myogénique (Geng et al. 2012). 
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Par ailleurs, la surexpression de DUX4 est accompagnée d’une sous-expression de MyoD et 

d’autres régulateurs myogéniques, une légère surexpression de Myf5, et une sous-expression des 

enzymes impliquées dans le métabolisme du glutathion (Bosnakovski, Xu, et al. 2008). DUX4 semble 

ainsi déréguler les processus de la myogenèse et de la réponse cellulaire au stress oxydant. Ces 

observations sont en concordance avec les données transcriptomiques et protéomiques (Winokur, 

Chen, et al. 2003; Celegato et al. 2006) obtenues à partir des biopsies de patients FSHD et qui ont 

révélé une dérégulation de l’expression des gènes de réponse au stress oxydant et une sous-expression 

de MyoD et plusieurs de ses gènes cibles. 

Afin de donner un sens fonctionnel à ces données, la sensibilité au stress oxydant et la 

différenciation myogénique des myoblastes surexprimant DUX4 ont été évaluées. Effectivement ces 

cellules étaient très sensibles au stress oxydant induit par le Paraquat, composant induisant 

spécifiquement un stress oxydant (Bosnakovski, Xu, et al. 2008). La surexpression de DUX4 étaient 

accompagnée de l’activation de l’Atrogine1 et de MuRF1, deux gènes impliqués dans l’atrophie 

musculaire, et les myotubes qui en résultaient étaient atrophiques (Vanderplanck et al. 2011) et 

rarement multinucléés (Bosnakovski, Xu, et al. 2008). Les myoblastes FSHD étaient plus sensibles au 

stress oxydant que ceux provenant d’individus sains (Winokur, Barrett, et al. 2003; Barro et al. 2010; 

Bou Saada et al. 2016), et produisent des myotubes à phénotype aberrant (Barro et al. 2010; Dib et al. 

2015). Ainsi la surexpression de DUX4 dans les cellules musculaires récapitule des caractéristiques 

phénotypiques retrouvées in vitro dans celles issues de patients FSHD. 

Aucun modèle animal surexprimant DUX4 n’a pu être généré jusqu’à présent dû aux 

conséquences dramatiques liées à la surexpression de ce gène. Cependant, plusieurs voies de 

signalisation semblent inhiber l’expression de DUX4 ou bien compenser l’effet pathologique de ce 

gène in vitro. En effet, Block et coll. ont démontré que l’activation de la voie de signalisation Wnt/ß-

caténine dans les myotubes FSHD est accompagnée de la répression transcriptionnelle de DUX4 

empêchant ainsi l’apoptose médiée par ce facteur de transcription, et inversement l’inhibition de 

l’expression des gènes de cette voie de signalisation résulte par l’activation de DUX4 (Block et al. 

2013). Cette relation directe qui existe entre la voie Wnt et DUX4 n’est pas surprenante car la 

signalisation de Wnt/ß-caténine est montrée comme impliquée dans le développement musculaire 
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(Polesskaya et al. 2003) (pour revue (Cossu & Borello 1999), ainsi que dans la réparation musculaire 

postnatale en facilitant la différenciation des myoblastes et la fusion des myotubes (Velden et al. 

2006). D’autre part, la surexpression de Pax3 ou Pax7 dans les myoblastes surexprimant DUX4 a pu 

compenser la toxicité et éviter l’apoptose liée à l’expression de DUX4, et la levée de l’inhibition de 

MyoD (Bosnakovski, Xu, et al. 2008). 

 

1.5 Les gènes en trans impliqués dans la FSHD 

Au-delà des gènes en cis situés dans le locus FSHD, des gènes localisés sur d’autres 

chromosomes sont trouvés surexprimés et/ou capables d’influencer sur l’expression des gènes en 

4q35. 

Un premier exemple est le facteur de transcription KLF15 (Krüppel-like Factor 15) trouvé 

surexprimé dans les myoblastes, les myotubes et les biopsies de patients FSHD. Il est capable 

d’interagir directement avec l’« enhancer » présent en D4Z4 et augmenter son activité, provoquant 

ainsi une surexpression de FRG2 et DUX4c (Dmitriev, Petrov, Ansseau, Stankevicins, et al. 2011). 

D’autre part, la découverte récente de mutations affectant le gène SMCHD1 (Structural 

Maintenance of Chromosomes flexible Hinge Domain containing 1) trouvée chez les patients FSHD2 

(n’ayant pas de délétions D4Z4) portant un haplotype permissif pour la maladie a permis d’identifier 

pour la première fois une cause génétique déterminante de la FSHD2 (Lemmers et al. 2012). En effet 

SMCHD1, situé sur le chromosome 18, appartient à la famille des gènes SMC impliqués dans 

l’organisation et la dynamique des chromosomes ainsi que dans la régulation de la répression de la 

chromatine dans plusieurs organismes. SMCHD1 est notamment nécessaire pour l’hyperméthylation 

d’ilots CpG sur le chromosome X afin de maintenir son inactivation (Blewitt et al. 2008; Gendrel et al. 

2013). De la même façon, ce répresseur chromatinien interagit directement avec D4Z4 et maintient 

son état hyperméthylé, tandis qu’en son absence, la région D4Z4 est hypométhylée provoquant ainsi 

l’expression inappropriée de DUX4 chez les patients FSHD2 (Lemmers et al. 2012). D’une façon 

intéressante, une étude menée sur des patients FSHD1 portant 8-10 répétitions D4Z4 mais présentant 

un phénotype sévère a révélé la présence de mutations dans SMCDH1 (Sacconi et al. 2013; Larsen et 
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al. 2015). SMCDH1 est donc considéré comme un modificateur chromatinien qui, absent ou muté, 

peut être un modificateur de la sévérité de la maladie chez les patients FSHD1. 

Pris ensemble, ces découvertes successives relèvent la complexité génétique de la FSHD et 

mettent en évidence l’intervention de plusieurs gènes dans cette maladie. Cependant toutes les données 

convergent vers l’hypothèse que DUX4 demeure le gène majeur de la FSHD. 

 

1.6 Epigénétique de la FSHD 

Plusieurs facteurs permettent d’associer la région D4Z4 à l’hétérochromatine, notamment 

l’abondance en ilots CpG de la région D4Z4 (Neguembor & Gabellini 2010), la présence des 

répétitions habituellement associées à l’hétérochromatine (Hewitt et al. 1994), la proximité de la 

région 4q35 du télomère (Winokur et al. 1994) et la localisation de 4q35 à la périphérie nucléaire 

(Masny et al. 2004). Les variabilités des manifestations cliniques entre les patients FSHD, et le fait 

que la contraction D4Z4 est nécessaire mais reste insuffisante pour provoquer la FSHD, ont poussé les 

chercheurs à étudier l’implication des facteurs épigénétiques dans la FSHD. De plus, la mise en 

évidence de l’expression inappropriée de DUX4 et d’autres gènes présents dans la région 4q35 

associée à la FSHD suggère un mécanisme de régulation épigénétique de l’expression génique (Figure 

4). 

En effet les modifications épigénétiques n’affectent pas la séquence d’ADN mais l’expression des 

gènes en modifiant la conformation et la structure chromatiniennes. La structure chromatinienne d’une 

région génomique peut être modulée notamment par le degré de méthylation de l’ADN, les 

modifications post-traductionnelles des histones, et par des éléments tels que les insulateurs (pour 

revue (Wei et al. 2005) et (Fischle et al. 2003)). 
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Figure 4. Evènements épigénétiques dans la FSHD. (A) Chez les individus sains, un nombre 

important des complexes multiprotéiques DRC (D4Z4 Recognition Complex) se lient 

aux unités D4Z4 et participent à la formation de l’hétérochromatine et la répression 

des gènes du locus 4q35. FR-MAR est associé à la matrice nucléaire et exerce une 

fonction insulatrice en séparant en deux boucles chromatiniennes les gènes en 4q35 

des répétitions D4Z4 comprenant un enhancer. La méthylation du promoteur de DUX4 

empêche l’expression de DUX4 favorisée par les enhancers myogéniques DME1 et 

DME2 (B) Chez les patients FSHD, la contraction de la séquence de répétitions D4Z4 

limite le nombre de complexes DRC et est associée à une hypométhylation. FR-MAR 

perd sa fonction insulatrice et altère la structure tridimensionnelle de la chromatine, 

plaçant l’enhancer de D4Z4 et les gènes 4q35 au sein d’une même boucle 

chromatinienne. Les enhancers myogéniques DME1 et DME2 interagissent avec le 

promoteur hypométhylé de DUX4 et favorisent son expression. L’ARNm DUX4 est 

stabilisé par une queue de polyadénylation fournie par la séquence pLAM du variant A 

télomérique. 

 

Gabellini et coll. ont mis en évidence la liaison d’un complexe multiprotéique DRC (D4Z4 

Recognition Complex) au DBE (D4Z4 Binding Element) de chaque unité D4Z4. Ce DRC est un 

complexe de répression composé de YY1, HMGB2 et la nucléoline, facteurs interagissant avec des 

protéines impliquées dans la formation de l’hétérochromatine et dans la régulation transcriptionnelle 

des gènes (Ko et al. 2008; Thomas & Seto 1999; Lehming et al. 1998; Xie et al. 1998). Chez les 

individus sains, un nombre élevé de DRC est associé aux répétitions D4Z4 exerçant ainsi sa fonction 

de répression transcriptionnelle et inhibant l’expression des gènes en 4q35 (Gabellini et al. 2002). Par 
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contre, l’allèle portant spécifiquement la contraction du nombre de répétitions D4Z4 provoquant la 

FSHD comprend significativement moins de complexes DRC associés aux unités D4Z4 résiduelles, 

qui ne pourront pas ainsi exercer de manière efficace la répression transcriptionnelle des gènes 4q35. 

Cette étude a été renforcée par le fait que les répétitions D4Z4 résiduelles chez les patients FSHD sont 

hypométhylées en comparant par rapport à celles des individus sains (de Greef et al. 2009; van 

Overveld et al. 2003). 

De plus, la triméthylation de la lysine 9 de l’histone H3 (H3K9me3), marqueur de la formation de 

l’hétérochromatine et la répression génique présente dans les unités D4Z4 chez les individus sains, est 

perdue dans la FSHD (Zeng et al. 2009). Cela empêche le recrutement au niveau de D4Z4 de la 

protéine de liaison à l’hétérochromatine, HP1ɣ, impliquée dans la répression transcriptionnelle des 

gènes, et pourrait être intimement lié aux modifications de la structure chromatinienne de la région 

4q35 dans la FSHD (Zeng et al. 2009). 

Par ailleurs, Snider et coll. ont démontré que les répétitions D4Z4 sont bi-directionnellement 

transcrites dans les tissus somatiques (cellules musculaires et fibroblastes) d’individus sains et de 

patients FSHD. Un cluster de petits ARN en amont de DUX4 génère ainsi des fragments d’ARN 

ressemblant à des miARN (micro ARN) ou des siARN (small interfering RNA) (Snider et al. 2009). 

Une étude récente a mis en évidence la participation potentielle de ces petits ARN à la répression 

épigénétique des D4Z4 en augmentant la H3K9me2 et en recrutant AGO2 (Argonaute 2) qui initie le 

silencing de DUX4 via la voie de l’interférence par ARN (Lim et al. 2015). 

Au-delà des modifications épigénétiques touchant la région D4Z4, l’organisation 

tridimensionnelle de la chromatine de la région 4q35 semble être remodelée dans la FSHD. En effet 

notre équipe a mis en évidence la présence à proximité de D4Z4 d’un site d’attachement à la matrice 

nucléaire (S/MAR pour Scaffold or Matrix Attachement Region) désigné par FR-MAR (pour FSHD-

Related Region S/MAR) (Petrov et al. 2006). Les S/MAR sont des séquences d’ADN de 200 à 1000 

pb riches en AT qui permettent l’ancrage de l’ADN à la matrice nucléaire et la formation de boucles 

d’ADN dans le noyau. Les S/MAR peuvent être situés à proximité d’ « enhancers », d’insulateurs ou 

des gènes transcrits et l’organisation de la chromatine en boucles limitées par les S/MAR est 

impliquée notamment dans la régulation de la transcription (Vassetzky et al. 2000). 
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Dans notre laboratoire, il a été démontré que chez les individus sains, FR-MAR est associé à la 

matrice nucléaire et sépare les répétitions D4Z4 des gènes en 4q35 en deux boucles chromatiniennes 

distinctes (Figure 5). Dans les myoblastes FSHD, l’association de FR-MAR à la matrice nucléaire est 

significativement affaiblie, modifiant ainsi l’organisation chromatinienne de la région 4q35 et ne 

pouvant plus séparer D4Z4 des gènes à proximité. Cette découverte fut complétée deux ans plus tard 

par l’identification de la présence d’un « enhancer » à l’extrémité 5’ de l’unité D4Z4 qui peut activer 

l’expression des gènes 4q35 lorsqu’ils sont dans la même boucle chromatinienne que D4Z4 dans la 

FSHD (Petrov et al. 2008; Kisseljova et al. 2014). FR-MAR possède donc une fonction d’insulation 

dans les cellules normales en séparant physiquement l’enhancer dans D4Z4 des gènes en cis. 

 

Figure 5. Organisation des boucles chromatiniennes en 4q35 dans la FSHD. Chez les 

individus sains, FR-MAR s’attache à la matrice nucléaire, séparant ainsi la région 

D4Z4 contenant un « enhancer » des gènes en 4q35 en deux boucles chromatiniennes. 

Chez les patients FSHD, FR-MAR est affaibli et, ne pouvant pas s’attacher à la 

matrice nucléaire, regroupe D4Z4 et les gènes 4q35 en une seule boucle 

chromatinienne. L’ « enhancer » en D4Z4 peut alors activer l’expression des gènes à 

proximité. Figure d’après Petrov et al. Genome Research, 2008. 

 

Plus récemment, deux « enhancers » myogéniques DME1 (DUX4 Myogenic Enhancer 1) et 

DME2 (DUX4 Myogenic Enhancer 1) furent identifiés en 4q35, pouvant interagir dans les myocytes 

FSHD avec le promoteur hypométhylé de DUX4 et activer l’expression de DUX4. Cette interaction 
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apparait spécifique aux cellules musculaires car elle n’est pas observée dans les fibroblastes FSHD. 

L’affaiblissement de l’association de FR-MAR à la matrice nucléaire et son incapacité à séparer D4Z4 

du reste de la région 4q35 peut être la cause principale de l’activation de l’expression de DUX4 par ces 

deux « enhancers » myogéniques, mais cette hypothèse reste à être validée. 

En conclusion, l’étiologie de la FSHD parait assez complexe, relevant à la fois de la génétique et 

de l’épigénétique. Le modèle unifié de la FSHD1 actuellement adopté peut être résumé ainsi : le 

changement pathologique de la conformation chromatinienne en 4q35 intimement lié à la contraction 

D4Z4 sur des haplotypes permissifs induit l’expression inappropriée de plusieurs gènes impliqués dans 

la FSHD, dont le plus important est DUX4. 

 

1.7 Les principales voies de signalisation dérégulées dans la FSHD 

Malgré les grandes différences dans les listes des gènes différentiellemetnt exprimés obtenues 

dans les nombreuses études omiques à grande échelle dans la FSHD, les études de transcriptomes, 

protéomes et microRNômes ont dévoilé, de manière générale et récurrente, une dérégulation de 

plusieurs voies de signalisation principales qui peuvent participer à la pathophysiologie de la maladie. 

Une voie de signalisation majeure se trouvant dérégulée dans la FSHD est celle de la 

différenciation myogénique ; elle a été révélée par plusieurs études transcriptomiques et protéomiques 

(Winokur, Chen, et al. 2003; Tsumagari et al. 2011; Cheli et al. 2011; Bakay et al. 2006) ainsi que par 

des études de microRNômes (Dmitriev et al. 2013; Colangelo et al. 2014; Portilho et al. 2015). A cette 

voie principale s’ajoutent les voies de l’adhésion cellulaire et de l’organisation du cytosquelette 

(Tsumagari et al. 2011; Tassin et al. 2012; Dib et al. 2016). D’une façon intéressante, la surexpression 

de DUX4 dans des cellules musculaires semble déréguler l’expression de plusieurs gènes impliqués 

dans le processus de la myogenèse (Bosnakovski, Xu, et al. 2008; Geng et al. 2012). 

Par ailleurs, la voie de la réponse cellulaire au stress oxydant et la détoxification des ROS 

constitue la deuxième voie principalement dérégulée dans la FSHD et englobe des gènes clés tels que 

la Superoxyde dismutase (SOD), la Glutathion peroxydase (GPX), la Glutathion S-transférase (GST) 

ainsi que des gènes impliqués dans le métabolisme mitochondrial (Winokur, Chen, et al. 2003; 

Laoudj-Chenivesse et al. 2005; Osborne et al. 2007; Cheli et al. 2011; Tsumagari et al. 2011). Cette 
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voie de signalisation trouvée dérégulée suggère que les cellules FSHD sont exposées à un stress 

oxydant endogène. De même, l’expression forcée de DUX4 dans des lignées cellulaires humaines ou 

murines était accompagnée d’une altération de l’expression de plusieurs gènes contrôlant 

l’homéostasie redox cellulaire (Bosnakovski, Xu, et al. 2008; Sharma et al. 2013). 

Une troisième voie de signalisation principalement activée dans les cellules FSHD est celle du 

système immunitaire et de l’inflammation (Winokur, Chen, et al. 2003; Arashiro et al. 2009; 

Tsumagari et al. 2011; Dib et al. 2016). En concordance avec cela, une étude a montré l’activation de 

la voie NF-κB (Nuclear Factor κB) dans les muscles FSHD (Macaione et al. 2007), voie décrite 

comme impliquée dans le mécanisme pro-inflammatoire et dans la régénération musculaire dans des 

myopathies inflammatoires, la dystrophie musculaire des ceintures et la myopathie de Duchenne 

(Haslbeck et al. 2005; Monici et al. 2003), et pouvant etre aussi induite par un stress oxydant 

musculaire (Catani et al. 2004). Notons aussi que la voie de la migration leucocytaire 

transendothéliale, un processus actif durant l’inflammation, est trouvée dérégulée dans la FSHD 

(Fedik Rahimov et al. 2012; Dib et al. 2016). 

Par ailleurs, une quatrième voie de signalisation qui s’avère etre dérégulée dans la FSHD 

regroupe des gènes spécifiques aux cellules germinales (F Rahimov et al. 2012; Tasca et al. 2012), et 

qui se trouve aussi activée dans des myoblastes normaux transfectés par DUX4 (Geng et al. 2012). 

L’expression inappropriée de ces gènes dans les cellules musculaires squelettiques post-mitotiques des 

patients FSHD pourrait contribuer au dysfonctionnement muscuclaire, mais des études fonctionnelles 

supplémentaires sont nécessaires afin de confirmer leur participation exacte dans la FSHD. 

Enfin, plusieurs voies de signalisation supplémentaires décrites comme dérégulées dans la FSHD 

regroupent la voie du transport et de la dégradation des ARN (Dib et al. 2015), la voie de signalisation 

de VEGF (facteur de croissance de l’endothélium vasculaire) (Dib et al. 2015), la voie de signalisation 

du calcium (F Rahimov et al. 2012; Dib et al. 2016), la voie des gènes spécifiques aux muscles lisses 

vasculaires (Osborne et al. 2007) ainsi que de plusieurs gènes gènes impliqués dans le cycle cellulaire 

(Cheli et al. 2011; Pakula et al. 2013). Des études fonctionnelles basées sur l’ensemble des gènes et 

des voies de signalisation révélées par ces études sont nécessaires afin de confirmer l’étendue de leur 

contribution à la pathophysiologie de la FSHD. 
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1.8 Les modèles animaux proposés pour la FSHD 

Dû à la toxicité de DUX4 in vivo observée sur les embryons de xénope (Wuebbles et al. 2010) et 

de poisson zèbre (Mitsuhashi et al. 2013), les tentatives de générer un modèle animal transgénique 

surexprimant DUX4 se heurtent à la létalité embryonnaire. Cependant, plusieurs équipes ont testé in 

vivo l’effet de DUX4 en générant différents modèles animaux à l’aide d’approches différentes, 

donnant des résultats différents (Tableau 1). Ces modèles miment en partie la FSHD et peuvent être 

potentiellement utilisés pour tester de nouvelles approches thérapeutiques. Cependant ces modèles 

animaux ne constituent pas des modèles précliniques sûrs. Il est présumé que DUX4 participe 

largement à la FSHD, mais l’absence de lien solide in vivo entre l’expression de DUX4 et l’ensemble 

des caractéristiques phénotypiques observées chez les patients FSHD suggère l’intervention d’autres 

voies cellulaires et d’autres mécanismes moléculaires dans cette myopathie qui nécessitent d’être 

élucidées afin de pouvoir proposer une approche thérapeutique valable pour la FSHD. Il est aussi 

important de comprendre : i) comment la faible expression de DUX4 peut autant contribuer au 

phénotype FSHD, ii) quelle part de la pathophysiologie de la FSHD est attribuée à l’expression 

inappropriée de DUX4, iii) quel(s) est (sont) le(s) rôle(s) biologique(s) exact(s) de DUX4 dans les 

cellules germinales et les cellules somatiques et iv) quel est l’effet biologique lié à l’expression de 

DUX4 dans les tissus non-musculaires. 
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Tableau 1. Les approches in vivo de surexpression de DUX4. 

Modèles 

animaux 

surexprimant 

DUX4 

Modification 

génétique/biologique 

Apparition 

des 

symptômes 

Symptômes in vivo / Caractéristiques in vitro Avantages Inconvénients 

Souris AAV-

DUX4 

(Wallace et al. 

2011) 

Injection 

intramusculaire (dans 

le muscle tibial 

antérieur) de DUX4 

délivré à l’aide de 

vecteurs AAV6, dans 

des souris âgées de 6 à 

8 semaines. 

Faible dose /forte dose 

Une semaine 

post-

injection. 

Durée de vie 

non 

spécifiée. 

- Dégénérescence des myofibres 

- Cellules mononucléées infiltrées 

- Marquage de la caspase-3 positif 

- Affaiblissement musculaire à forte dose  

- Récupération de la fonction musculaire 3 semaines 

post-injection 

 régénération musculaire 

- Possibilité de la 

réversibilité de 

l’endommagemen

t musculaire 

induit par DUX4 

si DUX4 est 

inhibé  

- Expression transitoire et local 

de DUX4 

- Niveau d’expression non 

physiologique de DUX4  

Souris D4Z4-

2.5  

(Krom et al. 

2013) 

Introduction 

transgénique chez la 

souris de 2.5 unités 

D4Z4 sur un haplotype 

permissif d’un locus 

humain  

8 à 12 

semaines. 

Durée de vie 

non 

spécifiée. 

- Expression dans les testicules et les cellules souches 

embryonnaires 

- Expression faible et variable de DUX4, marquée au 

niveau : des muscles des membres, du tronc, de la tête 

(muscles typiques FSHD) et tissus non musculaires 

(yeux, foie et cervelet) 

- Pas de dégénérescence ni de faiblesse musculaire 

- Pas d’anormalités histologiques ni morphologiques 

des muscles 

- Myoblastes dont certains noyaux sont DUX4 (+) in 

vitro, incapacité à fusionner en myotubes 

- Hypométhylation généralisée (dans tous les tissus) du 

locus D4Z4 

- Récapitulation 

réussie du lien 

entre la génétique 

et l’épigénétique 

observé dans la 

FSHD 

- Niveau 

d’expression 

faible de DUX4, 

proche de celui 

observé dans la 

FSHD 

- Modèle non approprié pour des 

approches thérapeutiques dû à 

l’absence d’un phénotype de 

dystrophie musculaire 

- Contexte génomique au niveau 

du site d’intégration du 

transgène différent que celui de 

la FSHD 

Souris D4Z4-

12.5 

(Krom et al. 

2013) 

Introduction 

transgénique chez la 

souris de 12.5 unités 

D4Z4 sur un haplotype 

permissif d’un locus 

humain 

Durée de vie 

normale 

- Expression dans les testicules et les cellules souches 

embryonnaires 

- Faible expression uniquement dans le muscle tibial 

antérieur et les muscles pectoraux 

- Pas d’expression de DUX4 dans les myoblastes ni les 

myotubes in vitro 

- Méthylation importante des ilots CpG du locus D4Z4 

- Récapitulation 

réussie du lien 

entre la génétique 

et l’épigénétique 

observé dans la 

FSHD 
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Souris iDUX-

2.7 

(Dandapat et 

al. 2014) 

Introduction chez la 

souris d’un transgène 

inductible 

(doxycycline) au 

niveau d’un site 

euchromatique 

chromosome X  

Anormalités 

détectées 

surant 

l’embryogen

èse. 

Létalité 

embryonnair

e chez la 

majorité des 

souris mâles.  

Souris mâles : 

- Expression de DUX4 dans plusieurs tissus non 

musculaires (sans doxycycline) 

- Myoblastes et myotubes ayant des noyaux DUX4 (+) 

- Les survivants mâles :  

Taille plus petite 

Muscles plus petits et faibles 

Gamétogenèse défectueuse 

Télangiectasie rétinienne 

Mort précoce au bout de 2 mois 

- Evaluation in 

vitro et in vivo des 

effets de DUX4 

- Niveau 

d’expression 

faible de DUX4, 

proche de celui 

observé dans la 

FSHD 

- Modèle non approprié pour un 

screening de drogues car la 

durée de vie est courte 

- Pas d’expression de DUX4 

détectable dans les muscles 

- Contexte génomique au niveau 

du site d’intégration du 

transgène différent que celui de 

la FSHD 

Souris femelles : 

- Pas d’expression de DUX4 

- Pas de dystrophie musculaire 

- Inactivation du chromosome X porteur du transgène  

 - Modèle non représentatif de la 

FSHD  

Souris traitées 

à la 

doxycycline et 

greffées de 

cellules 

satellites de 

iDUX-2.7 

(Dandapa

t et al. 2014) 

Transplantation des 

cellules satellites de 

souris mâles iDUX-2.7 

dans une souris hôte 

traitée à la 

doxycycline 

Non 

spécifiés 

- Faible capacité des cellules satellites greffées du 

donneur à produire des cellules musculaires 

- Modèle 

approprié pour le 

screening de 

drogues pouvant 

améliorer la 

régénération 

musculaire 

- Modèle non représentatif de la 

FSHD 

Poisson 

zèbre DUX4 

(Wallace 

et al. 2011) 

Poisson zèbre 

transgénique 

exprimant DUX4 sous 

le contrôle d’un 

promoteur spécifique 

aux muscles 

(MHCK7) 

4 jours post-

fertilisation 

- Malformations corporelles  

- Dégénérescence musculaire systémique 

- Des cas de développement asymétrique des nageoires 

et hypertrophie cardiaque 

- Récapitulation 

de certains 

aspects observés 

dans la FSHD 

- Utilisation 

potentielle pour 

un screening de 

drogues 

- Activation tardive du 

promoteur (3ème jour post-

injection) 

 limitation de l’étude de 

l’effet de DUX4 aux stades 

tardifs du développement 

embryonnaire  

- Dégénérescence musculaire 

systémique contrairement à celle 

observée chez les patients 

humains  

Poisson zèbre Poisson zèbre 24 heures - A de fortes doses injectées : létalité embryonnaire - Récapitulation - Dégénérescence musculaire 
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DUX4 

(Mitsuhashi et 

al. 2013) 

surexprimant DUX4 

suite à une 

microinjection de 

l’ARNm DUX4 au 

stade d’une cellule  

post-

injection 

dans les 24 heures  

- A des doses contrôlées (1-2.105 copies) : 

embryons viables 

malformations corporelles 

dégénérescence musculaire générale 

capacité à nager réduite 

désorganisation de la musculature faciale 

anormalités asymétriques au niveau des yeux, des 

oreilles et des nageoires 

- Injection de l’ARNm de DUX4-s réduit 

significativement la toxicité induite par DUX4-fl 

de certains 

aspects observés 

dans la FSHD 

- Expression de 

DUX4 ectopique 

depuis le début de 

l’embryogenèse 

- Mise en 

évidence de 

l’utilisation de 

DUX4-s comme 

approche 

thérapeutique 

- Utilisation 

potentielle pour 

un screening de 

drogues 

systémique contrairement à celle 

observée chez les patients 

humains 
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D’autre part, d’autres modèles animaux proposés comme alternative par rapport aux modèles 

surexprimant DUX4, ont été générés (Tableau 2), comme par exemple les modèles murins PITX1 et 

Frg1, cibles directes de DUX4. Ces modèles animaux permettent en effet d’explorer les effets d’autres 

gènes potentiellement impliqués dans la FSHD sans pour autant mimer la maladie, et tester des 

approches thérapeutiques les ciblant spécifiquement. Récemment, l’efficacité d’un traitement in vivo 

aux oligonucléotides morpholinos inhibant la traduction de l’ARNm PITX1 a été démontré chez les 

souris PITX1, tant au niveau du phénotype des muscles (moins de fibres musculaires atrophiques) 

qu’au niveau fonctionnel (amélioration de la fonction musculaire) (Pandey et al. 2014). 

Finalement une approche, indépendante des gènes candidats de la FSHD, a été proposée par 

Zhang et coll., basée sur la xénogreffe de muscles de patients FSHD dans des souris 

immunodéficientes, semble être une alternative intéressante, notamment pour tester l’effet des drogues 

potentielles dans un contexte plus physiologique (Zhang et al. 2014). 
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Tableau 2. Modèles animaux indépendants de DUX4. 

Modèles 

animaux 

indépendants 

de DUX4 

Modification 

génétique/biologique 

Apparition 

des 

symptômes 

Symptômes in vivo / Caractéristiques in 

vitro 

Avantages Inconvénients 

Souris FRG1 

(Gabellini et 

al. 2006) 

Souris transgénique 

par introduction du 

transgène FRG1 sous 

le contrôle du 

promoteur humain 

spécifique aux 

muscles squelettiques 

A l’âge de 13 

semaines 

Durée de vie 

non spécifiée 

- Diminution du poids corporel 

- Intolérance aux exercices 

- Prolifération des fibres de collagène 

- Caractéristique typique de la FSHD : 

Atrophie musculaire de muscles sélectifs 

- Epissage alternatif aberrant de pré-ARNm 

spécifiques (TNNT3 (régulation de la 

contraction musculaire) et MTMR1 

(impliquée dans l’atrophie)) 

- Etude de l’effet pathologique 

in vivo de FRG1 qui est une 

cible transcriptionnelle de 

DUX4 

- Expression de 

FRG1 limitée aux 

muscles 

squelettiques 

- Modèle non 

représentatif de la 

FSHD, l’expression 

de FRG1 étant 

encore controversée 

Drosophile 

FRG1 

(Jones et al. 

2016) 

Drosophiles 

transgéniques 

exprimant FRG1  

 - Capacité de vol affaiblie 

- Musculature désorganisée 

- Utilisation potentielle pour un 

screening de drogues 

- Evaluer les effets 

pathologiques liés à l’expression 

de FRG1  

- Modèle non 

représentatif de la 

FSHD, l’expression 

de FRG1 étant 

encore controversée 

Souris Pitx1 

(Pandey et al. 

2012) 

Souris transgénique, 

surexprimant d’une 

façon conditionnelle 

Pitx1 dans les 

muscles 

squelettiques. : 

Activation de Pitx1 

en absence de 

doxycycline 

Activation de 

Pitx1 à l’âge 

de 10 

semaines. 

Apparition des 

symptômes 3 à 

5 semaines 

post-

activation. 

- Diminution de la masse musculaire et 

faiblesse musculaire d’un groupe de muscles 

(biceps, triceps, deltoïde, muscle tibial 

antérieur) 

- Surexpression de p53 dans les muscles 

affectés 

- Caractéristiques histologiques : atrophie des 

myofibres accompagnée de nécrose et 

d’inflammation. 

- Etude de l’effet pathologique 

in vivo de Pitx1 qui est une cible 

transcriptionnelle de DUX4 

 

Souris 

xénogreffée  

(Zhang et al. 

2014) 

Greffe de muscles de 

biceps humains 

FSHD dans les 

membres postérieurs 

des souris 

immunodéficientes 

Non spécifiés - Durée de vie limitée à 41 semaines post-

transplantation 

- Expression de DUX4 dans les xénogreffes 

extraits du muscle tibial antérieur de la souris 

- Phénotype des souris xénogreffées non 

spécifié 

- Approche plus physiologique 

pour l’étude des biomarqueurs et 

de la régénération musculaire  

- Possibilité de tester des 

drogues  

- Modèle non 

récapitulatif de la 

FSHD ne permettant 

pas d’étudier l’effet 

généralisé sur 

l’ensemble du corps 
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2 La différenciation myogénique des myoblastes normaux et des myoblastes FSHD 

 

2.1 Organisation du muscle squelettique 

Il existe trois types de tissus musculaires ayant chacun des fonctions différentes : le tissu 

musculaire strié squelettique responsable des mouvements volontaires, le tissu musculaire lisse 

permettant les mouvements non volontaires et le tissu musculaire myocardique assurant la contraction 

non volontaire de muscle strié cardiaque. Le muscle strié squelettique est le tissu atteint dans la FSHD. 

Le muscle strié squelettique est constitué de plusieurs faisceaux musculaires enveloppés de tissu 

conjonctif, appelé l’épimysium. Chaque faisceau musculaire est formé d’un groupe de fibres 

musculaires, nommées aussi myofibres, enveloppées de tissu conjonctif, nommé périmysium. Au sein 

d’un faisceau musculaire, les fibres musculaires sont séparées les unes des autres par du tissu 

conjonctif dénommé l’endomysium. Le muscle squelettique doit sa fonction à la fibre musculaire, son 

unité fonctionnelle, dotée de la capacité de se contracter. 

En effet la fibre musculaire, aussi appelée myocyte ou cellule musculaire, est un syncytium 

plurinucléé provenant de la fusion de plusieurs précurseurs musculaires. Sa membrane plasmique est 

recouverte d’un revêtement externe appelé la lame basale avec qui elle forme le sarcolemme, 

membrane de la fibre musculaire. Entre la membrane plasmique et la lame basale résident les cellules 

satellites, population de cellules souches musculaires quiescentes. Les myonuclei d’une fibre 

musculaire sont accolés sous la membrane plasmique, en position périphérique. Dans le cytoplasme de 

la myofibre (sarcoplasme) se trouvent de milliers de myofibrilles en position centrale de la fibre. Les 

myofibrilles sont des structures tubulaires allongées dans le sens de la cellule d’un diamètre de 1 à 

2µm, constituées de la succession régulière de petits cylindres, les sarcomères. Ces derniers sont 

composés de deux types de filaments de protéines contractiles : les filaments fins d’actine associés à 

de la tropomyosine et de la troponine, et les filaments épais de myosine. L’assemblage de ces 

filaments constitue le sarcomère, l’unité contractile du muscle (Figure 6). 
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Figure 6. Organisation du muscle squelettique adulte. Le muscle strié squelettique adulte est 

constitué de faisceaux de fibres musculaires (myofibres, unité fonctionnelle du 

muscle), composées de myofibrilles dont l’unité est le sarcomère. Les sarcomères 

contenus dans les myofibrilles sont composés des filaments des protéines contractiles 

(actine et myosine). D’après Tortora and Grabowski, 1994 « Principes d’anatomie et 

de physiologie ». 
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Dans le sarcoplasme se trouvent tous les organites et molécules nécessaire au fonctionnement du 

muscle. De nombreuses mitochondries volumineuses sont alignées le long des myofibrilles, et 

fournissent l’énergie nécessaire à la contraction musculaire, l’ATP. Des protéines du cytosquelette 

(filaments intermédiaires de desmine et microtubules) assurent la cohésion des myofibrilles. Le 

réticulum sarcoplasmique enroulé autour de chaque myofibrille constitue sa source de calcium 

nécessaire à la contraction, et les tubules T, tubules transverses en continuité avec la membrane 

plasmique, véhiculent les potentiels d’action naissant à la jonction neuromusculaire vers l’intérieur de 

la fibre pour permettre la contraction. Le sarcoplasme comprend aussi de nombreuses granules de 

stockage du glycogène, énergie de réserve principale des cellules animales, et des molécules de 

myoglobine dont la fonction est de fixer l’oxygène et de le transmettre aux mitochondries.  

Les muscles squelettiques sont des tissus très innervés et vascularisés. Le tissu conjonctif 

entourant chaque niveau d’organisation d’un muscle est en continuité avec les tendons reliant le 

muscle aux os sous-jacents. Représentant près de la moitié de la masse corporelle humaine, les 

muscles striés squelettiques permettent la motricité et le maintien de la posture du corps. Ils sont 

impliqués aussi dans le stockage d’énergie grâce aux réserves de glycogène et dans la thermogenèse. 

Ils constituent un réservoir d’acides aminés qui peuvent être relâchés dans le sang en cas de jeûne. 

 

2.2 La myogenèse et la régénération du muscle strié squelettique  

Une fibre musculaire se développe à partir de cellules progénitrices du muscle ayant pour origine 

majoritaire les somites (Tajbakhsh 2003), structures embryonnaires segmentées émanant du 

mésoderme présomitique (Pourquié 2001). Chaque somite est composé d’un sclérotome ventral, à 

l’origine du squelette axial, et d’un dermomyotome épithélial dorsal à l’origine du derme et des 

muscles. C’est au niveau du dermomyotome qu’apparaissent les premières cellules myogéniques qui 

migrent alors entre le dermomyotome et le sclérotome pour former le myotome primaire, le premier 

muscle squelettique, ainsi qu’à des sites plus distants pour former les muscles des membres 

(Tajbakhsh, S and Buckingham 2000) (Figure 7A). 
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Figure 7. Origine embryonnaire du muscle squelettique et processus de la différenciation 

myogénique (A) Les cellules progénitrices myogéniques ont pour origine les somites 

et forment le myotome primaire, le premier muscle squelettique. (B) Les cellules 

progénitrices subissent l’étape de la détermination pour générer les myoblastes 

exprimant MYOD et MYF5. Les myoblastes prolifèrent, puis quittent le cycle cellulaire 

et entament la différenciation terminale. Ils s’alignent et fusionnent pour donner des 

myotubes multinucléés exprimant principalement MYOD, MYF5, la myogénine 

(MYOG) et la myosine. Une dernière étape de maturation mène à la formation des 

fibres musculaires matures. Figure adaptée à partir de Fatica et al. Nature Reviews 

Genetics 2014. 

 

2.2.1 La formation des fibres musculaires 

Les cellules progénitrices subissent en premier temps une étape cruciale de la myogenèse, la 

détermination myogénique, durant laquelle les progéniteurs musculaires multipotents (cellules souches 

capable de se différencier et former des tissus distincts) deviendront des cellules unipotentes (ne 

produisant qu’un seul type cellulaire), les myoblastes, engagés dans la voie myogénique (Perry & 

Rudnick 2000). La détermination myogénique débute lors de la formation du myotome et est 

orchestrée par deux facteurs de transcription essentiels appartenant à la famille des MRFs (Myogenic 

Regulatory Factors) : MYOD (Myogenic Differentiation 1, ou MYF3) et MYF5 (Perry & Rudnick 

2000). 
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En second temps, les myoblastes vont entamer l’étape de la différenciation terminale dans 

laquelle ils fusionnent ensemble pour former les myotubes. Cette étape implique une régulation fine 

du cycle cellulaire. Afin de pouvoir se différencier, les myoblastes jusque-là en prolifération sortent du 

cycle cellulaire, étape irréversible coordonnée par les régulateurs du cycle cellulaire. En effet, une 

diminution de l’expression de plusieurs activateurs du cycle cellulaire (tels que la cycline A, D1 ou D2 

et de leurs partenaires CDK (kinases dépendantes des cyclines)) et une induction de l’expression des 

répresseurs du cycle cellulaire (tels que les inhibiteurs des kinases dépendantes des cyclines (CKI) 

p21, p57, p27 et la protéine du rétinoblastome (RB)) constituent le déclenchement de la sortie du cycle 

cellulaire, marquant ainsi la première étape de la différenciation terminale (Rajabi et al. 2014). 

D’autre part, la différenciation myogénique nécessite la mise en place d’un programme génétique 

complexe nécessaire au fonctionnement de la cellule musculaire. MYOD semble être le facteur de 

transcription clé initiant le programme myogénique, par sa capacité à activer, à différents moments de 

la différenciation myogénique, plusieurs gènes importants pour ce processus et pour la structure et le 

fonctionnement des myotubes (Bergstrom et al. 2002). Parmi eux se trouvent des facteurs de 

transcription pro-myogéniques tels que MYOG (myogénine) et MEF2 (Myocyte Enhancer Factor 2) 

qui coopèrent avec MYOD pour l’activation d’autres gènes, des gènes responsables de l’arrêt du cycle 

cellulaire comme p21 et RB et des gènes codant pour des protéines structurelles du muscle comme la 

myosine et les sous-unités de la troponine (Figure 7B). 

En conclusion, la myogenèse est un processus finement régulé dans lequel les myoblastes issus de 

l’étape de la détermination myogénique et exprimant MYOD et MYF5 sont capables de proliférer et se 

différencier en myotubes. Pour cela, les myoblastes sortent du cycle cellulaire et fusionnent pour 

former des cellules multinuclées, les myotubes, exprimant des protéines spécifiques du muscle. 

Finalement, les myotubes multinucléés donnent naissance à des fibres musculaires matures, processus 

au cours duquel ont lieu le réarrangement du cytosquelette, l’agencement des myofibrilles en 

sarcomère et la relocalisation des noyaux en périphérie. Ces fibres musculaires forment ainsi les 

muscles de l’embryon. 
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2.2.2 Les cellules satellites et la régénération musculaire 

Les fibres musculaires sont post-mitotiques, incapable de se diviser en cas de besoin, notamment 

suite à un traumatisme musculaire. Ce sont les cellules satellites, cellules mononuclées localisées sous 

la membrane basale des fibres musculaires (Mauro 1961), qui sont sollicitées lors de la croissance 

pour augmenter la masse musculaire, lors de la régénération musculaire notamment suite à une lésion 

musculaire, et pour l’hypertrophie musculaire due à l’exercice physique. 

Les cellules satellites adultes sont en effet des cellules souches musculaires quiescentes ayant 

pour origine les somites et qui expriment PAX7 (Paired-box), gène appartenant à la famille des 

facteurs de transcription Pax et qui est nécessaire pour la maintenance des cellules satellites post-

natales et leur auto-renouvèlement (Seale et al. 2000; Olguin & Olwin 2004; Relaix et al. 2006). PAX7 

est exprimé également dans les précurseurs myogéniques lors du développement embryonnaire mais 

ne l’est plus dans les cellules différenciées.  

Une fois activées, les cellules satellites prolifèrent, se différentient et fusionnent entre elles ou 

avec des fibres musculaires existantes, afin de reconstituer de nouvelles myofibres fonctionnelles. En 

même temps, la division asymétrique de ces cellules souches leur permet de reconstituer la population 

initiale de cellules satellites quiescentes (Collins & Partridge 2005; Kuang et al. 2007). L’activation 

des cellules satellites inclut l’induction de la surexpression de MYOD et MYF5, tout comme pour le 

processus de la myogenèse embryonnaire (Zammit et al. 2002), la sortie de leur niche et leur entrée 

dans le cycle cellulaire. Ces cellules sont alors appelées myoblastes. Une fraction de ces myoblastes 

gardera l’expression de PAX7 et perdra celle des marqueurs myogéniques pour pouvoir ainsi quitter le 

cycle cellulaire et restaurer le pool de cellules satellites (Zammit et al. 2004). 

Les myoblastes restants prolifèrent et après plusieurs cycles de division, la majorité sortent du 

cycle cellulaire de façon irréversible au niveau de la transition G1/S et entament la différenciation 

terminale. 

Nous disposons au laboratoire de plusieurs cultures de myoblastes primaires isolés à partir de 

biopsies de muscle d’individus sains et de patients FSHD provenant du laboratoire de D. Laoudj-

Chenivesse. Une partie de mon travail de thèse a été effectuée sur ces cultures primaires humaines qui 

représentent un modèle d’étude proche de la physiologie. 
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2.3 La différenciation myogénique in vitro des myoblastes FSHD  

D’un point de vue histologique, les biopsies de muscles FSHD présentent des modifications 

fréquemment retrouvées dans d’autres myopathies. Une variation dans la taille des fibres musculaires 

est souvent détectée dans les muscles FSHD à un stade initial de la maladie. La progression de 

l’atteinte musculaire est marquée par la présence de nécrose, d’un envahissement par les macrophages 

des fibres nécrotiques et une régénération musculaire. A un stade avancé de la maladie, le nombre de 

fibres musculaires est considérablement réduit, le muscle est envahi par du tissu adipeux interstitiel et 

une fibrose de l’endomysium. Dans certains cas, une inflammation périvasculaire et interstitielle est 

observée, qui a probablement lieu en réponse à la dégénérescence et la nécrose musculaire (Padberg 

1982) (Figure 8). 

 
Figure 8. Anomalies histologiques du muscle squelettique FSHD à différents stades de 

l’atteinte masculaire. Les biopsies de muscles FSHD présentent, selon le degré de la 

sévérité de l’atteinte musculaire, des fibres nécrotiques envahies par des macrophages, 

une réduction de la taille des fibres musculaires et un envahissement du muscle par du 

tissu adipeux. Figure extraite d’un document de l’AFM publié en 2002. 
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Dans le cadre de l’étude de la pathophysiologie de la FSHD, évaluer la différenciation 

myogénique in vitro des myoblastes primaires FSHD constitue un élément clé pour la compréhension 

de la dégénérescence progressive des muscles des patients. Plusieurs études ont démontré des 

variabilités au niveau de l’expression de plusieurs gènes impliqués dans la voie de la différenciation 

génique dans les myoblastes et les myotubes FSHD (détaillés dans le paragraphe 1.7) ainsi que des 

variabilités pathologiques au niveau du phénotype des myotubes FSHD in vitro. 

En effet, les myoblastes primaires FSHD en culture proliféraient d’une façon similaire que les 

myoblastes normaux, et exprimaient MyoD. Arrivés à confluence, les myoblastes FSHD étaient 

capables d’entamer la différenciation myogénique terminale in vitro dans un milieu de culture pauvre 

en sérum et produisaient des myotubes dont l’organisation sarcomérique était intacte 

(immunomarquage de la myosine et de l’α-actinine) (Barro et al. 2010). Bien que ces caractéristiques 

de la différenciation myogénique étaient similaires entre les myoblastes FSHD et normaux, les 

myotubes FSHD qui en résultaient présentaient une morphologie anormale, et des variations au niveau 

de leur indexe de fusion myogénique (MFI, ratio des noyaux dans les myotubes sur le nombre total des 

noyaux) ainsi que de leur index de déformation myogénique (DMI, proportion des myotubes à 

phénotype déformé). Contrairement aux myoblastes normaux qui fusionnaient et formaient des 

myotubes ramifiés à noyaux alignés, les cultures FSHD comprenaient soit des myotubes atrophiques 

avec un diamètre inférieur à 20 µm et un faible MFI, soit déformés avec des noyaux aléatoirement 

répartis dans le sarcoplasme et un MFI plus élevé. D’une manière intéressante, plus les myoblastes 

FSHD étaient capables de fusionner entre eux, plus les myotubes qui en résultaient étaient déformés. 

Cette déformation de la morphologie des myotubes FSHD étaient aussi accompagnée d’une 

désorganisation du cytosquelette d’actine et des microtubules (Barro et al. 2010) (Figure 9). Ces 

caractéristiques morphologiques pathologiques étaient indépendantes des caractéristiques histo-

pathologiques des muscles d’origine. Ainsi les cellules satellites FSHD se différencient en myotubes 

dont la morphologie est anormale in vitro. 
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Figure 9. Anomalies phénotypiques des myotubes FSHD in vitro. Lors de la différenciation 

myogénique in vitro, les myoblastes normaux fusionnent et forment des myotubes 

ramifiés à noyaux alignés (figure à gauche), tandis que les myotubes FSHD formés 

sont soit fins et atrophiques (figure au milieu) soit déformés à aspect désorganisé 

(figure à droite). Figure adaptée à partir de Barro et al. Journal of Cellular and 

Molecular Medicine, 2010. 

 

D’une façon intéressante, une étude protéomique effectuée sur des myotubes FSHD a pu 

démontrer la diminution de plusieurs composants de la contraction et de la structure musculaire dans 

les myotubes atrophiques, tels que les chaines lourdes de la myosine (MYH8, MYH3 et MYH7), les 

chaines légères de la myosine (MYL1 et MYL6B) et d’autres protéines impliquées dans le 

développement des muscles striés, suggérant ainsi une protéolyse spécifique associée à l’atrophie 

musculaire. Quant aux myotubes désorganisés, une surproduction des protéines impliquées dans 

l’organisation du cytosquelette (TUBA1A : Tubulin α-1A chain, TUBB : Tubulin ß chain) est 

observée, pouvant être impliquées dans la désorganisation morphologique. Dans les deux types de 

myotubes FSHD, une altération des protéines impliquées dans l’épissage des ARNm a été décrite 

(Tassin et al. 2012). 

Un phénotype défectueux des fibres musculaires peut être corrélé à une faiblesse musculaire, cela 

peut être le cas dans la FSHD mais les mécanismes pathologiques sous-jacents responsables des 

phénotypes aberrants des myotubes FSHD et leurs implications dans la capacité régénérative des 

cellules satellites restent à être définies. 

D’autre part, la différenciation myogénique semble être compromise par l’expression de DUX4. 

Une première étude menée par Yip et coll. sur une lignée murine C2C12 transfectée d’une façon stable 
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et transitoire par un nombre limité de répétitions D4Z4 (1 à 4 répétitions) a montré la formation de 

myotubes à morphologie anormale, caractérisée par des myotubes gros, plus ronds que les myotubes 

C2C12 contrôles, avec un MFI diminué. Quant aux myotubes contrôles, ils étaient fins et allongés. La 

différenciation myogénique apparaissait normale d’après l’immunomarquage de certains marqueurs de 

la différenciation terminale tels que la chaine lourde de la myosine (Yip & Picketts 2003). Ainsi, les 

auteurs ont suggéré que la présence des répétitions D4Z4 influençait la fusion des myoblastes C2C12 

plutôt que la différenciation myogénique en soi, et cela probablement par des interactions avec des 

gènes impliqués dans la fusion des myoblastes. Cependant, les mécanismes provoquant cette anomalie 

de fusion n’ont pas été élucidés. Quelques années plus tard, des études concentrées sur DUX4 ont pu 

démontrer que l’expression forcée de ce facteur de transcription dans des myoblastes immortalisés 

normaux provoquait la formation de myotubes atrophiques accompagnée de la surexpression de deux 

ubiquitine ligases E3, MuRF1 (Muscle Ring Finger 1) et Atrogine-1 (Vanderplanck et al. 2011), qui 

sont tous les deux décrits dans la littérature comme impliqués dans la dégradation de protéines 

musculaires et par conséquent dans l’atrophie musculaire (de Palma et al. 2008; Lagirand-Cantaloube 

et al. 2009). De plus, DUX4 induit l’expression de DEFB103, codant pour la ß-défensine 3 capable 

d’induire la surexpression de la myostatine et par conséquent inhiber la différenciation myogénique 

(Geng et al. 2012). La ß-défensine 3 est trouvée aussi surexprimée dans les myoblastes et les biopsies 

de patients FSHD. Pris ensemble, ces données suggèrent que DUX4 est impliqué dans l’atrophie des 

myotubes FSHD observée in vitro. Il est important de noter que les myotubes atrophiques obtenus 

suite à la surexpression de DUX4 comprenaient majoritairement moins que trois noyaux par myotube, 

par conséquent la possibilité que l’expression forcée de DUX4 inhiberait la capacité de fusion des 

myoblastes n’est pas à écarter. 

La morphologique anormale des myotubes FSHD ainsi que l’ensemble des gènes et protéines 

musculaires trouvés dérégulés dans ces myotubes suggèrent une potentielle dérégulation de la 

fonctionnalité des muscles FSHD. La caractérisation des mécanismes moléculaires responsables des 

anomalies morphologiques des myotubes FSHD et l’étude de la fonctionnalité de ces myotubes et leur 

capacité à former des fibres musculaires fonctionnelles restent jusqu’à présent inconnus. 
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3 Le stress oxydant, les dommages de l’ADN et leurs implications dans l’homéostasie 

musculaire 

 

Les espèces réactives de l’oxygène (ROS) et de l’azote (RNS), constamment produits par le 

métabolisme des cellules vivant en aérobie, ont été longtemps vues comme des produits toxiques du 

stress oxydant, agressant les constituants cellulaires. Nous nous attarderons dans ce chapitre 

particulièrement aux ROS et à leur implication dans l’homéostasie musculaire. 

La contraction musculaire génère des espèces réactives de l’oxygène (ROS), longtemps 

considérés comme source d’un stress oxydant néfaste pour les fibres musculaires. Néanmoins, la 

découverte de la participation des ROS dans beaucoup de voies de signalisation a permis d’attribuer 

aux ROS produits en concentrations « physiologiques » des actions cellulaires bénéfiques au muscle. 

Maintenir l’homéostasie du tissu musculaire est cruciale pour sa fonction, et met en jeu comme pour 

tout autre type cellulaire, un système complexe de détoxification des ROS afin de garder un équilibre 

dynamique entre la production de ROS et leur élimination. Une accumulation « pathologique » de 

ROS altère les composants cellulaires, notamment l’ADN. Le stress oxydant et les dommages de 

l’ADN affectent le processus de la différenciation myogénique et participent à la pathophysiologie de 

plusieurs myopathies. Nous exposons dans ce chapitre l’ensemble de ces notions et nous nous 

attardons sur les données disponibles dans la littérature dans le cadre de la FSHD. 

 

3.1 Les espèces réactives de l’oxygène, les défenses cellulaires antioxydantes : entre 

l’homéostasie redox et le stress oxydant  

Les ROS représentent un groupe de molécules hautement réactives à propriété oxydante. Comme 

leur nom indique, les ROS dérivent de l’oxygène. En effet, durant le processus de la respiration la 

molécule de dioxygène O2 est progressivement réduite en deux molécules d’eau H2O suite à une 

réaction d’oxydoréduction mettant en jeu quatre électrons : O2 + 4e- + 4H+ = 2H2O. La réduction 

incomplète de l’O2 génère des ROS à fort potentiel oxydant : le radical superoxyde (O2°-), le H2O2 et le 

radical hydroxyle (OH°) suite à sa réduction par un, deux, ou trois électrons respectivement. Le 

métabolisme cellulaire basal produit constamment des ROS ; en effet, toute réaction enzymatique 
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contrôlée mettant en jeu un transfert d’électrons peut être sujet à des fuites d’électrons, et qui en 

présence de l’O2, produit des ROS. La source majeure de ROS est la mitochondrie et plus précisément 

la chaine respiratoire mitochondriale de la membrane interne mitochondriale (Murphy 2009). En effet, 

une fuite durant le transfert d’électrons de la phosphorylation oxydative peut générer des ROS suite à 

la réduction partielle de l’O2 en anions superoxydes au sein de la mitochondrie, qui peuvent aussi 

atteindre le cytoplasme (Crompton 1999; Storz 2006). La production de ROS a lieu aussi dans d’autres 

compartiments cellulaires comprenant notamment des oxydases telles que les NADPH oxydases 

(NOX) (Bedard & Krause 2007). 

Les ROS sont capables d’attaquer les molécules cellulaires telles que les protéines, les lipides, le 

pool de nucléotides et l’ADN. Afin d’éviter l’accumulation intracellulaire des ROS et pour garder 

l’homéostasie cellulaire, plusieurs systèmes de défenses cellulaires antioxydants, enzymatiques et non-

enzymatiques, entrent en jeu d’une façon coordonnée afin d’empêcher ou de réduire les dommages 

oxydatifs. 

Les enzymes antioxydantes sont nombreuses, dont les principales sont la superoxyde dismutase 

(SOD), la glutathion peroxydase (GPX) et la catalase (CAT) (Figure 10A). Ces enzymes 

antioxydantes favorisent l’élimination des différents types de ROS, en ayant souvent recours à des co-

facteurs ou à des molécules antioxydantes à potentiel redox (Culotta et al. 2006; Meister & Anderson 

1983; Kirkman & Gaetani 2007). 

D’autre part, la cellule dispose d’un ensemble de molécules antioxydantes non-enzymatiques, 

dont le plus important à citer est le glutathion. Le glutathion GSH est une molécule antioxydante 

majeure dans tout type cellulaire ; Grâce à son groupement thiol SH au niveau de son résidu de 

cystéine, ce tripeptide possède une capacité réductrice et peut réagir directement avec les ROS et les 

réduire, il permet d’éliminer les métaux lourds, et constitue aussi le substrat de la GPX pour éliminer 

le H2O2 et les hydroperoxydes organiques. De plus le GSH participe dans la réduction d’autres 

antioxydants tels que les vitamines C et E (pour revue (Meister & Anderson 1983)). D’autres 

antioxydants non-enzymatiques, tels que les vitamines C (acide ascorbique) (dans le cytosol) et E (α-

tocophérol) (associés aux membranes cellulaires) et les caroténoïdes participent à l’homéostasie redox 

(Janero 1991; El-Agamey et al. 2004; Carr & Frei 1999) (Figure 10). 



69 

 

 

Figure 10. Schéma simplifié du système cellulaire de défense antioxydant et des principales 

sources de ROS. La cellule dispose d’enzymes de détoxification des ROS et de 

molécules antioxydantes constituant le système cellulaire de défense antioxydante. La 

NADPH oxydase (NOX) catalyse l’oxydation du NADPH par l’O2 tout en produisant 

des radicaux O2
°-. La superoxyde dismutase (SOD) existe chez les mammifères sous 

trois isoformes (SOD1 ; SOD2 et SOD3), chacun présent dans un compartiment 

cellulaire déterminé ou dans l’espace extracellulaire, et dont le rôle est de dismuter les 

radicaux superoxydes (O2
°-) et former le peroxyde d’hydrogène (H2O2) et le dioxygène 

(O2) en présence d’un métal de transition se liant à leur domaine actif. Le H2O2 peut 

générer les radicaux hydroxyles (OH°) par la réaction de Fenton en présence des Fe2+. 

La glutathion peroxydase (GPX), existant sous 5 isoformes chez les mammifères 

(GPX1-5), catalyse la réduction du H2O2 ou du en eau, en utilisant 2 molécules de 

glutathion réduit (GSH). En cédant leurs ions d’hydrogène, les 2 GSH sont alors 

oxydés en disulfure de glutathion (GSSG), dimère de 2 glutathions unis par un pont 

disulfure. Le glutathion étant une des molécules antioxydantes principales de la 

cellule, le recyclage du GSH a lieu à l’aide de la glutathion réductase (GR) et son 

cofacteur d’oxydoréduction à l’état réduit, le NADPH (nicotinamide adénine 

dinucléotide phosphate, réduit), qui alors réduisent le GSSG en 2 GSH. La catalase 

(CAT), exprimée d’une façon ubiquitaire dans la cellule, catalyse à l’aide du fer, son 

cofacteur, l’élimination du H2O2 en H2O et O2. Figure adaptée à partir de Morel et al. 

Biochemical Journal, 1999. (B) Les principales sources endogènes et exogènes de 

ROS. 
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Dans le cas des muscles, les antioxydants enzymatiques et non-enzymatiques se trouvent au sein 

des fibres musculaires ainsi que dans le réseau vasculaire et l’espace extracellulaire afin d’assurer une 

protection optimale du muscle, surtout en cas d’exercices physiques intenses ou prolongés (pour revue 

(Powers et al. 2011)). 

Un stress oxydant a lieu quand l’homéostasie redox est altérée dans la cellule ; Ce déséquilibre 

peut être dû à une surproduction de ROS ou d’une déficience du système antioxydant. Une production 

non-physiologique de ROS peut être la conséquence d’un dysfonctionnement du métabolisme 

cellulaire ou d’une exposition à une source pro-oxydante exogène telle que les facteurs 

environnementaux (radiations ionisantes, radiation ultraviolet, inflammation, stimulation du système 

immunitaire) et des xénobiotiques causant la production de ROS durant leur métabolisme. Par 

exemple, une stimulation du système immunitaire entraîne une production locale et massive de ROS 

due, entre autres, à la stimulation de l’activité de NADPH oxydase dans les phagocytes (pour revue 

(Hampton et al. 1998)). Une inflammation provenant d’une infection chronique génère beaucoup de 

ROS dus aux neutrophiles recrutés qui produisent des radicaux superoxydes et du H2O2 (Hardbower et 

al. 2013). Une déficience du système antioxydant, notamment une dérégulation dans la synthèse du 

glutathion ou des enzymes antioxydantes (Mlchlels & Kfmacli 1988), ou une diminution du stock des 

vitamines antioxydantes (Hagen et al. 1999) sont accompagnées de l’augmentation de la quantité de 

ROS intracellulaires. Une accumulation excessive de ROS peut causer des dommages irréversibles 

aux macromolécules cellulaires et par conséquent provoquer l’apoptose (Liu et al. 2008) ou la 

carcinogenèse (Klaunig et al. 1998). Les ROS peuvent aussi oxyder et altérer le pool de nucléotides, 

influençant ainsi l’intégrité génomique (pour revue Rudd et al. 2016). Néanmoins une surproduction 

modérée et transitoire de ROS définit un état de « stress oxydant » ponctuel qui sera suivi d’une 

détoxification des ROS. La persistance de l’exposition à la source de ROS (par exemple une 

inflammation chronique) ou un défaut constitutif dans la défense antioxydante provoque un 

déséquilibre constant du statut redox et un stress oxydant chronique dont les conséquences sont 

souvent pathologiques (Figure 11). 
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Figure 11. Le déséquilibre entre la production de ROS et le système antioxydant définit un état de 

stress oxydant. 

 

3.2 Les dommages oxydatifs de l’ADN et les voies de détection et de réparation de l’ADN 

 

3.2.1 Les lésions oxydatives de l’ADN 

Les dommages de l’ADN jouent un rôle majeur notamment dans la mutagenèse, la carcinogenèse, 

et le vieillissement. Leur source peut être endogène (la respiration et le métabolisme cellulaire), ou 

exogène suite, par exemple, à une exposition à un agent génotoxique. Les dommages de l’ADN causés 

par les ROS constituent les dommages les plus fréquents, et regroupent plusieurs types de dommages 

oxydatifs de l’ADN : les lésions simples de l’ADN dont les bases oxydées, les sites abasiques et les 

cassures simple brin et double brin (Figure 12), et les lésions complexes et étendues de l’ADN telles 

que les OCDL (non-DSB oxidative clustered bi-stranded DNA lesions) (pour revue (Nikitaki et al. 

2015)). 
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Figure 12. Les dommages oxydatifs de l’ADN. Plusieurs types de dommages de l’ADN, direct 

(flèches roses continues) et indirects (flèches roses discontinues), surviennent suite à 

l’attaque de l’ADN par les ROS. Face à ces attaques, la cellule dispose de plusieurs 

voies de réparation de l’ADN adaptées aux différents types de dommages de l’ADN. 

8-OG-dG : 8-hydroxy-2’-deoxyguanosine, BER : réparation par excision de base, 

DSB : cassure double brin, MMR : réparation des mésappariements de bases, NHEJ : 

réparation par la jonction d’extrémités non homologues, RH : réparation par la 

recombinaison homologue, Site AP : site abasique, SSB : cassure simple brin. 

 

Parmi les modifications oxydatives des bases azotées de l’ADN, estimées de l’ordre de 20 000 

bases endommagées par cellule humaine par jour (Beckman & Ames 1997), la 8-hydroxy-2’-

deoxyguanosine (8-OH-dG) s’avère être la plus abondante et la plus étudiée. Les 8-OH-dG se forment 

suite à une hydroxylation (rajout d’un groupe hydroxyle) de la guanosine et s’apparient 

préférentiellement avec l’adénine. Si les 8-OH-dG ne sont pas éliminées, elles génèrent ainsi des 

transversions GCTA lors de la réplication de l’ADN, d’où leur potentiel mutagénique (Yasui et al. 

2014). Les 8-OH-dG sont principalement réparées par la voie de la réparation par excision de base 

(BER), dans laquelle l’intervention d’une glycosylase clivant la liaison N-glycosidique entre la 8-

hydroxyguanine et le désoxyribose libère la base et crée ainsi un site abasique (site AP, pour site 

apurinique/apyrimidique) (Demple & Harrison 1994; Almeida & Sobol 2007). 

Outre les sites AP générés suite à la première étape de la réparation par BER des bases abimées, 

et ceux produits spontanément par hydrolyse des liaisons N-glycosidiques de l’ADN, les ROS peuvent 
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générer des sites AP en capturant l’hydrogène des désoxyriboses et s’ils ne sont pas réparés, mènent à 

la rupture de la liaison sucre-phosphate du squelette d’ADN et provoquent des cassures simples brins 

de l’ADN (SSB, pour single-strand breaks) (Breen & Murphy 1995). En effet les sites AP constituent 

un type de lésion de l’ADN parmi les plus fréquents dans le génome (50 000 et 200 000 lésions par 

cellule de mammifère), avec près de 10 000 lésions par cellule humaine par jour et touchant 

préférentiellement les purines (Nakamura & Swenberg 1999; De Bont & van Larebeke 2004). 

Cependant, en présence de ROS leur nombre est largement augmenté (Nakamura et al. 2000) et leur 

persistance cause des effets délétères. En effet, les sites AP peuvent évoluer en SSB. Le plus 

dangereux reste leur effet mutagène dû à l’incorporation préférentielle d’une adénine sur le brin 

opposé par l’ADN polymérase lors de la réplication. Afin d’assurer la complémentarité des bases, le 

site AP est remplacé par une thymine (Obeid et al. 2010) (pour revue (Jackson & Loeb 2001)). 

Plusieurs SSB proches les uns des autres et présents sur les deux brins de l’ADN, causés par des 

attaques rapprochées de l’ADN par un nombre élevé de ROS, constituent des cassures doubles brin 

(DSB, pour double-strand break), fréquemment causées par les radiations ionisantes (pour revue 

(Breen & Murphy 1995)). 

 

3.2.2 La réponse aux dommages de l’ADN (DDR) : gardien de l’intégrité 

génomique 

Afin de maintenir l’intégrité de son génome, la cellule dispose de voies distinctes, complexes et 

fonctionnellement entrecroisées, connues sous le nom des mécanismes de la réponse aux dommages 

de l’ADN (DDR, pour DNA damage response). Ces voies englobent des processus coordonnés 

permettant la détection des lésions de l’ADN, l’activation des points de contrôle du cycle cellulaire, 

l’accumulation des facteurs de réparation de l’ADN sur le site des dommages, et enfin la réparation 

physique des lésions de l’ADN. Chaque mécanisme de réparation de l’ADN est spécifique d’un ou de 

plusieurs types de lésions de l’ADN (Hoeijmakers 2001). 
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Les prinicpales voies de détection des dommages de l’ADN 

Au moment où l’ADN cellulaire est attaqué, plusieurs voies de détection des dommages de 

l’ADN couplées à des cascades de signalisation sont mises en jeu, les principales étant celles de 

l’ATM (Ataxia Telangiectasia Mutated) et de l’ATR (ATM-related) pour la détection des cassures de 

l’ADN (Figure 13). 

ATM est majoritairement activée suite aux DSB dont la persistance induit des aberrations 

chromosomiques (van Gent et al. 2001) et met en jeu des protéines clés telles que H2AX et Chk2. 

Quant à la voie de ATR dont le substrat principal est Chk1 (Zhao & Piwnica-Worms 2001), elle est 

activée majoritairement suite aux SSB et au stress réplicatif dus au stress oxydant et aux radiations 

ionisantes et UV (Guo et al. 2000; Willis et al. 2013). D’une façon intéressante, les voies ATM-Chk2 

et ATR-Chk1 sont interconnectées et se régulent l’un l’autre en réponse aux différents stimuli et aux 

différents types de dommages de l’ADN (pour revue (Yan et al. 2014)). Ces voies de DDR mènent à 

l’arrêt momentané du cycle cellulaire afin de laisser le temps à la réparation de l’ADN en amont de la 

réplication et de la division cellulaire, et coordonnent la réparation de l’ADN. Ainsi, suivant la phase 

du cycle cellulaire dans laquelle la cellule était durant l’attaque de l’ADN et le type de dommage de 

l’ADN provoqué, le cycle cellulaire est bloqué au niveau de la transition G1/S, au cours de la phase S 

ou de la transition G2/M (Zhou & Elledge 2000; Callegari et al. 2007). Dans le cas où les dommages 

de l’ADN sont abondants, l’apoptose est alors déclenchée (Bernstein et al. 2002). 
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Figure 13. Les principales voies de détection des cassures de l’ADN Les principales voies de 

détection des cassures de l’ADN sont celles de ATM en phase G1 et de ATR en phase 

S, couplées à des cascades de signalisation menant à l’arrêt momentané du cycle 

cellulaire. (A) En réponse aux DSB, le complexe MRN, senseur des DSB, recrute 

ATM aux extrémités altérées de l’ADN, et ATM qui jusque-là était inactive sous la 

forme d’un dimère, autophosphoryle sa sérine 1981 (pATM) et se dissocie de son 

dimère. Sous cette forme monomérique active, pATM phosphoryle ses substrats 

directs dont la sérine 139 de l’histone H2AX (ɣ-H2AX), la thréonine 68 de la kinase 

transductrice Chekpoint kinase 2 (pChk2) et la sérine 15 de p53. pChk2 phosphoryle la 

phosphatase cdc25a qui, sous cette forme, est ubiquitylée et dégradée, empêchant ainsi 

la déphosphorylation de la Kinase 2 dépendante de la cycline (Cdk2). En activant 

directement ou indirectement (via pChk2) p53, facteur de transcription favorisant 

l’expression de p21, la voie active de ATM mène à l’arrêt du cycle cellulaire en phase 

G1. (B) La voie de ATR-Chk1 est activée majoritairement suite aux SSB et au stress 

réplicatif, dus entre autres au stress oxydant, et bloquant la fourche de réplication en 

phase S. Une fois activée par phosphorylation, pATR phosphoryle et active plusieurs 

substrats dont le substrat majeur est la kinase transductrice Chk1 qui est phosphorylée 

sur la sérine 345. pChk1 phosphoryle à son tour la phosphatase cdc25a qui sera alors 

dégradée, empêchant ainsi la progression de la phase S. (C) Enfin, les DSB qui ont 

lieu durant la phase G2 activent directement la voie ATM et indirectement celle de 

ATR, menant à la phosphorylation des kinases checkpoint (Chk1 et Chk2), et des 

phosphatases cdc25. Ainsi la déphosphorylation de CDK1-Cycline B est empêchée et 

la progression en mitose est bloquée. Figure d’après Löbrich et al. Nature reviews. 

Cancer, 2007. 
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Les voies de réparation de l’ADN 

De multiples voies de réparation de l’ADN se chevauchant sont responsables de la réparation des 

dommages de l’ADN. 

Dans le cas des lésions touchant les bases et n’altérant pas la structure en double hélice de l’ADN, 

tels que les 8-OH-dG, les sites AP et les SSB, leur réparation s’effectue via le BER (Almeida & Sobol 

2007). Ce mécanisme de réparation consiste à retirer les bases altérées à l’aide des ADN glycosylases, 

créant ainsi un site AP. Ce dernier est ensuite excisé par les endonucléases AP, principalement par 

APE1, et le nucléotide manquant est remplacé à l’aide de l’ADN polymérase ß. Enfin, les bouts 

d’ADN sont reliés à l’aide d’une ADN ligase. La voie BER est subdivisée en deux sous-voies 

majeures chez les cellules de mammifères : la SP-BER (Short Path BER) et la LP-BER (Long Patch 

BER), qui diffèrent par les protéines utilisées tout au long de la voie de réparation (pour revue 

(Leandro et al. 2015)). La SP-BER est détaillée dans la Figure 14. 
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Figure 14. La réparation de l’ADN par excision de base. (A) Le mécanisme de réparation par 

excision de base (BER) consiste à cibler les bases altérées à l’aide des ADN 

glycosylases monofonctionnelles ou bifonctionnelles qui les reconnaissent et les 

retirent, créant ainsi un site AP. Ce dernier est ensuite excisé par les endonucléases AP 

(APE1). Le nucléotide manquant est alors remplacé à l’aide de l’ADN polymérase ß et 

enfin scellé à l’aide du complexe XRCC1/Ligase III. Figure à partir du livre de Emil 

Miladenov et George Iliakis 2011, “ DNA Repair- On the Pathways to Fixing DNA 

damage and Errors”. (B) Le BER peut mettre en jeu d’autres enzymes clés, les 

poly(ADP-ribose) polymérases 1 et 2 (PARP1 et 2), qui agissent comme des senseurs 

essentiellement des SSB et des transducteurs du signal de ces lésions ; une fois les 

SSB repérées, les PARP se lient à l’ADN et commencent à synthétiser des chaines de 

poly (ADP-ribose) (PAR), signal pour le recrutement d’autres enzymes nécessaires à 

la réparation des SSB (ADN polymérase ß, ligase III et XRCC1). Une fois les SSB 

réparées, les chaines de PAR sont dégradées à l’aide de la Poly(ADP-ribose) 

glycohydrolase (PARG). Figure à partir de Hilton et al. Frontiers in Bioscience, 2013. 

 

Les mésappariements de bases induits entre autres par les 8-oxo-dG et les sites AP sont réparés 

par le mécanisme de réparation des mésappariements de bases (MMR, pour Mismatch repair) durant 

lequel les bases incorrectes sont excisées et l’ADN re-synthétisé (pour revue (Jiricny 2006)). Cette 

voie de réparation comprend des protéines clés telles que MSH2 et MSH6. 
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Plusieurs études ont démontré que la voie de la réparation par excision de nucléotides (NER) est 

aussi impliquée dans la réparation des dommages oxydatifs de l’ADN. En effet, cette voie est 

responsable de la réparation des lésions étendues de l’ADN qui déroulent l’ADN, dues par exemple 

aux attaques par les rayons UV. La voie NER est subdivisée en deux sous-voies : la voie TC-NER 

(Transcription-Coupled NER) et la voie GG-NER (Global Genome NER) qui diffèrent uniquement 

dans la première étape, celle de la reconnaissance de la lésion de l’ADN. En effet, durant le processus 

de la réparation par la voie NER, la lésion est reconnue, l’ADN est relâché à l’aide du complexe 

TFIIH et coupé de part et d’autre de la lésion par ERCC1-XPF et XPG, pour enfin laisser la place à la 

synthèse de l’ADN par une ADN polymérase et la ligation des bouts d’ADN (pour revue (Melis et al. 

2013)). 

D’autre part, les deux voies de DDR faisant face aux DSB sont la RH (recombinaison 

homologue) et le NHEJ (jonction d’extrémités non homologues), et le choix du mécanisme de 

réparation a lieu en fonction de la phase du cycle cellulaire (Figure 15). 

En effet, la RH requiert la chromatide sœur et agit exclusivement pendant les phases S et G2. En 

présence d’une matrice homologue, une résection de 5’ en 3’ autour de la DSB a lieu, générant des 

bouts simples brins qui vont envahir l’ADN de la matrice permettant ainsi à l’ADN polymérase de 

polymériser des nucléotides en copiant l’information génétique portée par la matrice (Moynahan & 

Jasin 2010). Parmi les protéines cruciales impliquées dans la RH se trouvent BRCA1 (pour Breast 

cancer type 1) et BRCA2 (pour Breast cancer type 2), gènes décrits comme étant suppresseurs de 

tumeur et dont la mutation est accompagnée d’une susceptibilité accrue à développer les cancers du 

sein et des ovaires (Friedenson 2007). 

En absence d’une matrice homologue, la voie du NHEJ est favorisée. Cette voie est capable de 

réparer les DSB tout au long des phases du cycle cellulaire et agit donc plus rapidement que la RH. 

Une fois les DSB reconnues, des extrémités 3’ hydroxyle et 5’ phosphate de l’ADN sont rapprochées 

et liées par une ligase (van Gent & van der Burg 2007). Durant ce processus, une perte ou des 

modifications de nucléotides peuvent avoir lieu, pour cela le NHEJ est considéré comme une voie de 

réparation « imparfaite » qui génère des mutations de type insertions ou délétions. 
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Figure 15. Les mécanismes de réparation des cassures double brin de l’ADN. Les étapes du 

NHEJ (à gauche) consistent à reconnaitre les DSB par l’hétérodimère Ku70/Ku80 qui 

recrute une protéine-kinase ADN dépendante (DNAPK). Grace à son activité kinase, 

le complexe DNAPK ainsi formé recrute la nucléase Artemis ainsi que le complexe 

MRN (MRE11/Rad50/NBS1) (non montré sur la figure). Ces protéines sont 

responsables du rapprochement des extrémités de l’ADN, suivi de la ligation des bouts 

3’hydroxyle et 5’phosphate par le complexe XLF/XRCC4/ADN Ligase IV. Lorsque la 

cellule dispose d’une matrice homologue, les DSB sont réparés par la voie de la RH (à 

droite). Le complexe MRN reconnait la DSB par le complexe MRN et entame une 

résection de 5’ en 3’ autour de la DSB, générant de part et d’autre des bouts simples 

brins. La protéine de réplication A (RPA), RAD51 et RAD52 se lient aux bouts 

simples brins qui envahissent alors la matrice homologue et forment un D-loop. Cela 

permet à l’ADN polymérase de synthétiser l’ADN en copiant l’information génétique 

portée par la matrice. D’autres protéines importantes dans les voies du NHEJ et de la 

RH ne sont pas représentées sur la figure. Figure d’après Misteli et al. Nature Reviews 

Molecular Cell Biology, 2009. 

 

Des processus cellulaires essentiels tels que la transcription et la réplication de l’ADN sont 

affectés par les lésions de l’ADN ; une réplication qui a lieu en présence de ces lésions contournées 

génère des mutations et peut par conséquent être le point d’initiation de la carcinogenèse, et une 

transcription bloquée par les dommages de l’ADN cause la sénescence ou l’apoptose, accélérant ainsi 

le vieillissement cellulaire (Hoeijmakers 2009). Il est important de noter que les protéines impliquées 

dans la réparation de l’ADN, notamment les protéines des voies BER, NER et NHEJ, peuvent être 

attaquées et leur activité compromise par les ROS, et cela peut être délétère pour la cellule (pour revue 

(Karran et al. 2016 & Radman et al. 2016)). 
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Ainsi, toute production excessive de ROS, ou déficience dans le système antioxydant ou même 

toute modification de l’efficacité de la détection et la réparation de l’ADN affectent le niveau de 

modifications oxydatives de l’ADN et modulent par conséquent la fréquence des mutations et le cas 

échéant l’incidence d’un cancer (Epe 2002; Jackson & Loeb 2001). Plusieurs maladies humaines liées 

à un défaut de la réparation de l’ADN telle que l’anémie de Fanconi, le syndrome de Bloom et 

Xeroderma pigmentosum, sont caractérisées par une déficience dans la réparation de l’ADN (Degan et 

al. 1995) (pour revue (Hoeijmakers 2009)) et sont susceptibles d’accumuler des dommages à l’ADN 

provoquant une instabilité génétique. 

 

3.3 Le stress oxydant et l’homéostasie musculaire 

La production de ROS est un évènement proéminent durant la contraction musculaire et influence 

la fonction et la santé du muscle squelettique. Les ROS proviennent de plusieurs sites au sein de la 

cellule musculaire ; les mitochondries, le réticulum sarcoplasmique, les tubules transverses et le 

sarcolemme (pour revue (Powers et al. 2011)). Toutefois, la source des ROS peut être extérieure aux 

cellules musculaires, telle que les cellules phagocytaires, suite à une lésion musculaire. 

Longtemps considérés comme toxiques au tissu musculaire, les ROS se sont avérés utiles, à 

certaines concentrations, dans la régulation physiologique du muscle. En effet les ROS participent et 

déclenchent des voies de signalisation provoquant des réponses « positives » telles que l’adaptation ou 

des réponses « négatives » notamment l’endommagement des cellules et la mort cellulaire. Cette 

dualité accordée aux ROS est principalement dépendante de leur concentration et de leur durée, mais 

aussi de l’état du système antioxydant et de la capacité cellulaire de réparation de l’ADN (Figure 16). 

 

Figure 16. Les effets cellulaires et tissulaires des ROS. La quantité de ROS produits et le temps 

d’exposition induisent définissent les effets cellulaires et tissulaires au niveau du 

muscle squelettique. 
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3.3.1 Les rôles physiologiques des ROS dans le muscle squelettique 

Lors d’un exercice physique modéré, les ROS produits sont bénéfiques ; Ils agissent en tant que 

molécules de signalisation et activent plusieurs voies de signalisation dont celle de NF-κB (Nuclear 

Factor –κB) et AP-1, qui stimulent directement l’expression de plusieurs gènes antioxydants tels que 

la GPX et la SOD (Gomez-Cabrera et al. 2008). De plus ils stimulent l’expression de IGF-1 (Insulin-

like growth factor 1), facteur de croissance crucial pour la croissance musculaire (Barton-Davis et al. 

1998). Aussi, les ROS s’avèrent être essentiels à la production de la force musculaire (Reid 2001) et 

une augmentation modérée de leur concentration musculaire est accompagnée d’une augmentation de 

la force musculaire (Powers & Jackson 2008). Cette réponse liée aux ROS s’inscrit dans l’adaptation 

du muscle à l’exercice. Il est important de noter que, suite à une lésion du tissu musculaire, les ROS 

libérés par les cellules phagocytaires recrutées au niveau d’un muscle endommagé sont importants 

pour la régénération des fibres musculaires (Tidball 2005). 

En outre, les ROS agissent aussi sur la morphologie, la fonction et la biogenèse des mitochondries 

dans les muscles squelettiques (Irrcher et al. 2009; Musaro et al. 2010), organite essentiel au 

métabolisme énergétique et à la fonction musculaire. En effet, les ROS produits au-dessus du niveau 

physiologique suite, par exemple, à un entrainement physique, activent des voies de signalisation 

(Choi et al. 2008; Kang et al. 2009) menant à l’expression de gènes nucléaires codant pour des 

protéines mitochondriales, de gènes nécessaires à l’activation de la transcription et la réplication de 

l’ADN mitochondrial (Kelly & Scarpulla 2004), ainsi que des gènes impliqués dans la défense 

antioxydante mitochondriale (Mn-SOD) et cytosolique (CAT et GPX). Prises ensemble, ces données 

mettent en évidence un aspect supplémentaire de l’adaptation des muscles squelettiques à la 

production de ROS, celui du métabolisme énergétique et de la biogenèse mitochondriale. 

 

3.3.2 Les effets néfastes du stress oxydant sur le muscle squelettique 

Le stress oxydant peut affecter la différenciation myogénique, le plus souvent en réduisant 

l’efficacité de ce processus. Par exemple, en altérant les mitochondries, organelles nécessaires pour le 

processus de la différenciation myogénique (Rochard et al. 2000), et en attaquant l’ADN 
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mitochondrial, les ROS affectent la différenciation et la régénération musculaire. De plus, les ROS 

peuvent altérer les interactions entre la cellule et la matrice extracellulaire et entre les cellules et 

inhiber la formation de myotubes (Goichberg et al. 2001; Langen et al. 2002). 

Il a été démontré que les muscles âgés produisent plus de ROS et accumulent des dommages 

oxydatifs qui participent à plusieurs pathologies (Ames et al. 1993; Yu & Chung 2006). Une inactivité 

musculaire, le plus souvent observée chez les personnes âgées, provoque une production de ROS 

locale qui peut mener à l’atrophie musculaire (Powers et al. 2005; Powers et al. 2007). Dans le muscle 

âgé, l’adaptation musculaire antioxydante à la production des ROS est diminuée (Ji 2001). De plus, 

l’accumulation du fer avec l’âge accélère la production de ROS (Reardon & Allen 2009). Ainsi avec 

l’âge, les muscles deviennent plus susceptibles aux ROS, ce qui est alors traduit par une augmentation 

du niveau de la peroxydation lipidique, de l’oxydation protéique et des dommages oxydatifs de 

l’ADN. La perte de la résistance aux ROS et l’inactivité musculaire dans les muscles âgés pourraient 

être impliquées, respectivement, dans la progression de l’atteinte musculaire et l’atrophie chez les 

patients FSHD. 

Une forte production de ROS est accompagnée d’une diminution de la force musculaire et d’une 

fatigue musculaire (Powers & Jackson 2008; Reid 2008). 

Les ROS produits en excès peuvent avoir des effets pathologiques sur les mitochondries en 

induisant leur dysfonctionnement, l’autophagie et l’apoptose (Mammucari & Rizzuto 2010; Marzetti 

et al. 2010). En effet plusieurs conséquences liées à la surproduction de ROS telles que les dommages 

oxydatifs à l’ADN mitochondrial, notamment la délétion commune et spécifique d’un fragment de 

4977 pb touchant l’ADN mitochondrial ((Liu et al. 2015; Koch et al. 2001; Shoffner et al. 1989)), la 

fragmentation mitochondriale et l’altération de la conformation des pores de transition de perméabilité 

mitochondriale facilitant la libération du Cytochrome c déclenchent l’apoptose (pour revue (Circu & 

Aw 2010)). Le stress oxydant peut aussi favoriser l’autophagie en stimulant la maturation des 

autophagosomes (Scherz-Shouval et al. 2007), et même la mitophagie (Lemasters 2005). D’une façon 

intéressante, les ROS mitochondriaux peuvent dévier le destin des cellules satellites en favorisant leur 

transdifférenciation en adipocytes (Vettor et al. 2009). Cela est probablement impliqué dans le 
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vieillissement musculaire, et pourrait être une cause expliquant l’envahissement des muscles FSHD 

par du tissu adipeux. 

A part les flux de ROS produits par les cellules musculaires squelettiques elles-mêmes en réponse 

à plusieurs stimuli internes et externes, les ROS peuvent provenir des cellules non musculaires. En 

effet, suite à une lésion musculaire suivie d’une inflammation locale, les ROS produits par les cellules 

inflammatoires participent à la régénération et la réparation du muscle, tandis que la présence 

constitutive de ROS maintenue par les neutrophiles devient une situation pathologique et promeut les 

lésions musculaires en endommageant les myoblastes et les myotubes et en ralentissant la régénération 

musculaire (Tidball 2005). 

Enfin, les effets des ROS sur le muscle squelettique, tout comme sur d’autres types cellulaires, ne 

sont pas « noirs ou blancs » du fait de leur intervention dans plusieurs voies de signalisation et 

plusieurs processus cellulaires, et de leur dépendance de l’état du muscle (défense antioxydante, 

habilité à s’adapter au stress oxydant, la présence d’inflammation). Pour cela, il est difficile de fixer 

une valeur seuil de production de ROS séparant leurs effets bénéfiques de leurs effets néfastes. Pour 

simplifier, nous pouvons dire que les ROS sont nécessaires à la physiologie du muscle squelettique du 

fait de leur participation dans plusieurs voies de signalisation menant notamment à l’adaptation 

musculaire à l’endurance physique par exemple. Cependant, leur production massive ou modérée et 

continue peut endommager la morphologie et la fonction musculaire. Effectivement, les ROS ont été 

décrits comme impliqués dans la pathophysiologie de plusieurs pathologies musculaires, dont la DMD 

(Murphy & Kehrer 1986; Messina et al. 2006; Rodriguez & Tarnopolsky 2003), la dystrophie 

myotonique (Toscano et al. 2005), la dystrophie LGMD (Haslbeck et al. 2005) et la sarcopénie (Fulle 

& Fanò 2007). L’effet bénéfique des traitements antioxydants sur la dégénérescence musculaire 

observée dans des modèles de souris dystrophiques a été démontré (Dorchies et al. 2006; Burdi et al. 

2009). Plusieurs aspects de la participation « contradictoire » des ROS dans la physiologie et la 

physiopathologie du tissu musculaire, décrits dans cette partie, peuvent être extrapolés à la FSHD. 
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3.4 L’influence des dommages de l’ADN sur la différenciation myogénique et la fonction 

musculaire 

Plusieurs études ont démontré la présence transitoire de cassures de l’ADN lors du processus de 

la différenciation myogénique in vitro et durant la régénération musculaire in vivo (Dawson & Lough 

1988; Coulton et al. 1992). Ces évènements sont décrits comme étant cruciaux pour le déroulement de 

la différenciation myogénique et constituent des évènements contrôlés, ciblant et activant notamment 

des gènes participant dans ce processus tels que P21 (Larsen et al. 2010). Ainsi, tout comme pour les 

ROS, les dommages de l’ADN transitoires et contrôlés s’avèrent être « bénéfiques » aux cellules 

musculaires en participant activement au processus de la différenciation myogénique. Cependant leur 

sur-abondance n’est pas favorable ni à la différenciation myogénique, ni à la fonction musculaire. 

Dans les cellules différenciées post-mitotiques ne répliquant plus l’ADN génomique, telles que 

les cellules musculaires, les mécanismes de réparation de l’ADN sont globalement atténués, suggérant 

une diminution de l’efficacité dans l’élimination les dommages de l’ADN qui peuvent survenir. 

Cependant, la réparation de l’ADN reste active au niveau des gènes activement exprimés dans ces 

cellules différenciées, ce qui permet de protéger l’intégrité de leurs séquences génomiques et par 

conséquent la fonction de leurs produits (par exemple les protéines structurales et les enzymes 

fonctionnelles), ainsi que la structure et le métabolisme cellulaires (Ho & Hanawalt 1991) (pour revue 

(Nouspikel & Hanawalt 2002)). Ces données suggèrent que les cellules musculaires différenciées, bien 

qu’elles peuvent accumuler des dommages de l’ADN au cours et après la différenciation myogénique, 

peuvent au moins maintenir l’intégrité génomique au niveau des gènes activement transcrits et 

nécessaires à leur fonction. 

Les dommages de l’ADN, tout comme le stress oxydant, affectent la différenciation myogénique 

des cellules musculaires squelettiques. En effet, les dommages de l’ADN accumulés dans les 

myoblastes suite à un traitement génotoxique inhibent l’expression des gènes spécifiques aux muscles 

(la myogénine et MHC) et bloquent la formation des myotubes (Puri et al. 2002). Ce « checkpoint de 

la différenciation » induit par les dommages de l’ADN et décrit par Puri et coll. correspondait à l’arrêt 

du cycle cellulaire des myoblastes en G1 ou en G2 accompagné d’une inhibition de l’expression de 

MyoD, et du blocage de la différenciation myogénique. Cependant, ce blocage est réversible puisque 
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l’élimination de l’agent génotoxique était accompagnée du rétablissement de la différenciation 

myogénique in vitro. Ce checkpoint de la différenciation retarde donc la reprogrammation génique 

globale associée à la différenciation myogénique afin de laisser le temps à la réparation de l’ADN et 

constitue probablement une protection contre l’accumulation des lésions d’ADN dans les myotubes 

différenciés, qui pourront compromettre l’intégrité génomique des fibres musculaires. Ainsi ces 

données peuvent suggérer que la capacité régénérative des cellules satellites in vivo peut être 

compromise par la présence de dommages de l’ADN. 

D’un autre côté, les mêmes auteurs ont montré que la présence maintenue de dommages de 

l’ADN par une exposition prolongée et répétée des myoblastes en cours de différenciation à des agents 

génotoxiques tels que les radiations ionisantes, menait à la formation de myotubes multi-nucléés 

géants à phénotype déformé (Puri et al. 2002). Ainsi, de ce dépassement du checkpoint de la 

différenciation découle des myotubes phénotypiquement anormaux, qui peuvent compromettre le 

remodelage et la fonction musculaire. Ce phénomène pourrait être impliqué dans la formation de 

myotubes FSHD à phénotype anormal in vitro. 

D’une façon intéressante, des dommages à l’ADN et des aberrations du nombre de copies 

chromosomiques sont observés dans les tissus musculaires squelettiques et les cultures de myoblastes 

primaires de patients atteints de dystrophies musculaires, notamment la DMD et la LGMD, 

accompagnés d’une accumulation de foci de ɣH2AX (indicateurs de cassures double brins de l’ADN) 

suggérant l’activation des mécanismes DDR (Schmidt et al. 2011; Fanzani et al. 2013). 

D’autre part, la théorie du vieillissement liée aux dommages de l’ADN fut aussi décrite dans le 

cadre du vieillissement musculaire chez les souris et chez l’Homme. Suivant cette théorie, le 

vieillissement serait la conséquence de l’accumulation avec l’âge de dommages à l’ADN non réparés 

(principalement nucléaires, mais aussi mitochondriaux) qui altèrent sa structure. Ces lésions de l’ADN 

contribuent directement au vieillissement en perturbant le fonctionnement cellulaire (surtout par la 

perte de l’expression génique), ou indirectement en induisant l’apoptose ou la sénescence cellulaire 

(Best 2009; Freitas & De Magalhães 2011). L’accumulation de ces dommages de l’ADN, surtout dans 

les tissus constitués de cellules non ou peu réplicatives, participe à leur vieillissement (le cerveau par 

exemple). L’attention est accordée aux dommages oxydatifs de l’ADN, liés aux ROS, qui semblent 
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être la forme principale de dommages de l’ADN avec l’âge (Ishchenko et al. 2003; Sinha et al. 2014). 

De nombreuses études ont mis en évidence l’accumulation des dommages oxydatifs de l’ADN 

nucléaire et mitochondrial dans les muscles squelettiques âgés de souris et de rats (Hamilton et al. 

2001; Short et al. 2005) ainsi que chez l’Homme (Mecocci et al. 1999). Plusieurs pathologies sont 

associées à un vieillissement accéléré (par exemple Xeroderma pigmentosum, le syndrome de Werner) 

et la déficience de la réparation de l’ADN en est la cause (Ariyoshi et al. 2007) (pour revue 

(Niedernhofer 2008; Best 2009; Hoeijmakers 2009)). 

Les dommages de l’ADN accumulés avec l’âge peuvent bloquer la transcription des gènes et ainsi 

diminuer la synthèse et la dégradation protéiques ; une synthèse atténuée de protéines clés telles que 

l’actine et la myosine affaiblit la fonction et la force musculaires (Piec et al. 2005; Vermeij et al. 

2016). L’ensemble de ces données consolident la théorie du vieillissement liée aux dommages de 

l’ADN, pouvant toucher l’ensemble des tissus et organes, dont les muscles squelettiques. Dans le 

cadre de la FSHD, un vieillissement musculaire « accéléré », caractérisé par une atrophie et une fonte 

musculaires et par l’affaiblissement de la fonction musculaire, pourrait être attribué aux muscles 

squelettiques affectés par la maladie, surtout chez les patients jeunes sévèrement affectés et contraints 

de se déplacer à l’aide d’un fauteuil roulant. Cependant, la présence de dommages à l’ADN accumulés 

dans les cellules des patients n’a jamais été démontrée et fait l’objet du premier objectif de ma thèse. 

 

3.5 Les dommages de l’ADN dans les maladies neuromusculaires 

Plusieurs études ont montré la présence de dommages à l’ADN dans des maladies musculaires, 

ainsi que leur contribution à l’instabilité génétique et la survenue des cancers. 

En effet, Schmidt et coll. ont révélé une accumulation de foci de ɣH2AX, indicateurs de cassures 

double brins de l’ADN, et, avec l’âge, d’aneusomies dans les tissus musculaires et les cultures 

primaires de myoblastes issus de patients atteints de la dystrophie de Duchenne (DMD) et la 

dystrophie musculaires des ceintures de type 2B (LGMD2B). Les dommages de l’ADN étaient 

également détectés dans les muscles non encore atteints d’un fœtus et de jeunes patients DMD et 

étaient donc considérés comme étant des évènements précoces dans la pathologie (Schmidt et al. 

2011). De plus, l’invalidation génétique des gènes responsables des dystrophies musculaires (gène de 
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la dystrophine pour la DMD, gène de la dysferline pour la LGMD) dans des modèles murins était 

accompagnée de dommages à l’ADN, d’une accumulation de foci de ɣH2AX, d’une instabilité 

génétique marquée par des duplications et des amplifications d’oncogènes, d’une activation de la voie 

de réponse aux dommages de l’ADN, et enfin d’une susceptibilité accrue à développer des sarcomes 

(Schmidt et al. 2011). 

Par ailleurs, une déficience de la réparation des dommages de l’ADN a été décrite dans la 

dystrophie musculaire Emery-Dreifuss (causée par la mutation des gènes de l’émérine ou de la lamine 

A/C), et dans plusieurs laminopathies (causées par des mutations des gènes des lamines). En effet, les 

mutations touchant le gène de la lamine A/C, gène impliqué dans la réparation de l’ADN et la 

maintenance de l’intégrité génomique, perturbent les mécanismes de réponse et de réparation des 

dommages de l’ADN, menant ainsi à une instabilité génomique et à un vieillissement précoce (Liu et 

al. 2005; Capell & Collins 2006; Camozzi et al. 2014). 

Ces caractéristiques communes à certaines dystrophies musculaires suggèrent la participation des 

dommages de l’ADN et de l’instabilité génétique à la pathophysiologie de ces maladies et à leur 

susceptibilité de développer des cancers (pour revue (Fanzani et al. 2013)). Mises à part la présence et 

la potentielle participation des dommages de l’ADN dans les myopathies décrites dans cette partie, 

leur contribution dans d’autres maladies génétiques telles que la progéria et les syndromes 

progéroides, maladies à vieillissement accéléré comme le syndrome de Bloom et Xeroderma 

pigmentosum, a été largement étudiée (pour revue (Lattanzi et al. 2012; Vermeij et al. 2016)). 

 

3.6 Les marqueurs du stress oxydant dans la FSHD 

La première étude introduisant la notion de stress oxydant dans la FSHD a été celle de Winokur et 

coll. en 2003 qui a démontré la vulnérabilité des myoblastes FSHD face au traitement au Paraquat qui 

compromettait leur viabilité à des doses plus faibles que les myoblastes normaux (Winokur, Barrett, et 

al. 2003). Cette différence de viabilité n’était pas observée lors de la différenciation myogénique, 

suggérant donc que l’hypersensibilité au stress oxydant était un évènement précoce dans la myogenèse 

FSHD, précédant la différenciation des myoblastes. Parallèlement à cela, une analyse sur puces du 

profil d’expression génique des myoblastes FSHD a révélé une sous-expression d’un isoforme de la 
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Glutathion S-transférase (GST-T2) qui catalyse la liaison du glutathion réduit GSH aux composants 

électrophiles (notamment les produits du stress oxydant). Des résultats similaires furent obtenus cette 

fois-ci sur des myoblastes primaires issus de biopsies de muscles affectés et non affectés de plusieurs 

patients FSHD (Barro et al. 2010). En effet une hypersensibilité des myoblastes FSHD au stress 

oxydant induit par un traitement au H2O2 a été démontrée, traduite par une mortalité cellulaire au bout 

de 24 heures des myoblastes FSHD à partir de 500 µM de H2O2, contrairement aux myoblastes 

normaux dont la viabilité était compromise à partir de 700µM de H2O2. Cette hypersensibilité au stress 

oxydant exogène était similaire dans les myoblastes issus de muscles affectés et non affectés des 

patients FSHD, suggérant ainsi un mécanisme indépendant de l’atteinte musculaire. 

Une étude plus récente a révélé la présence de plusieurs marqueurs du stress oxydant dans des 

biopsies de muscles squelettiques de patients FSHD, notamment des protéines carbonylées, des lipides 

peroxydés et une surexpression de plusieurs enzymes antioxydantes (la CAT, la SOD et la glutathion 

réductase GR) (Turki et al. 2012). L’analyse des échantillons sanguins de ces patients a montré une 

accumulation du GSSG sous sa forme oxydée, traduite par une diminution du ratio GSH/GSSG, et une 

production réduite de molécules systémiques antioxydantes telles que la vitamine C. 

Le stress oxydant et les dommages de l’ADN peuvent affecter la progression du cycle cellulaire, 

se traduisant par une diminution de la vitesse de prolifération (Markovic et al. 2007). Plusieurs études 

traitant la question de la prolifération des myoblastes FSHD ont été effectuées. La vitesse de 

prolifération des myoblastes FSHD isolés à partir de muscles non-atteints, évaluée à partir du temps de 

dédoublement des cellules, était équivalente à celle des myoblastes normaux et aucun 

raccourcissement précoce des télomères, dont la taille est un indicateur de la prolifération cellulaire 

reflétant la capacité proliférative restante, n’a été observé (Vilquin et al. 2005). En concordance avec 

cette observation, une autre étude effectuée sur des myoblastes en stade précoce de culture et issues de 

muscles atteints et non-atteints de plusieurs patients FSHD a démontré une vitesse de prolifération 

similaire à celle des myoblastes normaux avec un temps de dédoublement de 43 heures en moyenne 

(Barro et al. 2010). De même, des mésangioblastes en culture, cellules souches adultes d’origine 

mésodermique (Cossu & Bianco 2003), issus de muscles atteints et non atteints de plusieurs patients 
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FSHD, proliféraient à la même vitesse que les mésangioblastes issus de muscles d’individus sains 

(Morosetti et al. 2007). 

Encore une fois, les études de l’effet de l’expression de DUX4 sur des modèles cellulaires en 

culture ont démontré la présence de plusieurs similarités avec les myoblastes FSHD quant à la 

sensibilité au stress oxydant et la dérégulation du système de détoxification des ROS (Bosnakovski, 

Xu, et al. 2008; Sharma et al. 2013). En effet, les cellules C2C12 surexprimant DUX4 sous-

exprimaient la GPX et la GST et étaient hypersensibles au stress oxydant induit par des agents 

oxydants tels que le Paraquat (Bosnakovski, Xu, et al. 2008). 

Un essai clinique récent traitant l’effet d’une supplémentation en antioxydants naturels à des 

patients FSHD est venu appuyer sur le fait que le stress oxydant contribue à la pathophysiologie de 

cette myopathie. En effet la supplémentation orale de la vitamine C, la vitamine E, le zinc ou le 

sélénium à une cohorte de patients FSHD était suivie d’une amélioration de la contraction volontaire 

maximale ainsi que l’endurance des quadriceps. Toutefois, le test de la marche pendant 2 minutes n’a 

pas été amélioré suite à ce traitement (Passerieux 2015). Cet essai clinique montre ainsi qu’une 

supplémentation en antioxydants naturels peut améliorer, à un certain niveau, la fonction musculaire. 

Tester d’autres doses de ces antioxydants et leurs effets à long-terme sur la fonction musculaire 

pourraient dévoiler à quel point ce traitement symptomatique est bénéfique aux muscles. 

L’ensemble de ces données suggèrent que le stress oxydant est un composant intrinsèque à la 

FSHD contribuant à sa pathophysiologie. Toutefois la cause initiale de cette perte d’homéostasie redox 

dans la FSHD, et in vivo et in vitro, n’est pas encore élucidée. La génétique de la FSHD ne touchant 

pas un gène spécifiquement lié au stress oxydant, elle ne constitue pas la cause directe du déséquilibre 

redox. Est-ce que le facteur de transcription DUX4 se lie aux promoteurs des gènes impliqués dans la 

protection cellulaire des ROS et affecte leur expression, provoquant de ce fait la rupture de l’équilibre 

redox ? Est-ce que l’inflammation au niveau des muscles des patients FSHD provoque un stress 

oxydant in vivo auquel les muscles se sont adaptés en modifiant l’expression de plusieurs gènes, et que 

les myoblastes FSHD cultivés in vitro en gardent « mémoire » ? 
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4 Stratégies thérapeutiques de la FSHD : interférence par ARN, transplantation autologue et 

ingénierie génétique in vitro 

 

La complexité génétique de la FSHD rend le développement d’une thérapie ciblée adéquate 

difficile, faisant de la FSHD une myopathie jusque-là incurable. Des essais cliniques ayant pour but de 

tester divers traitements pharmacologiques tels que les corticostéroïdes ou l’administration d’un 

inhibiteur de la myostatine, régulateur négatif de la croissance musculaire, ont échoué. Face à cela, la 

prise en charge des patients FSHD se limite à l’apaisement de la douleur musculaire et articulaire et de 

l’inflammation par prise de médicaments anti-inflammatoires non stéroïdiens et le cas échéant 

d’antidépresseurs, à la kinésithérapie ainsi qu’aux interventions chirurgicales pour notamment fixer la 

scapula et rétablir la mobilité du bras (pour revue (Tawil 2008)). Maintenir un régime alimentaire sain 

et une activité physique contrôlée sont aussi recommandés. L’échec du développement d’un modèle 

animal pré-clinique représentatif de la FSHD limite la possibilité de criblage de molécules et 

l’application des stratégies d’ingénierie génétique (voir les Tableaux 1 et 2 récapitulant les modèles 

animaux actuellement disponibles).  

Les avancées technologiques ont toutefois permis l’achèvement de modifications génétiques dans 

le cadre d’autres myopathies, en particulier la myopathie de Duchenne, selon des protocoles et des 

approches différents, qui pourraient potentiellement être une source d’inspiration pour les futures 

applications dans le domaine de la FSHD. 

 

4.1 Les stratégies de thérapies cellulaires et génétiques développées dans le cadre des 

dystrophies musculaires : principes, applications et limitations  

 

La plupart des dystrophies musculaires font partie des maladies génétiques encore incurables. 

Cela n’est pas faute de tentatives de développement de stratégies thérapeutiques, mais des maintes 

limitations jusqu’à maintenant techniquement infranchissables. Dans la revue présentée dans cette 

Bou Saada Y*, Dib C*, Lipinski M, Vassetzky Y.S. Genome- and cell-based strategies in therapy 

of muscular dystrophies. Biochemistry (Moscow). 2016, Vol. 81, No. 7, pp 678-690. 
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partie, les avancées dans les thérapies cellulaires et génétiques des myopathies, et plus spécifiquement 

de la myopathie de Duchenne (DMD), sont décrites et commentées. 

En effet, la découverte du gène de la dystrophine muté et responsable de la DMD a permis en 

premier temps de développer des modèles animaux dont le plus connu est le modèle murin mdx. Des 

stratégies de thérapie génique ont été, dans un second temps, élaborées pour introduire le gène de la 

dystrophine (par l’approche de saut d’exon à l’aide d’oligonucléotides antisens) et de thérapie 

cellulaire (transplantation de myoblastes ou de cellules souches) et plus récemment l’édition 

génomique utilisant les nucléases modifiées, et de les appliquer sur les modèles animaux. Toutes ces 

avancées sont possibles du fait que la DMD, comme la plupart des dystrophies musculaires, est une 

maladie monogénique dans laquelle la mutation du gène causal altère son expression et/ou la fonction 

de la protéine résultante. 

Les stratégies thérapeutiques de la DMD se sont multipliées suite à la découverte des outils de 

l’édition génomique, depuis les méganucléases jusqu’au système de CRISPR/Cas9. En effet, ces outils 

ont la capacité d’induire des coupures double brins spécifiques au niveau de la séquence génomique 

cible, et sont adaptés pour des stratégies d’invalidation génique (knock-out) et d’introduction de gène 

d’intérêt (knock-in). 

Dans le cadre de la FSHD, la recherche translationnelle n’est pas aussi évidente que celle de la 

DMD, du fait de la complexité génétique, du manque de compréhension totale de la pathogenèse de la 

maladie et par conséquent du manque d’un modèle animal adéquat. L’espoir n’est tout de même pas 

perdu surtout avec la facilité de la conception et de l’utilisation des outils de l’édition génomique qui a 

récemment permis le développement de stratégies d’édition génomique « multiplexe » (Cong et al. 

2013), dont une pour la DMD (Ousterout et al. 2015), ouvrant ainsi la voie vers une possibilité de 

correction multigénique qui pourrait s’avérer intéressante pour la FSHD. 

Toutefois, ces réussites se heurtent souvent à des limitations majeures, notamment la faible fréquence 

de coupure au niveau du site cible et le risque de mutations « off-targets » non spécifiques dans 

d’autres endroits du génome pouvant être dangereuses, remettant ainsi en question l’application 

clinique des stratégies d’édition génomique actuelles (Liang et al. 2015).
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4.2 Transplantation autologue dans le cadre de la FSHD 

Bien que l’établissement d’un protocole de transplantation autologue de 

myoblastes/mésangioblastes provenant de muscles non atteints du patient soit loin d’être applicable, 

deux équipes ont obtenu des résultats très préliminaires à partir de leurs travaux sur des souris 

immunodéficientes qu’ils suggèrent comme allant en faveur de cette approche thérapeutique. 

En effet, une première tentative d’évaluation de la capacité régénérative in vivo des myoblastes 

FSHD issus de muscles non-atteints et injectés au niveau d’un muscle dégénéré de souris 

immunodéficientes a mis en évidence une efficacité de la régénération musculaire similaire à celle des 

myoblastes normaux (Vilquin et al. 2005). Suite à l’émergence de la transplantation des 

mésangioblastes, cellules souches d’origine mésodermique à capacité myogénique, présentes dans le 

tissu périvasculaire des muscles squelettiques, dans le cadre de thérapie cellulaire des myopathies, 

Morosetti et coll. ont confirmé l’efficacité des mésangioblastes issus des muscles non atteints des 

patients FSHD à se différencier in vivo et à participer à la régénération musculaire dans des souris 

SCID (Morosetti et al. 2011). 

Bien que ces résultats montrent que les myoblastes et les mésangioblastes FSHD sont capables de 

se différencier et de régénérer un muscle lésé in vivo, le modèle animal utilisé n’est pas porteur de la 

FSHD et ne peut reproduire ni l’environnement génétique lié à la FSHD (dérégulation de l’expression 

de plusieurs gènes) ni l’environnement musculaire observé dans la FSHD (l’inflammation 

environnante pas exemple). L’absence d’un modèle animal FSHD sur lequel l’application de la 

transplantation autologue peut être testée constitue donc une barrière majeure pour cette approche 

thérapeutique. Par ailleurs, une analyse à long terme de l’efficacité des transplantations autologues est 

primordiale puisque les cellules transplantées portent l’anomalie génétique et peuvent par conséquent 

voir leur capacité régénérative affectée du fait de leur présence dans un environnement « favorable » à 

la maladie (dans le muscle atteint). 

Les multiples limitations empêchant la réalisation d’une thérapie cellulaire par transplantation 

autologue n’ont tout de même pas empêché la mise en place d’un essai clinique en mai 2014. Cet essai 

clinique de phase 1 actuellement en cours vise à tester la transplantation intramusculaire autologue de 

cellules souches dérivant de biopsies du muscle biceps fémoral de 15 patients FSHD dans les muscles 
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biceps, triceps et trapézoïdes (NCT02208713). Cet essai clinique permettra d’évaluer la sécurité et la 

faisabilité d’une transplantation de cellules souches dans le cadre de la FSHD. 

 

4.3 Approches de la répression génique de DUX4 

Avec la découverte de DUX4 comme acteur majeur dans la FSHD, le développement d’une 

stratégie de l’interférence par ARN à l’aide de petits ARN interférents comme une approche 

thérapeutique pour la FHSD a été examiné par plusieurs équipes. 

Une première étude in vivo menée par l’équipe de S. Harper en 2012 (Wallace et al. 2012) 

consistait à développer un miARN (microARN) artificiel de 30 nucléotides ciblant le cadre de lecture 

de DUX4 (miDUX4) et à co-injecter un cocktail de particules virales adéno-associées à capside 

myotropique comprenant ce miDUX4 (AAV6-miDUX4) et celles qui contiennent DUX4 (AAV6-

DUX4) dans le muscle tibial antérieur de souris, comme précédemment décrit (Wallace et al. 2011). 

L’expression de DUX4 était accompagnée d’une dégénérescence et une régénérescence musculaires 

marquées par une atrophie des myofibres, des noyaux localisés au centre, d’un marquage positif de la 

caspase-3 et d’une faiblesse musculaire. Contrairement à cela, les muscles des souris co-injectés avec 

les miDUX4 étaient protégés et histologiquement normaux avec une force musculaire intacte (Wallace 

et al. 2012). Inhiber DUX4 in vivo semble supprimer la myopathologie induite par ce gène, mais l’effet 

à long terme n’a pas été étudié. 

Pair ailleurs, plusieurs équipes ont développé des siARN contre l’ARNm de DUX4 qu’ils ont 

testés in vitro. Vanderplanck et coll. ont développé des siARN ciblant la région 3’ UTR (untranslated 

region) de l’ARNm de DUX4, qui sont avérés efficaces dans l’inhibition de l’expression de DUX4 

dans les myoblastes FSHD qui était suivie de la sous-expression de plusieurs gènes en aval de DUX4 

(Vanderplanck et al. 2011). D’autre part, une étude plus récente a démontré l’efficacité d’un siARN 

(Small interfering RNA) exogène ciblant la région en amont du site de l’initiation de transcription de 

DUX4 à supprimer l’expression de l’ARNm de DUX4 dans des cellules FSHD cultivées in vitro, et 

cela en augmentant la H3K9me2 et en favorisant le recrutement de AGO2 (Argonaute 2) au niveau de 

la région D4Z4 (Lim et al. 2015). Ainsi, la répression transcriptionnelle de DUX4 favorisée par ce 

siARN exogène est dépendante de la voie endogène de l’interférence par ARN DICER/AGO2. Les 
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auteurs suggèrent l’interférence par ARN qui induisent une répression épigénétique de DUX4 comme 

stratégie thérapeutique pour la FSHD.  

Ces études ont pu montrer l’efficacité de la répression de l’expression de DUX4 in vitro et in vivo  

par la voie de l’interférence par ARN. 

Plus récemment, l’équipe de J. Dumonceaux a eu recours à un autre système de répression 

génique, les Morpholinos. En effet, les oligonucléotides Morpholinos ou PMO (phosphorodiamidate 

morpholino oligo) sont des molécules synthétiques antisens d’une vingtaine de nucléotides pouvant 

s’apparier à des séquences complémentaires d’un pré-ARN ou d’un ARNm cible et empêcher, par 

encombrement stérique, l’accessibilité des machineries de l’épissage et de la traduction (Summerton 

1999). A l’aide de cette technologie d’inactivation de gènes, l’équipe de J. Dumonceaux a 

spécifiquement ciblé des éléments en l’extrémité 3’ du pré-ARNm de DUX4, tels que le site de 

polyadénylation nécessaire à la stabilisation du transcrit, dans des cellules FSHD qui était alors 

accompagné d’une diminution de l’expression de DUX4 (Marsollier et al. 2016). 

L’ensemble des approches testées in vitro ont efficacement réprimé l’expression de DUX4. 

Cependant, d’autres études sont nécessaires afin de tester l’efficacité de ces outils in vivo et à long 

terme. La répression de DUX4 in vivo par co-injection de DUX4 et mi-DUX4 dans le muscle tibial 

antérieur de souris était aussi réussie et a empêché les anomalies musculaires normalement induites 

par DUX4. Toutefois, il sera nécessaire de tester l’effet de l’inhibition de DUX4 après que la 

myopathologie induite par ce gène ait lieu, afin que cette approche thérapeutique soit proche de la 

réalité physiologique. 

 

4.4 Répression épigénétique de DUX4 à l’aide du variant CRISPR/dCas9 

Le développement du variant muté de la Cas9, nommé dCas9 (dead-Cas9) et l’utilisation du 

système CRISPR/dCas9 dans l’optique d’une répression transcriptionnelle a permis d’introduire la 

notion de l’interférence par CRISPR (Qi et al. 2013). En effet, la dCas9 garde sa capacité de liaison à 

l’ADN mais a perdu sa fonction catalytique. Chez les bactéries, la dCas9 guidée par son ARN guide 

(gARN) se fixe à la séquence génomique cible et crée un encombrement stérique empêchant la 

fixation de l’ARN polymérase ou l’élongation, inhibant ainsi l’expression du gène cible. Cette 
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inhibition de la transcription était modeste dans les cellules de mammifères, ce qui a poussé les auteurs 

à développer une stratégie de l’interférence par CRISPR plus complexe, en fusionnant la dCas9 à des 

modulateurs transcriptionnels (activateurs ou répresseurs) qui seront par conséquent rapprochés et 

recrutés au niveau du gène d’intérêt à l’aide du gARN spécifique (Gilbert et al. 2013). D’une façon 

intéressante, Gilbert et coll. ont démontré l’efficacité de la répression transcriptionnelle ciblée initiée 

en fusionnant dCas9 au domaine protéique KRAB (Krüppel-associated box), un répresseur 

transcriptionnel (Margolin et al. 1994; Friedman et al. 1996; Moosmann et al. 1996), et en guidant la 

protéine de fusion dCas9-KRAB jusqu’aux gènes cibles à l’aide de gARN spécifiques. En effet, une 

fois recruté au niveau du gène cible, le domaine protéique KRAB recrute à son tour des complexes de 

la répression chromatinienne provoquant ainsi une hétérochromatinisation (Gilbert et al. 2013). 

Cette approche intéressante dans le cadre de la FSHD a récemment inspiré l’équipe de Peter Jones 

qui a utilisé la protéine de fusion dCas9-KRAB pour inhiber l’expression de DUX4 et de ses gènes 

cibles dans des myoblastes primaires FSHD en la guidant vers le promoteur ou l’exon 1 de DUX4 

(Himeda et al. 2015). Effectivement, le recrutement de dCas9-KRAB au niveau de D4Z4 était 

accompagné de la répression de la chromatine au niveau de la région D4Z4, marquée par le 

recrutement d’un corépresseur de KRAB, KAP1/TRIM28 (Friedman et al. 1996; Moosmann et al. 

1996), ainsi que de protéines associées à l’hétérochromatine (HP1α et HP1ß). Cependant, la difficulté 

de cette approche est la faible expression de DUX4 qui est restreinte à un nombre limité de noyaux 

dans les myoblastes FSHD (Snider et al. 2010) et sa limitation majeure est le ciblage unique de DUX4 

dans le cadre de la FSHD. 
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Au cours des 20 dernières années, les recherches intensives sur la génétique, l’épigénétique et la 

biologie de la FSHD ont permis de mieux définir cette myopathie complexe. D’un point de vue 

génétique, la FSHD s’avère découler de la combinaison des trois évènements génétiques sur le locus 

4q35 : des délétions de répétitions D4Z4 dont le nombre résiduel est inférieur à 10, et des deux 

polymorphismes 4qA et 4qA161. Ces évènements génétiques sont accompagnés d’un changement de 

la conformation et une relaxation chromatinienne propice à la transcription et l’expression de DUX4, 

gène majeur de la FSHD, ainsi que d’autres gènes à proximité. Enfin la pathophysiologie de cette 

myopathie est de mieux en mieux comprise grâce aux découvertes des anomalies transcriptomiques, 

protéomiques et cellulaires décrites dans le cadre de la FSHD. Cependant, plusieurs aspects de la 

maladie demeurent incompris et les recherches des mécanismes moléculaires sous-jacents restent une 

des priorités de la communauté scientifique afin d’orienter la recherche et le développement de 

nouvelles thérapies. 

Dans ce cadre général, les problématiques de mon travail de thèse s’inscrivent à la fois dans un 

cadre fondamental par la caractérisation phénotypique et moléculaire des myoblastes FSHD par 

l’étude des dommages à l’ADN et du stress oxydant, et dans une optique à visée thérapeutique dans 

le cadre d’une proposition de correction génomique des évènements génétiques causant la FSHD. 

Malgré le fait que la FSHD soit une maladie multigénique et que la découverte des mécanismes 

moléculaires sous-jacents n’est pas encore conclusive, plusieurs travaux suggèrent que DUX4, 

surexprimé dans la FSHD, est un acteur majeur dans cette myopathie. Plusieurs particularités 

cellulaires, caractéristiques des myoblastes FSHD in vitro, notamment l’hypersensibilité au stress 

oxydant et l’altération du processus de la différenciation myogénique, semblent être en lien avec 

l’expression aberrante de DUX4. Le stress oxydant peut, en attaquant l’ADN, menacer l’intégrité 

génomique. Par ailleurs, il est largement reconnu que le stress oxydant et les dommages de l’ADN 

peuvent affecter la différenciation myogénique et la fonction musculaire. Dans ce cadre-là, le but 

principal de mon travail de thèse consistait à mettre en évidence la présence constitutive de dommages 

de l’ADN liés à une surproduction basale de ROS dans les myoblastes primaires FSHD en culture, le 

lien avec la surexpression de DUX4, ainsi que la participation du stress oxydant au phénotype 

défectueux des myotubes FSHD. Cet objectif constituait le sujet principal de ma thèse. En outre, une 
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évaluation globale de l’efficacité de la réparation de l’ADN des myoblastes FSHD en réponse à de 

faibles/fortes doses d’un traitement oxydant exogène a accompagné ce premier axe de recherche. Les 

résultats obtenus font l’objet de publications aux travers de deux articles originaux, et sont décrits et 

commentés dans la première partie des Résultats. 

Mise à part la complexité génétique de la maladie, la recherche d’une stratégie thérapeutique 

ciblée à la FSHD se heurte au manque d’un modèle animal adéquat et aux limitations actuelles des 

thérapies cellulaires et géniques des myopathies. A ce jour, la FSHD demeure une maladie incurable. 

Néanmoins, l’espoir de développer une cure pour la FSHD est loin d’être perdu, surtout depuis la 

découverte des nouveaux outils de l’ingénierie génétique conçus pour induire des coupures 

génomiques ciblées, notamment le système CRISPR/Cas9, et de la multiplication de leurs applications 

thérapeutiques réussies dans le cadre de plusieurs maladies. Corriger au niveau génomique les cellules 

issues de patients FSHD à l’aide d’une thérapie génomique ciblée in vitro pourrait ultérieurement 

servir lorsqu’une thérapie cellulaire adaptée aux myopathies en général, et à la FSHD en particulier, 

serait établie. Tenant compte de l’association des trois évènements génétiques sur le locus 4q35 

causant la FSHD, réparer au moins un de ces évènements à l’aide des outils de l’édition génomique 

pourrait potentiellement atténuer voire éliminer cette maladie/les caractéristiques cellulaires 

pathologiques liées à cette myopathie. Partant de cette hypothèse, plusieurs approches thérapeutiques 

in vitro peuvent être envisagées dont celle, développée lors de mon travail de thèse, qui concerne le 

polymorphisme « pathogénique » 4qA161 touchant l’insulateur FR-MAR et modifiant la conformation 

chromatinienne de la région 4q35. La deuxième partie de mon travail de thèse consiste donc à 

développer deux approches d’édition génomique visant 4qA161 et ayant pour but ultime le 

rétablissement de la fonction insulatrice de FR-MAR et la conformation chromatinienne de la région 

4q35. L’ensemble des résultats et des données obtenus sont décrits et commentés dans la deuxième 

partie des Résultats et font l’objet, pour une partie d’entre eux, d’une publication. 
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1 DUX4 induit des dommages à l’ADN et un stress oxydant affectant la différenciation 

myogénique des myoblastes FSHD 

 

Les myoblastes primaires FSHD cultivés in vitro se caractérisent par des anomalies cellulaires et 

phénotypiques. Ces anomalies concernent la différenciation myogénique marquée par une 

morphologie défectueuse des myotubes FSHD in vitro (Barro et al. 2010; Dib et al. 2015) et 

accompagnée d’une dérégulation de l’expression de gènes impliqués dans la différenciation 

myogénique (Bakay et al. 2006; Winokur, Chen, et al. 2003; Celegato et al. 2006; Dmitriev et al. 

2013). De plus, les myoblastes FSHD souffrent d’une hypersensibilité au stress oxydant (Winokur, 

Barrett, et al. 2003; Barro et al. 2010) et de la dérégulation de l’expression de plusieurs gènes 

impliqués dans la réponse au stress oxydant (Winokur, Barrett, et al. 2003; Laoudj-Chenivesse et al. 

2005; Cheli et al. 2011; Tsumagari et al. 2011). Plusieurs marqueurs du stress oxydant (protéines 

carbonylées, peroxydation lipidique, faible ratio glutathion réduit/glutathion oxydé) ont été trouvés 

dans les biopsies provenant de patients FSHD (Turki et al. 2012), laissant penser à un stress oxydant 

endogène dans les myoblastes FSHD. D’une façon intéressante, ces anomalies cellulaires et 

phénotypiques ont été retrouvées dans des cultures cellulaires surexprimant DUX4 (Bosnakovski, Xu, 

et al. 2008; Vanderplanck et al. 2011) et étaient aussi accompagnées d’une dérégulation de 

l’expression de gènes impliqués dans la détoxification des ROS (Bosnakovski, Xu, et al. 2008; Sharma 

et al. 2013). L’ensemble de ces données convergent vers l’hypothèse que l’expression de DUX4 est 

connectée au stress oxydant. 

Les espèces réactives de l’oxygène (ROS) peuvent attaquer l’ADN cellulaire. Les dommages de 

l’ADN et les ROS interférent dans différents stimuli physiologiques ; ils peuvent en effet affecter la 

formation de myotubes entrainant ainsi des conséquences pathologiques (Morel & Barouki 1999; Puri 

et al. 2002). A partir de ces données de la littérature, nous nous sommes intéressés dans cette première 

partie à mettre en évidence la présence de dommages à l’ADN et de ROS induits par DUX4 dans 

Dmitriev P*, Bou Saada Y*, et al. DUX4-induced constitutive DNA damage and oxidative stress 

contribute to aberrant differentiation of myoblasts from FSHD patients. Free Radical Biology and 

Medicine, 99:244-258 
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les myoblastes FSHD ainsi qu’à leur implication dans la différenciation myogénique défectueuse 

observée in vitro dans le cadre de cette myopathie. 

Ce chapitre de la partie « Résultats » relate et résume le projet principal de ma thèse. La majorité 

du temps de travail a été consacrée à la mise au point et l’application du test des comètes, des 

expériences d’immunofluorescence, des expériences de gain et de perte de fonction de DUX4, de la 

mesure des ROS, des expériences de différenciation myogénique en présence des différents 

traitements antioxydants ainsi qu’à la rédaction d’une partie de l’article scientifique et à sa révision. 
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Ce travail met en évidence la présence constitutive de dommages de l’ADN causés 

principalement par le stress oxydant dans les myoblastes primaires FSHD ainsi que dans les 

myoblastes normaux immortalisés transfectés par DUX4. Nos résultats démontrent la présence d’un 

lien direct entre l’expression de DUX4 et la surproduction de ROS intracellulaires causant des 

dommages de l’ADN, effet aboli dans les myoblastes FSHD suite à l’inhibition de DUX4 par siARN 

ou suite à un traitement antioxydant. Tenant compte de l’ensemble de ces données, nous pouvons 

conclure que DUX4 induit indirectement un stress génotoxique et ceci probablement en dérégulant, 

directement ou indirectement, au niveau transcriptionnel, l’expression des gènes nécessaires à 

l’homéostasie redox des myoblastes FSHD. 

Par ailleurs, les myoblastes FSHD présentent un cycle cellulaire normal comparable à celui des 

myoblastes normaux, ce qui suggère leur adaptation à ces dommages à l’ADN chroniques. Cela peut 

être dû au fait que les cellules musculaires in vivo produisent des ROS plus que d’autres types 

cellulaires, en réponse à la respiration cellulaire et à leur fonction de contraction. Ces cellules seraient 

donc potentiellement capables de supporter des dommages de l’ADN et de résister au stress oxydant 

plus que d’autres types cellulaires (Renault et al. 2002). 

Le stress oxydant et le stress génotoxique peuvent affecter la différenciation myogénique. Nous 

démontrons dans ce travail qu’un traitement antioxydant maintenu pendant le processus de 

différenciation myogénique améliore significativement la forme des myotubes FSHD in vitro. 

En conclusion, l’ensemble de ces résultats a permis de mettre en évidence une nouvelle 

caractéristique cellulaire des myoblastes FSHD in vitro : un stress oxydant à l’état basal lié à la 

surexpression de DUX4, induisant des dommages de l’ADN dans les myoblastes FSHD. Ces 

phénomènes omniprésents dans les myoblastes FSHD participent à sa pathophysiologie, et un 

traitement antioxydant in vitro pendant la différenciation myogénique améliore significativement le 

phénotype des myotubes FSHD obtenus. 
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2 Les myoblastes FSHD sont capables de réparer les dommages de l’ADN modérés induits par 

de faibles doses de stress oxydant 

 

Comme précédemment décrit, l’équilibre entre la production de ROS intracellulaires et les 

mécanismes de défense antioxydants est rompu dans les myoblastes FSHD (Laoudj-Chenivesse et al. 

2005; Turki et al. 2012; Cheli et al. 2011; Tsumagari et al. 2011; Winokur, Barrett, et al. 2003). Ces 

dommages de l’ADN en résultant, s’ils ne sont pas détectés et efficacement réparés par les 

mécanismes de réparation de l’ADN, peuvent provoquer des mutations, des délétions et des 

translocations chromosomiques (Ferguson & Alt 2001; Helleday 2003; Knoch et al. 2012) menaçant 

ainsi l’intégrité génomique et cellulaire. Pour cela, nous nous intéressons dans cette deuxième partie 

des résultats à évaluer l’efficacité globale des myoblastes FSHD et des iMyo-DUX4 à réparer les 

dommages de l’ADN induits par un stress oxydant exogène. Nous avons eu recours au test des 

comètes afin d’évaluer indirectement l’activité des mécanismes de réparation de l’ADN (Collins 2004; 

Azqueta et al. 2014). 

  

Bou Saada Y, Dib C, Dmitriev P, Hamade A, Carnac G, Laoudj-Chenivesse D, Lipinski M, 

Vassetzky Y.S. Facioscapulohumeral dystrophy myoblasts efficiently repair moderate levels of 

oxidative DNA damage. Histochem. Cell. Biol. 2016, 145: 475-483. 



151 

 

 

  



152 

 

 

  



153 

 

  



154 

 

 

  



155 

 

 

  



156 

 

 

  



157 

 

 

  



158 

 

 

  



159 

 

 

  



160 

 

Pris ensemble, ces résultats confirment que la présence constitutive de ROS et de dommages 

oxydatifs de l’ADN sensibilise les myoblastes FSHD au stress oxydant en provoquant, entre autres, la 

surexpression des gènes de réparation de l’ADN. Cela confère aux myoblastes FSHD une résistance 

aux dommages de l’ADN supplémentaires pouvant provenir d’un stress oxydant ponctuel et modéré, 

marquée par la réparation rapide et efficace des lésions de l’ADN. 

Cependant, une exposition prolongée à des concentrations élevées de l’agent oxydant est 

accompagnée d’une saturation des mécanismes de réparation de l’ADN dans les myoblastes FSHD ; 

les dommages de l’ADN supplémentaires induits par ce stress oxydant exogène viennent s’ajouter aux 

lésions de l’ADN présentes à l’état basal dans les cellules des patients FSHD, qui atteignent alors le 

seuil de tolérance des lésions de l’ADN d’une façon précoce par rapport aux myoblastes normaux. 

Cela peut expliquer leur hypersensibilité au stress oxydant. 

En conclusion, ces résultats mettent en évidence : 

- l’adaptabilité des myoblastes FSHD aux dommages de l’ADN constitutifs, 

- l’activation de leurs mécanismes de réparation de l’ADN en lien avec le sur-

endommagement relatif de leur ADN, 

- la bonne fonctionnalité de la réparation de l’ADN en réponse à un stress oxydant ponctuel 

et modéré, 

- et le dépassement précoce du seuil de tolérance des dommages de l’ADN suite à une 

longue exposition des myoblastes FSHD à de fortes doses d’oxydant. 

La bonne fonctionnalité du système de réparation de l’ADN, l’arrêt du cycle cellulaire et 

l’apoptose pourraient expliquer, au moins en partie, pourquoi les dommages de l’ADN et le stress 

oxydant ne mènent pas à l’apparition de cancer chez les patients FSHD. 
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3 Stratégies de correction génomique de la FSHD 

 

La forme la plus courante de la FSHD (FSHD1) résulte de la combinaison de 3 évènements 

génétiques au niveau du locus 4q35 : la diminution du nombre de répétitions D4Z4 (R. J. Lemmers et 

al. 2010), le polymorphisme centromérique 4qA161 (Lemmers et al. 2007; Kisseljova et al. 2014) et le 

polymorphisme télomérique 4qA (Lemmers et al. 2002). Corriger au moins un de ces trois évènements 

dans les cellules FSHD pourrait potentiellement arrêter/retarder la maladie. Etant donné qu’avec les 

moyens et les techniques actuelles, les thérapies cellulaires sont techniquement irréalisables dans le 

cadre des myopathies en général et sur les patients FSHD spécifiquement (revue détaillée dans 4.1), 

nous visons donc à corriger in vitro un de ces défauts génomiques, le polymorphisme 4qA161, en 

ayant recours aux TALENs et aux CRISPR/Cas9 (Figure 17). 

Dans le cadre de la correction génomique in vitro de la FSHD, nous nous concentrons 

majoritairement sur le polymorphisme 4qA161 de l’insulateur FR-MAR. En effet, ce dernier joue un 

rôle clé dans la régulation de la conformation chromatinienne et de l’expression génique du locus 4q35 

(Petrov et al. 2006; Petrov et al. 2008; Kisseljova et al. 2014) (Figure 4). Dans les myoblastes 

normaux, l’insulateur est fonctionnel et limite l’effet des « enhancers » de part et d’autre sur leurs 

gènes cibles en séparant la région 4q35 en deux boucles chromatiniennes indépendantes. Dans les 

myoblastes FSHD, ces boucles chromatiniennes fusionnent et l’activité insulatrice est abolie, 

permettant ainsi l’expression des gènes en 4q35 (Petrov et al. 2006). 

Nous visons donc à cibler la séquence 4qA161 pour réactiver sa fonction insulatrice et établir à 

nouveau une structure chromatinienne normale du locus 4q35. Cela se fera sur les cellules FSHD à 

l’aide de deux stratégies d’édition génomique différentes : la première étant de remplacer le variant 

4qA161 par un variant non-pathogénique (par exemple 4qA166), et la deuxième d’amener le 

répresseur transcriptionnel CTCF (CCCTC-binding factor) jusqu’à la séquence insulatrice 4qA161 à 

l’aide du système CRISPR/dCas9. 

Notre démarche expérimentale est divisée en trois parties : dans la première partie des résultats, 

nous vérifions la faisabilité de l’obtention in vitro de myotubes hybrides ayant un phénotype et un 

profil transcriptomique proches de ceux des myotubes normaux, et cela en fusionnant des myoblastes 
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FSHD avec des myoblastes provenant de donneurs sains. Dans la deuxième partie, nous traitons le 

développement et la validation des outils de l’ingénierie génétique, à savoir les TALENs et les 

CRISPR/Cas9 introduisant des coupures spécifiques au niveau de 4q35. Enfin, dans la troisième partie 

des résultats, nous exposons la conception du système CRISPR/dCas9 fusionné au répresseur 

transcriptionnel CTCF, dans le but ultime de proposer deux stratégies de correction génomique in vitro 

de la FSHD. 

 

Figure 17. Représentation schématique d’une paire de TALEN ainsi que des systèmes CRISPR/Cas9 

et CRISPR/dCas9 associés à leur séquence génomique cible. (A) Chaque monomère de 

TALEN est formé d’un domaine de liaison à l’ADN (TALE), constitué de répétitions de 

33 ou 34 acides aminés identiques à l’exception de ceux en position 12 et 13 appelés RVD 

(Repeat-Variable Diresidues), dont l’extrémité C-terminale est fusionnée à un domaine de 

clivage de l’ADN non spécifique de l’endonucléase FokI. Chaque répétition au sein du 

domaine TALE reconnait spécifiquement une paire de base à l’aide du RVD qui confère 

alors la spécificité de liaison à l’ADN et l’identité de la séquence cible (bases en 

couleurs). Puisque le domaine FokI fonctionne en dimère, les TALENs fonctionnent 

toujours en paire : TALEN_L (pour Left) et TALEN_R (pour Right). La distance entre les 

sites de liaison de TALEN_L et TALEN_R définit la région « spacer » dans laquelle le 

dimère FokI coupe l’ADN double-brin. HD : reconnait une cytosine, NI : adénine, NG : 

thymine et NN : guanine. D’après Ramalingam et al. Genome Biology 2013. (B) L’ARN 

guide (gRNA) guide le complexe Cas9- gRNA vers la séquence génomique cible, 

séquence de 20 nucléotides complémentaire à celle du sgRNA (en vert) et suivie en 3’ 

d’une séquence de 2 à 5 nucléotides nommée PAM (protospacer-associated motif, en 

rouge). La Cas9 induit une cassure double brin en amont de la séquence PAM. D’après 

www.neb.com. (C) Un variant de la Cas9 (dCas9) comprenant les mutations H840A et 

D10A dans les domaines HNH et RuvC respectivement inactivant la fonction catalytique 

de la nucléase, est utilisé dans le complexe dCas9-gRNA afin de cibler une séquence 

génomique spécifique sans la couper. En fusionnant un activateur/répresseur 

transcriptionnel à la dCas9, le système dCas9-gRNA est employé dans le but d’activer ou 

de réprimer l’expression des gènes cibles. D’après Gilbert et al. Cell 2013.  
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3.1 Correction phénotypique et transcriptomique des myotubes hybrides normaux-

FSHD 

 

Les myoblasts FSHD manifestent des défauts morphologiques suite à la différenciation 

myogénique. En effet, lors de ce processus les myoblastes issus d’individus sains fusionnent et 

forment des myotubes ramifiés à noyaux alignés, tandis que les myotubes FSHD se présentent soit 

sous une forme atrophique, soit sous une forme large et désorganisée à distribution aléatoire des 

noyaux (Barro et al. 2010; Dib et al. 2015). Au niveau transcriptomique, les myoblastes FSHD 

présentent une dérégulation de l’expression de plusieurs gènes et voies de signalisation, notamment les 

gènes impliqués dans la différenciation myogénique (Winokur, Chen, et al. 2003; Tsumagari et al. 

2011; Cheli et al. 2011; Dmitriev et al. 2013; Portilho et al. 2015). Dans cette première partie du 

projet, l’équipe a cherché à tester la faisabilité de la correction in vitro de ces défauts phénotypiques et 

transcriptomiques en co-cultivant dans plusieurs proportions différentes des myoblastes normaux avec 

des myoblastes FSHD, en induisant la différenciation myogénique par carence en sérum et en 

caractérisant les myotubes hybrides ainsi obtenus. 

L’immunomarquage de la Troponine-T à 4 jours post-différenciation a révélé, d’un point de vue 

phénotypique, une relation directe entre la proportion de cellules normales initialement ensemencées et 

le nombre de myotubes hybrides à phénotype normal obtenu. La co-culture comprenant au moins 50% 

de myoblastes normaux a permis d’obtenir des myotubes hybrides dont la plupart manifestait un 

phénotype normal. 

De plus, une analyse transcriptomique a été effectuée sur les myotubes normaux, les myotubes 

FSHD et les myotubes hybrides à l’aide de puces 44K+ d’Agilent Technologies. En comparant le 

profil transcriptomique des myotubes FSHD à celui des myotubes normaux, 65 gènes impliqués dans 

la contraction musculaire, la prolifération et la différenciation cellulaire, l’organisation du 

cytosquelette et dans l’inflammation ont été trouvés dérégulés dans la FSHD et sont impliqués dans 

Dib C, Bou Saada Y, Dmitriev P, Richon C, Dessen P, Laoudj-Chenivesse D, Carnac G, Lipinski 

M, Vassetzky Y.S. Correction of the FSHD myoblast differentiation defect by fusion with healthy 

myoblasts. J. Cell. Physiol. 231 : 62-71, 2016. 
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notamment 39 voies de signalisation identifiées comme dérégulées dans la FSHD, notamment les 

voies impliquées dans le développement du muscle squelettique, la régulation du cytosquelette, la 

migration transendothéliale des leucocytes et la voie de signalisation de VEGF. L’expression de ces 

gènes était corrigée dans les myotubes hybrides proportionnellement à la quantité de myoblastes 

normaux initialement ensemencés avec les myoblastes des patients, et une seule voie de signalisation, 

celle de la migration transendothéliale des leucocytes, demeurait dérégulée dans les myotubes hybrides 

issus de la co-culture comprenant 60% de myoblastes normaux.  

Ces résultats préliminaires démontrent en effet la possibilité de corriger in vitro et aux niveaux 

phénotypique et transcriptomique les défauts présents dans les myotubes FSHD en incorporant au 

moins 50% de myoblastes normaux dans les cultures cellulaires. (Dib et al. 2015) 

Comme une thérapie cellulaire n’est pas encore techniquement possible dans le cadre de la 

FSHD, les perspectives directes de ce travail sont d’étudier la fonctionnalité des myotubes hybrides 

obtenus in vitro, de vérifier leur niveau de dommages de l’ADN et leur sensibilité/résistance au stress 

oxydant afin de mieux les caractériser. Ces données seront ainsi utiles une fois qu’un protocole de 

thérapie cellulaire sera établi pour la FSHD. 

Dans ce travail, j’ai participé à la mise au point des protocoles de fusion des myoblastes normaux 

et FSHD co-cultivés et de visualisation du signal fluorescent au microscope à épifluorescence. J’ai 

aussi participé dans les analyses des résultats d’expression génique obtenus par la qRT-PCR. 
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3.2 TALENs et CRISPR/Cas9 ciblant la région 4qA161 : conception et validation de ces 

outils 

 

Dans le cadre de la première stratégie d’édition génomique visant à insérer le variant non-

pathogénique 4qA166 au niveau de 4q35 afin qu’il remplace fonctionnellement 4qA161, il est 

nécessite nécessaire en premier temps de concevoir les TALENs et les CRISPR/Cas9 reconnaissant 

une séquence à proximité de 4qA161 (Figure 18) et valider leur capacité de cibler et de couper 

spécifiquement la séquence cible. 

 

Figure 18. Représentation schématique de la stratégie de correction génomique visant le variant 

pathogénique 4qA161 à l’aide du système CRISPR/Cas9 et d’un couple de TALENs. 

Le couple de TALENs (TAL4) et le CRISPR/Cas9 (18g1) sont conçus pour 

reconnaitre un site cible à proximité de 4qA161 et d’induire une cassure double brin 

spécifique qui, en présence de la matrice d’ADN comprenant le variant non 

pathogénique 4qA166, est réparée par la recombinaison homologue en incorporant la 

séquence 4qA166 au niveau du site de coupure. 
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La conception des outils d’ingénierie génétique, TALENs (TAL4) et CRISPR/Cas9 (18g1) est 

détaillée dans la section Matériels et méthodes. Dans cette partie des résultats, nous exposons la 

validation de l’activité de ces outils développés pour cette première stratégie. Cette étape de validation 

de leur activité est cruciale afin de pouvoir par la suite effectuer les études cellulaires et fonctionnelles. 

Plusieurs méthodes permettant la détection des coupures de l’ADN par les TALENs et les 

CRISPR/Cas9 ont été décrites dans la littérature. Ces techniques se basent sur la mise en évidence de 

la présence de mésappariements de bases dans la séquence cible, introduits par le mécanisme de 

réparation de l’ADN par jonction d’extrémités non homologues (NHEJ). En effet, en absence d’une 

matrice d’homologie, la réparation des DSBs se fait par la voie de NHEJ, mécanisme non-conservatif 

qui joint les extrémités des chromosomes, induisant souvent des mutations de type insertion/délétion 

(indels) (Lieber 2010). Le séquençage de l’ADN demeure la méthode la plus fiable pour identifier ces 

mutations, mais nécessite un tri cellulaire à partir de la culture initiale de cellules transfectées et 

l’établissement de clones cellulaires. Cette procédure est longue et n’est pas faisable pour tout type 

cellulaire notamment pour les cellules primaires. D’autres techniques permettant une détection plus 

rapide des mésappariements de bases ont été employées (Hayashi & Yandell 1993; Inazuka et al. 

1997; Underhill et al. 1997; Yu et al. 2006), mais l’analyse restreinte aux fragments d’ADN de moins 

de 1000bp et la difficulté de localiser la mutation au sein de la séquence, constituaient leurs limitations 

majeures. Par la suite ont émergé deux techniques similaires, le test de la digestion par la T7 

endonucléase I et le test de Surveyor (Qiu et al. 2004), maintenant couramment utilisées du fait 

qu’elles détectent l’emplacement des mutations et permettent le calcul de la fréquence des mutations. 

Ces deux tests comprennent quatre étapes successives : une PCR génomique pour amplifier la 

séquence d’ADN de part et d’autre du site de coupure, une dénaturation et une renaturation lente des 

amplicons pour former les hétéroduplexes d’ADN, leur traitement par la T7 endonucléase I ou la 

nucléase Surveyor qui coupent au niveau des mésappariements de bases, et finalement l’analyse des 

produits de la digestion suite à leur migration par électrophorèse dans un gel d’agarose. Un 

séquençage des produits de PCR vient enfin confirmer si la mutation a été introduite au niveau du site 

de clivage prédictif. Techniquement, ces 2 tests sont assez longs, les protocoles varient 

considérablement entre les laboratoires et des problèmes de reproductibilité sont souvent rencontrés.  
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A partir de là, nous proposons dans cette partie une méthode alternative pour la détection de 

l’efficacité de nos outils d’édition génomique : une PCR pour la détection des translocations 

déclenchées par les nucléases artificielles. En effet, cette méthode est basée sur le fait que deux 

DSBs induits sur deux chromosomes différents au même moment peuvent générer des translocations 

chromosomiques (Richardson & Jasin 2000; Mani & Chinnaiyan 2010). La méthode que nous 

proposons est rapide, sensible, reproductible, peu coûteuse, requiert peu de matériel biologique et est 

adaptée aux cellules difficilement transfectables (Germini*, Bou Saada* et al., en préparation). 

 

3.2.1 La détection par PCR génomique de la translocation t(8 ;14) reproduite à 

l’aide de deux nucléases artificielles  

Dans un premier temps, nous avons évalué l’adaptabilité de cette méthode à nos outils d’édition 

génomique en essayant de reproduire la translocation t(8 ;14), translocation fréquemment trouvée dans 

le lymphome de Burkitt (Boxer & Dang 2001; Hecht & Aster 2000) et accompagnée d’une 

surexpression du gène MYC. Cela a été réalisé à l’aide de deux couples de TALENs ciblant les gènes 

MYC (TAL8F et TAL8R) et IGH (TAL14F et TAL14R). En co-transfectant des cellules HeLa avec 

ces deux couples de TALENs, et à l’aide de l’amorce sens de MYC et l’amorce anti-sens de IGH, nous 

avons pu amplifier par PCR génomique une séquence génomique unique non détectable dans les 

cellules non transfectées (Figure 19 A, B). L’amplicon obtenu, extrait du gel d’agarose et purifié, a été 

ensuite séquencé et aligné avec les séquences génomiques spécifiques à MYC et IGH (NG_007161.1 

et NG_001019.5) ; les extrémités 5’ et 3’ de l’amplicon s’alignaient parfaitement avec l’extrémité 5’ 

de MYC et l’extrémité 3’ de IGH respectivement, mais des mutations apparaissaient au niveau du site 

de coupure des TALENs, comme prévu (Figure 19 C, D). Ce résultat confirme donc la formation 

d’une translocation entre ces deux gènes, liée spécifiquement aux DSBs induites par TAL8 et TAL14. 

Concomitamment à cela, nous avons pu reproduire la translocation t(8 ;14) en effectuant la même co-

transfection sur des fibroblastes immortalisés (MRC5-SV2) (Figure 19 E). Ceci démontre que la 

spécificité de la méthode proposée et la reproductibilité des résultats sont indépendantes du type 

cellulaire. 
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Figure 19. Mise en évidence de l’efficacité de la technique d’amplification par PCR 

génomique de la translocation induite par TAL8 et TAL14. La PCR génomique 

effectuée sur l’ADN génomique des cellules HeLa (A) non transfectées et (B) 

transfectées par les couples de TALENs Tal8 (MYC) et Tal14 (IGH) révèle une 

amplification spécifique relevant d’une translocation, à l’aide des amorces croisées 

MYC F et IGH R (amorce sens de MYC et amorce anti sens de IGH) observable 

uniquement dans les cellules transfectées. Puits1 : GAPDH Forward (F) + Reverse 

(R). Puits 2 : MYC F+R. Puits 3 : IGH F + R. Puits 4 : MYC F + IGH R. M : 

marqueur de poids moléculaire. L’alignement de la séquence «sauvage » de (C) IGH 

(NG_001019.5) et la séquence « sauvage » de (D) MYC (NG_007161.1) avec celle de 

l’amplicon obtenu par amplification génomique à l’aide des amorces croisées MYC F 

+ IGH R, à partir de l’ADN génomique des HeLa transfectées. Les mésappariements 

de base sont marqués en rouge. (E) La PCR génomique sur l’ADN extrait des cellules 

MRC5-SV40 non transfectées (puits 3) et transfectées par les deux couples de 

TALENs, reconnaissant MYC et IGH (puits 1, 2 et 4), a permis l’amplification 

spécifique, à l’aide des amorces croisées MYC F + IGH R, d’une amplicon 

correspondant à une translocation uniquement dans les MRC5-SV40 transefctées. 

Puits1 : ADN de MRC5-SV40 transfectées, amplification avec MYC F + MYC R. 

Puits 2 : ADN de MRC5-SV40 transfectées, amplification avec IGH F + IGH R. Puits 

3 : ADN de MRC5-SV40 non transfectées, amplification avec MYC F + IGH R.. 

Puits 4 : ADN de MRC5-SV40 transfectées, amplification avec MYC F + IGH R. M : 

marqueur de poids moléculaire. 
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3.2.2 La vérification de la capacité de coupure des TALENs et CRISPR/Cas9 

ciblant 4q35 

Dans un second temps, nous avons vérifié la fiabilité de cette technique en combinant les TAL8 

avec le couple de TALENs TAL4 (TAL4-F et TAL-4R) conçu pour cibler la région 4q35 à proximité 

du polymorphisme 4qA161. De la même façon, une amplification spécifique par PCR génomique à 

l’aide de l’amorce sens MYC et l’amorce anti-sens de 4q35 a été observée, amplification non 

détectable dans les cellules non transfectées (Figure 20 A, B). Ce résultat met en évidence l’efficacité 

de ciblage et de coupure des TAL4. 

Parallèlement à cela, nous avons testé et validé de la même manière l’efficacité du CRISPR/Cas9 

conçu aussi pour cibler la région 4q35 (18g1), et cela en co-transfectant les HeLa avec les plasmides 

TAL8 et le plasmide 18g1 (la conception et le clonage des vecteurs sont détaillés dans la section 

Matériels et méthodes) (Figure 20 C). 

Ainsi, les outils d’édition génomique dont nous disposons pour les expériences à venir s’avèrent 

être efficaces. 

 

Figure 20. Mise en évidence de l’efficacité de ciblage et de coupure spécifique en 4q35 de 

TAL4 et de 18g1. La PCR génomique effectuée sur l’ADN génomique des cellules 

HeLa (A) non transfectées et (B) transfectées par les couples de TALENs TAL8 

(MYC) et Tal4 (4q35) révèle une amplification spécifique relevant d’une 

translocation, à l’aide des amorces croisées MYC F et 4q R (amorce sens de MYC et 

amorce anti sens de 4q35) observable uniquement dans les cellules transfectées. 

Puits1 : 4q F+R. Puits 2 : MYC F+R. Puits 3 : MYC F + 4q R. M : marqueur de 

poids moléculaire. (C) L’efficacité du CRISPR/Cas9 conçu pour cibler une séquence à 

proximité de 4qA161 (18g1) est évaluée et validée en co-transfectant les cellules HeLa 

avec 18g1 et TAL8 (MYC). Puits 1 : MYC F+R. Puits 2 : 4qCRISPR F+R. Puits 3 : 

MYC F + 4qCRISPR R. M : marqueur de poids moléculaire.  
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3.2.3 La sensibilité de la technique de détection par PCR génomique des 

translocations provoquées par les outils de l’édition génomique 

Puisque l’efficacité des outils de l’édition du génome peut être faible (Harrison et al. 2014) et 

dépend de l’efficacité de la transfection et du type cellulaire, nous avons évalué la sensibilité de la 

méthode que nous proposons en déterminant sa limite de détection des translocations. Pour cela, nous 

avons entamé des dilutions en série (ratio 1/5) de l’ADN génomique issu des HeLa transfectées par 

TAL8 et TAL14 et celui des HeLa non transfectées, de 1000 ng à 0.8 ng, et nous avons effectué la 

PCR génomique à l’aide des amorces croisées (amorce sens de MYC et amorce anti sens de IGH). 

Nous avons aussi amplifié MYC dans tous les échantillons dilués afin de contrôler l’exactitude des 

dilutions. Nous avons ensuite calculé le nombre minimal de cellules transfectées requis pour détecter 

une translocation, en prenant en compte les facteurs suivants : la quantité d’ADN utilisée pour la PCR, 

la quantité moyenne d’ADN présente dans une cellule HeLa et le pourcentage de cellules transfectées. 

En se basant sur le fait qu’une cellule de mammifère contient approximativement 6.7 pg d’ADN et que 

cette quantité est doublée en phase G2 (Serth et al. 2000), nous avons considéré qu’une cellule HeLa 

contient 10pg d’ADN à peu près. Le calcul du nombre minimal de cellules transfectées est effectué 

suivant la formule suivante : 

(Quantité d’ADN minimale pour détecter une translocation x 10pg) x pourcentage de 

transfection 

A partir de ces données et des calculs effectués, 2000 cellules transfectées s’avèrent suffisantes 

pour détecter une translocation par la présente méthode développée (Figure 21). 
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Figure 21. Les limites de la détection des translocations basée sur la PCR génomique. (A) Le 

nombre minimal de cellules transfectées requis pour la détection des translocations par 

cette technique correspond à 2000 cellules, et est calculé à partir de la mesure de 

l’intensité du signal des amplicons obtenus par PCR génomique à l’aide des amorces 

croisées MYC F et IGH R dans des échantillons d’ADN génomiques dilués en série 

(facteur de dilution 1/5, de 1000 ng à 0.8 ng). (B) L’exactitude des dilutions en série 

de l’ADN génomique des cellules HeLa transfectées par TAL8 et TAL14 est contrôlée 

à l’aide de la quantification du signal obtenu suite à l’amplification de MYC par PCR 

génomique dans tous les échantillons dilués. 

 

En conclusion, cette méthode de PCR génomique à l’aide d’amorces croisées adéquates permet la 

visualisation et la quantification des translocations induites par les nucléases ciblant deux loci 

différents et conçues pour l’édition du génome, et cela dans pas plus de 2000 cellules transfectées et 

indépendamment de l’efficacité de la transfection et du type cellulaire (Germini*, Bou Saada* et al., 

en préparation). 
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3.3 La conception d’une protéine de fusion dCas9-CTCF-GFP ciblant 4qA161 comme 

stratégie de correction « épigénétique » de la FSHD 

Dans cette troisième et dernière partie des résultats, nous exposons la deuxième stratégie de 

correction génomique de la FSHD, variante de la stratégie traditionnelle de CRISPR/Cas9, dans 

laquelle nous proposons une régulation épigénétique de la transcription de la région 4q35 qui n’inclut 

aucun changement dans la séquence d’ADN. En effet elle consiste à rapprocher le facteur de 

transcription CTCF (CCCTC-binding factor) de la région 4q35 ; CTCF est décrit comme impliqué 

dans plusieurs processus cellulaires notamment dans la régulation transcriptionnelle, dans l’activité 

insulatrice et dans la régulation de l’architecture chromatinienne (Ong & Corces 2014). En effet CTCF 

se lie à des séquences d’ADN diverses à fonction insulatrice chromatinienne et est considéré comme 

étant une composante principale dans l’activité des insulateurs (Phillips & Corces 2009; Xie et al. 

2007). CTCF participe à la formation de boucles chromatiniennes et à l’attachement de l’ADN à la 

matrice nucléaire (Hou et al. 2008; Yusufzai et al. 2004). 

L’interférence par le système CRISPR (CRISPRi) a été pour la première fois décrite par Qi et al. 

en 2013, système dans lequel une variante de l’endonucléase Cas9, nommée dCas9 (dead-Cas9) a été 

générée en mutant son domaine endonucléasique (D10A et H840A) pour donner une protéine Cas9 

catalytiquement inactive (Qi et al. 2013). La dCas9 est en effet capable de se rapprocher de l’ADN 

cible, mais est incapable de le cliver. CRISPRi a été créé afin de réprimer la transcription du gène 

cible, et cela en étant recrutée au niveau du promoteur ou d’un exon de la séquence cible à l’aide d’un 

gARN, induisant ainsi un encombrement stérique et le blocage de l’initiation/l’élongation de la 

transcription. 

La dCas9 a été ensuite utilisée dans le système CRISPR/dCas9 pour être fusionnée à des 

modulateurs transcriptionnels (activateurs ou répresseurs) afin de les recruter au niveau des gènes 

cibles (Gilbert et al. 2013). Notamment Gilbert et al. ont démontré l’efficacité de la répression 

transcriptionnelle ciblée médiée par la protéine de fusion dCas9-KRAB (Krüppel-associated box, 

répresseur transcriptionnel) guidée jusqu’aux gènes cibles à l’aide de gARN spécifiques, et cela en 

provoquant une hétérochromatinisation (Gilbert et al. 2013). Une étude a récemment démontré la 

répression de DUX4 par cette protéine de fusion dCas9-KRAB (Himeda et al. 2015), mais la difficulté 
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de cette approche est la faible expression de DUX4 qui est restreinte à un nombre limité de noyaux 

dans les myoblastes FSHD (Snider et al. 2010) et sa limitation majeure est le ciblage unique de DUX4 

dans le cadre de la FSHD. 

La stratégie de correction via la régulation de l’activité transcriptionnelle du locus 4q35 que nous 

proposons dans la FSHD vise à cibler la région insulatrice non-fonctionnelle dans cette myopathie, en 

guidant la protéine de fusion dCas9-CTCF jusqu’à 4qA161 à l’aide d’un gARN spécifique. CTCF, une 

fois proche de 4qA161, pourra potentiellement exercer sa fonction de répression transcriptionnelle et 

d’organsiation tridimensionnelle de la chromatine en 4q35 (Figure 22). 

 

Figure 22. Représentation schématique de la stratégie de correction génomique visant le variant 

pathogénique 4qA161 à l’aide de la protéine de fusion CTCF-dCas9-GFP. L’approche 

alternative se basant sur le variant CRISPR/dCas9 consiste à diriger la protéine de 

fusion CTCF-dCas9-GFP à l’aide d’un ARN guide vers 4qA161 pour rapprocher 

physiquement le répresseur transcriptionnel CTCF de l’insulateur afin de rétablir sa 

fonction d’insulation et la conformation chromatinnienne normale de la région 4q35. 
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En effet et comme précédemment décrit, l’activité transcriptionnelle du locus 4q35 est régulée par 

deux « enhancers » transcriptionnels (Petrov et al. 2008; Dmitriev, Petrov, Ansseau, Stankevicins, et 

al. 2011; Himeda et al. 2014) séparés de leurs gènes cibles par l’insulateur 4qA161 (Petrov et al. 2006; 

Petrov et al. 2008; Kisseljova et al. 2014) non fonctionnel dans la FSHD. Rétablir une insulation et un 

profil transcriptionnel corrects de la région 4q35 (DUX4 et les autres gènes à proximité) sans pour 

autant modifier la séquence d’ADN serait probablement l’approche idéale dans le cadre de la FSHD. 

Pour ce faire, nous avons optimisé la séquence de CTCF dérivant du variant 2 du transcrit 

d’ARNm humain, et nous l’avons cloné en amont de la séquence de dCas9-GFP et en aval du 

promoteur dans le vecteur plasmidique pSLQ1658-dCas9-EGFP (l’optimisation de la séquence de 

CTCF et le clonage sont détaillés dans la section Matériels et méthodes) (Figure 23). 

 

Figure 23. Conception des vecteurs plasmidiques relatifs à la stratégie de correction génomique à 

l’aide de la protéine de fusion CTCF-dCas9-GFP (A) la conception du vecteur 

comprenant la protéine de fusion CTCF-dCas9-GFP et (B) le vecteur comprenant la 

séquence du gARN relatif aux expériences avec CTCF-dCas9-GFP. 
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Nous avons par la suite séquencé la séquence chimérique CTCF-dCas9-GFP à l’aide de plusieurs 

amorces sens et anti-sens couvrant la totalité de la séquence. L’alignement de la séquence chimérique 

avec la séquence théorique optimisée de CTCF et de dCas9-GFP a confirmé la réussite du clonage et 

l’absence de mutations fortuites. L’analyse in silico du produit de la traduction de l’ARNm de CTCF-

dCas9-GFP a confirmé la conformité du cadre de lecture ouvert (ORF) de cette protéine et l’absence 

d’apparition de codon stop prématuré. 

La séquence du gARN ciblant la région 4qA161 et préalablement testé (séquence du 18g1, voir 

en détail les résultats détaillés dans 3.2.2) a été ensuite clonée dans le vecteur plasmidique pU6-

sgRNA EF1Alpha-puro-T2A-BFP en tenant compte des sites de restriction à rajouter à la séquence du 

gARN (le clonage est détaillé dans la section Matériels et méthodes). 
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La FSHD est une myopathie à transmission autosomique dominante faisant partie des myopathies 

les plus fréquentes (Deenen et al. 2014). Les découvertes progressives de la génétique et de 

l’épigénétique associées à la FSHD ont complexifié le schéma habituel « un gène, une maladie ». 

Proposer un modèle animal représentatif de la FSHD et une stratégie thérapeutique adéquate étant 

jusqu’à maintenant impossibles, décortiquer les mécanismes moléculaires et cellulaires sous-jacents 

ainsi que leurs liens avec la pathophysiologie de la FSHD furent donc la priorité des chercheurs. 

Malgré les nombreuses avancées sur la FSHD, il existe encore des écarts entre les mécanismes 

moléculaires décrits comme associés à la pathogenèse de la FSHD et la pathologie musculaire 

observée. 

 

1 Le stress oxydant et les dommages de l’ADN : composantes intrinsèques à la FSHD liées à 

l’expression aberrante de DUX4 et impliquées dans la pathophysiologie de cette myopathie 

 

Bien que la FSHD soit une maladie multifactorielle, beaucoup d’importance est accordée à DUX4 

du fait de sa présence au sein de D4Z4 (Hewitt et al. 1994; Gabriels et al. 1999), de son expression 

aberrante dans la FSHD (Kowaljow et al. 2007; M Dixit et al. 2007; R. J. Lemmers et al. 2010; Snider 

et al. 2010) et de ses différents effets pathologiques décrits expérimentalement sur des cultures 

cellulaires et des modèles animaux (M Dixit et al. 2007; Kowaljow et al. 2007; Wallace et al. 2011; 

Geng et al. 2012). Ce facteur de transcription affecte les cellules musculaires in vitro à plusieurs 

niveaux, notamment en les rendant hypersensibles au stress oxydant (Bosnakovski, Xu, et al. 2008), en 

dérégulant le programme de la différenciation myogénique (Bosnakovski, Xu, et al. 2008) et en 

altérant la morphologie des myotubes (Vanderplanck et al. 2011). D’une façon intéressante, ces 

caractéristiques sont aussi retrouvées dans les myoblastes primaires en culture, issus de patients FSHD 

(Winokur, Chen, et al. 2003; Winokur, Barrett, et al. 2003; Barro et al. 2010; Bou Saada et al. 2016; 

Dib et al. 2015). Le stress oxydant et les dommages de l’ADN peuvent affecter la différenciation 

myogénique et, d’une façon générale, la morphologie et la fonction du muscle squelettique (Powers et 

al. 2005; Tidball 2005; Powers et al. 2007; Reid 2008; Puri et al. 2002), d’où l’intérêt que nous avons 

porté à l’étude du stress oxydant, des dommages de l’ADN comme produit majeur du stress oxydant, 
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et du lien entre le stress oxydant et la différenciation myogénique in vitro des myoblastes FSHD. 

Concomitamment à cela, nous nous sommes intéressés à l’implication de DUX4 dans ces évènements 

pathologiques. 

L’ensemble de nos résultats démontrent que la présence à l’état basal d’une quantité plus 

importante de ROS dans les myoblastes FSHD en culture affecte continuellement l’ADN génomique 

de ces cellules. Cette observation est d’une part reproduite lorsqu’une expression forcée de DUX4 est 

réalisée dans des myoblastes immortalisés humain sains, et d’autre part abolie quand l’expression de 

DUX4 est inhibée à l’aide de l’interférence par ARN. Malgré le fait que les myoblastes FSHD 

semblent être adaptés au stress oxydant et aux dommages oxydatifs de l’ADN chroniques qui 

n’affectent pas leurs divisions cellulaires, ils exercent cependant leur toxicité sur la différenciation 

myogénique in vitro, et plus précisément sur la morphologie des myotubes FSHD. En effet, le 

traitement antioxydant des myoblastes FSHD et des iMyo-DUX4 réduit d’une façon efficace le taux 

de ROS et les dommages oxydatifs de l’ADN, et améliore le phénotype des myotubes FSHD lorsqu’il 

est maintenu pendant le processus de la différenciation myogénique in vitro. 

Le seuil de résistance au stress oxydant des cellules musculaires étant plus élevé par rapport à 

d’autres types cellulaires, cela pourrait expliquer l’adaptabilité des myoblastes FSHD aux dommages 

de l’ADN constitutivement présents et par conséquent leur capacité à poursuivre leur cycle cellulaire 

et leurs divisions. Cependant le seuil de tolérance pourrait être atteint plus rapidement par les 

myoblastes FSHD. L’hypersensibilité au stress oxydant, attribuée aux myoblastes FSHD, peut être 

causée majoritairement par une déficience dans la réparation de l’ADN ou par une saturation de la 

réparation et une accumulation irréversible des dommages de l’ADN. La deuxième partie de nos 

résultats traitant ce sujet démontre qu’en réponse à un stress oxydant exogène modéré et ponctuel, les 

myoblastes FSHD sont capables de réparer rapidement les dommages de l’ADN supplémentaires 

induits par l’agent oxydant, probablement parce que les mécanismes de réparation de l’ADN sont 

actifs à l’état basal dans ces cellules. De la même façon, les myoblastes normaux, sensibilisés au stress 

oxydant par un traitement continu à une faible dose de H2O2 présentant ainsi à l’état basal des 

dommages de l’ADN, sur-expriment aussi certains gènes de réparation de l’ADN et sont capables de 

résister à une exposition modérée et ponctuelle à l’agent oxydant. Ainsi, l’adaptabilité des myoblastes 
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FSHD aux dommages oxydatifs de l’ADN constitutifs est accompagnée d’une activation à l’état basal 

des mécanismes de réparation de l’ADN et sensibilise ainsi les myoblastes FSHD au stress oxydant. 

Cela confère aux myoblastes FSHD une résistance aux dommages de l’ADN supplémentaires pouvant 

provenir d’un stress oxydant ponctuel et modéré. Cependant, une exposition prolongée à de fortes 

concentrations de l’agent oxydant est suivie d’une accumulation additive de dommages à l’ADN 

dépassant d’une façon précoce, dans les myoblastes FSHD, le seuil de tolérance des lésions de l’ADN 

à des concentrations moins importantes par rapport aux myoblastes normaux, compromettant ainsi la 

viabilité cellulaire des myoblastes FSHD. Cela peut expliquer, au moins en partie, l’hypersensibilité 

des myoblastes FSHD au stress oxydant. 

Enfin, du fait que les dommages de l’ADN et le stress oxydant soient intimement liés et que leurs 

chronicités sont associées au vieillissement en général, et à la perte de la régénération et de la fonction 

musculaire en particulier, une question semble être pertinente à poser : les dommages de l’ADN et le 

stress oxydant chroniques dans la FSHD sont-ils des causes potentielles de la sévérité et de la 

progression de la myopathie ? Avec l’âge, l’atteinte musculaire chez les patients FSHD s’étend 

souvent pour atteindre d’autres muscles squelettiques, et peut devenir plus sévère. Cette progression 

« temporelle » pourrait être la conséquence de la présence chronique d’un état de stress oxydant et de 

dommages de l’ADN dans les muscles FSHD, les altérant progressivement. Si le niveau 

d’endommagement de l’ADN et celui de stress oxydant sont proportionnels au niveau d’expression de 

DUX4, alors le raccourcissement des télomères avec l’âge, accompagné d’une expression plus 

importante de DUX4, pourrait renforcer l’hypothèse de la progression et de la sévérité « temporelles » 

de l’atteinte musculaire avec l’âge chez les patients FSHD. Dans la maladie de Huntington, maladie 

neurologique se manifestant généralement chez les personnes âgées et plus rarement de façon précoce 

chez des personnes jeunes, un lien a été établi entre des haplotypes de OGG1 (glycosylase impliquée 

dans la réparation des bases de l’ADN altérées par le stress oxydant) et de XPC (gène Xeroderma 

pigmentosum groupe C, impliqué aussi dans la réparation des lésions de l’ADN et dans l’homéostasie 

redox) avec l’apparition précoce des symptômes (Berger et al. 2013). Cela pourrait être dû au stress 

oxydant accompagnant ces haplotypes. De la même façon, établir un lien entre l’invalidité musculaire 

précoce et la surabondance de dommages oxydatifs de l’ADN et des ROS pourrait justifier, au moins 
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en partie, la survenue d’un « vieillissement musculaire accéléré » chez les jeunes patients FSHD ayant 

un nombre très limité d’unités D4Z4, et qui sont dans la plupart des cas atteints sévèrement de la 

FSHD dès leur plus jeune âge. 

 

2 Vers une stratégie thérapeutique ciblée en remaniant le génome et l’épigénome : approches 

thérapeutiques potentielles  

 

La FSHD résulte de la présence simultanée de trois évènements génétiques sur 4q35 : la réduction 

du nombre de répétitions D4Z4 (R. J. Lemmers et al. 2010) et la présence simultanée de deux 

polymorphismes permissifs à la maladie, 4qA (Lemmers et al. 2002) et 4qA161 (Lemmers et al. 2007; 

Kisseljova et al. 2014). Corriger au moins un des trois évènements pourrait bloquer la maladie. Le site 

polymorphique 4qA161 comprend un site d’attachement à la matrice nucléaire, FR-MAR, agissant 

comme un insulateur essentiel au contrôle de l’activité des gènes à proximité (Petrov et al. 2006; 

Petrov et al. 2008). Ses fonctions de remodelage tridimensionnel de la chromatine et d’insulation sont 

médiées par la protéine CTCF, répresseur transcriptionnel (Ong & Corces 2014), et sont perdues dans 

la FSHD (Petrov et al. 2006). Rétablir les fonctions de FR-MAR pourrait rétablir une structure 

chromatinienne et une expression génique normales en 4q35, pour cela mon travail propose de cibler 

le polymorphisme 4qA161 par deux approches différentes. La première consiste à remplacer le variant 

pathogénique par un autre variant non associé à la FSHD et cela à l’aide du système « classique » de 

CRISPR/Cas9 ou des TALENs, et la deuxième approche consiste à utiliser le variant CRISPR/dCas9 

afin de fusionner le répresseur transcriptionnel CTCF à la dCas9 et le ramener ainsi au niveau de 

l’insulateur FR-MAR pour rétablir sa fonction. 

Dans le cadre de la première approche, deux outils d’édition génomique, une paire de TALENs 

(TAL4) et un vecteur CRISPR/Cas9 (18g1), ont été conçus de façon à cibler spécifiquement le site 

polymorphique 4qA161. Leur capacité de coupure ont été ensuite individuellement démontrée dans 

des cellules en culture à l’aide d’une amplification par PCR des translocations chromosomiques 

potentiellement déclenchées par TAL4 ou 18g1 co-transfecté avec des TALENs coupant sur un 
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chromosome différent. Cette approche employée au laboratoire s’est avérée sensible, rapide et 

reproductible. 

Dans le cadre de la deuxième approche, nous proposons une régulation épigénétique de la 

transcription en 4q35. Nous avons tiré profit du variant CRISPR/dCas9 dans lequel la dCas9, 

catalytiquement inactive (Qi et al. 2013), peut être fusionnée à un modulateur transcriptionnel tel que 

CTCF et guidée au site cible par l’ARN guide, permettant ainsi le recrutement du répresseur 

transcriptionnel au niveau de la séquence d’intérêt. Nous avons donc créé une protéine de fusion 

CTCF-dCas9-GFP ainsi que l’ARN guide correspondant qui permettra son recrutement au niveau de 

4qA161. A partir de ces constructions plasmidiques, plusieurs manipulations seront nécessaires afin de 

valider d’un côté la production et l’interaction de la protéine de fusion avec la séquence 4qA161, et de 

l’autre côté le rétablissement de la fonction d’insulation de 4qA161 en présence de CTCF. Cette 

approche thérapeutique est en théorie la moins dangereuse du fait qu’aucune modification de la 

séquence d’ADN n’est apportée et que le risque de coupure non spécifique potentiellement causée par 

Cas9 n’est pas présent. 

Plus de 25 ans sont passés depuis le développement du modèle murin mdx représentant la 

dystrophie de Duchenne et ce n’est que récemment qu’un potentiel traitement spécifique à la DMD a 

vu le jour, et nécessitera probablement plusieurs années supplémentaires pour être appliqué chez 

l’Homme. L’urgence de développer un modèle animal FSHD est toujours présente, mais ne devra pas 

empêcher la conception de stratégies thérapeutiques in vitro et in vivo, dans l’espoir de pouvoir les 

tester rapidement une fois le modèle animal établi. 
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En conclusion, mon travail de thèse apporte principalement un éclairage nouveau sur les 

mécanismes moléculaires pathologiques impliqués dans la FSHD, en mettant en évidence une 

nouvelle caractéristique cellulaire et phénotypique des myoblastes FSHD in vitro : un stress oxydant à 

l’état basal lié à la surexpression de DUX4 et induisant des dommages de l’ADN. Ces phénomènes 

omniprésents dans les myoblastes FSHD participent à la pathophysiologie de cette myopathie en 

affectant la morphologie des myotubes obtenus in vitro. Cet effet pathologique est atténué par un 

traitement antioxydant. L’absence à ce jour d’une thérapie cellulaire ou génique applicable à la FSHD 

rend difficile le traitement de cette maladie, et le recours à des traitements symptômatiques tels que la 

supplémentation en antioxydant, en parallèle à un rythme de vie sain et un suivi médical continu, 

restent le seul moyen pour atténuer les symptômes liés à la FSHD. 

Enfin, les outils de l’édition du génome, conçus et développés afin de cibler spécifiquement un 

des évènements génétiques causal de la FSHD (le variant pathogénique 4qA161 touchant le site FR-

MAR), permettront de tester sur les cellules FSHD in vitro deux approches distinctes de corrections 

génomique et épigénomique à visée thérapeutique. En rétablissant la fonction d’insulation de FR-

MAR et la conformation chromatinienne de la région 4q35, les cellules FSHD pourraient être 

possiblement corrigées in vitro. 
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Dans le cadre de l’étude des effets du stress oxydant et des dommages oxydatifs de l’ADN sur la 

pathophysiologie de la FSHD, la mise en évidence de la présence à l’état basal d’un stress oxydant lié 

à la surexpression de DUX4 provoquant des dommages de l’ADN, a permis de dévoiler une nouvelle 

caractéristique cellulaire des myoblastes FSHD in vitro qui s’avère affecter la morphologie des 

myotubes FSHD en culture. Ces phénomènes cellulaire et phénotypique sont efficacement atténués par 

un traitement antioxydant. Ces avancements donnent alors espoir aux études concentrées sur les 

traitements antioxydants ou anti-inflammatoires dans la potentielle atténuation de l’atteinte musculaire 

liée à la FSHD. Néanmoins, à partir de ces découvertes découlent plusieurs questions qui restent à être 

élucidées et constituent la première partie des perspectives de ce travail. 

Les mécanismes moléculaires induits par DUX4 et menant à une surproduction de ROS ne sont 

pas encore élucidés, il serait donc intéressant de déterminer comment DUX4 rompt l’homéostasie 

cellulaire redox. 

Afin de compléter ce schéma, il serait intéressant de définir la source principale des ROS dans les 

myoblastes FSHD et dans les iMyo-DUX4 (ROS mitochondriaux, cytoplasmiques, etc.) et de tester 

des antioxydants ciblant des compartiments cellulaires spécifiques produisant des ROS. Cibler le site 

producteur de ROS dans la FSHD aiderait dans le choix du meilleur antioxydant qui donnerait des 

résultats plus prometteurs. 

Traiter les myoblastes en prolifération à un antioxydant et maintenir le traitement pendant la 

différenciation myogénique in vitro, comme ce qui a été effectué lors de ce travail, correspondrait 

physiologiquement à un traitement continu des cellules satellites FSHD. Ainsi rétablir l’homéostasie 

redox des cellules satellites pourrait favoriser une régénération et une morphologie musculaires saines 

nécessaires à la fonction du muscle squelettique. En outre, l’étude in vitro de la fonction anabolique et 

catabolique (synthèse protéique plus élevée (augmentation du ratio p-AKT/AKT), diminution de la 

production de myostatine qui est un inhibiteur de la croissance musculaire, et d’atrogine-1, ubiquitine 

E3 ligase) (Pomi??s et al. 2015) ainsi que la force contractile (Griffin et al. 2004; Guo et al. 2014) des 

myotubes FSHD issus des myoblastes traités à un antioxydant pourrait confirmer leur fonctionnalité 

concomitante à leur correction morphologique. 
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D’autre part, traiter les myotubes FSHD à un antioxydant seulement après la différenciation 

myogénique et regarder leur phénotype ainsi que leurs caractéristiques fonctionnelles pourraient nous 

indiquer si le phénotype des myotubes FSHD pourrait être inversé et leur fonction améliorée. 

Il a été démontré que les dommages de l’ADN dus au stress oxydant contribuent à la 

dégénérescence des fibres musculaires  et au vieillissement musculaire (Short et al. 2005; Puri et al. 

2002; Powers et al. 2005; Powers et al. 2007). Dans ce cadre précis, il serait intéressant de tester in 

vivo le niveau de dommages de l’ADN seuil, au-delà duquel la forme et la fonction du muscle 

squelettique se trouvent altérées. 

Dans le cadre de l’étude de la réponse des myoblastes FSHD au stress oxydant, il serait important 

d’explorer la fonctionnalité de chaque mécanisme de réparation de l’ADN, car la possibilité qu’une 

voie soit défectueuse et compensée par une autre voie de réparation de l’ADN ne peut être écartée. 

Cibler séparément chaque mécanisme de réparation de l’ADN en exposant les myoblastes FSHD à 

différents agents génotoxiques et évaluer la réparation des lésions génomiques spécifiques donneront 

une réponse plus claire à cette question. 

De plus, effectuer les mêmes analyses de réponse au stress oxydant modéré ou accru, ponctuel ou 

prolongé, sur les myotubes FSHD issus de la différenciation myogénique in vitro reflèterait la réaction 

physiologique des fibres musculaires face à un stress oxydant exogène provenant de l’environnement 

du muscle squelettique. 

Dans le cadre des approches de correction génomique à visée thérapeutique et adaptées à la 

FSHD, plusieurs démarches expérimentales sont nécessaires afin d’obtenir des cellules FSHD 

« corrigées ». 

Suite à la validation de l’efficacité des TAL4 et 18g1 et dans le but d’insérer le variant 4qA166 

non-pathogénique en 4q35 dans les cellules FSHD, l’étape suivante consiste à concevoir une séquence 

d’ADN double brin servant de matrice à la recombinaison homologue. Cette dernière sera en effet 

déclenchée suite à la DSB provoquée par TAL4/18g1 afin de la réparer. La matrice devra comprendre, 

en plus de la séquence 4qA166, un gène de fluorescence (gène rapporteur) et deux bras d’homologie 

les entourant, complémentaires aux séquences d’ADN génomique de part et d’autre du site 

d’intégration et chacun étant de 700 à 1000 nucléotides. Une fois conçue, la matrice sera introduite 
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dans les cellules FSHD en même temps que la TAL4/18g1. Les cellules fluorescentes seront ensuite 

sélectionnées par cytométrie en flux et mises en puits (une cellule/puits) afin de générer des clones 

cellulaires. Les clones ayant gardé avec le temps la fluorescence sont en théorie ceux qui ont réussi à 

intégrer la matrice d’ADN dans le génome. Un séquençage de la région 4q35 de chaque clone 

cellulaire permettra de confirmer l’incorporation de la matrice au niveau du site d’intégration cible. 

Une PCR génomique à l’aide d’amorces spécifiques de la matrice d’ADN intégrée sera aussi 

nécessaire afin de vérifier qu’elle s’est intégrée à un endroit unique, à savoir dans 4q35. 

Dans le but de valider l’activité de CTCF-dCas9-GFP et le rétablissement de la fonction 

insulatrice de 4qA161, le plasmide cloné sera en premier temps transfecté dans des lignées cellulaires 

humaines afin de valider par Western Blot la production de la protéine de fusion. Ensuite, il sera co-

transfecté avec le gARN le guidant vers 4qA161, et l’interaction spécifique de CTCF avec le site 

d’insulation sera vérifiée par une immunoprécipitation de la chromatine (ChIP). Dans un second 

temps, l’activité de CTCF sera testée dans une lignée cellulaire CTCF(-), HAP1, en y introduisant 

simultanément CTCF-dCas9-GFP, le vecteur gARN ainsi qu’une construction contenant 

l’ « enhancer » en D4Z4 et un gène rapporteur, séparés entre eux par l’insulateur à activité réduite, 

4qA161 (Petrov et al. 2008). En présence de CTCF-dCas9-GFP, l’insulateur doit exercer son activité 

d’insulation empêchant ainsi l’ « enhancer » contenu dans la constuction d’activer le gène rapporteur, 

tandis qu’en absence de CTCF il doit être inactif dans les cellules et le gène rapporteur s’exprimera 

ainsi. 

Une fois les corrections génomiques effectuées à l’aide des deux approches thérapeutiques 

proposées, des analyses communes sur l’ensemble des anomalies in vitro décrites comme associées à 

la FSHD devraient être réalisées dans le but ultime de vérifier la fonctionnalité des cellules FSHD 

« corrigées ». Cela nécessitera des analyses transcriptomique, protéomique et fonctionnelles (tels que 

la morphologie des myotubes obtenus, le niveau basal de dommages de l’ADN et la sensibilité au 

stress oxydant) des clones cellulaires corrigés. Il serait aussi intéressant de tester si la correction 

génétique simultanée du nombre de répétitions D4Z4 en introduisant, suivant le même schéma décrit, 

des unités D4Z4 supplémentaires donnerait des résultats plus prometteurs. 
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Enfin les caractéristiques phénotypiques et fonctionnelles des myotubes hybrides issus de la co-

culture des myoblastes FSHD avec les myoblastes corrigés sera évaluée afin de déterminer la 

possibilité de corriger in vitro les défauts des cellules FSHD. Ces données seront potentiellement utiles 

quand un protocole optimisé de thérapie cellulaire autologue adapté à la FSHD verra le jour. 
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1 Lignées cellulaires 

 

1.1 Préparation des flasques de culture / boites de Pétri à collagène 

Le collagène est une des protéines les plus abondantes dans le tissu connectif des organes internes 

des mammifères. La solution de collagène de type I, sous forme d’une fine couche sèche déposée sur 

la surface des flasques ou des boites de culture, facilite l’attachement des cellules dépendantes d’un 

système d’ancrage. 

La solution stock de collagène extrait à partir de la peau de veau à 0.1% (dans 0.1 M d’acide 

acétique) est diluée 10 fois dans de l’eau stérile afin d’obtenir une solution à 0.01% de collagène. Le 

fond des boites de culture est alors couvert de 5 mL (pour les boites de Pétri de 10 cm et les flasques 

de culture T75 cm2) ou 2 mL (pour les boites de Pétri de 35 mm) de la solution de collagène dilué. Les 

boites sont gardées sous la hotte de culture de 2 à 3 heures afin de permettre l’attachement du 

collagène à la surface. Le surplus de collagène est ensuite collecté et les boites de culture gardées 

entrouvertes pour permettre le séchage complet de la surface de culture pendant la nuit. Finalement, 

les boites de culture sont rincées 2 fois avec du PBS 1X avant la mise en culture des cellules. 

 

1.2 Culture des myoblastes primaires en condition de prolifération 

Les myoblastes primaires (pMyo) proviennent de biopsies de muscles squelettiques issues de 

patients FSHD et de personnes saines, et purifiés à l’aide de billes magnétiques CD56/NCAM 

(Miltenyi Biotec) selon le protocole précédemment décrit (Barro et al. 2010).  

Afin de les maintenir en prolifération, les myoblastes primaires sont cultivés dans des boites de 

Pétri à collagène dans le milieu de prolifération constitué de DMEM (Sigma #D6546), 20% sérum de 

vœu fœtal (SVF) (Millerium #BWSTS1810/500), 1% sérum UltoserG (Biosepra #15950-017) et 50 

µg/mL gentamicine (Sigma #G1397) à une confluence ne dépassant pas les 50% pour éviter leur 

différenciation spontanée. Afin d’éviter leur sénescence, les myoblastes primaires sont gardés en 

culture jusqu’au 10ème passage uniquement (Tableau 3). 
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Tableau 3. Caractéristiques des cultures de myoblastes primaires normaux et FSHD 

 Patient Muscle(s) Sexe Nombre de D4Z4 

Contrôles 

Norm-1 Paravertébraux Féminin Non déterminé 

Norm-2 Quadriceps Masculin Non déterminé 

Norm-3 Quadriceps Féminin Non déterminé 

Norm-4 Quadriceps Masculin Non déterminé 

Norm-5 Quadriceps Masculin Non déterminé 

Norm-6 Quadriceps Masculin Non déterminé 

Norm-7 Quadriceps Féminin Non déterminé 

FSHD 

FSHD-A Quadriceps Féminin 8 

FSHD-B Piriforme Féminin 5/7 

FSHD-C Quadriceps Féminin 7 

FSHD-D Quadriceps Féminin 7 

FSHD-E Quadriceps Féminin 4 

FSHD-F Trapèze Masculin 5 

FSHD-G Infra-épineux Masculin Non déterminé 

FSHD-H Quadriceps Masculin 5 

FSHD-I Quadriceps Masculin 7 

FSHD-J Quadriceps Masculin 6 

 

1.3 Culture des myoblastes humains immortalisés (LHCN-M2) 

Les myoblastes humains immortalisés (LHCN-M2) provenant d’un sujet sain ont été générés 

comme décrit précédemment dans la littérature (Zhu et al. 2007) et fourni par le Dr. V. Mouly (Institut 

de Myologie, Paris). Les LHCN-M2 sont mis en culture à une confluence n’excédant pas les 70% dans 

le milieu de prolifération constitué de 4 parts de DMEM et d’1 part du milieu 199, et supplémenté en 

20% SVF, 100 unités/mL Pénicilline G, 100 µg/mL Streptomycine (Gibco #15070-063) et de 2.5 

µg/mL de plasmocine. 

 

1.4 Culture de la lignée cellulaire de rhabdomyosarcome TE-671 

La lignée cellulaire de rhabdomyosarcome TE-671 (fournie par le Dr. S. Leibowitz, Institut 

Gustave Roussy, France) est cultivée dans un milieu de culture constitué de DMEM, supplémenté avec 

10% de SVF, 2 mM de Glutamine, 100 unités/mL de Pénicilline G, 100 µg/mL de Streptomycine et 1 

µg/mL d’Amphotéricine B. 
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1.5 Culture de la lignée cellulaire HeLa 

Les cellules HeLa sont cultivées dans un milieu de culture constitué de DMEM, supplémenté 

avec 10% de SVF, 100 unités/mL de Pénicilline G et 100 µg/mL de Streptomycine. 

 

1.6 Différenciation myogénique des myoblastes primaires en myotubes par déplétion en 

sérum 

Dans le but d’induire la différenciation myogénique, les myoblastes primaires sont mis en culture 

à 100% de confluence dans des boites de Pétri de 35 mm de diamètre (Corning #430165) en présence 

du milieu de prolifération (5.105 cellules / boite de Pétri de 35mm de diamètre, 2 mL de milieu de 

culture). Après 4 heures de culture et vérification de la bonne adhérence des myoblastes, le milieu de 

prolifération est retiré et est remplacé par le milieu de différenciation pauvre en sérum (DMEM, 2% 

SVF, 50 µg/mL gentamicine). Les myoblastes sont alors gardés en culture pendant 6 jours en présence 

de ce milieu. 

 

1.7 Différenciation myogénique des LHCN-M2 transfectés par DUX4 

La veille de la transfection, 5.105 cellules de LHCN-M2 sont mises en culture dans 2 mL de 

milieu de prolifération dans des boites de Pétri de 35 mm à collagène (condition nécessaire pour la 

différenciation myogénique des LHCN-M2). Le lendemain, les cellules sont transfectées avec le 

plasmide DUX4 ou le plasmide GFP comme décrit précédemment. La différenciation myogénique est 

alors induite 4 heures après la transfection par déplétion en sérum (milieu de différenciation constitué 

de DMEM, supplémenté avec 100 unités/mL de Pénicilline G, 100 µg/mL de Streptomycine, 0.01 

mg/mL d’insuline (Invitrogen #12585014) et 0.1 mg/mL de transferrine (Invitrogen #11107018)). Les 

LHCN-M2 en différenciation étant très sensibles à la variation du pourcentage de CO2, les cultures 

cellulaires sont gardées dans un incubateur fermé constamment pendant au moins les 3 premiers jours 

de la différenciation myogénique. Les LHCN-M2 sont gardés en culture pendant 7 jours sans changer 

le milieu de différenciation. 

 

 



200 

 

2 Transfections 

 

2.1 Transfections des myoblastes primaires 

Les pMyo sont transfectés à l’aide de l’agent transfectant siPORTTM NeoFXTM (Thermo Fisher 

#AM4511) suivant le protocole de transfection inverse précédemment décrit (Vanderplanck et al. 

2011). Pour chaque boite de 35 mm à transfecter, 4 µL de siPORT NeoFX sont dilués dans 296 µL 

d’Opti-MEM. Le mélange est incubé 10 minutes à température ambiante. En parallèle, les siARN sont 

dilués également dans 300 µL d’Opti-MEM à une concentration finale de 20 nM. Le siPORT NeoFX 

dilué est ensuite ajouté sur la solution de siARN dilué. Le nouveau mélange est incubé 10 minutes à 

température ambiante. Les pMyo (MO43 et MO53) sont entretemps comptés et pour chaque 

transfection dans une boite de 35 mm, 105 cellules sont re-suspendues dans 2.4 mL de milieu de 

prolifération. Les complexes siPORT NeoFX+siARN sont alors dispersés dans la boite de culture, 

suivis des pMyo en suspension. Les boites de culture sont alors incubées à 37°C, 5% de CO2 pendant 

48 heures. Les siARN utilisés dans cette expérience sont : siDUX4 et siNeg (contrôle négatif) fournis 

par Dr. Alexandra Belayew, Université de Mons, Belgique. 

 

2.2 Transfection des myoblastes humains immortalisés (LHCN-M2) 

La veille de la transfection, 2.105 cellules de LHCN-M2 sont mises en culture dans 2 mL de 

milieu de prolifération par puits de plaques de 6 puits. Le lendemain, quelques heures avant la 

transfection, le milieu de culture est remplacé par 1.7 mL de milieu de prolifération chaud. Pour 

chaque puits transfectés, 1 µL de l’agent transfectant Lipofectamine 2000 (Thermo Fisher #11668027) 

est dilué dans 149 µL d’Opti-MEM et 2 µg d’ADN plasmidique sont re-suspendus dans un volume 

final de 150 µL d’Opti-MEM. Le mélange contenant le plasmide est alors ajouté sur le mélange 

contenant l’agent transfectant et incubé 20 minutes à température ambiante. Les 300 µL de complexes 

ainsi formés sont finalement ajoutés goutte à goutte sur les LHCN-M2 en culture et les cellules sont 

récoltées 48 heures post-transfection. 
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Tableau 4. Liste des plasmides utilisés dans les expériences de transfections 

 Gène d’expression Promoteur 
Taille du 

plasmide (kb) 

Gène 

rapporteur 
Fournisseur 

pCI-NeoDUX4 

Cadre de lecture complet de 

DUX4 humain 

CMV 8.1 x Dr. Alexandra 

Belayew, Université 

de Mons, Belgique 

phrGFP-N1 GFP CMV 4,3 GFP Stratagen 

pCI-Neo x CMV 5,4 x Promega 

pSLQ1658-dCas9-EGFP dCas9-GFP pMSCV 11,1 GFP Addgene  

pSLQ1658-CTCF-dCas9-EGFP CTCF-dCas9-GFP pMSCV 12,3 GFP Cloné au laboratoire 

pU6-sgRNA EF1Alpha-puro-T2A-BFP gARN cloné U6 8,2 BFP Addgene #60955 

Dirk_U6.stuffer.chimericgRNAbackbone.EFS.Fla

g.Cas9.P2A.eGFP (s-CRISPR-GFP) 

gARN cloné U6 

13,5 eGFP 

Fourni par Dr. 

Mehdi Khaled, 

Gustave Roussy, 

Villejuif Cas9 EFS 

13ACXKXC_Chr8-F_ pcDNA6.2_N-EmGFP-

DEST_A341 (TAL8-F-GFP) 

RVD de l’ADN, FokI et GFP CMV 8,9 GFP Life Technologies 

13ACXK3C_Chr8-R_ pcDNA6.2_N-EmGFP-

DEST_A341 (TAL8-R-GFP) 

RVD de l’ADN, FokI et GFP CMV 8,9 GFP Life Technologies 

13ACXKPC_Chr14-F_ pcDNA6.2_N-EmGFP-

DEST_A341 (TAL14-F-GFP) 

RVD de l’ADN, FokI et GFP CMV 8,9 GFP Life Technologies 

13ACXKTC_Chr14-R_ pcDNA6.2_N-EmGFP-

DEST_A341 (TAL14-R-GFP) 

RVD de l’ADN, FokI et GFP CMV 8,9 GFP Life Technologies 

13ACXK7C_Chr4-F_pcDNA6.2_N-EmGFP-

DEST_A341 (TAL4-F-GFP) 

RVD de l’ADN, FokI et GFP CMV 8,9 GFP Life Technologies 

13ACXLDC_Chr4-R_ pcDNA6.2_N-EmGFP-

DEST_A341 (TAL4-R-GFP) 

RVD de l’ADN, FokI et GF CM 8,9 GFP Life Technologies 

4qCRISPR18g1 
gARN cloné U6 11,7 eGFP Cloné au laboratoire 

Cas9 EFS 
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2.3 Transfection des TE-671 et des HeLa 

La veille de la transfection, 5.105 cellules sont mises en culture dans 2 mL de milieu de 

prolifération par puits de plaques de 6 puits. Le lendemain, 1.5 µg d’ADN plasmidique est resuspendu 

dans un volume final de 100 µL de NaCl à 150 mM. En parallèle, 6 µL de l’agent transfectant JetPEI 

(Polyplus #101-10) est dilué dans un volume final de 100 µL de NaCl à 150 mM. Les deux mélanges 

sont ensuite ajoutés l’un à l’autre. Les 200 µL contenant les complexes de transfection sont alors 

ajoutés goutte à goutte sur les cellules en culture. Ces dernières sont collectées 24 heures ou 48 heures 

post-transfection. 

 

2.4 Transfection des HeLa par les plasmides TALENs et les plasmides CRISPR-Cas9  

La veille de la transfection, 2.106 cellules HeLa sont mises en culture dans une flasque de culture 

de 25 cm2. Les transfections sont effectuées avec 2 couples de TALENs ou bien avec 1 couple de 

TALENs et le plasmide CRISPR-Cas9 simultanément. Les plasmides utilisés dans ces expériences 

sont : les plasmides TALEN-GFP conçus pour cibler le gène CMYC (TAL-8F-GFP et TAL-8R-GFP), 

le gène IGH (TAL-14F-GFP and TAL-14R-GFP), les TALEN-GFP conçus pour cibler la région 4q35 

(TAL-4F-GFP and TAL-4R-GFP) et le plasmide CRISPR-Cas9 construit pour cibler 4q35 (18g1). 

Pour chaque transfection, 3 µg de chaque plasmide sont dilués dans du NaCl à 150 mM dans un 

volume final de 500 µL. En parallèle, 3 µL de JetPEI par 1 µg de plasmide sont dilués dans du NaCl 

150 mM dans un volume final de 500 µL. La solution contenant les plasmides et celle contenant 

l’agent transfectant sont alors mélangées, le mélange est laissé incuber à température ambiante 

pendant 30 minutes. Le mélange est finalement rajouté sur les cellules en culture dans 5 mL de milieu 

de culture. Les cellules sont récoltées 72 heures post-transfection dans 5 mL de milieu de culture, le 

taux de transfection (taux de cellules GFP(+)) est ensuite déterminé par cytométrie en flux au trieur de 

cellules par fluorescence (FACS) (BD Accuri C6 Cytometer, BD Biosciences). Enfin, l’ADN 

génomique est extrait et purifié à l’aide du kit Nucleospin Tissue kit pour la suite des expériences. 
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2.5 Transfection des fibroblastes immortalisés MRC5-SV2 par les plasmides TALENs et 

les plasmides CRISPR-Cas9  

La lignée MRC5-SV2 dérive de cellules de fibroblastes pulmonaires de fœtus MRC-5 

transformées par infection par le virus SV40 (Huschtscha & Holliday 1983). 

7.105 cellules de MRC5-SV2 sont mises en culture 24 heures pré-transfection dans une flasque de 

culture de 25cm2, dans 4 mL de milieu de culture RPMI 1640 1X (Gibco #52400-025) supplémenté en 

10% SVF et 100 unités/mL Pénicilline G, 100 µg/mL Streptomycine. Afin de co-transfecter les 

plasmides TAL8 et TAL14, 1.3 μg de chaque plasmide sont mélangés avec de l’Opti-MEM dans un 

volume final de 390 μl. En parallèle 2.6 μl de Lipofectamine 2000 sont dilués dans de l’Opti-MEM 

dans un volume final de 390 μl. La solution contenant les plasmides et celle contenant l’agent 

transfectant sont alors mélangées, le mélange est laissé incuber à température ambiante pendant 20 

minutes. Le mélange est finalement rajouté sur les cellules en culture dans 4.5 mL de milieu de 

culture. Les cellules sont récoltées 72 heures post-transfection dans 5 mL de milieu de culture et le 

taux de transfection (taux de cellules GFP(+)) est ensuite déterminé par cytométrie en flux. Enfin, 

l’ADN génomique est extrait et purifié à l’aide du kit Nucleospin Tissue kit pour la suite des 

expériences. 

 

3 Traitements 

 

3.1 Traitement des myoblastes primaires en prolifération ou en différenciation au 

Tempol ou à la N-acétylcystéine (NAC) 

Les myoblastes primaires sont mis en culture en condition de prolifération dans des boites de 

Pétri de 10 cm à collagène (3.105 cellules dans 10 mL de milieu de culture), en supplémentant le 

milieu de culture de 100 µM de Tempol (Enzo Life Sciences #ALX-430-081) ou de 1 mM de NAC 

(Sigma #A7250). Après 48 heures de traitement, les cellules sont collectées et comptées. 5.105 cellules 

sont re-suspendues dans 2 mL de milieu de prolifération avec ou sans antioxydant, et transférées dans 

des boites de Pétri de 35 mm à collagène. Une fois que les myoblastes ont adhéré à la surface des 

boites de culture, la différenciation myogénique est induite en remplaçant le milieu de prolifération par 
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du milieu de différenciation avec ou sans antioxydant. Les myoblastes sont alors gardés en culture 

pendant 6 jours. Le milieu de différenciation est changé et supplémenté en antioxydant toutes les 72 

heures afin d’assurer une concentration constante d’antioxydant, sans affecter le processus de 

différenciation. 

 

3.2 Traitement au Tempol des myoblastes primaires et des LHCN-M2 transfectés par 

DUX4 antérieurement à l’évaluation des dommages à l’ADN 

Deux jours avant le test des comètes, les myoblastes primaires sont traités au Tempol, en 

supplémentant le milieu de culture en Tempol à une concentration finale de 100 µM (2 µL à 100 mM 

dans un volume final de 2 mL de milieu de culture). 

Dans le cadre de l’étude des dommages à l’ADN dans les LHCN-M2 transfectés par DUX4, les 

cellules sont traitées au Tempol à 100 µM 3 heures avant la transfection. Le traitement est renouvelé 

24 heures après la transfection et le test des comètes est effectué 48 heures post-transfection. 

 

3.3 Traitement des myoblastes primaires/immortalisés au H2O2 

Les cellules sont mises en culture dans des plaques de 6 puits à la densité de 2.105 cellules/ puits 

dans 2 mL de milieu de culture. Le traitement au H2O2 est effectué 24 heures après la mise en puits des 

myoblastes primaires, et 24 heures post- transfection dans le cas du traitement des LHCN-M2. Une 

série de dilutions (1 M, 100 mM and 10 mM) est effectuée le jour du traitement à partir de la solution 

stock de H2O2 (Sigma-Aldrich #H1009-100mL) dans de l’eau stérile et la dilution à 10 mM est par la 

suite diluée directement dans le volume adéquat de milieu de culture afin d’obtenir les concentrations 

finales de H2O2 (25 µM, 50 µM, 100 µM and 500 µM). Suite au traitement au H2O2, les cellules sont 

lavées au PBS 1X et récoltées 15 minutes (traitement court) ou 24 heures (traitement long) post-

traitement. 
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4 Test des comètes en condition alcaline et quantification des dommages à l’ADN 

 

Le test des comètes en condition alcaline est réalisé à l’aide du kit Trevigen CometAssay kit 

(Trevigen #4250050-k) et des lames de 20 puits spécifiques au test des comètes, revêtues d’une fine 

couche d’agarose à point de fusion normal (20-well CometSlideTM, Trevigen #4252-500-01), avec 

quelques modifications apportées suite aux optimisations du protocole.  

Les cellules sont lavées 2 fois avec du PBS 1X et trypsinisées. La viabilité cellulaire est estimée 

par le test au bleu de Trypan à l’aide du compteur de cellules Vi-Cell (Beckman-Coulter) sachant 

qu’une viabilité de plus que 75% est requise pour éviter les faux positifs. Les cellules sont enfin 

récoltées et suspendues dans du PBS 1X pour effectuer le test des comètes.  

L’agarose à faible point de fusion (LMAgarose©) est tout d’abord fondu par chauffage à 95°C 

pendant 5 minutes puis sa température est stabilisée à 37°C pendant au moins 20 minutes afin que les 

cellules ne soient pas endommagées par ce facteur. Les cellules sont alors dispersées et suspendues 

dans cet agarose (1.105 cellules/mL et à un ratio de 1/10 (v/v)). Puis, 50 µL du mélange sont déposés 

sur chaque puits de la lame (Trevigen CometSlideTM). Les lames sont alors placées à +4°C à 

l’obscurité pour que l’agarose se gélifie tout en encapsulant les cellules. Les lames sont ensuite 

immergées pendant 1 heure à +4°C dans une solution de lyse pré-refroidie composée de : 2.5 M NaCl, 

100 mM EDTA, 10 mM Trizma Base, 200 mM NaOH, 1% Triton 100X et 10% DMSO. L’étape de 

dénaturation de l’ADN fait suite à la lyse en incubant les lames dans une solution alcaline de 

dénaturation (200 mM NaOH, 1mM EDTA pH>13) pendant 1 heure à l’obscurité et à température 

ambiante. L’électrophorèse est par la suite effectuée en condition alcaline à 21V 300 mA pendant 30 

minutes et à +4°C. La solution alcaline d’électrophorèse a la même composition que la solution de 

dénaturation de l’ADN. Dans ces conditions, les cassures simples brins de l’ADN sont également 

révélées, contrairement à l’électrophorèse à pH neutre. Les lames sont ensuite immergées 2 fois dans 

de l’eau distillée dH2O pendant 5 minutes, puis dans l’éthanol à 70 % pendant 5 minutes pour bien 

fixer les cellules. Les lames sont alors séchées à 37°C pendant 30 minutes. L’étape de séchage des 

lames permet d’avoir les comètes dans un seul plan facilitant ainsi leur visualisation. Finalement, 50 

μL de SYBR Green diluée 10 000X dans le TE Buffer (10 mM Tris-HCl pH 7.5, 1 mM EDTA) sont 
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déposés sur chaque puits, les lames sont gardées pendant 10 minutes à +4°C à l’obscurité, et enfin 

l’excès de la solution de SYBR Green est éliminé et les lames sont maintenues à l’obscurité à 

température ambiante afin de permettre leur séchage complet. Toutes les étapes du test des comètes 

sont effectuées à l’obscurité afin d’éviter toute source externe de dommages à l’ADN. 

Pendant l’étape d’électrophorèse, les fragments d’ADN endommagé migrent vers l’anode 

donnant l’aspect d’une queue de comète ; par contre l’ADN non endommagé, vu sa taille plus grande, 

reste dans le noyau, formant ainsi la « tête » de la comète, d’où le nom de la technique « Test des 

comètes ». Plus les fragments d’ADN sont petits, plus ils migrent rapidement et loin dans l’agarose. 

La quantité d’ADN qui a migré révèle le degré d’endommagement de l’ADN. La quantité d’ADN 

présente dans la tête ou dans la queue de la comète est directement proportionnelle à l’intensité du 

signal fluorescent, donc plus le signal dans la queue des comètes est fort, plus la quantité d’ADN 

endommagé est importante.  

La visualisation des comètes obtenues se fait au microscope à fluorescence (excitation maximale 

du SYBR Green : 494 nm, émission maximale à 521 nm, grossissement x20). Des images comprenant 

au moins 100 comètes isolées par condition sont prises et les dommages à l’ADN sont analysés à 

l’aide du logiciel Tritek CometScore, mesurant ainsi plusieurs paramètres de la comète dont : le 

pourcentage de l’ADN dans la queue des comètes, la longueur de la queue des comètes mesurée à 

partir de la pointe de la tête de la comète, et le moment de la queue des comètes (Tail Moment, TM) 

qui est le produit de la longueur de la queue des comètes par l’intensité de son signal fluorescent.  

Dans le but de générer des résultats statistiquement significatifs, des valeurs moyennes issues 

d’au moins 100 comètes analysées par condition sont calculées. 

 

5 Détection et quantification des sites apuriniques/apyrimidiques (sites AP) 

 

La quantification des sites AP se fait suivant le protocole proposé dans le kit de détection 

colorimétrique des sites AP « DNA Damage Colorimetric Assay Kit » (Abcam #ab65353). L’ADN 

génomique est extrait à l’aide du kit « Nucleospin Tissue kit » (Macherey Nagel #740952.50) et sa 

concentration est déterminée par spectrophotométrie à l’aide du Nanodrop 2000 (Thermo Scientific). 
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500 ng de l’ADN génomique sont ensuite marqués avec une sonde réagissant avec le groupe aldéhyde 

(Aldehyde-reactive probe, ARP) et contenant un fragment de biotine. L’ADN marqué à la biotine est 

alors immobilisé à la surface d’une plaque de 96 puits, puis incubé avec la HRP (horseradish 

peroxidase) couplée à la streptavidine ; Les complexes streptavidine-biotine sont révélés en rajoutant 

une solution contenant le substrat de la HRP et en quantifiant la coloration résultante. La densité 

optique est mesurée à 650 nm. Une courbe standard générée suivant le protocole décrit sur un 

échantillon contrôle contenant 40 sites AP par 105pb a permis d’estimer le nombre de sites AP dans les 

échantillons à tester. 

 

6 Détection des espèces réactives de l’oxygène (ROS) par marquage au Dihydroéthidium dans 

les cellules vivantes 

 

Cette expérience a été effectuée sur des pMyo FSHD et normaux, ainsi que sur des LHCN-M2 

sur-exprimant pCI-NeoDUX4 ou phrGFP-N1 48 heures post-transfection. 

Le milieu de culture est retiré, et les cellules en culture sont incubées sous agitation douce 

pendant 15 minutes, à température ambiante et à l’obscurité, avec une solution contenant le 

Dihydroéthidium (DHE) dilué au 1:8000 dans le tampon de dilution 1X correspondant (Millipore, 

Muse oxidative stress kit #MCH100111) (solution intermédiaire 1/100 suivie d’une dilution finale au 

1/80). Les cellules sont ensuite lavées 3 fois au PBS 1X, une goutte de Vectashield contenant du DAPI 

est alors déposée et étalée à l’aide d’une fine lamelle et la fluorescence rouge du DHE est détectée et 

quantifiée au microscope à fluorescence (excitation/émission : 520/610 nm). Des images provenant de 

plusieurs champs adjacents ont été générées à l’aide du logiciel Cartograph. Une quantification du 

signal fluorescent est réalisée à l’aide du logiciel ImageJ comme précédemment décrit (CTCF, 

Corrected Total Cell Fluorescence). 
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7 Immunofluorescence 

 

7.1 Immunofluorescence et quantification du signal fluorescent 

Les pMyo cultivés dans des boites de culture de 35 mm à collagène sont fixés à l’aide d’une 

solution de Paraformaldéhyde (Euromedex #15710) diluée à 2 % dans du PBS 1X /0.5% BSA pendant 

5 minutes, et perméabilisés avec une solution de 0.25 % Triton X-100 (Sigma-Aldrich #T8787) 

pendant 5 minutes. Ensuite, un blocage est effectué pendant 1 heure dans une solution de PBS 1X / 

0.5% BSA (Euromedex #04-100-812-C), suivi d’une incubation pendant 1 heure avec l’anticorps 

primaire et de 3 lavages successifs au PBS 1X/ 0.5% BSA. L’anticorps secondaire couplé à un 

fluorochrome est ensuite ajouté et gardé pendant 1 heure à l’obscurité. Les cellules fixées sont lavées 3 

fois au PBS 1X / 0.5% BSA. Pour le double immunomarquage de DUX4 et γH2AX, les anticorps 

primaires reconnaissant DUX4 et γH2AX ont été ajoutés simultanément sur les LHCN-M2 transfectés 

par pCI-NeoDUX4 ou par phrGFP-N1 et fixés comme décrit précédemment. 

Le milieu de montage contenant le DAPI, Vectashield avec DAPI (Vector laboratories #H-1200) 

est finalement déposé et étalé à l’aide d’une fine lamelle. Le marquage immunofluorescent est 

visualisé sur un microscope à fluorescence (Microvision instruments, excitation/émission : 488/519 

nm, fluorescence verte, excitation/émission : 518/540 nm, fluorescence rouge). 

Des images provenant de plusieurs champs adjacents ont été générées à l’aide du logiciel 

Cartographe (Microvision). 

Dans le cas où une quantification du signal fluorescent est nécessaire, le logiciel ImageJ (NIH) est 

utilisé pour générer des valeurs quantitatives reflétant l’intensité du signal fluorescent par cellule 

quantifiée, pour un minimum de 100 cellules analysées par condition. La fluorescence cellulaire totale 

corrigée nommée CTCF (Corrected Total Cell Fluorescence) est calculée pour chaque cellule selon la 

formule suivante :  

CTCF= Integrated_Density - (Area_of_selected_cell X 

Mean_fluorescence_of_background_readings) 
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Les anticorps primaires et secondaires utilisés pour les expériences d’immunofluorescence sont 

cités dans le tableau 5 ci-dessous : 

Tableau 5. Liste et caractéristiques des anticorps primaires et secondaires utilisés dans le 

cadre des expériences d’immunofluorescence. 

 
Anticorps primaire 

Anticorps secondaire couplé à un 

fluorochrome 

Immunomarquage 

de γH2AX 

Anticorps polyclonal de lapin, anti- 

phospho Ser139 H2AX (Active 

Motif #39117), dilution 1:500 dans 

PBS 1X/ 0.5% BSA, incubation 1 

heure 

Alexa Fluor 488-conjugated anti-rabbit IgG 

(Life Technologies #A-21441), dilution 

1:100, excitation/émission: 488/519 nm, 

fluorescence verte, incubation 2 heures 

Immunomarquage 

de Troponine-T  

Anticorps monoclonal de souris, 

anti-Troponine T (Sigma # T6277), 

dilution 1:50 dans PBS 1X/ 0.5% 

BSA, incubation 1 heure 

Alexa Fluor 488 anti-mouse IgG (Life 

Technologies #A-21200), dilution 1:100, 

excitation/émission: 488/519 nm, 

incubation 1 heure 

Immunomarquage 

double de DUX4 

et de γH2AX 

Anticorps monoclonal de souris, 

anti-DUX4 (9A12) (en provenance 

du Dr. Alexandra Belayew, 

Université de Mons, Belgique), 

dilution 1 :50, incubation 1 heure 

Alexa Fluor 488-conjugated anti-mouse 

IgG (Life Technologies #A-21200), 

dilution 1:100, excitation/émission: 

488/519 nm, fluorescence verte, incubation 

1 heure 

Anticorps polyclonal de lapin, anti-

phospho Ser139 H2AX (Active 

Motif #39117), dilution 1:500 dans 

PBS 1X/ 0.5% BSA, incubation 1 

heure 

Alexa Fluor 514-conjugated anti-rabbit IgG 

(Life Technologies #A-31558), dilution 

1:100, excitation/émission: 518/540 nm, 

fluorescence rouge 

 

7.2 Analyse et quantification des myotubes à phénotype déformé 

Suite à l’immunomarquage de la Troponine T et dans le cas des cultures FSHD donnant des 

myotubes désorganisés, au moins 100 myotubes à phénotype désorganisé sont comptés par condition 

et leur pourcentage est calculé. Dans le cas des cultures FSHD donnant des myotubes atrophiques, le 

diamètre de chaque myotube est mesuré en µm à 3 points différents à l’aide du logiciel ImageJ, et la 

moyenne des valeurs obtenues est calculée en µm. 100 myotubes au moins sont analysés par 

condition. 

 

8 Transfert de protéines (Western blot) 

 

Les extraits totaux de protéines sont préparés à partir de culots cellulaires avec le tampon TENT 

(150 mM NaCl, 1 mM EDTA, 50 mM Tris-HCl pH7.5, 0.5% NP-40) supplémenté des cocktails 

inhibiteurs anti-protéases et anti-phosphatases (Roche #04693159001, #04906845001). Les lysats sont 
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soniqués pendant 15 secondes à une amplitude de 30%, quantifiées, puis supplémentés du tampon 

Laemmli 5X (10% SDS, 50% glycérol, 300 mM Tris pH 6.8, 25% 2-mercaptoéthanol, 0.05% bleu de 

bromophénol) et chauffés 10 minutes à 90°C. Les protéines sont chargées et séparées sur un gel de 

polyacrylamide à 8% dans le tampon de migration (250 mM Tris pH 8.3, 1.92 M glycine, 1% SDS) et 

transférées sur une membrane de nitrocellulose (GE Healthcare Life Sciences #10600016) dans le 

tampon de transfert (25 mM Tris, 12.9 mM Glycine, 20% méthanol). La membrane est alors incubée 

dans une solution de rouge ponceau (Sigma-Aldrich #7170) quelques minutes puis lavée 3 fois à l’eau 

distillée. Le blocage est effectué dans 5% de BSA/TBST 1X (10 mM Tris pH 7.5, 150 mM NaCl, 

0.2% Tween 20) ou 5% de BSA/PyTBST 1X (10 mM Tris pH 7.4, 75 mM NaCl, 1 mM EDTA, 0.1% 

Tween 20, dans le cas des protéines phosphorylées) pendant 1 heure à température ambiante sur un 

agitateur. La membrane est ensuite hybridée avec les anticorps primaires dirigés contre les protéines 

d’intérêt, dilués dans 5% de BSA/TBST 1X (ou 5% de BSA/PyTBST 1X) (tableau 6). La membrane 

est ensuite lavée 3 fois à l’aide de la solution TBST 1X (ou PyTBST 1X), réhybridée avec les 

anticorps secondaires adéquats conjugués à la HRP et dilués dans 5% de BSA/TBST (ou 5% de 

BSA/PyTBST 1X), et lavée 3 fois à l’aide de la solution TBST 1X (ou PyTBST 1X). Finalement, le 

marquage des protéines est révélé par chimiluminescence à l’aide d’une solution de révélation 

contenant le substrat de la HRP (Millipore #WBKLS0500). 

 

Tableau 6. Liste et caractéristiques des anticorps primaires et secondaires utilisés dans les 

expériences de transfert de protéines (Western Blot). 

 Anticorps primaire Anticorps secondaire 

γH2AX 

Anticorps polyclonal de lapin anti-phospho Ser139 

H2AX (Abcam, #ab11174), dilution 1:2000, poids 

moléculaire: 15 kD 

IgG de chèvre anti-lapin HRP 

(SantaCruz #sc-2030), dilution 

1:5000 

H2B 

Anticorps polyclonal de chèvre anti-H2B (SantaCruz  

#sc-8650), dilution 1:200, poids moléculaire: 18 kD 

IgG de lapin anti-chèvre HRP 

(SantaCruz #sc-2768), dilution 

1:5000 

Actine 

Anticorps monoclonal de souris, anti-actine 

(Millipore #mab1501), dilution 1:100, poids 

moléculaire : 43 kD 

IgG de chèvre anti-souris HRP 

(SantaCruz #sc-2005), dilution 

1:2000 
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9 Western blot pour la détection de la protéine DUX4 

 

Les cellules sont lysées à froid dans du tampon hypertonique (50 mM Tris pH7, 500 mM NaCl, 

0.1% NP40, 1 mM DTT, supplémenté du cocktail inhibiteur de protéases). Les protéines sont dosées 

selon le dosage de Bradford. Le tampon de charge Laemmli 2X (4%SDS, 20% glycérol, 120mM Tris 

pH 6.8, 10% 2-mercaptoéthanol, 0.02% bleu de bromophénol) est alors ajouté (ratio 1/1, v/v). Les 

lysats protéiques sont alors chauffés 5 minutes à 95°C. Les protéines sont chargées et séparées sur un 

gel de polyacrylamide à 10% dans le tampon de migration (250 mM Tris pH 8.3, 1.92 M glycine, 1% 

SDS) pendant 3-4 heures à 80 V, et transférées sur une membrane de nitrocellulose dans le tampon de 

transfert (25 mM Tris, 192 mM Glycine, 20% méthanol) pendant 1heur 45 minutes à 260 mA à 4°C. 

La membrane est alors incubée dans une solution de rouge ponceau quelques minutes puis lavée 3 fois 

à l’eau distillée. Le blocage est effectué dans 5% de lait/PBS1X pendant 1 heure à température 

ambiante sur un agitateur. La membrane est ensuite hybridée avec l’anticorps primaire anti-DUX4 

(9A12) dilué au 1:1000 dans du 2% BSA/PBS 1X, rincée 3 fois au PBS 1X, réhybridée avec 

l’anticorps secondaire anti-souris couplé à la HRP (SantaCruz #sc-2005) dilué au 1:2000 dans 0.5% 

BSA/PBS 1X, et lavée 3 fois au PBS 1X. Finalement, le marquage des protéines est révélé par 

chimiluminescence à l’aide d’une solution de révélation contenant le substrat de la HRP (Millipore 

#WBKLS0500). 

 

10 Transcription inverse et Réaction en chaîne par polymérase quantitative (qRT-PCR) 

 

Les ARN totaux sont extraits des cultures cellulaires à l’aide du kit « Nucleospin RNA isolation 

kit » (Macherey-Nagel #740955). La transcription inverse est effectuée sur 100 ng d’ARN par 

échantillon, à l’aide de la transcriptase inverse « RevertAid Reverse Transcriptase » (Thermo Fisher 

#EP0441) selon le protocole décrit par le fournisseur afin d’obtenir de l’ADN complémentaire 

(ADNc). La PCR est ensuite réalisée sur 1 µL d’ADNc en utilisant le « FastStart SYBR Green 

Master » (Roche #04673484001) contenant la Taq polymérase, les nucléotides ainsi que le marqueur 

fluorescent SYBR Green I ; pour 1 µL d’ADNc, 10 µL du FastStart SYBR Green Master mix a été 
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mélangé avec 1 µL de l’amorce sens à 10 µM, 1 µL de l’amorce anti-sens à 10 µM et 7 µL d’eau 

stérile pour obtenir un volume final de 20 µL. Les réactions de PCR sont effectuées sur le 

thermocycleur StepOne Plus (Life technologies) selon le programme suivant : une étape à 95°C 10 

minutes suivie de 40 cycles d’amplification incluant une étape à 95°C 15 secondes et une étape à 60°C 

1 minute. L’expression relative à chaque gène est calculée suivant la méthode de quantification 2-ΔΔCt. 

Les amorces utilisées dans les expériences de qRT-PCR sont listées dans le Tableau 7. Le gène de 

ménage choisi pour la normalisation des résultats d’expression des gènes de réparation de l’ADN est 

la Tubuline α. 

La transcription inverse et l’amplification par PCR de DUX4 est effectuée comme précédemment 

décrit (Vanderplanck et al. 2011). 

 

Tableau 7. Liste des amorces sens (F) et anti-sens (R) utilisées dans les expériences de qRT-

PCR. 

 Amorce sens 5’-3’ Amorce anti-sens 5’-3’ Référence 

RAD51 AGGTGAAGGAAAGGCCATGTAC CATATGCTACATTATCCAGGACATCA Lu et al. 2012, 

PMID: 22579953 

RAD50 CCAGGGACAGACTTGCCAAAC TCCAAATCTTGGCTACCACAAACA Li et al. 2011, 

PMID: 21959603 

FANCD

2 

CCTCGACTCATTGTCAGTCAAC  GATGATGTCATGCTGCAGGT Ganzinelli et al. 

2011, PMID: 

21216588 

BRCA2 CCAAGTGGTCCACCCCAAC CACAATTAGGAGAAGACATCAGAAGC  

ERCC1 GGGAATTTGGCGACGTAATTC GCGGAGGCTGAGGAACAG Rosell et al. 2007, 

PMID: 17987116 

MSH6 TCAGAGCCAGAAGAGGAAGAAGAG CATCAGAGCCACCAATGTCAC  

 

11 Analyses statistiques 

 

Les analyses statistiques sont réalisées à l’aide du logiciel GraphPad Prism version 5.00 

(GraphPad Software, San Diego California USA). Les résultats des différentes expériences sont 

analysés à l’aide de différents tests statistiques, suivant les paramètres des expériences ; le test 

paramétrique de l’analyse de la variance (one-way analysis of variance, ANOVA) ainsi que le test 
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non-paramétrique de Kruskal-Wallis sont effectués afin de comparer 3 échantillons ou plus, le test non 

paramétrique de Mann-Whitney et le test paramétrique de Student (test t) sont réalisés pour comparer 

2 groupes. Une valeur p (p-value) inférieure à 0.05 est considérée comme le seuil de la significativité 

des tests statistiques. 

 

12 Conception et clonage des outils de l’édition du génome 

 

12.1 Conception de la protéine de fusion CTCF-dCas9-GFP et clonage de CTCF dans 

le vecteur plasmidique 

 

12.1.1 Conception de la protéine de fusion CTCF-dCas9-GFP 

La séquence d’ADN humain de CTCF à synthétiser et à cloner correspond à la séquence d’ADNc 

qui dérive du variant 2 du transcrit d’ARNm humain dont le cadre de lecture fait 1200 pb. Le vecteur 

plasmidique dCas9-GFP a été commandé sur Addgene (pSLQ1658-dCas9-EGFP, Ref. 51023). 

Deux sites de restriction uniques sont identifiés en amont de la séquence dCas9-GFP du plasmide, 

ceux de BglII et NcoI. Afin de pouvoir obtenir la protéine de fusion CTCF-dCas9-GFP, la séquence 

CTCF doit être clonée en aval du promoteur et en amont de dCas9-GFP, et doit être dépourvue d’un 

codon stop. Pour cela, nous avons supprimé in silico le codon stop « TGA » de la séquence CTCF et 

nous avons ajouté une séquence Kozak en 5’. La traduction en séquence protéique de la séquence 

CTCF modifiée a révélé l’apparition d’un codon stop aberrant, nous avons donc créé une mutation 

silencieuse en rajoutant un nucléotide C en position 1209 pb au sein de la séquence modifiée qui a 

alors rétabli le cadre de lecture et a supprimé ce codon stop aberrant. Nous avons par la suite ajouté en 

5’ le site de restriction de BglII, et en 3’ le site de restriction de NcoI. L’analyse de la séquence de 

CTCF obtenue a révélé la présence d’un site de restriction interne de NcoI. Nous avons donc remplacé 

le site de restriction de NcoI en 3’ par celui de l’enzyme de restriction BsaI qui, une fois digéré, génère 

un bout cohésif similaire à celui obtenu après digestion par NcoI. 

La séquence résultante d’ADN double brin de CTCF a été validée, synthétisée et clonée dans le 

vecteur pMAT pour la transformation bactérienne par Thermo Fischer. 
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12.1.2 Clonage de CTCF dans le vecteur plasmidique dCas9-GFP: 

2 µg du plasmide CTCF sont digérés à l’aide des enzymes de restriction BglII (NEB #R0144S) et 

BsaI (NEB #R0535S) simultanément et pendant 2 heures à 37°C selon les consignes du fournisseur, et 

les enzymes sont par la suite inactivées à 65°C pendant 20 minutes. Cette double-digestion permet de 

libérer le fragment CTCF. En parallèle 2 µg du vecteur dCas9-GFP sont digérés à l’aide des enzymes 

de restriction BglII et NcoI (NEB #R0193S) simultanément et pendant 2 heures à 37°C selon les 

consignes du fournisseur, et les enzymes sont par la suite inactivées à 80°C pendant 20 minutes. Cette 

double-digestion permet de linéariser le plasmide afin de pouvoir spécifiquement cloner CTCF. 

Les échantillons d’ADN double-digérés ainsi que les vecteurs plasmidiques non-digérés 

correspondants et le marqueur de poids moléculaire (1Kb Plus DNA ladder, ThermoFisher 

#10787018) sont déposés sur un gel d’agarose à 1% et sont laissés migrer à 100 V pendant 1 heure. 

Les fragments d’ADN d’intérêt (la séquence CTCF et le vecteur dCas9-GFP linéarisé) sont alors 

extraits du gel et purifiés à l’aide du kit « Nucleospin Gel and PCR clean-up » (Macherey-Nagel 

#740609.50). 

La ligation est ensuite effectuée en incubant le mélange contenant le fragment CTCF et le vecteur 

dCas9-GFP linéarisé au ratio de molarité de 1:3 à 16°C sur la nuit, en présence de la T4 ADN ligase 

(NEB #M0202S) et de l’ATP selon le protocole décrit par le fournisseur. La ligase est finalement 

inactivée par chauffage du mélange à 65°C pendant 10 minutes. Le plasmide cloné est désigné par 

CTCF-dCas9-GFP. 

4 µL du produit de ligation sont utilisés pour effectuer la transformation bactérienne par choc 

thermique des bactéries DH5-Alpha E.coli compétentes qui sont alors étalées et cultivées sur la nuit à 

37°C sur des boites de Pétri de LB-agar supplémenté en antibiotiques. Plusieurs colonies bactériennes 

sont ensuite sélectionnées et laissées proliférer dans du milieu de culture liquide contenant 

l’antibiotique adéquat pour ensuite réaliser l’extraction et la purification plasmidique. 

Enfin différentes méthodes ont permis de vérifier le clonage de CTCF : la double digestion à 

l’aide des enzymes de restriction BglII et EcoRI (ThermoFisher #ER0271) ayant des sites de 
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restriction uniques dans le plasmide cloné, la PCR sur l’ADN plasmidique avec les amorces adéquates, 

et le séquençage de la totalité de la protéine de fusion obtenue. 

 

12.2 Conception et clonage des ARN guides  

Les ARN guides (gARN) pour la technologie CRISPR/Cas9 sont conçus à l’aide de l’outil web de 

conception de CRISPR (http://crispr.mit.edu/). En résumé, la séquence d’ADN génomique à cibler est 

analysée pour des sites potentiels et hautement spécifiques de reconnaissance par les gARN, sachant 

que la séquence de 20 nucléotides reconnue par le gARN doit impérativement être précédée d’une 

séquence PAM (NGG). Différents gARN sont proposés et des scores leur sont attribués selon leur 

spécificité de ciblage. Les gARN ayant les scores les plus élevés sont donc sélectionnés. Puisque le 

promoteur U6 humain est celui présent dans les vecteurs plasmidiques pour l’expression des gARN, 

promoteur préférant le « G » comme premier nucléotide à transcrire, un « G » est rajouté en 5’ de 

l’oligonucléotide sens (marqué en vert dans la séquence) si la séquence du gARN commence par un 

autre nucléotide. De plus, des sites de restriction leur sont rajoutés en 5’ et/ou en 3’, selon le plasmide 

dans lequel ils seront clonés. Ainsi les séquences d’ADN des gARN sont synthétisées sous forme 

d’oligonucléotides sens et anti-sens séparément. 

Les oligonucléotides sens et anti-sens relatifs aux gARN sont mélangés à molarité égale et sont 

dénaturés à 95°C pendant 5 minutes, puis laissés pendant 1 heure à température ambiante pour 

permettre leur appariement. Les oligonucléotides doubles-brins obtenus comprennent une extrémité 

simple brin de 4 pb en 5’ (marquée en bleu) et/ou en 3’ (marquée en rouge) (selon la conception 

initiale de leurs séquences) qui est compatible avec les bouts cohésifs du vecteur plasmidique linéaire 

suite à sa digestion par la(les) enzyme(s) de restriction adéquate(s). 

Une réaction de ligation des oligonucléotides doubles-brins avec le plasmide est par la suite 

entamée au ratio 1:7 selon le protocole de ligation précédemment décrit. Les produits de la ligation 

sont finalement amplifiés suite à la transformation bactérienne comme précédemment décrit. 

Des variants de gARN ayant 2 nucléotides en moins en 5’ (18 nucléotides en total), s’avérant être 

plus efficaces (Fu et al. 2014), ont été aussi conçus et testés. 

 

http://crispr.mit.edu/
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12.2.1 Conception et clonage des gARN relatifs aux expériences avec le vecteur 

plasmidique CTCF-dCas9-GFP 

Les séquences des gARN ayant obtenu les scores les plus élevés ont été sélectionnées pour les 

cloner dans le plasmide pU6-sgRNA EF1Alpha-puro-T2A-BFP (Addgene #60955). Le vecteur 

plasmidique est digéré simultanément par BstXI (NEB #R0113S) et XhoI (ThermoFisher #ER0691) et 

extrait et purifié sur gel d’agarose. Les gARN sont synthétisés sous forme d’oligonucléotides doubles-

brins sens et anti-sens séparément, avec l’oligonucléotide anti-sens ayant en 5’ une extrémité simple-

brin TCGA et en 3’ une extrémité simple-brin CAAG (Tableau 8). La dénaturation et l’appariement 

des oligonucléotides sens et anti-sens réalisée comme décrit précédemment permet d’obtenir une 

séquence d’ADN du gARN avant des bouts cohésifs compatibles avec ceux du plasmide doublement 

digéré. Le clonage des gARN est effectué comme décrit précédemment. 

 

Tableau 8. Liste des oligonucléotides double-brin sens et anti-sens conçus pour le clonage des 

séquences des ARN guides dans le plasmide pU6-sgRNA EF1Alpha-puro-T2A-

BFP. 

Nom de l’oligonucléotide Séquence 5’3’ 

CTCF-4qCRISPR-20guide1-F (sens) gataccgacagcaatagtcc 

CTCF-4qCRISPR-20guide1-R (anti-sens) TCGAggactattgctgtcggtatcCAAG 

CTCF-4qCRISPR-18guide1-F (sens) gtaccgacagcaatagtcc 

CTCF-4qCRISPR-18guide1-R (anti-sens) TCGAggactattgctgtcggtacCAAG 

CTCF-4qCRISPR-18guide2-F (sens) gcacctagaatctatagcc 

CTCF-4qCRISPR-18guide2-R (anti-sens) TCGAggctatagattctaggtgcCAAG 

 

12.2.2  Conception et clonage des gARN relatifs aux expériences avec le vecteur 

plasmidique CRISPR/Cas9 

Les séquences des gARN ayant obtenu les scores les plus élevés ont été sélectionnées pour les 

cloner dans le plasmide Dirk_U6.stuffer.chimericgRNAbackbone.EFS.Flag.Cas9.P2A.eGFP (s-

CRISPR-GFP) (fourni par Dr. Khaled Mehdi, Gustave Roussy, Villejuif), contenant le promoteur U6 

et la séquence de Cas9 (Figure 24). Le vecteur plasmidique est digéré par BsmBI (NEB #R0580S), 

enzyme ayant 2 sites de restriction dans le plasmide, créant des bouts cohésifs sur les 2 brins de 
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l’ADN plasmidique. Le vecteur digéré et linéaire est alors extrait et purifié sur gel d’agarose. Les 

gARN sont synthétisés sous forme d’oligonucléotides doubles-brins sens et anti-sens séparément, avec 

l’oligonucléotide sens ayant en 5’ une extrémité simple-brin CACCG, et l’oligonucléotide anti-sens 

ayant en 5’ une extrémité simple-brin AAAC (Tableau 9). La dénaturation et l’appariement des 

oligonucléotides sens et anti-sens réalisée comme décrit précédemment permet d’obtenir une séquence 

d’ADN du gARN avant des bouts cohésifs compatibles avec ceux du plasmide digéré par BsmBI. Le 

clonage des gARN est effectué comme décrit précédemment. 

 

Tableau 9. Liste des oligonucléotides double-brin sens et anti-sens conçus pour le clonage des 

séquences des ARN guides dans le plasmide CRISPR/Cas9. 

Nom de l’oligonucléotide Séquence 5’3’ 

4qCRISPR-20guide1-F (sens) CACCGgataccgacagcaatagtcc 

4qCRISPR-20guide1-R (anti-sens) AAACggactattgctgtcggtatcC 

4qCRISPR-20guide2-F (sens) CACCGgagcacctagaatctatagcc 

4qCRISPR-20guide2-R (anti-sens) AAACggctatagattctaggtgctcC 

4qCRISPR-20guide3-F (sens) CACCGgatagcctggactattgctgt 

4qCRISPR-20guide3-R (anti-sens) AAACacagcaatagtccaggctatcC 

4qCRISPR-18guide1-F (sens) CACCGgtaccgacagcaatagtcc 

4qCRISPR-18guide1-R (anti-sens) AAACggactattgctgtcggtacC 

4qCRISPR-18guide2-F (sens) CACCGgcacctagaatctatagcc 

4qCRISPR-18guide2-R (anti-sens) AAACggctatagattctaggtgcC 

4qCRISPR-18guide3-F (sens) CACCGgagcctggactattgctgt 

4qCRISPR-18guide3-R (anti-sens) AAACacagcaatagtccaggctcC 
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Figure 24. Représentation schématique et linéaire du plasmide circulaire comprenant la séquence de 

Cas9 et dans lequel la séquence de l’ARN guide est clonée. Suite à la digestion du 

plasmide par l’enzyme de restriction BsmBI et l’élimination du fragment « stuffer », le 

plasmide digéré linéaire peut acceuillir la séquence nucléotidique de l’ARN guide ayant 

les extrémités 5’ et 3’compatibles avec les bouts cohésifs du plasmide digéré. 

 

12.3 Conception des amorces pour le séquençage de la protéine de fusion CTCF-

dCas9-GFP 

Dans le but de séquencer la protéine de fusion CTCF-dCas9-GFP obtenue suite au clonage, des 

amorces sens et anti-sens ont été conçues (tableau 10) à l’aide de l’outil web « OligoPerfect 

Designer » (ThermoFisher), couvrant la totalité de la séquence d’intérêt (approximativement 6000 pb). 

Neuf amorces sens, espacées de 700 pb l’une de l’autre, ont été synthétisées. De même, 9 amorces 

anti-sens, reconnaissant des séquences différentes que celles des amorces sens, ont aussi été produites. 

Le vecteur cloné a été séquencé avec chaque amorce sens et anti-sens par la plateforme de séquençage 

Eurofins, les séquences obtenues ont été raccordées à l’aide du logiciel « SeqMan », puis alignées avec 

la séquence théorique du plasmide cloné. 
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Tableau 10. Liste des amorces sens (F) et anti-sens (R) conçues pour le séquençage de CTCF-

dCas9-GFP. 

Nom de l’amorce Séquence 5’3’ 

P-CTCF-dCas-GFP-1F acctcctcgttcgacccc 

P-CTCF-dCas-GFP-2F aagcagcttctcgacatgc 

P-CTCF-dCas-GFP-3F ctaagaagttcaaggtgctcgg 

P-CTCF-dCas-GFP-4F caagctgcaactgtccaag 

P-CTCF-dCas-GFP-5F actaacttcgataagaacctcccc 

P-CTCF-dCas-GFP-6F gttcacccgctattaagaaggg 

P-CTCF-dCas-GFP-7F ggtcagcgatttcagaaagg 

P-CTCF-dCas-GFP-8F ctggagaatgggcggaag 

P-CTCF-dCas-GFP-9F gctgaccctgaagttcatctg 

P-CTCF-dCas-GFP-1R tgctaaagcgcatgctcc 

P-CTCF-dCas-GFP-2R ttgtggccgtttacgtcg 

P-CTCF-dCas-GFP-3R aggagctgcgctccataat 

P-CTCF-dCas-GFP-4R attcatgcgtgagtcaaggat 

P-CTCF-dCas-GFP-5R tcctccttaaaggtcagggaa 

P-CTCF-dCas-GFP-6R tgatagtttcttctgactttctggtc 

P-CTCF-dCas-GFP-7R gttcccgaacagtccattttt 

P-CTCF-dCas-GFP-8R ttttggggctagccatgg 

P-CTCF-dCas-GFP-9R gtaatcacactggtcacacttaaagc 

 

12.4 Conception et production des TALENs 

Les plasmides TALENS ciblant des loci spécifiques de la région 8q24 (CMYC), 14q32 (IGH) et 

4q35 (en amont du locus 4qA161 et des répétitions D4Z4) sont produits par Life Technologies à l’aide 

du système de clonage Gateway. 

 

13 PCR génomique pour la détection des translocations 

 

13.1 Amplification par PCR de la région de translocation et détermination de la taille 

des amplicons par électrophorèse sur gel d’agarose 

Les échantillons d’ADN génomique provenant des cellules transfectées et non-transfectées 

(contrôle négatif) sont utilisés pour l’amplification par PCR génomique de la région de translocation. 

Les amorces sont conçues pour ces expériences à l’aide du logiciel Primer3 (Tableau 11). Toutes les 

combinaisons possibles des amorces sens et anti-sens permettant de détecter des translocations 

potentielles (t(8;14), t(4;8) et t(4;14)) sont testées. 
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La réaction de PCR génomique est effectuée pour chaque condition dans un volume final de 20 

µL contenant : 10 µL FastStartSYBR Green Master mix, 7 µL d’eau stérile, 1 µL de l’amorce sens à 

10 µM, 1µL de l’amorce anti-sens à 10 µM et 1 µL d’ADN génomique ayant une concentration entre 

0.5-1 µg/µL. 

Le programme de PCR adopté comprenait : une première étape à 95°C pendant 10 minutes et 40 

cycles d’amplification dont chacun comprend une étape à 95°C pendant 30 secondes, une étape à 57°C 

pendant 1 minute et une étape à 72°C pendant 10 minutes.  

Les produits de PCR sont ensuite mélangés avec le colorant de charge d’ADN « DNA gel loading 

dye 6X » (ThermoFisher #R0611) et déposés dans un gel d’agarose à 1% dans le tampon TAE 1X, 

l’électrophorèse à 100 V pendant 1 heure est alors lancée et leur taille est vérifiée à l’aide du marqueur 

de poids moléculaire 1Kb Plus DNA ladder. Les amplicons sont ensuite extraits du gel et purifiés à 

l’aide du kit « Nucleospin Gel and PCR clean-up » afin de pouvoir les analyser par séquençage 

(Eurofins Genomics, Plateforme de séquençage de Cochin, France). 

 

Tableau 11. Liste des amorces sens et anti-sens employées dans les expériences 

d’amplification par PCR génomique des régions de translocation. 

 Amorce sens 5’-3’ Amorce anti-sens 5’-3’ Taille de 

l’amplicon (pb) 

CMYC (TAL-8) GGCCGTTTTAGGGTTTGTTGG CTTTTCTCTCCCTCCACCACC 691 

IGH (TAL-14) CCCAGCCCTTGTTAATGGACT AGGTCCCCTTGCTCTAGAAGT 644 

4qTal3 (TAL4) AGTTTGCACTGGAGCAGAGATG GGGATACCGACAGCAATAGTCC 567 

18g1 GACAGCCAACTGGGGAAGA TGGGGATCTATACAGCACTCATC 217 

 

13.2 Dilutions en série de l’ADN génomique et quantification de l’intensité des bandes 

d’ADN sur le gel d’agarose 

L’ADN génomique issu des cellules transfectées par 2 couples de TALENs est dilué en série au 

ratio 1/5 (de 1000 ng jusqu’à 0.8 ng d’ADN). La PCR génomique est effectuée sur chaque échantillon 

d’ADN dilué, en duplicatas, comme précédemment décrit. Les produits de PCR sont ensuite déposés 
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sur un gel d’agarose à 1% pour une électrophorèse d’ADN. La taille des amplicons est déterminée par 

rapport au marqueur de poids moléculaire 1Kb Plus DNA ladder. L’intensité du signal des bandes 

d’ADN obtenues est ensuite quantifiée à l’aide du logiciel ImageJ (NIH) en mesurant le paramètre 

« integrated density » de chaque bande et en l’ajustant par l’élimination du bruit de fond.  

Le nombre minimal de cellules nécessaire pour détecter une translocation est calculé par rapport à 

la quantité d’ADN utilisée pour la PCR, la quantité moyenne d’ADN présente dans une cellule HeLa 

et le pourcentage de cellules transfectées. En se basant sur le fait qu’une cellule de mammifère 

contient approximativement 6.7 pg d’ADN et que cette quantité est doublée en phase G2 (Serth et al. 

2000), nous avons considéré qu’une cellule HeLa contient 10 pg d’ADN à peu près. Les analyses 

statistiques sont effectuées sur des mesures d’intensité des bandes issues de 3 expériences 

indépendantes et les graphes sont réalisés à l’aide du logiciel GraphPad prism version 5.00 (San Diego 

California USA). 

Dans le but de vérifier l’exactitude des dilutions, une amplification par PCR génomique de CMYC 

(avec les amorces CMYC-sens et CMYC-anti sens) est réalisée sur toutes les dilutions de l’ADN 

génomique des cellules transfectées et non-transfectées, puis l’intensité du signal des bandes 

correspondant aux amplicons obtenues est mesurée suite à leur migration sur gel d’agarose 1%, et 

finalement une courbe de calibration est dessinée. La taille des amplicons de CMYC est vérifiée en 

comparant par rapport au marqueur de poids moléculaire. 
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Titre : Des mécanismes moléculaires pathologiques aux stratégies de correction génomique in vitro de la 

Dystrophie Facio-Scapulo-Humérale 

Mots-clés : FSHD, DUX4, dommages de l’ADN, stress oxydant, différenciation myogénique, CRISPR/Cas9. 

Résumé : La dystrophie Facio-Scapulo-Humérale 

(FSHD) fait partie des maladies musculaires 

génétiques les plus fréquentes. Elle se caractérise 

par une dégénérescence progressive et asymétrique 

d’un groupe spécifique de muscles striés 

squelettiques, dont principalement les muscles 

faciaux, scapulaires et huméraux. D’un point de vue 

génétique, la FSHD est une maladie multifactorielle 

qui résulte d’évènements génétiques situés sur la 

région sub-télomérique du chromosome 4, ainsi que 

d’évènements épigénétiques altérant l’organisation 

chromatinienne du locus 4q35. Ces anomalies 

provoquent une relaxation chromatinienne et une 

surexpression de la majorité des gènes du locus 

4q35, dont DUX4, gène majeur impliqué dans la 

FSHD. Les répercussions de l’ensemble de ces 

altérations se traduisent notamment par une 

dérégulation de la signature transcriptionnelle des 

myoblastes primaires issus des patients FSHD, et 

par des anomalies de leur différenciation 

myogénique in vitro et leur hypersensibilité au 

stress oxydant. Plusieurs aspects de la maladie 

demeurent incompris, et la complexité de cette 

myopathie rend difficile le choix d’une stratégie 

thérapeutique optimale. Cependant, la découverte 

des outils de l’édition du génome et la 

multiplication de leurs applications à visée 

thérapeutique dans le cadre de maladies humaines, 

notamment les myopathies, ouvre de nouvelles 

perspectives pour la FSHD qui reste, jusque-là, 

incurable. 

Le travail de thèse a concerné, dans un 

premier temps, l’implication des dommages de 

l’ADN et du stress oxydant dans la 

pathophysiologie de la FSHD. Nous avons mis en 

évidence l’omniprésence de ces caractéristiques 

cellulaires dans les myoblastes FSHD, leur lien à 

l’expression aberrante de DUX4 et leur 

participation à la morphologie défectueuse des 

myotubes FSHD in vitro. Dans un second temps, le 

travail de thèse a consisté à concevoir et à 

développer des outils de l’édition génomique et 

épigénomique, capables de cibler spécifiquement 

un des évènements génétiques causal de la FSHD, 

le variant pathogénique 4qA161 touchant un site 

d’attachement à la matrice nucléaire, FR-MAR. A 

partir de ces outils développés, deux stratégies de 

corrections génomique et épigénomique à visée 

thérapeutique peuvent être alors envisagées in vitro, 

ayant pour but ultime de rétablir la fonction 

d’insulation de FR-MAR et la conformation 

chromatinienne de la région 4q35. 

 

 

Title : Molecular mechanisms and in vitro genome correction strategies of Facioscapulohumeral Dystrophy 

Keywords: FSHD, DUX4, DNA damage, oxidative stress, myogenic differentiation, CRISPR/Cas9. 

Abstract: Facioscapulohumeral dystrophy (FSHD) 

is one of the most common genetic myopathies 

characterized by a progressive and asymmetric 

weakening of a specific group of skeletal muscles, 

typically facial, shoulder girdle and upper arms 

muscles. FSHD is a multifactorial disease that 

results from the combination of genetic and 

epigenetic events mapped at the 4q35 locus. These 

genetic and epigenetic alterations lead to chromatin 

relaxation and the subsequent overexpression of the 

majority of 4q35 genes, notably DUX4, the major 

actor in FSHD pathology. These genomic 

alterations lead to molecular and cellular defects 

observed in vitro. Cultured-FSHD myoblasts show 

a distinct transcription profile, they exhibit 

morphological differentiation defects and are 

sensitive to oxidative stress. Several aspects of the 

disease remain poorly understood, and the 

elaboration of an appropriate therapeutic strategy is 

limited by the complexity of this myopathy. 

However, the discovery of genome editing tools 

and their successful therapeutic applications in vitro 

and in animal models of several human diseases, 

including myopathies, open doors to potential 

therapeutic strategies for FSHD. 

This work highlighted the involvement of 

DNA damage and oxidative stress in the 

pathophysiology of FSHD, by revealing their 

constitutive presence in FSHD myoblasts, their link 

to DUX4 expression and their participation in 

morphological defects of FSHD myotubes observed 

in vitro. The second part of this work was aimed at 

developing genome- and epigenome-editing tools 

capable of specifically targeting one of the genetic 

events causing FSHD, a pathogenic variant 4qA161 

that contains an insulator and a nuclear matrix 

attachment site (FR-MAR). These engineered tools 

will be then used to develop in vitro therapeutic 

strategies, with the intention of restoring the 

insulator activity of FR-MAR and the chromatin 

organization of 4q35 locus. 


