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Abréviations 

2 

2D : Deux dimensions 

3 

3C : Chromosome Conformation Capture 

3D : Trois dimensions 

4 

4C  : Circular Chromosome Conformation Capture 

A 

ADN : Acide désoxyribonucléique 

ADNc : ADN complémentaire 

Amhc1 : Atrial Myosin Heavy Chain 1. Chaine 

lourde de myosine atriale de poulet 

ANP : Hormone peptide natriurétique auriculaire. 

Codée par le gène NPPA 

ARN : Acide ribonucléique 

ARN pol II : ARN polymérase II 

ATAC-Seq : Assay for transposase-accessible 

chromatin using sequencing 

B 

BAF60c : Sous-unité cardiaque du complexe 

SWI/SNF. Codée par le gène SMARCD3 

BMP : Bone Morphogenetic Protein ou protéines 

morphogénétiques osseuses. Molécule de 

signalisation 

Bmp10 : Bone Morphogenetic Protein 10. 

Molécule de signalisation 

BMP4 : Bone Morphogenetic Protein 4. Molécule 

de signalisation  

C 

Cer1 : Cerberus 1. Molécule de signalisation 

ChIP-Seq : Chromatin Immunoprecipitation 

Sequencing 

c-Myc : MYC Proto-Oncogene. Facteur de 

transcription 

Co-IP : Co-immunoprécipitation 

CRISPR-Cas9 : Clustered Regularly Interspaced 

Short Palindromic Repeats associated with 

CRISPR-associated protein 9. Technologie 

d'édition génétique 

CTCF : CCCTC-Binding Factor. Facteur de 

transcription et insulateur protéique 

Cx30.2 : Connexine 30.2 de jonctions gap. Codée 

par le gène GJC3 

Cx40 : Connexine 40 de jonctions gap. Codée par 

le gène GJA5 

Cx43 : Connexine 43 de jonctions gap. Codée par 

le gène GJA1 

Cx45 : Connexine 45 de jonctions gap. Codée par 

le gène GJC1 

D 

DH5 : Bactéries E. coli thermocompétentes 

Dkk-1 : Dickkopf WNT Signaling Pathway Inhibitor 

1. Molécule de signalisation 

DMSO : Diméthylsulfoxyde 

DSIF : DRB-sensitivity inducing factor. Impliqué 

dans la pause de l'ARN polymerase II 

E 

EED : Embryonic Ectoderm Development. Sous-

unité du complexe répresseur Polycomb 2 

EGF : Epidermal Growth Factor. Molécule de 

signalisation 

EOMES : Eomesdermin. Facteur de transcription 

EZH1 : Enhancer Of Zeste 1. Sous-unité du 

complexe répresseur Polycomb 2 

EZH2 : Enhancer Of Zeste 2. Sous-unité du 

complexe répresseur Polycomb 2 

F 

FGF2 : Fibroblast Growth Factor 2. Molécule de 

signalisation 

FRET : Fluorescence resonance energy transfer. 

Technique d'imagerie pour l'étude 

d'interactions protéiques 
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G 

GATA : Famille des facteurs de transcription GATA 

GATA4 : GATA Binding Protein 4. Facteur de 

transcription 

GATA5 : GATA Binding Protein 5. Facteur de 

transcription 

GJA1 : Gap Junction Protein Alpha 1. Gène codant 

la connexine 43 (Cx43) 

GJA5 : Gap Junction Protein Alpha 5. Gène codant 

la connexine 40 (Cx40) 

GJC1 : Gène codant la connexine 45 (Cx45) 

GJC3 : Gène codant la connexine 30.2 (Cx30.2) 

GRN : Gene Regulatory Network. Réseau de 

régulation de gènes 

GWAS : Genome Wide Association Study 

H 

H1 : protéine histone H1 

H2A : protéine histone H2A 

H2B : protéine histone H2B 

H3 : protéine histone H3 

H3K122Ac : Acétylation de la lysine 122 de 

l'histone H3. Marque épigénétique 

H3K14Ac : Acétylation de la lysine 14 de l'histone 

H3. Marque épigénétique 

H3K18Ac : Acétylation de la lysine 18 de l'histone 

H3. Marque épigénétique 

H3K27Ac : Acétylation de la lysine 27 de l'histone 

H3. Marque épigénétique 

H3K27Me3 : Triméthylation de la lysine 27 de 

l'histone H3. Marque épigénétique 

H3K36Me3 : Triméthylation de la lysine 36 de 

l'histone H3. Marque épigénétique 

H3K4Me1 : Monométhylation de la lysine 4 de 

l'histone H3. Marque épigénétique 

H3K4Me3 : Triméthylation de la lysine 4 de 

l'histone H3. Marque épigénétique 

H3K64Ac : Acétylation de la lysine 64 de l'histone 

H3. Marque épigénétique 

H3K79Me2 : Diméthylation de la lysine 79 de 

l'histone H3. Marque épigénétique 

H3K8Ac : Acétylation de la lysine 8 de l'histone H3. 

Marque épigénétique 

H3K9Ac : Acétylation de la lysine 9 de l'histone H3. 

Marque épigénétique 

H3K9Me2 : Diméthylation de la lysine 9 de 

l'histone H3. Marque épigénétique 

H3K9Me3 : Triméthylation de la lysine 9 de 

l'histone H3. Marque épigénétique 

H4 : protéine histone H4 

HAND1 : Heart And Neural Crest Derivatives 

Expressed 1. Facteur de transcription 

HAND2 : Heart And Neural Crest Derivatives 

Expressed 2. Facteur de transcription 

HCN4 : Hyperpolarization Activated Cyclic 

Nucleotide Gated Potassium Channel 4. Canal 

potassique permettant l'automaticité dans le 

système de conduction cardiaque 

HDAC : Histone désacétylase 

HEK293 : Human embryonic kidney 293 cells. 

Lignée cellulaire 

hESCs : Human Embryonic Stem Cells. Cellules 

souches embryonnaires humaines 

Hi-C : high-throughput chromatin conformation 

capture. Technique d'analyse de la 

conformation de la chromatine 

HP1 : Heterochromatin Protein 1. Protéine de 

l'hétérochromatine 1 

I 

ID2 : Inhibitor Of DNA Binding 2. Inhibiteur 

transcriptionnel 

Inr : Human initiator core promoter element. 

Séquence ADN du core promoter favorisant 

l'initiation de la transcription 

iPS : Induced pluripotent stem cell. Cellules 

souches pluripotentes induites 

iPS-CFs : Induced pluripotent stem cell derived 

cardiac fibroblasts. Fibroblastes cardiaques 

dérivés d’iPS 

iPS-CMs : Cardiomyocytes dérivés de cellules 

souches pluripotentes induites (iPS) 

Iro-C : Locus Iroquois chez la Drosophile 

IRX : Famille des facteurs de transcription IRX 

(Iroquois homeobox) 

IRX1 : Iroquois Homeobox 1. Facteur de 

transcription 

IRX2 : Iroquois Homeobox 2. Facteur de 

transcription 

IRX3 : Iroquois Homeobox 3. Facteur de 

transcription 
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IRX4 : Iroquois Homeobox 4. Facteur de 

transcription 

IRX5 : Iroquois Homeobox 5. Facteur de 

transcription 

IRX5-HA : Lignée iPS exprimant IRX5 couplé à un 

tag HA 

IRX5KO : Lignée iPS KO pour IRX5 

IRX6 : Iroquois Homeobox 6. Facteur de 

transcription 

IrxA : Cluster A de gènes Iroquois chez les 

mammifères 

IrxB : Cluster B de gènes Iroquois chez les 

mammifères 

ISL1 : ISL LIM Homeobox 1. Facteur de 

transcription 

K 

KChIP2 : Potassium Channel Interacting Protein 2. 

Sous unité accessoire de canaux potassiques 

voltage-dépendants 

Kcnd2 : Potassium Voltage-Gated Channel 

Subfamily D Member 2. Gène codant le canal 

Kv4.2 

KI : Knock-in ou insertion génétique  

KLD : Traitement Kinase, Ligase et enzyme de 

restriction DpnI 

Klf4 : Kruppel Like Factor 4. Facteur de 

transcription 

KO : Knock-out ou invalidation de l'expression 

d'un gène 

Kv4.2 : Canal potassique voltage-dépendant 

Kv4.3 : Canal potassique voltage-dépendant 

L 

LADs : Lamina-associated domain. Domaines 

associés à la lamina nucléaire 

Lefty 1 : Left-Right Determination Factor 1. 

Molécule de signalisation 

M 

MEF-2 : Famille des facteurs de transcription 

Mef2 ( Myocyte Enhancer Factor) 

MEIS2 : Meis Homeobox 2. Facteur de 

transcription 

MESP1 : Mesoderm Posterior BHLH Transcription 

Factor 1. Facteur de transcription 

N 

Nav1.5 : Canal sodique voltage-dépendant. Codé 

par le gène SCN5A 

NELF : Negative Elongation Factor. Impliqué dans 

la pause de l'ARN polymerase II, : Negative 

Elongation Factor. Impliqué dans la pause de 

l'ARN polymerase II 

NKX : Famille des facteurs de transcription NKX 

(NK2 Homeobox) 

NKX2-5 : NK2 Homeobox 5. Facteur de 

transcription 

Notch : Famille de récepteurs membranaire 

impliquée de la voie de signalisation Notch 

Notch1 : Notch Receptor 1. Molécule de 

signalisation 

NPPA : Natriuretic Peptide A. Gène codant le 

peptide natriurétique auriculaire (ANP) 

O 

OCT4 : Octamer-binding transcription factor 4. 

Facteur de transcription. Codé par le gène 

POU5F1 

OGA : O-GlcNAcase. Enzyme 

P 

PAM : Protospacer Adjacent Motif. Motif reconnu 

par l'enzyme Cas9 du complexe CRISPR-Cas9 

PBS : Phosphate Buffered Saline. Tampon 

phosphate salin 

PCA : Principal Component Analysis. Analyse de 

réduction de dimensionnalité en composants 

principales 

PCR : Polymerase Chain Reaction. Réaction en 

chaine de la polymérase 

PIC : Pre-initiation complex. Complexe de pré-

initiation de la transcription 

PITX2 : Paired Like Homeodomain 2. Facteur de 

transcription 

POU5F1 : POU Class 5 Homeobox 1. Gène codant 

le facteur de transcription OCT4 

Q 

qPCR : PCR quantitative 
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R 

RBBP4 : RB Binding Protein 4. Sous-unité du 

complexe répresseur Polycomb 2 

RBBP7 : RB Binding Protein 7. Sous-unité du 

complexe répresseur Polycomb 2 

RNA-Seq : RNA-Sequencing. Technique d'analyse 

transcriptomique 

RPMI : Roswell Park Memorial Institute medium. 

Milieu de culture cellulaire 

RYR2 : Ryanodine Receptor 2. Gène codant le 

récepteur à la ryanodine de type 2 (cardiaque) 

S 

SCN5A : Sodium Voltage-Gated Channel Alpha 

Subunit 5. Gène codant le canal sodique 

Nav1.5 

SERCA2 : Pompe sarco/endoplasmique Ca2+ 

ATPase du réticulum 

Shox2 : Short Stature Homeobox 2. Facteur de 

transcription 

SNPs :Single nucleotide polymorphisms. 

Polymorphismes d’un nucléotide 

SOX2 : SRY (sex determining region Y)-box 2. 

Facteur de transcription 

SUZ12 : Suppressor Of Zeste 12. Sous-unité du 

complexe répresseur Polycomb 2 

SVF : Sérum de veau fœtal 

SWI/SNF : SWItch/Sucrose Non-Fermentable. 

Complexe remodeleur de chromatine 

T 

T3 : Triiodothyronine. Hormone thyroïdienne 

TADs : Topologically Associating Domains 

Tag HA : Séquence de l'hémagglutinine grippale 

humaine 

TALE : Three Amino-acid Loop Extension. Classe 

d'homéodomaines protéiques 

TBX : Famille des facteurs de transcription TBX (T-

Box Transcription Factor) 

TBX1 : T-Box Transcription Factor 1. Facteur de 

transcription 

TBX18 : T-Box Transcription Factor 18. Facteur de 

transcription 

TBX2 : T-Box Transcription Factor 2. Facteur de 

transcription 

TBX20 : T-Box Transcription Factor 20. Facteur de 

transcription 

TBX3 : T-Box Transcription Factor 3. Facteur de 

transcription 

TBX5 : T-Box Transcription Factor 5. Facteur de 

transcription 

TBXT : T-Box Transcription Factor T. Facteur de 

transcription. Alias : Brachyury ou T 

TFIIA : Transcription factor IIA. Responsable de 

l'initiation de la transcription 

TFIIB : Transcription factor IIB. Responsable de 

l'initiation de la transcription 

TFIID : Transcription factor IID. Responsable de 

l'initiation de la transcription 

TFIIE : Transcription factor IIE. Responsable de 

l'initiation de la transcription 

TFIIF : Transcription factor IIF. Responsable de 

l'initiation de la transcription 

TFIIH : Transcription factor IIH. Responsable de 

l'initiation de la transcription 

TGF- : Transforming growth factor ou facteur 

de croissance transformant  

Tn5 : Transposase Tn5 ou Tagmentase 

TNNI1 : Troponin I1, Slow Skeletal Type. Gène 

codant la troponine I1 

TNNI3 : Troponin I3, Cardiac Type. Gène codant la 

troponine I3 

TSS : Transcription Start Site. Point de départ de 

la transcription 

V 

Vmhc1 : Ventricular Myosin Heavy Chain 1. 

Chaine lourde de myosine ventriculaire du 

poulet 
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Contexte de recherche 

Cette thèse a été réalisée au sein de l’unité de recherche de l’institut du thorax 

(INSERM UMR1087 - CNRS UMR6291, directeur : Richard Redon), dont les axes de recherche 

principaux portent sur l’étude des maladies cardiovasculaires, métaboliques et respiratoires.  

Ce projet a été conduit dans l’équipe II – Canaux ioniques et cardiopathies, dirigée par 

Flavien Charpentier et Michel De Waard, dans le sous-groupe composé de Patricia 

Lemarchand, Nathalie Gaborit et Guillaume Lamirault. Les objectifs d’étude de ce sous-groupe 

sont de mieux comprendre l’implication des facteurs de transcription dans le développement 

cardiaque et l’établissement de pathologies, plus particulièrement des troubles du rythme 

cardiaque, par l’utilisation de cellules souches pluripotentes induites (iPS) humaines. 

Cette thèse a été dirigée par Patricia Lemarchand et co-encadrée par Nathalie Gaborit 

et Jeremie Poschmann.  

Patricia Lemarchand, Professeure des universités - Praticien hospitalier (Nantes 

Université), et Nathalie Gaborit, Chargée de recherche (CNRS), ont participé au 

développement au sein de l’institut du thorax, du modèle iPS et particulièrement de leur 

différenciation cardiaque et de leur utilisation pour modéliser des pathologies cardiaques. En 

partant des travaux précédemment réalisés par Nathalie Gaborit sur les facteurs de 

transcription Iroquois, les projets de l’équipe se sont focalisés sur l’étude de ces facteurs de 

transcription dans l’établissement de troubles du rythme cardiaque, en utilisant le modèle iPS, 

qui a fait l’objet de plusieurs publications.  

La poursuite de l’étude du rôle de ces facteurs de transcription dans le développement 

cardiaque pour la mise en place de ce projet de thèse, a ensuite nécessité l’utilisation 

d’analyses épigénétiques grâce à une collaboration avec Jeremie Poschmann, chargé de 

recherche (INSERM) au sein du Center for Research in Transplantation and Translational 

Immunology (UMR1064), expert dans cette thématique. 
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 Physiologie cardiaque 

 La contraction du cœur résulte d’un influx électrique généré dans le nœud sinusal, au 

niveau de l’oreillette droite, qui va enclencher la contraction des oreillettes lors de sa 

propagation jusqu’au nœud atrioventriculaire, à la jonction des oreillettes et des ventricules. 

La vitesse de conduction y est ralentie, avant le passage de l’influx électrique respectivement 

dans le faisceau de His, les branches droites et gauches du faisceau de His (le tout situé dans 

le septum interventriculaire) et le réseau ventriculaire de fibres de Purkinje, pour permettre 

une synchronisation entre la relaxation des oreillettes et la contraction des ventricules 

(Miquerol, 2018).  

La contraction cardiaque est sous le contrôle d’un couplage excitation-contraction 

s’établissant à l’échelle cellulaire (Figure 1) (Bers, 2002). Ce couplage débute lors du passage 

de l’influx électrique, correspondant à un potentiel d’action, généré par une association 

complexe d’entrée et sortie d’ions à travers la membrane plasmique des cardiomyocytes 

(Nerbonne and Kass, 2005). Le potentiel d’action est composé de cinq phases : (0) une 

dépolarisation rapide de la membrane par le courant sodique INa, suivie (1) d’une phase de 

repolarisation précoce liée à l’activation du courant potassique Ito, puis (2) une phase de 

Figure 1 : Couplage excitation-contraction dans un cardiomyocyte 
Un influx électrique ou potentiel d’action vient activer les canaux calciques voltage-dépendants dans les tubules 
T, provoquant une entrée de calcium dans la cellule. L’entrée de calcium extracellulaire va provoquer la 
libération du calcium du réticulum sarcoplasmique (RS) par l’intermédiaire du récepteur à la ryanodine de type 
2 (RyR). Cette augmentation de calcium est nécessaire au coulissement des myofilaments, induisant la 
contraction. Le calcium est ensuite re-stocké dans le réticulum par la pompe SERCA2, elle-même régulée par le 
phospholamban (PLB), puis extrudé de la cellule par l’échangeur Na+/Ca2+ (NCX) et d’autres échangeurs 
ATPasiques (ATP). Adapté de Bers, 2002. 
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plateau associée principalement au courant calcique ICaL, avant (3) une phase de repolarisation 

médiée par plusieurs courants potassiques (IKs, IKr) et (4) une phase diastolique, associée soit 

au courant If permettant l’automaticité de la génération des potentiels d’action dans les 

cardiomyocytes nodaux, soit au courant IK1 stabilisant le potentiel de repos dans les 

cardiomyocytes atriaux et ventriculaires. Par ailleurs, des différences de courants ioniques 

sont observées dans les différents types de cardiomyocytes (nodaux, atriaux et ventriculaires) 

ou en fonction de la région cardiaque, provoquant des différences de la forme de leur 

potentiel d’action spécifique (Figure 2) (Harvey and Grant, 2018; Lane and Tinker, 2017). Ainsi, 

dans l’épaisseur de la paroi des ventricules sont retrouvées des formes différentes de 

potentiels d’action, associées à la présence ou non du courant Ito (Figure 2). Cette 

hétérogénéité physiologique permet l’établissement du gradient ventriculaire transmural du 

potentiel d’action et permet une repolarisation appropriée des ventricules (Antzelevitch, 

2005).  

L’intégration de l’ensemble des différents potentiels d’action à chaque contraction 

peut être observée sur l’électrocardiogramme, où l’onde P correspond à la dépolarisation des 

oreillettes qui reflète leur contraction, où le complexe QRS correspond ensuite à une 

combinaison entre la repolarisation des oreillettes et la dépolarisation des ventricules et où 

l’onde T reflète la repolarisation des ventricules (Figure 2). La transmission du potentiel 

d’action entre les cardiomyocytes s’effectue à l’aide de connexines (Cx) formant des pores 

entre les cellules, dans des régions spécialisées des cardiomyocytes, les disques intercalaires, 

Figure 2 : Potentiels d’action et courants ioniques cardiaques 
A. Illustration des différents potentiels d’action générés dans le cœur et leur intégration au sein du tracé typique 
d’électrocardiogramme (ECG). B. Différents courants ioniques sont impliqués dans les différences de potentiels 
d’action. Adapté de Bers, 2002, Harvey and Grant, 2018, Lane and Tinker, 2017, Nerbonne and Kass, 2005. 
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et qui entrainent l’activation des canaux sodiques voltage-dépendants (INa) (Kleber and Saffitz, 

2014). Cette dépolarisation membranaire au niveau des tubules transverses ou tubules T 

(invaginations de la membrane plasmique) des cardiomyocytes atriaux et ventriculaires induit 

une augmentation du calcium cytosolique par l’activation de canaux calciques voltage-

dépendants de type L (ICaL) et par le relargage de calcium du réticulum sarcoplasmique par 

l’intermédiaire du récepteur à la ryanodine (Bers, 2002). Le calcium se fixe ensuite à la 

troponine entraînant la contraction par coulissement des filaments épais de myosine et fins 

d’actine. Ensuite au cours de la phase de repolarisation membranaire, le calcium cytosolique 

est re-stocké dans réticulum sarcoplasmique par l’intermédiaire de la pompe SERCA2 (pompe 

sarco/endoplasmique Ca2+ ATPase du réticulum) et est en parallèle éjecté de la cellule 

principalement par l’échangeur sodium-calcium NCX (Eisner et al., 2017). 

En plus de l’hétérogénéité des cardiomyocytes, qui ne correspondent qu’à 35% environ 

des cellules présentes dans le cœur (Tucker et al., 2020), d’autres types cellulaires sont 

présents. Cette complexité cellulaire a récemment été mise en évidence lors de la création 

d’atlas cellulaires du cœur, basés sur des données en cellule unique : parallèlement aux 

cardiomyocytes, on trouve principalement des fibroblastes, mais aussi des cellules 

musculaires lisses, des cellules endothéliales, des cellules immunitaires (lymphocytes, 

monocytes, macrophages, …) et des neurones (Litviňuková et al., 2020). Les fibroblastes 

cardiaques (environ 32% des cellules du cœur ; Tucker et al., 2020) sont des cellules 

importantes dans la communication entre les différents types cellulaires présents dans le 

cœur et ils ont notamment des interactions proches avec les cardiomyocytes (Nicin et al., 

2022). Par leur action régulatrice de la balance production/dégradation de matrice 

extracellulaire, ils sont des acteurs centraux des mécanismes de fibrose cardiaque (Hall et al., 

2021). En effet, lors d’évènements conduisant à la mort de cardiomyocytes (ex : infarctus du 

myocarde), la capacité de régénération du cœur adulte étant très faible (Bergmann et al., 

2009, 2015; Nguyen et al., 2021), des mécanismes de remodelage se mettent en place pour 

tenter de réparer la région touchée, notamment par la production de matrice extracellulaire 

non contractile, correspondant à la fibrose, afin de prévenir la rupture du myocarde 

(Frangogiannis, 2021). Le processus lésionnel provoque une transdifférenciation des 

fibroblastes quiescents en fibroblastes activés, ou myofibroblastes (-SMA+), qui vont 

produire de la matrice extracellulaire (principalement du collagène) et bien qu'initialement 
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bénéfiques pour le maintien de la fonction cardiaque, les effets à long terme d'une fibrose 

excessive sont néfastes (Hall et al., 2021). 

 Développement cardiaque 

 Le cœur est le premier organe de l’embryon humain à se former pour permettre un 

apport de nutriments aux cellules et une captation des déchets, et ainsi de poursuivre le 

développement multicellulaire, puis multi-organe de l’embryon. Dans cette section seront 

présentées les différentes étapes clés de la formation d’un cœur fonctionnel et plus 

particulièrement des ventricules. Les données obtenues chez l’humain seront présentées 

préférentiellement et complétées, en cas d’absence, par des données obtenues dans d’autres 

organismes. Une attention particulière sera portée aux rôle des facteurs de transcription, qui 

représentent le cœur du sujet de ce travail. 

I.2.A. Développement pré-cardiaque : de la pluripotence au 

mésoderme cardiogénique 

I.2.A.a. Pluripotence 

Le développement humain débute par la fécondation et la formation d’un zygote 

unicellulaire totipotent qui va rapidement se diviser de manière exponentielle (Condic, 2014; 

Zhai et al., 2022). Ces divisions successives vont conduire, 5 jours après la fécondation, à la 

formation d’un blastocyste primitif composé : (1) d’une enveloppe cellulaire externe, le 

trophectoderme, qui formera le placenta, (2) d’une masse cellulaire interne, constituée de 

cellules souches pluripotentes, à partir desquelles sera formé le fœtus entier, et (3) d’une 

cavité remplie de liquide, le blastocœle (Figure 3) (Davidson et al., 2015). Les cellules 

pluripotentes de la masse cellulaire interne sont actuellement utilisées comme modèle de 

cellules souches embryonnaires humaines (hESCs ; Vazin and Freed, 2010). La masse cellulaire 

interne, sous l’influence de la signalisation TGF-  va ensuite, au 7ème jour après la fécondation, 

se diviser (1) en épiblaste, correspondant aux cellules pluripotentes précurseurs de tous les 

tissus et (2) en endoderme primitif, qui formera les sacs vitellins (primaire et secondaire) 

permettant, entre autre, l’apport de nutriments à l’embryon (Ávila-González et al., 2021). 
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Cet état de pluripotence qui est transitoire in vivo ou pouvant être stabilisé in vitro, est 

régi par trois facteurs de transcription spécifiques : OCT41, SOX2 et NANOG (Li and Belmonte, 

2018). Ils fonctionnent ensemble pour réguler positivement leurs propres promoteurs 

(formant une boucle autorégulatrice interconnectée) ainsi que ceux d’autres gènes 

permettant le maintien du caractère souche des cellules. Ils inhibent en parallèle l’expression 

de gènes associés à la différenciation dans d’autres lignages cellulaires (Young, 2011). Ce 

groupe de facteurs de transcription fonctionne en coopération fonctionnelle avec d’autres 

facteurs de transcription tel que c-Myc. En effet, il est suggéré que la triade 

OCT4/SOX2/NANOG cible spécifiquement les gènes de la pluripotence en se fixant à leurs 

promoteurs pour recruter l’ARN polymérase, alors que c-Myc, sur ces mêmes promoteurs, 

agit en interrompant la pause de la polymérase pour déclencher la transcription (Yeo and Ng, 

2013). La déstabilisation de cette triade par des facteurs extrinsèques va provoquer le passage 

progressif d’un état de pluripotence à celui de différenciation vers différents types cellulaires.   

Entre le 7ème et le 10ème jour après la fécondation, l’embryon va s’implanter dans la 

muqueuse utérine, les cellules pluripotentes de l’épiblaste vont passer d’un état naïf à 

« amorcé » et vont différer sur plusieurs aspects comme l’expression spécifique de gènes 

marqueurs, ou la méthylation globale de l’ADN (Davidson et al., 2015). Les cellules amorcées 

sont plus enclines à la différenciation contrairement aux cellules naïves qui sont fortement 

1 : Par nomenclature, les symboles des gènes sont en écrits en italique et ceux des protéines en 
texte droit. Les symboles des gènes et protéines chez l’humain sont écrits en majuscule, et ceux des 
gènes et protéines chez la souris sont écrits en minuscule. 

Figure 3 : Développement pré-cardiaque humain 
Le nombre de jours post fécondation (jpf) chez l'humain et le stade embryonnaire (E) équivalent chez la souris 
sont indiqués pour chaque étape. Les axes proximal-distal (Prox./Dist.) et antéro-postérieur (Ant./Post.) sont 
également indiqués. MCI : Masse cellulaire interne. La ligne pointillée à 14 jpf indique le sens de déplacement de 
la ligne primitive lors de la gastrulation. Adapté de Chapitre 5 - Carlson, 2018. 
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ancrées dans la pluripotence et, de manière concordante in vitro les hESCs amorcées sont 

capables de bien se différencier en cardiomyocytes battants contrairement aux hESCs naïves 

(Warrier et al., 2017). La différence entre les états naïf et amorcé est bien décrite chez la 

souris, mais il manque des modèles adéquats pour décrire dans le détail ces différences chez 

l’humain (Huang et al., 2014). C’est enfin environ au 11ème jour après la fécondation, que 

l’épiblaste et l’endoderme primitif vont respectivement former la cavité amniotique et le sac 

vitellin, par cavitation (Figure 3) (Wamaitha and Niakan, 2018).  

I.2.A.b. Gastrulation 

Au 14ème jour après la fécondation, l’embryon entre dans l’étape de gastrulation 

(Figure 4), qui va aboutir à la formation des trois feuillets embryonnaires : (1) l’endoderme, 

qui donnera notamment les hépatocytes, les cellules pulmonaires et intestinales, (2) le 

mésoderme, d’où dérivent notamment les cardiomyocytes, les cellules musculaires lisses et 

endothéliales et, (3) l’ectoderme, qui est la source des progéniteurs neuronaux et des cellules 

de l’épiderme par exemple (Williams et al., 2012). La gastrulation débute par la formation de 

la ligne primitive (ou primitive streak en anglais), dans la région postérieure de l’épiblaste 

(Figure 4A) (Ghimire et al., 2021). La ligne primitive se crée par un détachement de cellules de 

l'épiblaste qui subissent une transition épithélio-mésenchymateuse (Thiery et al., 2009), et 

elle se propage linéairement vers la région antérieure de l'embryon. La ligne primitive sert de 

Figure 4 : Gastrulation et formation du mésoderme humain 
A. Vue dorsale du disque embryonnaire de l’embryon en gastrulation. L’axe antéro-postérieur est indiqué 
(Ant./Post.). B. Section sagittale de l’embryon. C. Vue antérieure d’une coupe transversale du disque 
embryonnaire. Adapté de Chapitre 5 - Carlson, 2018 et Chapitre 5 - Sadler and Langman, 2012. 
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point d’entrée pour la colonisation, par des cellules de l’épiblaste, de l’invagination qui se crée 

entre l’épiblaste et l’endoderme primitif (Ghimire et al., 2021).  

D’un point de vue moléculaire, la signalisation BMP semble centrale pour la 

gastrulation et la formation de la ligne primitive chez la souris, où la principale source de BMP 

est l’ectoderme extraembryonnaire, dérivé du trophectoderme. Chez l’humain il n’existe pas 

d’équivalent clair à cette région embryonnaire, cependant chez le macaque l’épithélium de la 

cavité amniotique est connu pour agir comme un centre de régulation de l’activité BMP. Cette 

région pourrait donc être la source de la signalisation BMP chez l’humain (Ávila-González et 

al., 2021; Rossant and Tam, 2022). Des données chez la souris indiquent que cette signalisation 

est complétée par l’activation des voies de signalisation Wnt (Wnt3) et Nodal (membre de la 

famille du TGF-) dans la région postérieure de l’épiblaste et provoque l’apparition et la 

formation de la ligne primitive. En parallèle, la stabilisation de l’endoderme viscéral antérieur 

correspondant à l’endoderme primitif situé sous la région antérieure de l’épiblaste (Figure 

4B), va engendrer la production d’inhibiteurs de Nodal (Cer1 et Lefty 1) et Wnt (Dkk-1) 

empêchant la propagation de la ligne primitive dans la région antérieure de l’embryon et 

provoquant l’apparition du nœud primitif (Chapitre 5 - Carlson, 2018). L’association des 

signalisations Wnt/Nodal est connue chez la souris pour activer l’expression de facteurs de 

transcription au sein de la ligne primitive, comme TbxT dont l’activité est nécessaire au 

déplacement des futures cellules du mésoderme qui vont franchir la ligne primitive (Chapitre 

5 - Carlson, 2018; Chapitre 3 - Schoenwolf et al., 2014), ou comme Eomes, marqueur pan-

mésodermique (Probst and Arnold, 2017).  

I.2.A.c. Mésoderme cardiogénique 

Les cellules colonisant la région sous l’épiblaste vont, d’une part, remplacer les cellules 

de l’endoderme primitif pour former l’endoderme définitif et, d’autre part, se différencier en 

cellules du mésoderme pour former les mésodermes paraxial , intermédiaire et de la plaque 

latérale (Chapitre 5 - Sadler and Langman, 2012). Le mésoderme de la plaque latérale va se 

diviser en deux couches (Figure 4C) : (1) une couche pariétale ou somatique qui donnera les 

cellules du derme de la peau, des membres et des os et (2) une couche viscérale ou 

splanchnique permettant la formation des progéniteurs cardiaques notamment  (Chapitre 6 - 

Carlson, 2018; Chapitre 13 - Sadler and Langman, 2012). Au 16ème jour environ après la 

fécondation, les cellules de la couche viscérale du mésoderme de la plaque latérale exprimant 

le gène codant le facteur de transcription Mesp1 (Chiapparo et al., 2016), activé par Eomes 
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(De Bono et al., 2018; Van den Ameele et al., 2012), vont ensuite rapidement migrer vers la 

région antérieure de l’embryon. Cette migration s’effectue sous l’influence de la balance de 

signalisation : activation BMP/inhibition Wnt (Chapitre 12 - Schoenwolf et al., 2014) et former 

le mésoderme cardiogénique (Lescroart and Meilhac, 2012; Meilhac and Buckingham, 2018; 

Chapitre 12 - Schoenwolf et al., 2014). 

I.2.B. Du croissant cardiaque à la formation du tube linéaire cardiaque 

I.2.B.a. Champs cardiaques 

Entre le 16ème et le 19ème jour après la fécondation, le mésoderme cardiogénique va 

progressivement, tout au long de la migration des progéniteurs vers la région antérieure de 

l’embryon, prendre une forme en arc appelée « croissant cardiaque » (Figure 5 – 19 jpf) 

(Chapitre 6 - Carlson, 2018). Le croissant cardiaque est une structure épithéliale 

correspondant à la première structure reconnaissable du cœur en développement (Meilhac 

et al., 2014). Il correspond également au premier champ cardiaque (ou First Heart Field en 

anglais) composé de progéniteurs exprimant des facteurs de transcription centraux dans le 

développement cardiaque, comme Nkx2-5, les facteurs de transcription de la famille Gata 

(Gata4/5), Tbx5 ou Hand1. Ces progéniteurs aboutiront quasi-exclusivement à la formation de 

cardiomyocytes dans le ventricule gauche et une partie des oreillettes (Chapitre 17 - Carlson, 

2018; Meilhac and Buckingham, 2018; Schoenwolf et al., 2014).  

Il existe également un second champ cardiaque (ou Second Heart Field en anglais), 

situé en position plus médiane et ventrale que le premier, qui est composé de progéniteurs 

cardiovasculaires multipotents exprimant spécifiquement les facteurs de transcription Isl1 et 

Tbx1. Ces progéniteurs aboutiront à la production (1) des cardiomyocytes dans le ventricule 

droit, ainsi que dans les oreillettes et la chambre de chasse (ou outflow tract en anglais) du 

cœur en développement, notamment sous l’impulsion de l’acide rétinoïque et des facteurs de 

transcription Hox (Bertrand et al., 2011; Stefanovic and Zaffran, 2017). Ils aboutiront 

également à la production (2) des cellules musculaires lisses et endocardiques (De Bono et al., 

2018; Günthel et al., 2018; Kelly et al., 2014). Les cellules du second champ cardiaque vont 

aussi former le proépicarde (Figure 5 – 21 jpf), correspondant à un pool cellulaire qui 

engendrera notamment la production (1) de fibroblastes cardiaques, constituant la majorité 

des cellules interstitielles du cœur et (2) de la couche cellulaire externe du cœur, l’épicarde 

(Chapitre 17 - Carlson, 2018; Krenning et al., 2010; Moore-Morris et al., 2016). Une étude chez 
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la souris indique que dès la gastrulation, différentes sous-populations Mesp1+ 

temporellement et spatialement distinctes existent et correspondent à des progéniteurs 

cardiaques engagés dans les différentes régions du cœur (Lescroart et al., 2018). Par exemple, 

les cellules du premier champ cardiaque dérivent de progéniteurs Mesp1+ « précoces » au 

début de la ligne primitive, alors les cellules du second champ cardiaque dérivent de 

progéniteurs Mesp1+ plus tardifs (Lescroart et al., 2014). 

I.2.B.b. Tube linéaire cardiaque 

Entre le 19ème et le 21ème jour après la fécondation, les cardiomyocytes primitifs en 

différenciation provenant du premier champ cardiaque vont progressivement fusionner au 

niveau de la ligne médiane. Ce processus va former le tube linéaire cardiaque renfermant une 

Figure 5 : Développement cardiaque humain du croissant cardiaque au cœur adulte 
A partir de 21 jpf les zones beiges correspondent au myocarde primaire et les zones rouges et bleues au myocarde 
des chambres cardiaques. Le nombre de jours post fécondation (jpf) chez l'humain et le stade embryonnaire (E) 
équivalent chez la souris sont indiqués. Adapté de Buijtendijk et al., 2020, Chapitre 5 et 17 - Carlson, 2018 et 
Sylva et al., 2014. 
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couche de cellules endocardiques et une couche de cellules myocardiques séparées par une 

région matricielle acellulaire, la gelée cardiaque (Günthel et al., 2018). La fusion progressive 

des cellules du premier champ cardiaque va provoquer la création du péricarde, une cavité 

remplie de plasma permettant la protection et la lubrification du cœur en développement 

(Chapitre 17 - Carlson, 2018; Jaworska-Wilczynska et al., 2016). Le tube linéaire cardiaque 

possède un pôle veineux du côté de la chambre d’entrée du tube (ou inflow tract en anglais) 

et un pôle artériel du côté de la chambre de chasse du tube (Figure 5 – 21 jpf). Le pôle veineux, 

proche des régions progénitrices des oreillettes, est la source d’un pool de cellules qui 

aboutira à la formation (1) de la région de confluence des veines au niveau de l’oreillette 

droite, appelée sinus veineux et (2) d’une partie des cellules composant le futur nœud 

sinoatrial, responsable de la génération de l’influx électrique cardiaque (van Wijk et al., 2018). 

La chambre de chasse va également être colonisée par une autre population cellulaire (non 

présentée ici), les cellules de la crête neurale (Yamagishi, 2021). Une fois le tube 

complètement formé, les premières contractions cardiaques vont apparaitre du côté du pôle 

veineux (Buijtendijk et al., 2020). 

I.2.C. Formation des chambres cardiaques : focus sur l’hétérogénéité 

ventriculaire transmurale 

I.2.C.a. Formation de la boucle ou « looping » cardiaque 

Entre le 22ème et le 23ème jour après la fécondation, le tube linéaire cardiaque va 

commencer à se densifier en cellules, non pas par division des cardiomyocytes primitifs du 

premier champ cardiaque, mais par l’incorporation de cellules du second champ cardiaque au 

niveau des deux extrémités du tube (Chapitre 17 - Carlson, 2018; Sylva et al., 2014). En 

parallèle, le tube cardiaque entre dans une étape de formation d’une boucle (ou looping en 

anglais) et va se déformer, provoquant la formation de la première structure cardiaque 

asymétrique visible, en passant d’une forme linéaire à une forme en C puis en S (Figure 5 – 23 

jpf) (Buijtendijk et al., 2020; Dees and Baldwin, 2018). Le looping permet une réorganisation 

spatiale des différentes régions du tube et va induire le bon positionnement des futurs 

ventricules et oreillettes. Différents facteurs de transcription ont été décrits comme impliqués 

dans le looping cardiaque, comme Pitx2, qui est responsable de l’asymétrie droite-gauche 

pendant la formation du croissant cardiaque sous l’impulsion de la signalisation Nodal, et qui 

induit la rotation de la chambre de chasse pendant le looping (Campione et al., 2018). 
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Cependant, l’implication de Pitx2 ne semble pas indispensable, car sa délétion spécifique dans 

les cardiomyocytes n’induit pas de défaut de looping (Desgrange et al., 2018). Les facteurs de 

transcription Nkx2-5, Mef-2, Hand1 et Hand2 ont aussi été impliqués dans le looping, car le 

knock-out (KO) de ces gènes bloque le développement cardiaque à ce stade (Chapitre 17 - 

Carlson, 2018). Les valves cardiaques vont commencer à se développer (non présenté ici), 

juste après le looping, entre le 31ème et le 35ème jour après la fécondation (O’Donnell and 

Yutzey, 2020). 

I.2.C.b. Ballooning et apparition des chambres cardiaques 

Une étape de gonflement (ou ballooning en anglais) va être enclenchée avant la fin du 

looping du tube cardiaque, par une nouvelle vague de prolifération et de différenciation des 

cardiomyocytes spécifiquement localisés dans le tube pour permettre la création des futures 

chambres cardiaques (Günthel et al., 2018; Sylva et al., 2014). On distingue ensuite deux types 

de myocarde : le myocarde primaire et le myocarde des chambres cardiaques. Le myocarde 

primaire est présent dans le tube cardiaque et son développement est guidé par le facteur de 

transcription Tbx2. Il est composé de cardiomyocytes dotés d’une activité électrique 

spontanée, avec de faibles capacités de contraction et de croissance, et d’une vitesse lente de 

conduction de l’influx électrique. Le myocarde des chambres cardiaques est retrouvé dans les 

oreillettes et les ventricules et son développement est guidé par le facteur de transcription 

Tbx5. Il est constitué de cardiomyocytes présentant une organisation sarcomérique bien 

établie, leur permettant de se contracter fortement, ainsi que de hautes vitesses de 

conduction de l’influx électrique et de hautes capacités prolifératives, mais sans activité 

électrique spontanée (Chapitre 17 - Carlson, 2018; Paige et al., 2015). GATA4, TBX5 et NKX2-

5 constituent un groupe majeur de facteurs de transcription agissant en coopération dans la 

régulation de la formation des chambres cardiaques (Moorman and Christoffels, 2003; Paige 

et al., 2015; Tan and Lewandowski, 2020). Tbx20 est aussi fortement impliqué dans 

l’établissement des chambres cardiaques, d’une part, en interagissant avec ces facteurs de 

transcription centraux pour activer l’expression de gènes spécifiques du myocarde des 

chambres, comme Nppa, Gja1/5 ou Id2 (Moorman et al., 2010; Sylva et al., 2014). D’autre 

part, il inhibe l’activité de facteurs de transcription comme Tbx2 et Tbx3 dont la fonction est 

d’empêcher l’établissement des programmes d’expression génique des chambres cardiaques 

(Paige et al., 2015). La suppression de l’expression du facteur de transcription Mef2c, 

majoritairement activé par Isl1 dans le second champ cardiaque, induit des défauts sévères 
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de développement du ventricule droit et de la chambre de chasse, révélant son rôle 

fondamental dans la formation de ces structures (Dodou et al., 2004). Les facteurs de 

transcription Hand1 et Hand2 ont aussi été impliqués dans la mise en place des ventricules 

(George and Firulli, 2019). Plus spécifiquement, Hand1 est majoritairement exprimé par les 

cellules du premier champ cardiaque et son activité est principalement concentrée dans le 

ventricule gauche, alors que Hand2 est majoritairement exprimé dans le second champ 

cardiaque sous l’impulsion de l’activation par Isl1 et l’invalidation de son expression va induire 

des défauts majeurs du développement du ventricule droit (Chapitre 17 - Carlson, 2018; Ren 

et al., 2021). 

Le facteur de transcription Iroquois homeobox Irx4 est également impliqué dans la 

spécification des chambres et plus particulièrement des ventricules. Par son expression qui y 

est exclusive, il permet leur spécification en inhibant les gènes impliqués dans la mise en place 

des oreillettes (Bruneau et al., 2000, 2001).  

Entre le 27ème et le 37ème jour après la fécondation, les deux ventricules vont être 

progressivement de plus en plus délimités par l’apparition du septum interventriculaire, 

correspondant à une protubérance du myocarde ventriculaire qui commence de l’apex du 

ventricule primitif et s’étend dans la cavité ventriculaire (Figure 5 – 32 jpf) (Dees and Baldwin, 

2018; Chapitre 13 - Sadler and Langman, 2012). En parallèle, la septation interatriale s’effectue 

pour séparer les deux oreillettes (Chapitre 17 - Carlson, 2018). 

I.2.C.c. Développement myocardique des ventricules 

La croissance des chambres cardiaques en particulier dans le ventricule, implique 

l’expansion de sa surface, mais aussi en parallèle, de l’épaississement de la paroi myocardique 

ou paroi du ventricule. Sur la partie interne de la paroi ventriculaire, appelée myocarde 

trabéculé, se forment entre le 23ème et le 26ème jour après la fécondation, des trabéculations 

(petites excroissances) vers la lumière des ventricules en formation. Ces trabéculations 

deviennent ensuite de plus grandes crêtes reconnaissables (trabécules) entre le 28ème et le 

32ème jour après la fécondation (Meilhac, 2018). Les trabécules sont constituées d’endocarde, 

de gelée cardiaque acellulaire et de myocarde, respectivement de l’intérieur vers l’extérieur 

de la paroi du ventricule. Il y a ensuite, dans la partie plus externe de la paroi ventriculaire, le 

myocarde compact recouvert d’une couche de cellules épicardiques (Figure 5 – 32 jpf).  

 L’origine cellulaire commune entre le myocarde trabéculé et compact suppose qu’il 

existe des signaux locaux responsables de leurs spécificités et de leur différenciation 
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ultérieure (Moorman et al., 2010). L’interaction endocarde/myocarde permet l’apparition des 

trabécules. La voie de signalisation associée à Notch1, exprimé dans l’endocarde, permet la 

régulation spécifique du myocarde par effet paracrine en induisant l’activation de gènes 

comme Bmp10 par exemple (D’Amato et al., 2018; Günthel et al., 2018). Le myocarde 

trabéculé engendrera par la suite une partie du système de conduction ventriculaire. Ainsi, 

des gènes associés à l’activité électrique cardiaque sont aussi exprimés dans les trabécules, 

comme les gènes codant les connexines 40 et 43, ainsi que le canal sodique Nav1.5, ou encore 

des facteurs de transcription impliqués dans la régulation de l’activité électrique comme ceux 

de la famille Iroquois Homeobox, Irx3 et Irx5 (Gaborit et al., 2012; Günthel et al., 2018; 

Moorman and Christoffels, 2003; Zhang et al., 2011).  

Dans le cadre de la formation du myocarde compact, c’est l’interaction 

épicarde/myocarde qui entre en jeu, en induisant la prolifération et la croissance des 

cardiomyocytes pour permettre la formation de la paroi compacte du ventricule (Moorman 

et al., 2010). Des cellules multipotentes de l’épicarde viennent coloniser le myocarde et se 

différencient notamment en fibroblastes cardiaques qui constituent des cellules de soutien 

du tissu et permettent la sécrétion paracrine de facteurs de croissance induisant un 

épaississement de la paroi ventriculaire (Günthel et al., 2018; Meilhac, 2018). 

Le myocarde va ensuite se compacter de plus en plus, aboutissant à une diminution du 

nombre de trabécules à partir du 44-48ème jour après la fécondation et va provoquer un 

épaississement de la paroi ventriculaire (D’Amato et al., 2018). Savoir si cette compaction 

résulte de la fusion des trabécules ou la croissance du myocarde compact reste encore à être 

déterminée (Meilhac, 2018). La production de cardiomyocytes est tout de même impliquée 

dans l’augmentation de l’épaisseur de la paroi, qui devient environ 7,5 fois plus épais pendant 

la période du 37-42ème jour au 56-60ème jour après la fécondation (Figure 5 – 50 jpf) (Günthel 

et al., 2018). 

I.2.D. Système de conduction électrique cardiaque et facteurs de 

transcription 

Une fois la formation des chambres effectuée, les cardiomyocytes n’ont plus d’activité 

électrique spontanée, contrairement aux cardiomyocytes du myocarde primaire du tube 

cardiaque. Le développement de tissus conducteurs spécialisés (faible capacité de contraction 

et automaticité électrique) est donc nécessaire pour la génération et la transmission de l’influx 
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électrique et pour permettre la contraction cardiaque du myocarde des chambres (Figure 5 – 

50 jpf) (Chapitre 17 - Carlson, 2018). Les différents facteurs de transcription, qui sont 

essentiels à la formation du tissu conducteur, seront présentés. 

I.2.D.a. Nœud sinoatrial 

 Le nœud sinoatrial, situé sous la jonction de l’oreillette droite et de la veine cave 

supérieure, est le pacemaker cardiaque permettant la genèse de l’influx électrique dans le 

cœur. Il est dérivé du myocarde primaire et provient d’un pool de cellules progénitrices 

exprimant le marqueur du second champ cardiaque, Isl1, et le marqueur des progéniteurs du 

sinus veineux, Tbx18 (Mommersteeg et al., 2010). Isl1 permet l’activation du facteur de 

transcription Tbx3 qui est un répresseur du programme d’expression du myocarde contractile 

et est impliqué dans le maintien de l’intégrité du système de conduction (Miquerol, 2018). 

Tbx18 permet d’exprimer les gènes associés à l’activité de pacemaker comme Hcn4, 

responsable du courant dépolarisant permettant l’automaticité, ou des connexines 

spécifiques, Cx45 et Cx30.2. Les facteurs de transcription majeurs Tbx5 et Nkx2-5 ont des rôles 

opposés dans l’établissement du programme génique spécifique du nœud sinoatrial, Tbx5 

induit l’expression de Tbx3 en faveur de l’établissement du nœud et Nkx2-5 active l’expression 

de gènes spécifiques des chambres comme Gja1, Gja5, Scn5a et Nppa (Park and Fishman, 

2017; van Weerd and Christoffels, 2016). Le facteur de transcription Shox2 est central dans le 

développement du nœud et le maintien de l’activité pacemaker par répression de Nkx2-5 (Ye 

et al., 2015). 

I.2.D.b. Nœud atrioventriculaire 

 L’influx électrique généré dans le nœud sinoatrial va ensuite traverser les oreillettes 

par les branches de Bachmann, qui assurent la communication interatriale (Van Campenhout 

et al., 2013). Ensuite, les oreillettes et les ventricules étant séparés par un tissu fibreux isolant, 

l’influx est contraint de rejoindre le nœud atrioventriculaire, notamment par l’intermédiaire 

de voies préférentielles (Christoffels et al., 2010; Yi et al., 2012). Le nœud atrioventriculaire 

est dérivé de cellules du canal atrioventriculaire embryonnaire et a pour fonction de ralentir 

l’influx électrique provenant des oreillettes pour permettre de séparer leur contraction de 

celle des ventricules et assurer ainsi un pompage efficace du sang (Bakker et al., 2010). La 

balance de facteurs de transcription Nkx2-5/Tbx2-Tbx3 est nécessaire pour le maintien d’un 

équilibre entre la production de progéniteurs et la spécification et le maintien de l’intégrité 

du tissu de conduction. Les mêmes gènes que ceux associés à l’activité de pacemaker du nœud 
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sinoatrial (Hcn4 et les Cx45 et Cx30.2 associées à la conduction lente) y sont également 

exprimés (Miquerol, 2018). La triade de facteurs de transcription Gata4, Nkx2-5, Tbx5 permet 

de réguler la balance entre génération de tissu contractile ou conducteur en agissant sur des 

programmes d’expression géniques spécifiques (Bhattacharyya and Munshi, 2020; Park and 

Fishman, 2017). 

I.2.D.c. Système de conduction ventriculaire 

 L’influx électrique passe ensuite, à vitesse croissante, dans le système de conduction 

ventriculaire composé respectivement du faisceau de His puis des branches droite et gauche 

du faisceau de His et enfin, du réseau complexe de fibres de Purkinje. Le système de 

conduction ventriculaire ne dérive pas d’un champ cardiaque spécifique (Miquerol et al., 

2013). Le faisceau de His est situé à la jonction entre les ventricules gauche et droit 

(respectivement issus du premier et du second champ cardiaque), et dérive de cellules des 

deux champs cardiaques. Le réseau de Purkinje du ventricule droit provient de progéniteurs 

du second champ cardiaque, alors que la branche gauche du faisceau et le réseau de Purkinje 

du ventricule gauche sont issus du premier champ cardiaque (Mohan et al., 2018). La branche 

droite du faisceau de His est issue des deux types de progéniteurs du premier et deuxième 

champ cardiaque (Choquet et al., 2021). La balance entre les facteurs de transcription Tbx5 et 

Tbx3 est impliquée dans la mise en place de ce système de conduction ventriculaire. En effet, 

alors que Tbx3 inhibe l’expression de gènes spécifiques du myocarde contractile (Nppa, Gja1, 

…), Tbx5 à l’inverse, induit l’expression des gènes associés à la conduction rapide de l’influx 

électrique : Gja5, Scn5a, … (van Weerd and Christoffels, 2016). Le facteur de transcription 

Iroquois homeobox Irx3 est également impliqué dans la régulation de l’expression des 

connexines spécifiques de la conduction rapide au sein des branches du faisceau de His (voir 

partie I.4.B Les facteurs de transcription Iroquois homeobox) (Zhang et al., 2011). Les fibres 

de Purkinje sont quant à elles issues du ventricule trabéculé et le complexe de facteurs de 

transcription Irx3/Nkx2-5/Tbx5 y a été décrit comme impliqué dans leur maturation (Kim et 

al., 2016; Miquerol, 2018; Park and Fishman, 2017). Au 54-56ème jour après la fécondation, le 

système de conduction est définitivement dissocié du myocarde contractile. 
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I.2.E. Impact de la naissance sur les cardiomyocytes 

Afin de subvenir aux besoins croissants du fœtus en développement, le cœur doit 

croitre et adapter sa fonction de contraction à l’approche de la naissance. Les modifications 

cardiomyocytaires présentées ci-après ont lieu en parallèle in vivo et sont interdépendantes.  

I.2.E.a. Maturation du couplage excitation/contraction cardiomyocytaire 

Au cours du développement tardif pré- et post-natal, les cardiomyocytes vont subir 

des maturations associées à leur activité électrique. D’une part, par l’augmentation de 

l’expression de gènes codant des canaux ioniques, comme par exemple ceux impliqués dans 

l’homéostasie calcique (ex : RYR2, CACNA1C, …). D’autre part, par des modifications 

structurelles, comme l’apparition des tubules T, l’augmentation de la taille du réticulum 

sarcoplasmique ou la formation de disques intercalaires entre les cardiomyocytes (Guo and 

Pu, 2020). Les cardiomyocytes vont également subir des maturations du système contractile, 

par accumulation de protéines sarcomériques (Meilhac, 2018), augmentant l’efficacité de la 

contraction, ainsi que par des changements d’isoformes : par exemple la troponine I1 (TNNI1) 

exprimée dans le cœur fœtal est remplacée par la troponine I3 (TNNI3) spécifique des 

cardiomyocytes du cœur adulte (Sheng and Jin, 2014).  

I.2.E.b. Switch métabolique 

 Après la naissance, la disponibilité en oxygène va provoquer un switch métabolique 

des cardiomyocytes (Figure 6) : la glycolyse anaérobie, avec le glucose ou le lactate comme 

source d’énergie (nécessaire à la prolifération des cardiomyocytes embryonnaires), est 

remplacée par la phosphorylation oxydative mitochondriale, avec la -oxydation des acides 

gras comme nouvelle source énergétique. L’apparition d’un stress oxydatif suite à 

l’augmentation de l’activité mitochondriale après la naissance contribue à l’arrêt du cycle 

cellulaire et à l’hypertrophie cardiomyocytaire (Meilhac, 2018; Piquereau and Ventura-

Clapier, 2018).  

I.2.E.c. Inversion de la balance prolifération/hypertrophie des cardiomyocytes 

 Entre la fin du développement prénatal et les premières années de vie après la 

naissance, la prolifération des cardiomyocytes diminue progressivement et l’hypertrophie 

physiologique des cardiomyocytes entre en jeu (Figure 6) (Tan and Lewandowski, 2020). Chez 

la souris, la relocalisation nucléaire du facteur de transcription Meis2 après la naissance va 

induire une inhibition du cycle cellulaire et donc réprimer la prolifération des cardiomyocytes 
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(Muralidhar and Sadek, 2016). L'hypertrophie des cardiomyocytes se fait par la suite par 

division cellulaire mitotique sans séparation cytoplasmique, ce qui entraîne la formation de 

cellules myocardiques binucléées pour favoriser la croissance du myocarde (Tan and 

Lewandowski, 2020). Ainsi, au cours des premiers mois de la vie, le volume des cellules 

myocardiques est augmenté de 30 fois environ chez l'humain. 

 Structuration de la chromatine et régulation transcriptionnelle 

 Il apparait aujourd’hui clairement que la chromatine n’assure pas uniquement le 

stockage de l’ADN, mais est aussi très impliquée dans la régulation de l’expression des gènes 

(Even-Faitelson et al., 2016; Moore-Morris et al., 2018). Dans cette section seront présentées 

les différentes caractéristiques structurelles et fonctionnelles de la chromatine et leurs 

implications dans la régulation de la transcription. 

I.3.A. Organisation de la chromatine 

I.3.A.a. Composition de la chromatine 

Si l’on déroulait les trois milliards de paires de bases environ qui composent l’ADN 

humain, on obtiendrait une molécule de plus de deux mètres, qui est stockée dans un noyau 

cellulaire d’une taille inférieure à 10µm de diamètre. Ainsi, pour pouvoir entrer dans le volume 

du noyau, l’ADN est compacté sous forme de chromatine (Doğan and Liu, 2018; McGinty and 

Tan, 2015). La chromatine est une ribonucléoprotéine correspondant à l’assemblage de 

Figure 6 : Modifications du métabolisme cardiomyocytaire associées à la naissance 
Adapté de Piquereau and Ventura-Clapier, 2018 et Tan and Lewandowski, 2020. 
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molécules d’ADN enroulées autour de groupes protéiques, les octamères d’histones. Ces 

octamères composés de paires d’histones  H2A, H2B, H3 et H4 respectivement, sont entourés 

de 145-147pb d’ADN, formant ainsi une structure appelée nucleosome core particle (Figure 7) 

(Flaus, 2011; Luger, 2006). La séquence ADN reliant deux nucleosome core particles adjacents 

est appelée ADN linker. Sur cet ADN linker, une autre protéine histone est fixée, appelée 

histone linker, correspondant généralement à l’histone H1 (présente dans les régions 

compactes du génome), elle permet une stabilisation du complexe nucleosome core 

particle/ADN (Felsenfeld and Groudine, 2003). L’association du nucleosome core particle et de 

l’histone linker correspond au chromatosome (Figure 7). Le nucléosome correspond ainsi à 

l’ensemble nucleosome core particle et ADN linker (fixé ou non par l’histone linker). 

Cependant, malgré ces définitions, le nucleosome core particle est généralement identifié 

comme étant le nucléosome (McGinty and Tan, 2015). Les histones sont globalement chargées 

positivement, contrairement à l’ADN qui est chargée négativement. Cependant, il existe une 

zone en surface du nucleosome core particle, où la disposition tridimensionnelle des histones 

H2A et H2B provoque un regroupement dans l’espace d’acides aminés chargés négativement 

(acides aspartique et glutamique), formant une poche ou patch acide (acidic patch en anglais), 

qui est impliquée dans les interactions inter-nucléosomes (Paul, 2021). 

 Le terme de « positionnement des nucléosomes » (ou nucleosome positionning en 

anglais) indique la séquence d’ADN qui les entoure et qui permet d’identifier leur localisation 

exacte sur le génome. Le positionnement des nucléosomes peut être divisé en deux parties : 

(1) le positionnement rotationnel, décrivant le côté de l'hélice d'ADN qui fait face aux histones 

Figure 7 : Structure de la chromatine 
Adapté de Flaus, 2011 
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et (2) le positionnement translationnel, déterminant le point médian du nucléosome par 

rapport à la séquence d'ADN de 145-147pb qui l’entoure (Flaus, 2011; Liu et al., 2018a). Ce 

positionnement n’est pas fixe pour tous les nucléosomes, mais peut varier, permettant ainsi 

la compaction ou l’ouverture de régions spécifiques de l’ADN. 

On attribue trois fonctions principales au nucléosome : (1) il permet individuellement 

le premier niveau de compaction de la chromatine, (2) il sert de base à la fixation d’enzymes 

et est cible de modifications post-traductionnelles (voir partie I.3.E.b Marques d’histones) 

participant à la régulation de la chromatine et (3) il permet un niveau de compaction 

supplémentaire de la chromatine par assemblage avec d’autres nucléosomes (Zhu and Li, 

2016). 

I.3.A.b. Euchromatine et hétérochromatine 

Dans le noyau cellulaire, la chromatine est disposée de manière à ce que chaque 

chromosome occupe un volume distinct ou territoire chromosomique (Figure 8). Ces 

territoires sont spécifiques des tissus et des types cellulaires, mais leur fonction reste encore 

peu claire (Misteli, 2020). Vers le centre du noyau, l’euchromatine aussi appelée 

compartiment A, correspond à une chromatine relâchée, ou les gènes sont actifs. C’est sous 

cette forme que l’ADN va être transcrit et permettre l’établissement d’un programme 

d’expression génique spécifique des tissus et des types cellulaires (Morrison and Thakur, 

2021). L’euchromatine présente des grandes régions sans nucléosome qui forment ainsi une 

barrière permettant l’arrêt de l’expansion de l’hétérochromatine et évitant l’inhibition de 

gènes importants (Allshire and Madhani, 2017). Vers la périphérie du noyau, la chromatine est 

compactée et les gènes sont inactifs, c’est l’hétérochromatine ou compartiment B. Différentes 

fonctions de l’hétérochromatine ont été identifiées, comme (1) un rôle dans la spécification 

des types cellulaires en empêchant l’expression de gènes inadaptés, ou (2) un rôle de 

protection de l’intégrité de l’ADN en empêchant la survenue de mutations associées à des 

déplacements de transposons (Allshire and Madhani, 2017).  

L’hétérochromatine localisée dans la périphérie du noyau va interagir avec la lamina 

nucléaire dans ce qu’on appelle des domaines associés à la lamina (Figure 8) (lamina-

associated domain en anglais) ou LADs, qui ont une taille comprise entre 100 kilobases et 10 

mégabases (Guelen et al., 2008). Les LADs sont fortement associés à des régions non 

transcrites et avec une faible densité en gènes. A l’inverse, entre les LADs, il existe des régions 
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actives du génome ou inter-LADs. Les LADs d’un même chromosome sont fixés à la lamina 

nucléaire, alors que les régions inter-LADs d’un même chromosome sont regroupées 

ensemble vers le centre du noyau (Misteli, 2020). Le rôle du compartiment longeant 

l’enveloppe nucléaire dans la régulation de la chromatine a été confirmé par différentes 

expériences complémentaires : (1) des expériences de relocalisation artificielle d’une région 

interne (active) du noyau vers la périphérie ont montré une répression des gènes de cette 

région suite à la relocalisation (Reddy et al., 2008) et (2) l’absence de lamina nucléaire 

provoque une désorganisation des LADs, qui se retrouvent dans une région plus centrale du 

noyau, avec un impact sur la transcription (Zheng et al., 2018). 

Figure 8 : Différentes échelles d’organisation de la chromatine 
LADs : lamina-associated domain, TADs : Topologically Associating Domains. Adapté de Doğan 
and Liu, 2018. 
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Pour mieux appréhender le fait que les régions d’ADN ouvertes (euchromatine) ou 

fermées (hétérochromatine) vont former des structures distinctes (sans membrane), une 

théorie reposant sur le principe de séparation de phases a été développée (Strom et al., 2017). 

La base de la séparation de phases est la démixtion de populations de protéines distinctes 

lorsqu'elles sont présentes au-dessus d'un seuil de saturation, provoquant la formation de 

phases liquide-liquide distinctes et dynamiques (Misteli, 2020; Shin and Brangwynne, 2017). 

La protéine de l’hétérochromatine, HP1, pourrait être impliquée dans ce phénomène de 

démixtion liquide-liquide (Figure 9). En effet, la mise en place de multiples interactions 

hydrophobes entre protéines HP1 pourrait permettre la formation de gouttelettes (sans 

membrane) correspondant aux domaines occupés par l’hétérochromatine, qui ne se 

mélangeront pas avec l’euchromatine (Sanulli et al., 2019). La phosphorylation de HP1 induit 

une démixtion plus efficace, suggérant un mécanisme potentiel de régulation in vivo (Allshire 

and Madhani, 2017). Il est également supposé que l’accès à ces domaines d’hétérochromatine 

est régulé par des protéines de transport ou des modifications post-traductionnelles (Strom 

et al., 2017).  

I.3.A.c. Topologically Associating Domains (TADs) 

A une échelle plus réduite au sein de l’euchromatine et de l’hétérochromatine se 

trouvent des domaines structurels et fonctionnels du génome appelés Topologically 

Associating Domains ou TADs (Figure 8) (Razin et al., 2016). Les TADs correspondent à des 

Figure 9 : Modèle de séparation de phase pour la formation de l'hétérochromatine 
L’accumulation de la protéine HP1 et la compaction de la chromatine sont favorables à la séparation liquide-
liquide induisant la formation de structures d’hétérochromatine sans membranes, inaccessibles à des sondes 
inertes. Adapté de Strom et al., 2017. 
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régions de la chromatine, de taille allant de quelques kilobases à plusieurs milliers, qui sont 

fortement repliées sur elles-mêmes, permettant de nombreuses interactions de chromatine 

en leur sein (Figure 10A) (Razin and Ulianov, 2017). Le modèle actuel de la formation des TADs 

est un modèle de boucle-extrusion (Fudenberg et al., 2016) : une boucle d’ADN se forme au 

travers d’un anneau de cohésine induisant le rapprochement de deux sites de fixation d’un 

facteur de transcription insulateur (généralement CTCF), qui vont provoquer l’arrêt de la 

formation de la boucle, une fois arrivés au niveau de l’anneau (Figure 10B). Il existe au sein 

même des TADs, d’autres niveaux de repliements, appelés sous-TADs (Hsieh et al., 2020; 

Schmitt et al., 2016), qui constituent des regroupements hétérogènes de boucles transitoires 

de la chromatine qui interagissent extensivement (Misteli, 2020). Ces différents niveaux de 

repliements permettent de mettre en contact des éléments de l’ADN dont les séquences sont 

très éloignées, rendant possible la régulation de l’expression de gènes spécifiques, même à 

distance (Gonzalez-Sandoval and Gasser, 2016). Les TADs sont globalement bien conservés 

entre les types cellulaires (Dixon et al., 2012), et en fonction de leur activation ou inhibition, 

ils permettent l’expression tissu-spécifique de gènes (Ulianov et al., 2016). 

Les TADs sont séparés les uns des autres par des régions frontières, qui vont empêcher 

les interactions de la chromatine entre les TADs adjacents (Kim et al., 2015). Le facteur de 

transcription CTCF est connu pour jouer le rôle d’insulateur entre les TADs et empêcher les 

interactions inter-TADs. Certaines régions frontières sont des régions ouvertes (non 

compactées) et transcriptionnellement actives qui contiennent des gènes de ménage, dont la 

transcription est forte et n’a pas besoin d’être autant régulée que celle des gènes tissus-

spécifiques (Razin and Ulianov, 2017; van Steensel and Furlong, 2019; Ulianov et al., 2016).  

Il existe différents exemples de mutations ou variations structurelles de la chromatine 

conduisant à des défauts de formation de TADs spécifiques (Ibrahim and Mundlos, 2020; 

Lupiáñez et al., 2015). Ces défauts peuvent être dus notamment à la perte d’une frontière 

entre les TADs, suite à la mutation d’un site CTCF, provoquant une fusion entre deux TADs qui 

pourra conduire à des expressions ectopiques de gènes et le développement de pathologies 

(Figure 10A, C) (Fudenberg et al., 2016). 

Bien que la dérégulation de la structure des TADs ait été impliquée dans des 

pathologies, les effets de variations structurelles sur l’expression de gènes sont ponctuels 

(Tena and Santos-Pereira, 2021). En effet, différentes études ont montré que la perte de 

cohésine ou de CTCF induisait une perturbation de la formation des boucles et frontières des 
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TADs, mais sans modification globale de l’organisation des compartiments A et B, et sans 

modification profonde de l’expression des gènes (Figure 10C) (Ghavi-Helm et al., 2019; Nora 

et al., 2017; Schwarzer et al., 2017). Par ailleurs, des exemples de régulations longue-distance 

entre différents TADs, qui ne tiennent pas compte des frontières, ont été mis en évidence 

(Galupa et al., 2020; Groff et al., 2018). Ces observations montrent les limites de notre 

compréhension de la régulation transcriptionnelle par les TADs et suggèrent que d’autres 

mécanismes de régulation sont impliqués. 

Figure 10 : Formation et structure des TADs 
Adapté de Nora et al., 2017, Razin et al., 2016 et Razin and Ulianov, 2017 
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I.3.B. Résumé des étapes de la transcription des ARNm 

Chez les eucaryotes, la transcription des ARNm se fait par l’intermédiaire de l’ARN 

polymerase II (ARN pol II ; Girbig et al., 2022). L’ARN pol II est une multiprotéine composée de 

12 sous-unités qui a besoin du recrutement d’autres partenaires protéiques pour lancer la 

transcription. L’initiation de la transcription correspond au recrutement, sur le promoteur du 

gène à transcrire, de l’ARN pol II ainsi que des facteurs d’initiation (aussi connus sous le nom 

de facteurs de transcription généraux) TFIIA, TFIIB, TFIID, TFIIE, TFIIF, TFIIH et le complexe 

médiateur, l’ensemble formant le complexe de pré-initiation de la transcription (Figure 11) 

(PIC ; Muniz et al., 2021).  

Le complexe médiateur permet de relier dans un contexte tridimensionnel les 

éléments régulateurs (ex : enhancers) pour favoriser la formation du PIC. Rapidement après 

le début de la transcription, à environ 20-50pb en aval du point de départ de la transcription 

(TSS), l’ARN pol II rentre en pause, stabilisée par les facteurs NELF et DSIF. L’apport de facteurs 

d’élongation, par l’intermédiaire d’autres facteurs de transcription, va entrainer le relargage 

Figure 11 : Etapes du cycle de transcription des ARN messagers 
Les facteurs d’initiation de la transcription TFII sont indiqués respectivement IIA, IIB, IID, IIE, IIF et IIH, Pol II : ARN 
polymérase II, PIC : complexe de pré-initiation de la transcription, NELF et DSIF : facteurs de pause de la 
polymérase, SF : facteur d’épissage, EF : facteur d’élongation, An : queue polyadénylée. Adapté de Muniz et al., 
2021. 
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de NELF et la conversion de DSIF d’inhibiteur à activateur de l’élongation, entrainant la sortie 

de la pause de la polymérase puis le début de la phase d’élongation (Figure 11) (Muniz et al., 

2021). Lors de cette phase l’ARN pol II doit pouvoir transcrire l’ADN enroulé autour des 

nucléosomes disposés tout au long du gène. Pour cela, à son arrivée au niveau d’un 

nucléosome, l’ARN pol II va recruter des facteurs d’élongation et des facteurs remodeleurs de 

chromatine pour rendre l’ADN accessible et permettre la poursuite de la transcription (Girbig 

et al., 2022). La majorité des ARNm possède une queue poly-A, ainsi, la terminaison de la 

transcription se fait par l’intermédiaire du complexe de clivage et de polyadénylation, qui 

permet la libération de l’ARNm néo-synthétisé. L’exonucléase Xrn2 dégrade ensuite l’ARN 

synthétisé après la queue poly-A au sein de l’ARN pol II (Figure 11) (Eaton and West, 2020).  

I.3.C. Lien entre la transcription et la conformation 3D de la chromatine 

Il existe des interconnections diverses entre la transcription et la conformation 3D de 

la chromatine. D’un côté l’activité transcriptionnelle induit des modifications de structuration 

de la chromatine, par exemple lors de la différenciation des cellules hESCs en cellules 

spécialisées au cours du développement, l’établissement d’expressions spécifiques de gènes 

va être nécessaire. Les cellules souches, par leur capacité de pluripotence, expriment un grand 

nombre de gènes, bien qu’à bas niveau d’expression, ce qui a comme implication sur la 

structuration de la chromatine la présence d’une grande proportion de régions ouvertes et 

peu d’hétérochromatine. Lors de la différenciation, ne doivent être exprimés que les gènes 

spécifiques à la fonction de la cellule en devenir, provoquant ainsi des changements de 

structuration des TADs et des domaines d’hétérochromatine notamment (Misteli, 2020). Un 

autre lien entre l’activité transcriptionnelle et la structuration de la chromatine, est la 

compaction moins importante des TADs présentant une chromatine transcriptionnellement 

active, comparée aux TADs complètements inactifs, du fait de la présence de la machinerie de 

transcription (van Steensel and Furlong, 2019; Ulianov et al., 2016).  

A l’inverse, bien qu’elle régule la probabilité d’interaction entre des éléments régulateurs et 

l’accessibilité des promoteurs de gènes pour la fixation de facteurs de transcription, la 

conformation 3D de la chromatine ne permet pas de déterminer, à elle seule, l’activité 

transcriptionnelle de tous les gènes de manière binaire (actif/inactif ; Misteli, 2020). Par 

exemple, la déstabilisation des TADs n’impacte l’expression que d’une petite partie des gènes, 

mais pas le génome entier, suggérant que la structuration en TADs ne permet pas de 
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déterminer à elle seule l’activité transcriptionnelle sous-jacente (voir partie I.3.A.c 

Topologically Associating Domains (TADs)) (Tena and Santos-Pereira, 2021). De plus, Chen et 

al. montrent que la proximité facilitée dans l’espace, entre deux éléments cis régulateurs, 

n'est pas suffisante pour assurer la transcription (Chen et al., 2018). 

I.3.D. Eléments cis régulateurs 

 Les éléments cis régulateurs correspondent à des séquences généralement non-

codantes de l’ADN, qui sont impliquées dans la régulation de la probabilité d’initiation de la 

transcription de gènes proches ou à distance. Pour cela, les régions régulatrices peuvent être 

occupées par des facteurs de transcription (Bolt and Duboule, 2020; Wang et al., 2019). Les 

éléments cis régulateurs fonctionnent conjointement à des éléments trans régulateurs, qui 

sont différents de la séquence d’ADN (comme des facteurs de transcription par exemple) et 

impliqués dans la régulation de la transcription (Wittkopp and Kalay, 2012). 

L’ensemble de ces éléments régulateurs partage une fonction commune qui est la 

régulation de la transcription des gènes (voir partie I.3.B Résumé des étapes de la transcription 

des ARNm). Un découpage entre les différentes fonctions que peut avoir une région cis 

régulatrice est réalisé ci-après pour une meilleure compréhension, mais est artificiel car une 

même région peut présenter en parallèle des caractères de plusieurs catégories (Tableau 1). 

I.3.D.a. Promoteurs 

 Les promoteurs de gènes sont des régions d’ADN situées en 5’ en amont de gènes 

codants et non-codants pour des protéines. Ils servent de base pour la fixation de l’ARN pol II 

dans le cas de la transcription d’ARNm (Morrison and Thakur, 2021). Plus précisément, l’ARN 

pol II va se fixer sur une région particulière du promoteur, le core promoter, qui correspond à 

la séquence minimale permettant la fixation puis l’initiation de la machinerie de transcription 

(Spitz and Furlong, 2012). Le core promoter, d’une taille d’environ 80pb autour du TSS des 

gènes, n’est pas identique pour tous les gènes, par exemple on estime que 46% des 

promoteurs possèdent une séquence Inr, et 24% possèdent une séquence TATA-box, qui 

permettent la fixation de l’ARN pol II (Core and Adelman, 2019; Girbig et al., 2022). Le 

positionnement des nucléosomes situés dans les promoteurs est bien conservé entre les 

gènes exprimés. En effet, l’extrémité 5’ du premier nucléosome en aval du TSS, appelé 

« nucléosome +1 », est positionné à environ 40-50pb après le TSS des gènes exprimés (contre 
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seulement 10pb pour les gènes non exprimés) et est impliqué dans la pause de l’ARN 

polymérase (Schones et al., 2008; Weber et al., 2014). Le nucléosome -1, est situé à environ 

150-180pb en amont des TSS, et son positionnement induit la formation d’une région sans 

nucléosome (ou nucleosome-free region en anglais), qui contient le core promoter, et qui est 

favorable à la fixation de la machinerie de transcription et à la régulation par des facteurs de 

transcription (Girbig et al., 2022; Hesson et al., 2014; Radman-Livaja and Rando, 2010).  

Tableau 1 : Caractéristiques des principaux éléments régulateurs du génome 

Caractéristiques Promoteur Enhancer 
Elément 
frontière 

Accessibilité de la chromatine +++ +++ + 

Activité à distance + +++ - 

Association avec CTCF + + +++ 

Association avec la cohésine + + +++ 

Effet insulateur + ? +++ 

Facteurs de transcription associés 

Ubiquitaires +++ + +++ 

Tissu-spécifiques + +++ ? 

Association avec le PIC +++ + - 

Transcription 

Unidirectionnelle +++ - - 

Bidirectionnelle + + - 
PIC : Complexe de pré-initiation de la transcription. Adapté de Oudelaar and Higgs, 2021. 

I.3.D.b. Enhancers 

 Les enhancers sont de courtes régions d'ADN contenant des motifs de facteurs de 

transcription qui permettent d’activer la transcription du ou des gènes qu'ils régulent, 

indépendamment de leur position, de leur distance ou de leur orientation par rapport au 

promoteur de leur(s) gène(s) cible(s) (Tableau 1) (Oudelaar and Higgs, 2021). En effet, la 

distance entre un enhancer et un gène n’est pas obligatoirement prédictive du lien fonctionnel 

entre les deux éléments, notamment car l’interaction enhancer-promoteur peut s’effectuer 

par l’intermédiaire de larges boucles de chromatine (voir partie I.3.A.c Topologically 

Associating Domains (TADs)) (Hamamoto and Fukaya, 2022). De plus, il a été montré que la 

modification de l’orientation d’un enhancer n’a pas d’effet sur sa fonction activatrice (Agrawal 

et al., 2018). Les enhancers sont des régions bien conservées entre les espèces pour un certain 

nombre d’entre-elles (Kathiriya et al., 2015), cependant elles ne sont pas ubiquitaires au sein 

d’un individu, mais spécifiques des tissus (Oudelaar and Higgs, 2021). 
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Différents modèles ont été établis pour décrire les modes d’action supposés des 

enhancers (Figure 12) (Junion et al., 2012; Spitz and Furlong, 2012) : 

 Tout d’abord le modèle d’enhanceosome, qui proposait que l’enhancer soit composé 

de différents motifs de facteurs de transcription organisés et orientés de manière 

stricte, permettant la fixation coopérative de différents facteurs de transcription. 

 Puis le billboard model qui suggère que l’organisation des motifs de facteurs de 

transcription (espacement et orientation) n’a que peu d’importance, ainsi chaque 

facteur de transcription est recruté indépendamment via son motif spécifique.  

 Enfin le modèle de collectif de facteurs de transcription combine des idées des autres 

modèles en proposant une coopération de fixation entre les facteurs de transcription 

sans organisation stricte des leurs motifs. Dans ce modèle l’absence d’un seul facteur 

de transcription empêche la fixation des autres permettant une régulation fine de 

l’activité de l’enhancer. 

De nombreux promoteurs de gènes ont été montrés comme étant impliqués dans des 

interactions enhancer-promoteur impliquant plusieurs enhancers en parallèle (Dunham et al., 

2012). Ce type de régulation suggère une redondance d’activation entre différents enhancers, 

rendant ainsi l’activation du gène moins sensible aux mutations perte-de-fonction, comparée 

à l’activation médiée par un seul enhancer (Oudelaar and Higgs, 2021). Il existe aussi des 

Figure 12 : Modèles de fonctionnement des enhancers 
Adapté de Spitz and Furlong, 2012 
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regroupements physiques de plusieurs enhancers, appelés super-enhancers, qui vont 

également réguler différents gènes à distance, indépendamment de leur orientation. Ces 

super-enhancers permettent notamment la régulation de gènes majeurs de l’identité des 

cellules, comme par exemple le gène Nanog, qui est impliqué dans la régulation de la 

pluripotence dans le développement embryonnaire et dont l’expression est régulée par trois 

super-enhancers différents (Agrawal et al., 2018).  

Malgré l’accumulation de résultats décrivant des exemples d’interactions enhancer-

promoter, les mécanismes associés à la spécificité de ces interactions restent encore peu clairs 

(Galouzis and Furlong, 2022). En effet, un enhancer peut préférentiellement activer des gènes 

à plusieurs milliers de paires de bases de distance, plutôt que des gènes voisins proches (Chua 

et al., 2022). Pour tenter d’expliquer ce type d’interaction, Bergman et al. proposent un 

modèle où la majorité des enhancers activent de la même manière tous les promoteurs de 

gènes adjacents et où les activités intrinsèques des enhancers et promoteurs (qui sont 

associées aux motifs de facteurs de transcription présents) se multiplient pour déterminer 

l’impact sur la transcription (Bergman et al., 2022). Enfin, des exemples de régulation longue-

distance, sans interaction physique entre enhancers et promoteurs ont été décrits. Ces 

régulations suggérent qu’il existe d’autres mécanismes indépendants de la formation de 

boucles de chromatine et de l’interaction physique d’éléments distants, pour la régulation de 

l’expression de gènes par les enhancers (Alexander et al., 2019; Benabdallah et al., 2019). 

La vision globale de la régulation de l’expression génique se complexifie quand on 

s’intéresse spécifiquement à la dichotomie entre les promoteurs et enhancers. En effet, ces 

deux types d’éléments régulateurs partagent des caractéristiques communes (Tableau 1), 

comme la présence d’une nucleosome-free region, la possibilité de recruter des facteurs de 

transcription et/ou le complexe de pré-initiation de la transcription (Andersson and Sandelin, 

2020). Bien qu’il soit décrit que les enhancers vont recruter généralement des facteurs de 

transcription tissu-spécifiques et agir à distance des gènes, alors que les promoteurs recrutent 

généralement des facteurs de transcription plus ubiquitaires et sont situés proche des TSS, 

des promoteurs peuvent servir d’enhancers pour d’autres gènes et des enhancers peuvent 

également déclencher la transcription de gènes (Oudelaar and Higgs, 2021). La combinaison 

des fonctions des promoteurs et enhancers permet la création de paysages de régulation 
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génique (ou gene regulatory landscapes en anglais) qui contrôlent les mécanismes complexes 

et flexibles de l'activité transcriptionnelle (Bolt and Duboule, 2020; Robson et al., 2019). 

I.3.D.c. Silencers et insulateurs 

Les silencers sont des régions du génome aux caractéristiques proches de celles des 

enhancers, à la différence majeure que leur fonction est d’induire une inhibition de 

l’expression des gènes. L’inhibition est effectuée par l’intermédiaire de facteurs de 

transcription intrinsèquement inhibiteurs ou s’associant à des cofacteurs inhibiteurs (Maston 

et al., 2006; Pang and Snyder, 2020). 

Les régions insulatrices du génome, appelées également régions frontières, sont 

occupées par des facteurs de transcription insulateurs (comme CTCF) et ont pour fonction 

d’empêcher les interactions physiques et fonctionnelles entre des régions du génome (Maston 

et al., 2006). Les insulateurs participent à la régulation transcriptionnelle en induisant le 

découpage du génome en domaines de régulations (correspondant à des boucles de 

chromatine ou des TADs à plus grande échelle) et empêchent ainsi les interactions enhancer-

promoteur inappropriées (voir partie I.3.A.c Topologically Associating Domains (TADs)). 

I.3.E. Marques épigénétiques 

I.3.E.a. Définition(s) d’épigénétique 

 Le terme d’épigénétique provient de la combinaison du préfixe « épi » signifiant « sur » 

ou « au-dessus » et du mot « génétique » faisant référence aux gènes et la séquence d’ADN 

(Jablonka and Lamb, 2002). Ce terme désigne donc littéralement les évènements qui se situent 

« au-delà » ou « au-dessus » des gènes et de la séquence d’ADN. 

La définition d’épigénétique a évolué de nombreuses fois depuis sa première 

utilisation et ses différentes variantes ont été bien détaillées par Deans and Maggert, 2015. 

Le terme épigénétique est défini la première fois en 1942 par Conrad Waddington 

(embryologiste) qui s’intéresse particulièrement aux mécanismes qui contrôlent la 

différenciation cellulaire (Goldberg et al., 2007). Selon Waddington l’épigénétique correspond 

à « la branche de la biologie qui étudie les interactions causales entre les gènes et leurs 

produits qui donnent naissance au phénotype » (Waddington, 2012). 

En 1958, David Nanney propose l’hypothèse suivante, les mécanismes épigénétiques seraient 

des mécanismes auxiliaires des composants génétiques. Selon Nanney, les composants 

génétiques sont responsables du maintien et de la perpétuation de groupes de gènes 
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exprimés et non exprimés par le mécanisme de réplication de l’ADN et, les composants 

épigénétiques permettent le contrôle type-cellulaire spécifique de l’expression des gènes 

(Deans and Maggert, 2015; Nanney, 1958). Nanney inclut aussi l’idée de la persistance des 

schémas d’expression type-cellulaire spécifiques au cours des divisions cellulaires, intégrant 

progressivement la notion d’héritabilité dans la définition d’épigénétique. 

En 1994, Robin Holliday va plus loin que Waddington et Nanney dans sa définition de 

l’épigénétique en y incluant (1) le caractère indispensable de la notion d’héritabilité et (2) la 

notion que cette héritabilité n’est pas basée sur des modifications de la séquence d’ADN 

(Holliday, 1994). Cette définition de Holliday va apporter une ambiguïté et des utilisations 

diverses du terme d’épigénétique dans la communauté scientifique. D’un côté l’utilisation de 

la définition de Waddington, associée à l’interconnexion entre les éléments du cytoplasme et 

les éléments génétiques pour produire un phénotype, va être utilisée principalement pour 

décrire les liens environnement-phénotype. D’un autre côté la définition de Holliday, associée 

à l’héritabilité et les aspects chromosomiques sera utilisée dans le cas d’études plus 

moléculaires, comme celles liées à la méthylation de l’ADN ou l’état d’activité de la chromatine 

(Deans and Maggert, 2015). 

En 2007, Adrian Bird prend l’exemple du mécanisme épigénétique de la stabilité des neurones, 

qui perdure dans la durée sans transmission aux cellules filles (car les neurones ne se divisent 

pas), pour pondérer la notion d’héritabilité en retirant son aspect obligatoire. Il propose la 

définition suivante : « l’épigénétique correspond à l’adaptation structurelle des régions 

chromosomiques de manière à enregistrer, signaler ou perpétuer des états d’activités 

modifiés » (Allshire and Madhani, 2017; Bird, 2007).  

 La définition d’épigénétique la plus utilisée actuellement correspond aux mécanismes 

modifiant l’expression des gènes sans modification de la séquence d’ADN et pouvant 

également être transmis aux cellules filles lors de divisions cellulaires (Deichmann, 2020; Lind 

and Spagopoulou, 2018). Cette définition fait principalement référence à la méthylation de 

l’ADN (qui ne sera pas présentée ici) et aux marques d’histones (voir partie I.3.E.b Marques 

d’histones). 

I.3.E.b. Marques d’histones  

Dans le cadre de la régulation transcriptionnelle, les différents composants de la 

chromatine vont chacun avoir un rôle important, ainsi, en plus de séquences spécifiques 

d’ADN (voir partie I.3.D Eléments cis régulateurs), les protéines histones vont permettre un 
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autre niveau de contrôle. Chacune des histones possèdent une queue protéique, composée 

d’acides aminés chargés positivement (principalement des lysines) (Figure 13), qui vont être 

la cible de modifications post-traductionnelles (ex : acétylation, méthylation, 

phosphorylation, … ; Albini et al., 2019; Strahl and Allis, 2000). Ces modifications, également 

appelées marques d’histones ou marques épigénétiques, vont être localisées sur des acides 

aminés spécifiques des queues d’histones et vont renseigner de la conformation 

tridimensionnelle de la chromatine et de l’activité transcriptionnelle sous-jacente, formant 

ainsi le code histone (Tableau 2) (Allis and Jenuwein, 2016). 

Les marques d’histones ne vont pas simplement servir de marqueur de l’état de la 

chromatine ou de la transcription, mais elles vont avoir un rôle direct sur la conformation 

tridimensionnelle de la chromatine et sur le recrutement de protéines spécifiques. Les 

marques d’histones et les protéines qui leurs sont associées vont intervenir à chaque étape 

de la transcription pour permettre sa régulation (Gates et al., 2017; Morgan and Shilatifard, 

2020). 

Par exemple dans le cas de l’acétylation, un groupement acétyle va être positionné sur une 

lysine d’une queue d’histone, ce qui va provoquer la perte d’une charge positive (Figure 13). 

La neutralisation de cette charge va ainsi entrainer la déstabilisation du complexe entre la 

queue d’histone chargée positivement et la poche acide du nucléosome adjacent chargé 

Figure 13 : Impact de la charge des nucléosomes sur la structuration de la chromatine 
Adapté de Razin et al., 2016 
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négativement, induisant une ouverture de la chromatine favorable à la fixation de la 

machinerie de transcription (Gibson et al., 2019; Razin et al., 2016). Les marques d’acétylation 

d’histones sont donc largement considérées comme des marques associées à l’activation de 

la transcription. A l’inverse, les marques de méthylation d’histones peuvent être associées à 

la fois à une transcription active ou inactive en fonction du nombre de groupes méthyles et 

des positions des acides aminés ciblés (Tableau 2). Des expériences de marquage isotopique 

par impulsion ont permis d’évaluer la durée de demi-vie des différentes marques qui peut 

varier de quelques minutes à plusieurs jours en fonction des marques (Barth and Imhof, 2010). 

Les marques d’histones sont déposées par des protéines appelées writers comme les 

histones méthyltransférases ou acétyltransférases (Hyun et al., 2017). Bien que les marques 

d’histones soient liées de manière covalente à l’acide aminé cible, elles peuvent être retirées 

par l’intermédiaire de protéines erasers, comme les histones désacétylases (HDAC) par 

exemple (McKinsey, 2012). Enfin, un troisième type de protéines peut reconnaitre et se fixer 

spécifiquement sur certaines marques d’histones, elles sont appelées readers (Atlasi and 

Stunnenberg, 2017) et présentent un bromodomaine ou un chromodomaine, respectivement 

pour la fixation spécifique sur des marques d’acétylation ou de méthylation (Barth and Imhof, 

2010).  

Certaines protéines peuvent présenter simultanément les fonctions de reader et 

writer, comme les complexes répresseurs Polycomb 1 et 2 (Golbabapour et al., 2013; Luna-

Zurita and Bruneau, 2013). Le complexe multiprotéique Polycomb 2, composé notamment des 

protéines EZH1/2, SUZ12, EED et RBBP4/7, va agir en tant que writer, pour ajouter des 

marques d’histones associées à la transcription inactive, comme la triméthylation de la lysine 

27 de l’histone H3 (H3K27Me3). Le complexe Polycomb 1 va agir en tant que reader en se 

fixant sur ces méthylations pour faciliter la condensation de la chromatine (Goldberg et al., 

2007; Schuettengruber et al., 2017). Pour contrebalancer les actions répressives des 

complexes Polycomb, les complexes Trithorax vont avoir des fonctions inverses en ajoutant 

des marques associées à la transcription active, comme des marques d’acétylation ou de 

méthylation spécifiques (Schuettengruber et al., 2011).    

Les facteurs de transcription peuvent influencer le paysage épigénétique, par le 

recrutement de protéines writer, reader ou eraser, et ainsi avoir un impact localisé sur la 

structuration de la chromatine et la transcription. 
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Tableau 2 : Descriptif des principales marques épigénétiques de l'histone H3 

Marques 
épigénétiques 

Etat transcriptionnel 
associé 

Localisation sur le 
génome 

Références 

H3K27Ac Activation 
Promoteurs + 

Enhancers 

Albini et al., 2019; Atlasi and 
Stunnenberg, 2017; Creyghton 

et al., 2010; Igolkina et al., 
2019; Wamstad et al., 2012; 

Zhang et al., 2022, 2021 

H3K9Ac Activation 
Promoteurs + 

Enhancers 

Albini et al., 2019; Igolkina et 
al., 2019; Karmodiya et al., 

2012; Zhang et al., 2022, 2021 

H3K14Ac 

Activation  
(en parallèle de 

marques 
d’activation) 

+ 
« Poised »  

(en parallèle de 
marques 

d’activation) 

Enhancers 
Bannister and Kouzarides, 

2011; Karmodiya et al., 2012; 
Regadas et al., 2021 

H3K18Ac Activation Promoteurs 
Albini et al., 2019; Bannister 
and Kouzarides, 2011; Luo et 

al., 2019 

H3K8Ac Activation Promoteurs Zhu et al., 2013 

H3K64Ac Activation 
Promoteurs 

(majoritairement) 
+ Enhancers 

Atlasi and Stunnenberg, 2017; 
Di Cerbo et al., 2014; Pradeepa 
et al., 2016; Zhang et al., 2022 

H3K122Ac Activation 
Promoteurs 

(majoritairement) 
+ Enhancers 

Atlasi and Stunnenberg, 2017; 
Pradeepa et al., 2016; Zhang et 

al., 2022 

H3K4Me1 

Activation  
(en parallèle de 

marques 
d’activation) 

+ 
« Poised »  

(en parallèle de 
marques 

d’activation) 

Enhancers 

Albini et al., 2019; Atlasi and 
Stunnenberg, 2017; Bae and 
Lesch, 2020; Bannister and 

Kouzarides, 2011; Creyghton 
et al., 2010; Kang et al., 2021; 

Zhang et al., 2022, 2021 

H3K4Me3 Activation Promoteurs 

Albini et al., 2019; Atlasi and 
Stunnenberg, 2017; Bae and 
Lesch, 2020; Bannister and 

Kouzarides, 2011; Igolkina et 
al., 2019; Karmodiya et al., 

2012; Zhang et al., 2021 

H3K79Me2 Activation Sur tout le gène 
Albini et al., 2019; Cattaneo et 

al., 2016; Zhang et al., 2021 
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H3K36Me3 

Controversé 
(Activation, 
« Poised », 

Inactivation) 

Sur tout le gène 

Albini et al., 2019; Bannister 
and Kouzarides, 2011; Barral 
et al., 2022; Chantalat et al., 

2011; Sun et al., 2020; Wagner 
and Carpenter, 2012; Zhang et 

al., 2021 

H3K27Me3 Inactivation Promoteurs 

Albini et al., 2019; Atlasi and 
Stunnenberg, 2017; Bannister 

and Kouzarides, 2011; Bogliotti 
and Ross, 2012; Cai et al., 

2021; Igolkina et al., 2019; Kim 
and Kim, 2012; Zhang et al., 

2021 

H3K9Me3 Inactivation Promoteurs 

Albini et al., 2019; Atlasi and 
Stunnenberg, 2017; Bannister 
and Kouzarides, 2011; Igolkina 

et al., 2019; Kim and Kim, 
2012; Zhang et al., 2021 

H3K9Me2 Inactivation 
Sur tout le gène + 

Enhancer 

Atlasi and Stunnenberg, 2017; 
Bannister and Kouzarides, 
2011; Zhang et al., 2021 

H3K## : correspond à la position des acides aminés lysine sur la queue de l’histone H3 qui vont subir la 
modification post-traductionnelle indiquée juste après. Ac : acétylation ; Me1,2,3 : mono-, di- et triméthylation 
respectivement. « Poised » : Etat de la chromatine en « attente », qui pourra être activée plus rapidement que 
lorsqu’elle est compactée et inactive. 

 Les facteurs de transcription 

 Les facteurs de transcription sont bien connus pour être des protéines se fixant sur des 

séquences spécifiques de l’ADN et pouvant contrôler positivement ou négativement la 

transcription de gènes cibles, médiée par l’ARN polymérase (Klemm et al., 2019; Zabet, 2012). 

Dans cette section seront présentés les différents mécanismes d’action des facteurs de 

transcription, puis une attention particulière sera portée au rôle des facteurs de transcription 

Iroquois homeobox dans le cœur et enfin, les principaux modèles et stratégies d’étude des 

facteurs de transcription cardiaques seront abordés. 

I.4.A. Mécanisme d’action 

I.4.A.a. Modèle réductionniste 

Dans le but de mieux comprendre comment les facteurs de transcription peuvent 

activer ou inhiber l’expression de gènes spécifiques, des modèles d’action réductionnistes ont 

d’abord été établis. Historiquement, les facteurs de transcription ont été décrits comme 

possédant deux caractéristiques principales : (1) la capacité de se lier à l’ADN grâce à des 
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domaines protéiques spécifiques et (2) la capacité de recruter et stabiliser la machinerie de 

transcription au promoteur de gènes grâce à un autre domaine, appelé domaine activateur 

(Latchman, 1997).  

Différents domaines protéiques bien conservés au cours de l’évolution permettant aux 

facteurs de transcription de se fixer spécifiquement à l’ADN ont alors été décrits : comme les 

homéodomaines, les domaines « POU », « ETS » ou en doigt de zinc par exemple (Cheatle 

Jarvela and Hinman, 2015). 

 Enfin, lors de l’activation de la transcription par des facteurs de transcription, il avait 

été proposé que ces derniers se fixent à proximité de gènes cibles (notamment aux 

promoteurs des gènes) par leur domaine de fixation à l’ADN, pour ensuite permettre la mise 

en place et la stabilisation du PIC, grâce à leur domaine activateur (Latchman, 1997; Ma, 2011).  

I.4.A.b. Modèle intégré 

Bien que ces modèles réductionnistes soient valables, ils restent largement incomplets 

et n’intègrent pas toute la complexité des mécanismes pouvant réguler la transcription 

comme la structuration tridimensionnelle de la chromatine, les actions combinées de 

plusieurs facteurs de transcription ou encore les marques épigénétiques. 

Les facteurs de transcription ne se fixent pas uniquement aux promoteurs de leurs 

gènes cibles, mais également au niveau d’autres éléments cis régulateurs (voir partie I.3.D 

Eléments cis régulateurs), pour occuper des centaines voire des milliers de régions 

génomiques au sein d’un même type-cellulaire. En effet, ce sont les facteurs de transcription 

qui vont conférer aux éléments cis régulateurs une activité régulatrice de la transcription, en 

permettant la stabilisation ou le blocage de la mise en place du PIC et de la transcription par 

l’ARN polymérase (Kathiriya et al., 2015). Par exemple, les facteurs de transcription vont se 

fixer sur des enhancers distants de leurs gènes cibles et réguler la mise en place du PIC par la 

formation de boucles de chromatine (voir partie I.3.A.c Topologically Associating Domains 

(TADs)). Ils constituent donc le lien central des interactions distantes enhancer/promoteur 

(Panigrahi and O’Malley, 2021). Différents modèles d’interactions enhancer/promoteur 

incluant les facteurs de transcription ont été décrits (Figure 14) (Karr et al., 2022) : 

  Le modèle de contact stable, correspondant au modèle classiquement présenté 

d’interaction entre enhancers et promoteurs, qui consiste à la formation d’une boucle 
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de chromatine assurée par des contacts stables entre des facteurs de transcription et 

l’ADN. 

 Le modèle de « kiss-and-run », décrit des situations où le facteur de transcription n’est 

présent aux abords du promoteur que lors d’un court contact enhancer/promoteur. 

 Le modèle de communication par diffusion propose que la communication entre 

enhancers et promoteurs s’établisse dans un contexte de proximité, mais sans 

interaction physique, par diffusion au promoteur d’un facteur de transcription activé 

par une enzyme recrutée au niveau de l’enhancer. 

Les deux premiers modèles proposent des mécanismes faisant intervenir des interactions 

physiques entre enhancer et promoteur, à l’inverse, le modèle de communication par 

diffusion pourrait expliquer comment des régulations « longue distance » sans interaction 

physique entre enhancers et promoteurs, peuvent avoir lieu (Alexander et al., 2019; 

Benabdallah et al., 2019). 

Les facteurs de transcription vont se fixer spécifiquement aux enhancers et promoteurs 

par reconnaissance de petits motifs de fixation spécifiques sur l’ADN (binding sites ou binding 

motifs en anglais), d’une taille allant de 6 à 12pb environ (Lambert et al., 2018). Il a été montré 

que la fonctionnalité des motifs est corrélée à leur conservation au cours de l’évolution (les 

motifs fonctionnels sont plus conservés que ceux dont la fonctionnalité n’a pas été prouvée) 

et que les motifs associés à l’activation de gènes sont localisés plus proches des TSS que ceux 

associés à l’inhibition des gènes (Whitfield et al., 2012). Les motifs décrits de facteurs de 

transcription correspondent à des séquences consensus (séquences surreprésentées de 

manière générale sur l’ADN), mais peuvent présenter des variations mineures de séquence in 

Figure 14 : Différents modèles d’action des facteurs de transcription dans les interactions enhancer/promoteur 
Le promoteur est occupé par la machinerie de transcription (beige) et l’enhancer par un coactivateur (vert), qui 
peut être un autre facteur de transcription ou une enzyme (modèle par diffusion). MPT : modification post-
traductionnelle, FT : facteur de transcription. Adapté de Karr et al., 2022. 
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vivo, entrainant des changements d’affinité du facteur de transcription pour le motif (Boeva, 

2016). D’une part, des variations génétiques rares ou fréquentes d’un nucléotide, appelées 

SNPs (Single Nucleotide Polymorphisms en anglais), peuvent être présents dans ces motifs et 

altérer la régulation de la transcription, aboutissant à des modifications phénotypiques 

pouvant être pathologiques (Altshuler et al., 2010; Sachidanandam et al., 2001). Les SNPs 

associés à des modifications d’expression de gènes correspondent à des régions eQTL 

(expression Quantitative Trait Loci en anglais, Nica and Dermitzakis, 2013). D’autre part, il 

existe des sites de fixation de facteurs de transcription de faible affinité, aussi appelés motifs 

fantômes. Ils n’ont pas la capacité de maintenir, à eux seuls, une fixation assez longue des 

facteurs de transcription pour provoquer l’activation ou l’inhibition de la transcription de 

gènes (Boeva, 2016). Dans certains contextes tridimensionnels de la chromatine, des 

regroupements dans l’espace de ces sites fantômes de faible affinité permettent la 

concentration de nombreux facteurs de transcription dans des régions spécifiques de l’ADN. 

Cette concentration de facteurs de transcription favorise le phénomène de séparation de 

phase (voir partie I.3.A.b Euchromatine et hétérochromatine) (Boija et al., 2018), créant ainsi 

des hubs ou condensats de facteurs de transcription qui vont pouvoir réguler l’expression des 

gènes de manière spécifique (Figure 15) (dépendant du nombre et de la diversité des motifs ; 

Crocker et al., 2016; Kribelbauer et al., 2019). 

Figure 15 : Structuration d’un condensat transcriptionnel 
Le positionnement 3D de différents enhancers provoque le regroupement de nombreux facteurs de 
transcription, favorisant l’effet de séparation de phase qui stabilise ces interactions et permet l’activation 
spécifique de gènes. Adapté de Boija et al., 2018. 
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Les éléments cis régulateurs, en particulier les enhancers, sont composés de plusieurs motifs 

de facteurs de transcription différents (voir partie I.3.D.b Enhancers). Cette diversité de motifs 

confère aux enhancers (1) une spécificité d’action dans le cas où tous les facteurs de 

transcription recrutés sont indispensables (pas de redondance fonctionnelle entre eux), ou (2) 

une tolérance aux mutations génétiques dans le cas où la fonction des facteurs de 

transcription recrutés est partiellement redondante (Figure 16) (Spivakov, 2014).  

Pour stabiliser les boucles de chromatine entre enhancers et promoteurs, et exercer 

des fonctions spécifiques, les facteurs de transcription ne vont pas agir de manière isolée, mais 

vont s’associer à différents partenaires protéiques. 

Chez les eucaryotes, de nombreux facteurs de transcription ne peuvent pas se fixer 

seuls à l’ADN et forment donc des homodimères pour pallier ce problème (comme c’est 

généralement le cas sur des motifs palindromiques, Mitsis et al., 2020). De plus, la formation 

de complexes multiprotéiques entre facteurs de transcription est nécessaire dans les régions 

composées de sites de fixation de faible affinité, pour un renforcement mutuel de leur fixation 

par coopération (Spitz and Furlong, 2012). Différents facteurs de transcription peuvent 

également être recrutés de manière séquentielle et dynamique sur un site donné (alternant 

entre les états fixés et non-fixés) et ils semblent donc co-résidents du site, si on tient compte 

de leur occupation moyennée au sein d’une population cellulaire  (Voss and Hager, 2014). Des 

effets synergiques sur la transcription peuvent être observés au sein des complexes 

multiprotéiques de facteurs de transcription, du fait d’actions combinées des membres du 

Figure 16 : Notion de « dose d’activation » de gènes par l’action des facteurs de transcription 
A. La présence de différents motifs de facteur de transcription (Site FT) dans les enhancers suggère une activation 
cumulative (« dose d’activation ») sur le promoteur de gènes cibles, suite à la fixation des facteurs de 
transcription. B-C. Dans le cas où tous les facteurs de transcription doivent être fixés, l’activation est très 
spécifique, mais n’est pas tolérante aux mutations génétiques, contrairement aux sites de fixation partiellement 
redondants. Adapté de Spivakov, 2014. 
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complexe à différentes étapes de la transcription (voir partie I.3.B Résumé des étapes de la 

transcription des ARNm) (Ma, 2011). Un exemple bien décrit de complexe de facteurs de 

transcription, est celui impliquant GATA4, NKX2-5 et TBX5 dans le cœur en développement 

(Kathiriya et al., 2015; Luna-Zurita et al., 2016; McCulley and Black, 2012). 

Les facteurs de transcription peuvent aussi s’associer physiquement à d’autres 

cofacteurs, comme notamment dans le cadre de la stabilisation du PIC (Figure 15). En effet, 

bien que certains facteurs de transcription soient capables de fixer directement le facteur 

TFIID pour favoriser la fixation du PIC au promoteur, la stabilisation des boucles 

enhancer/promoteur nécessite généralement des interactions avec des cofacteurs, comme le 

complexe médiateur par exemple (Chen and Pugh, 2021). Les facteurs de transcription 

peuvent agir à la fois comme activateur et comme répresseur en fonction du contexte et des 

cofacteurs associés (Ma, 2011). Les cofacteurs sont ainsi appelés coactivateurs ou 

corépresseurs et contiennent généralement des domaines impliqués dans (1) la liaison à la 

chromatine, (2) le positionnement des nucléosomes et/ou (3) la modification covalente des 

histones ou d’autres protéines, comme des facteurs de transcription ou l’ARN polymérase 

(Lambert et al., 2018; Mitsis et al., 2020). Il existe de nombreux cofacteurs de facteurs de 

transcription impliqués dans la régulation de la transcription, par exemple, plus de 400 

protéines impliquées dans les modifications post-traductionnelles des histones ont été 

décrites (Lambert et al., 2018). 

Les facteurs de transcription ne se fixent pas de manière covalente à l’ADN, mais ont 

des fixations dynamiques et transitoires sur la chromatine. Des expériences de suivi 

moléculaire unique (ou « single-molecule tracking ») ont démontré qu'un facteur de 

transcription passe généralement plus de 95% de son temps dans un état non fixé à la 

chromatine ou engagé dans des interactions non spécifiques, avec des temps de fixation de 

l'ordre de plusieurs centaines de millisecondes. Seule une petite fraction d'un facteur de 

transcription donné est liée à des sites spécifiques avec des temps de fixation de l'ordre de 

quelques dizaines de secondes (Azpeitia and Wagner, 2020; Misteli, 2020). Bien que ces 

évènements de fixation soient transitoires, les états de la chromatine qui en résultent sont 

stables en raison du remplacement continu des protéines qui se dissocient (Misteli, 2020). 

Cependant, Gurdon et al. ont décrit des temps de fixation bien plus importants (de l’ordre de 

plusieurs heures ou jours) pour certains facteurs de transcription et ils suggèrent qu'il existe 
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deux modes de fixation des facteurs de transcription : (1) une fixation à court terme dans les 

cellules en division et en prolifération et (2) une fixation à long terme dans les cellules qui ne 

se divisent pas (comme les cellules adultes par exemple) pour garantir l'expression génique 

dans le temps et l'état différencié des cellules (Gurdon et al., 2020).  

Le processus de transcription n’est pas continu mais oscille entre des états « on » et 

« off », générant des salves de transcription (ou « transcriptional bursting »), comme les 

expériences de transcriptomique sur cellules uniques ont également pu mettre en évidence 

(Misteli, 2020; Voss and Hager, 2014). Un mécanisme important pour contrôler le nombre de 

transcrits produits, est de réguler le temps de la fenêtre de transcription, qui se traduit dans 

le cas d’un facteur de transcription activateur, par une augmentation de la probabilité de 

déclenchement des salves plutôt que par une augmentation de la quantité de transcrits 

produits par salve (Ma, 2011). Pour que ces salves soient obtenues il faut (1) tout d’abord 

mettre en place le PIC et initier la transcription, notamment par des liaison d’activateurs, des 

boucles enhancer/promoteur et/ou le remodelage de la chromatine et des nucléosomes. Il 

faut ensuite (2) que le promoteur soit dans un état « ouvert » et (3) que cet état permissif soit 

maintenu dans le temps, car plusieurs ARN polymérases peuvent être chargées pendant une 

même salve. En effet, des salves recrutant jusqu’à 200 ARN polymérase ont été décrites chez 

les eucaryotes. Les salves sont de durée limitée indiquant que le promoteur passe d’un état 

actif à inactif (Rodriguez and Larson, 2020). Les facteurs de transcription sont donc des 

régulateurs majeurs du déclenchement des salves de transcription. 

I.4.A.c. Lien entre le contexte épigénétique et l’activité des facteurs de 

transcription 

Il existe un impact fonctionnel de la structuration de la chromatine associée aux 

marques épigénétiques sur l’activité des facteurs de transcription, et inversement (Kathiriya 

et al., 2015). 

La position des nucléosomes va avoir un impact sur le positionnement des facteurs de 

transcription sur la chromatine dû à un encombrement stérique au site de fixation du facteur 

de transcription (Spitz and Furlong, 2012). Les facteurs de transcription vont donc 

préférentiellement se fixer dans des régions ouvertes,  sans nucléosome : le génome 

accessible correspond à environ 2-3% de la séquence totale d’ADN, mais capture plus de 90% 

des régions liées par les facteurs de transcription (Klemm et al., 2019). La présence de marques 
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épigénétiques sur les nucléosomes va aussi avoir un impact direct sur la structuration de la 

chromatine et la fixation des facteurs de transcription (voir partie I.3.E.b Marques d’histones). 

Par exemple, la présence de marques d’acétylation (ex : H3K27Ac) est associée à l’ouverture 

de la chromatine augmentant la probabilité de fixation des facteurs de transcription, et à 

l’inverse, certaines marques de méthylation (ex : H3K27Me3) sont associées à une chromatine 

inactive et fermée, empêchant la fixation des facteurs de transcription. Il est donc possible de 

prédire l’affinité de fixation des facteurs de transcription en fonction des marques 

épigénétiques présentes  (Liu et al., 2015). Dans le sens opposé, il est aussi possible de prédire 

les marques épigénétiques par la présence de motifs de facteurs de transcription. En effet 

Benveniste et al., ont utilisé la base de données ENCODE, référençant les positions 

génomiques de nombreuses marques épigénétiques et facteurs de transcription, pour 

construire un modèle prédictif de la présence de certaines marques épigénétiques en fonction 

du motif de facteur de transcription présent (Benveniste et al., 2014). 

Il existe des facteurs de transcription, appelés pionniers (ou « pioneer transcription 

factor »), qui peuvent interagir directement avec la chromatine fermée et créer une ouverture 

permettant la fixation d’autres facteurs de transcription par la suite (Balsalobre and Drouin, 

2022; Voss and Hager, 2014). Le terme « pionnier » fait plus référence à une fonction que peut 

avoir un facteur de transcription, plutôt qu’à une famille spécifique de facteurs de 

transcription : par exemple, le facteur de transcription GATA4 a été montré comme étant 

Figure 17 : Modèles d’accessibilité des facteurs de transcription à la chromatine 
FT : facteur de transcription, RC : remodeleur de chromatine, PA : protéine architecturelle de la chromatine, FS 
et FT’ : facteurs de transcription secondaires. Adapté de Klemm et al., 2019. 
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pionnier (He et al., 2014; Välimäki and Ruskoaho, 2020). Une fois fixés à la chromatine fermée, 

les facteurs de transcription pionniers peuvent recruter des partenaires protéiques, comme 

des cofacteurs modificateurs de marques d’histones (Mitsis et al., 2020), ou des cofacteurs 

remodeleurs de chromatine, pour induire l’éviction de nucléosomes et rendre la fixation 

d’autres facteurs de transcription possible (Figure 17) (Bevilacqua et al., 2014; Kathiriya et al., 

2015). Ainsi, le complexe multiprotéique SWI/SNF est un complexe remodeleur de 

chromatine, dont la sous-unité spécifique du cœur, BAF60c, peut interagir avec les facteurs 

de transcription GATA4, NKX2-5 et TBX5 pour induire l’expression de gènes (Takeuchi and 

Bruneau, 2009). L’éviction d’un nucléosome réduit ainsi l’encombrement permettant la 

fixation de facteurs de transcription, qui une fois fixés, empêchent le repositionnement du 

nucléosome (Figure 17) (Klemm et al., 2019; Spitz and Furlong, 2012). Les facteurs de 

transcription pionniers peuvent également recruter des complexes répresseurs pour avoir une 

action opposée et garantir la stabilité de régions réprimées et compactes du génome. La 

fixation d’un facteur de transcription sur l’ADN va donc avoir des impacts variés sur la 

structuration de la chromatine environnante, dus notamment au recrutement de cofacteurs 

spécifiques. 

I.4.A.d. Gene regulatory networks ou réseaux de régulation de gènes 

Si un facteur de transcription se fixe sur une région régulatrice d’un gène codant un 

autre facteur de transcription et contrôle son expression, cette relation établit un réseau de 

régulation (ou gene regulatory network, GRN, en anglais) entre les facteurs de transcription 

(Kathiriya et al., 2015; Thompson et al., 2015). Ces réseaux d’activation et d’inhibition entre 

les facteurs de transcription sont spécifiques des types cellulaires et sont indispensables pour 

permettre l’expression coordonnée de gènes, notamment au cours du temps, dans le cas de 

processus développementaux ou de différenciation cellulaire (Neph et al., 2012; Potier et al., 

2014a). L’étude de ces réseaux est donc importante, car des dérégulations vont entrainer le 

développement de processus pathologiques (Atkins et al., 2016). Dans le développement 

cardiaque, différents GRN ont été décrits de manière non exhaustive, mais il manque une 

vision globale reliant fonctionnellement l’ensemble de ces sous-réseaux identifiés (Bruneau, 

2013; Kathiriya et al., 2021; Moore-Morris et al., 2018; Olson, 2006; Srivastava, 2006).  
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I.4.B. Les facteurs de transcription Iroquois homeobox 

Les gènes Iroquois homeobox ou IRX ont été découverts pour la première fois chez la 

drosophile dans le cadre d’études des organes sensoriels (Dambly-Chaudière and Leyns, 

1992), où trois gènes y ont été identifiés : araucan, caupolican et mirror (Gomez-Skarmeta et 

al., 1996; McNeill et al., 1997). Des mutations dans le locus iroquois (ou Iro-C) provoquent la 

perte des soies des régions latérales du thorax dorsal des drosophiles, ne laissant apparaître 

qu’une bande médiane de soies, rappelant les crêtes de cheveux des tribus Iroquoises 

d’Amérique dont est inspiré le nom du locus (Leyns et al., 1996). Des déficiences de ce locus 

ont aussi été associées à des défauts du développement cardiaque (Mirzoyan and Pandur, 

2013). Des gènes iroquois orthologues ont été retrouvés dans différentes espèces comme le 

nématode (Caenorhabditis elegans), le zebrafish, le xénope ou le poulet (Garriock et al., 2001; 

Kerner et al., 2009; Ogura et al., 2001; Tan et al., 1999). Chez les mammifères, six gènes IRX 

sont retrouvés disposés dans deux clusters, formés par duplication d’un cluster ancestral de 

trois gènes : (1) le cluster IrxA, composé des gènes IRX1, IRX2 et IRX4, situé sur le chromosome 

5 chez l’humain et (2) le cluster IrxB, composé des gènes IRX3, IRX5 et IRX6, situé sur le 

chromosome 16 chez l’humain (Figure 18) (Kerner et al., 2009; Kim et al., 2012).  

Tous les membres de la famille des Iroquois homeobox possèdent une région bien 

décrite pour permettre l’interaction avec l’ADN, l’homéodomaine (Holland et al., 2007; Hu et 

al., 2018; Kim et al., 2012). L’homéodomaine des protéines IRX fait partie de la classe des 

homéodomaines TALE (Three Amino-acid Loop Extension). Il est composé de trois hélices alpha 

et a une taille de 63 acides aminés, contre 60 acides aminés pour les autres classes 

d’homéodomaines, du fait de la présence de trois acides aminés supplémentaires entre les 

Figure 18 : Organisation génomique et structure des facteurs de transcription Iroquois homeobox 
A. Organisation des gènes Iroquois sur l’ADN, en un seul cluster (Iro-C) de trois gènes chez la drosophile (Dm) et 
en deux clusters (IrxA et IrxB) chez la souris (Mm) et l’humain (Hs). B. Structure protéique commune entre les 
facteurs de transcription Iroquois. TALE : Three Amino-acid Loop Extension, H1-H3 : hélices alpha de 
l’homéodomaine. C. Organisation des soies du thorax dorsal chez les drosophiles contrôles et mutées dans le 
locus Iro-C (Iro-CMut). Adapté de Dambly-Chaudière and Leyns, 1992 et Kim et al., 2012. 
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hélices 1 et 2 (Figure 18) (Bürglin, 1997). Plus précisément, les hélices 2 et 3 ont été 

caractérisées comme importantes pour la conformation 3D de l’homéodomaine et la fixation 

à l’ADN respectivement (Bürglin, 2011). Il n’existe pas de motif ADN consensus clair pour la 

fixation des protéines IRX, mais différentes études proposent des motifs associés aux 

séquences « ACA » et « TGT » (Anderson et al., 2012; Berger et al., 2008; Bilioni et al., 2005; 

Noyes et al., 2008). 

Une autre séquence, de 14 acides aminés, appelée IRO-box (Bürglin, 1997), est 

présente et conservée entre les différents membres de la famille IRX (Figure 18). L’IRO-box a 

été peu étudiée, mais deux études suggèrent qu’elle est impliquée dans les interactions 

protéine-protéine des IRX (Barrios and Campuzano, 2016; Cavodeassi et al., 2001). L’une 

suggère une interaction avec la cycline E dans le cycle cellulaire chez la drosophile, et l’autre 

suggère un rôle dans les interactions protéine-protéine, car sa séquence est très proche de 

celle de la partie centrale de séquences EGF (Epidermal Growth Factor) répétées du récepteur 

Notch. 

Les facteurs de transcription IRX sont impliqués dans des processus développementaux 

de différents organes comme le système nerveux (Cavodeassi et al., 2001; Lecaudey et al., 

2005), les poumons (Doi et al., 2011; Van Tuyl et al., 2006), la rétine (Cheng et al., 2005), les 

gonades (Jorgensen and Gao, 2005), les membres (Li et al., 2014a) ou le tissu adipeux (Bjune 

et al., 2020). Du fait de leur implication dans le cycle cellulaire, ils sont aussi associés à des 

processus cancéreux (Barrios et al., 2015).  

Les six gènes Iroquois sont exprimés dans le cœur (Figure 19) et y ont des implications 

spécifiques et chevauchantes (Kim et al., 2012). 

Figure 19 : Expression cardiaque des facteurs de transcription Iroquois 
OD : oreillette droite, OG : oreillette gauche, CC : chambre de chasse, VD : ventricule droit, VG : ventricule 
gauche, AO : artère aorte, AP : artère pulmonaire. Adapté de Kim et al., 2012. 
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I.4.B.a. Cluster IrxA dans le cœur  

IRX1 

Le facteur de transcription Irx1 a une expression cardiaque très similaire à celle d’Irx2, 

localisée à E10.5 chez la souris dans le myocarde trabéculé du septum interventriculaire. Entre 

E15.5 et E17.5, son expression est principalement retrouvée du côté gauche du septum, dans 

le faisceau de His et les branches du faisceau (Figure 19). Cette expression suggère qu’il 

pourrait avoir un rôle dans le développement du septum interventriculaire et du système de 

conduction ventriculaire (Christoffels et al., 2000). En effet, chez le varan (Varanidae), Irx1 

(comme Irx2) est retrouvé dans les septa partiels du ventricule, équivalents au septum 

interventriculaire des mammifères (Hanemaaijer et al., 2019), alors que l’orthologue d’Irx1 

dans le zebrafish (Irx1b) est exprimé dans le système de conduction en développement, même 

si le zebrafish ne possède pas de septum ventriculaire (Joseph, 2004). Des participations d’Irx1 

dans les mécanismes de remodelage et d’inhibition de la fibrose cardiaque, ont aussi été 

suggérés dans un modèle de rat insuffisant cardiaque (Zeng et al., 2019). Chez l’humain, bien 

que trois variants génétiques d’IRX1 aient été retrouvés chez des patients atteints de 

cardiopathies congénitales structurelles (avec des défauts de septation atriale ou 

ventriculaire, une transposition des grandes artères ou un retour veineux pulmonaire 

anormal, Guo et al., 2017), des informations sont encore manquantes sur ses implications au 

cours du développement cardiaque et dans le cœur adulte humain. 

IRX2 

L’expression cardiaque d’Irx2 est concomitante à celle d’Irx1 dans le septum 

interventriculaire (Kim et al., 2012). La souris Irx2-KO est viable et fertile, sans défaut 

morphologique du cœur ni de la fonction cardiovasculaire, suggérant l’établissement de 

mécanismes de compensation d’autres facteurs de transcription Iroquois pour la perte d’Irx2 

(Lebel et al., 2003). A l’inverse, la surexpression d’Irx2 dans le cœur des souris Irx4-KO suggère 

qu’il exerce un effet partiellement compensateur pour la perte d’Irx4 (Bruneau et al., 2001).  

Bien qu’il soit possible qu’un phénotype pathologique apparaisse avec l’âge chez la souris Irx2-

KO (non investigué), l’absence d’anomalies cardiaques démontre qu’Irx2 n’est pas 

indispensable au développement cardiaque.  
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IRX4 

Irx4 est exprimé à partir de E7.5 dans le croissant cardiaque de souris (dans le premier 

et le second champ cardiaque), puis dans le tube linéaire cardiaque et lors du looping, où il est 

exclusivement exprimé dans les régions progénitrices des ventricules (Figure 19). L’expression 

d’Irx4 est maintenue jusqu’au stade adulte et est toujours exclusive aux ventricules (Bruneau 

et al., 2000; Nelson et al., 2014). Il est d’ailleurs utilisé comme marqueur de sélection des 

cardiomyocytes ventriculaires dans des protocoles de différenciation cardiaque de cellules 

souches embryonnaires de souris (Ban et al., 2015; Nelson et al., 2016). La diminution 

d’expression d’Irx4 dans les ventricules des souris Nkx2-5-KO et Hand2-KO suggère que ces 

deux facteurs de transcription participent à l’activation de son expression (Bruneau et al., 

2000). Irx4 permet la spécification des ventricules en inhibant l’expression de gènes des 

oreillettes et en activant des gènes des ventricules (Figure 20). Par exemple, Irx4 active 

l’expression de la chaine lourde de myosine ventriculaire (Vmhc1) et inhibe l’expression de la 

chaine lourde de myosine atriale (Amhc1) dans les ventricules, chez le poulet (Bao et al., 1999; 

Wang et al., 2001).  

Chez la souris, le KO d’Irx4 n’induit pas de défauts structuraux du cœur au cours des 

stades embryonnaires (mécanismes de compensation suggérés notamment par Irx2), mais 

une expression ectopique de gènes atriaux dans les ventricules est observée, comme Nppa 

par exemple (Bruneau et al., 2001). Après 6 mois de vie, la souris Irx4-KO développe 

spontanément une cardiomyopathie avec une diminution de la fraction d’éjection et une 

hypertrophie cardiaque (Kim et al., 2012). Ces données chez la souris suggèrent qu’Irx4 n’est 

pas indispensable au développement ventriculaire, mais y est nécessaire à l’établissement 

Figure 20 : Actions activatrices et inhibitrices d’Irx4 dans le cœur 
Impact d’une surexpression ou de l’inhibition d’Irx4 sur l’expression des gènes atriaux (orange) et ventriculaires 
(bleu). Une couleur foncée indique une expression forte et inversement. Adapté de Kim et al., 2012. 
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d’un programme spécifique de gènes (Bruneau et al., 2001). Chez l’humain, deux variants 

génétiques associés à une perte de fonction d’IRX4 ont été identifiés chez des patients 

présentant des défauts de septation ventriculaire, confirmant son importance dans le cœur 

(Cheng et al., 2011). 

I.4.B.b. Cluster IrxB dans le cœur 

IRX3 

Irx3 est exprimé à partir de E9.5 chez la souris, dans le myocarde ventriculaire 

trabéculé, mais pas dans le myocarde compact, ni les cellules endocardiques longeant les 

trabécules (Figure 19) (Christoffels et al., 2000). Irx3 est nécessaire au développement du 

système de conduction ventriculaire, car il y inhibe de manière directe l’expression de la Cx43 

(associée à la conduction plus lente de l’influx électrique) en ayant un rôle antagoniste de 

Nkx2-5. En parallèle, il active l’expression de la Cx40 (associée à la conduction rapide), de 

manière indirecte, probablement en inhibant l’expression d’un répresseur (Figure 21) (Zhang 

et al., 2011). La souris Irx3-KO est viable et sans défaut morphologique du cœur, mais après 

deux semaines après la naissance : (1) un allongement du QRS est observé chez ces souris, 

reflétant un ralentissement de la conduction ventriculaire, (2) ainsi qu’un bloc de la branche 

droite du faisceau de His, qui induit un défaut d’activation du ventricule droit (Zhang et al., 

2011). La Cx43 présente une expression ectopique dans les branches du faisceau de His, du 

fait de l’absence d’Irx3, induisant une réduction de la vitesse de conduction par rapport aux 

Figure 21 : Rôles d’Irx3 dans l’établissement et la maturation du système de conduction ventriculaire 
Le KO d’Irx3 (Irx3-/-) chez la souris provoque une expression ectopique de Cx43, ralentissant la conduction 
ventriculaire dans les branches du faisceau de His. Le complexe de facteur de transcription Irx3/Nkx2-5/Tbx5 est 
impliqué dans la maturation postnatale du système de conduction ventriculaire. Adapté de Kim et al., 2012, 2016. 
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souris sauvages. Ces défauts électriques chez la souris Irx3-KO induisent un risque accru de 

développement d’arythmies (Zhang et al., 2011). La souris Irx3-KO présente des niveaux 

d’expression diminués de Cx40, tout comme la souris Gja5-KO, et pourtant un phénotype 

électrique cardiaque moins sévère est retrouvé chez la Gja5-KO, suggérant qu’Irx3 a d’autres 

effets sur le système de conduction ventriculaire que la régulation des Cx. En effet, (1) le KO 

d’Irx3 a aussi un impact sur le système His-Purkinje qui se détériore progressivement après la 

naissance, suggérant un rôle d’Irx3 dans le maintien de l’intégrité du système de conduction 

ventriculaire. De plus, (2) Irx3 coopère avec Nkx2-5 et Tbx5 dans la régulation du cycle 

cellulaire pour permettre une maturation du système de conduction ventriculaire (Figure 21)  

(Kim et al., 2016). Irx3 est donc impliqué dans le développement, la maturation et le maintien 

du système de conduction ventriculaire chez la souris. Chez l’humain, deux variants 

génétiques d’IRX3 ont été identifiés chez des patients avec des fibrillations ventriculaires 

idiopathiques, confirmant le lien observé chez la souris entre des altérations d’IRX3 et le 

développement d’arythmies cardiaques (Koizumi et al., 2016). Deux études ont également 

suggéré une implication d’Irx3 dans un syndrome cardiaque complexe associé à des risques 

d’arythmies ventriculaires et de mort subite, le syndrome de Brugada (Barc et al., 2022; 

Kimura et al., 2016).  

IRX5 

Chez la souris, Irx5 a une première expression détectée à E9, dans la partie ventrale du 

tube cardiaque en looping. Puis à E9.5, Irx5 est exprimé dans l’endocarde longeant les 

oreillettes et ventricules en formation, mais pas celui du canal atrioventriculaire ou la chambre 

de chasse (Figure 19) (Christoffels et al., 2000). Dans le cœur adulte, Irx5 est exprimé au sein 

du myocarde ventriculaire, dans un gradient décroissant au sein de la paroi ventriculaire : du 

myocarde sous-endocardique vers le myocarde sous-épicardique, ainsi que dans le faisceau 

de His et les branches du faisceau (Figure 22A) (Christoffels et al., 2000; Gaborit et al., 2012).  

Une cible d’Irx5 a été identifiée chez la souris, le gène Kcnd2, codant la sous-unité  

du canal potassique Kv4.2 responsable du courant Ito (rapide) repolarisant. Au sein de la paroi 

ventriculaire Kcnd2 a lui aussi une expression en gradient mais qui est inverse par rapport à 

celle d’Irx5. En accord avec ces données, il a été montré qu’Irx5 inhibe l’expression de Kcnd2 

à l’aide d’un cofacteur, mBop, qui recrute à son tour l’enzyme HDAC, pour réprimer 

épigénétiquement la région du gène Kcnd2 et empêcher son expression (Costantini et al., 

2005). Irx5 peut agir comme répresseur (avec mBop) ou activateur en fonction du contexte, 
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car dans un modèle de surexpression non cardiomyocytaire, Irx5 active l’expression de Kncd2 

(Costantini et al., 2005). Une autre étude suggère que ce mécanisme d’inhibition d’Irx5 passe 

par l’interaction avec Irx4 et non avec mBop (Figure 22B) (He et al., 2009). Ces résultats 

différents indiquent la nécessité d’études supplémentaires pour mieux comprendre ce 

processus. La souris Irx5-KO est viable et sans défaut structurel majeur, mais présente une 

susceptibilité accrue aux arythmies. Cette susceptibilité a été attribuée à la perte du gradient 

transmural du potentiel d’action dans le ventricule qui est associée à la survenue de 

tachycardies ventriculaires. La perte d’Irx5 induit une expression ectopique de Kcnd2 dans le 

myocarde sous-endocardique induisant un raccourcissement de la durée du potentiel d’action 

dans cette région, provoquant des défauts de la repolarisation ventriculaire (Figure 22A) 

(Costantini et al., 2005). En plus de ce défaut électrique, les souris Irx5-KO ont une contractilité 

cardiaque réduite, dont l’origine serait associée à l’activation transcriptionnelle anormale de 

Kcnd2, car le double KO Irx5/Kv4.2 restaure la fonction contractile (Kim et al., 2022). Chez 

l’humain, l’expression en gradient d’IRX5 au sein de la paroi ventriculaire est également 

retrouvée, tout comme le gradient inverse du courant Ito. Par contre, ce courant Ito est chez 

l’humain, principalement médié par le canal Kv4.3 (contrairement à Kv4.2 chez la souris), en 

lien avec la sous-unité accessoire KChIP2 (Gaborit et al., 2010). Du fait de son expression en 

gradient (inversé par rapport à IRX5) dans de la paroi ventriculaire, KChIP2 (codé par KCNIP2) 

est supposé être responsable du gradient transmural d’Ito chez l’humain.  

Une précédente étude de l’équipe a par ailleurs permis de montrer un rôle clé pour 

IRX5 dans la régulation de la dépolarisation ventriculaire et de la conduction électrique 

Figure 22 : Rôle d’Irx5 dans le maintien de l’hétérogénéité transmurale du potentiel d’action 
A. Expression du facteur de transcription Irx5 et du canal potassique Kv4.2 (responsable du courant Ito,f) au sein 
de la paroi ventriculaire, entre les myocardes sous-endocardique (ENDO) et sous-épicardique (EPI), ainsi que les 
potentiels d’action et phénotypes électriques associés chez la souris. B. Modèle d’action d’Irx5 dans les 
cardiomyocytes avec ses partenaires spécifiques et dans des cellules non-cardiomyocytes, sur l’expression du 
gène Kcnd2. Adapté de Kim et al., 2012. 
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cardiaque chez l’humain, à travers notamment l’activation de SCN5A (codant le canal Nav1.5) 

par IRX5, en cohérence avec le gradient transmural d’expression de SCN5A qui est similaire à 

celui d’IRX5 (Al Sayed et al., 2021a). 

De manière intéressante, Irx3 et Irx5 sont exprimés de manière concomitante, 

potentiellement grâce à des enhancers communs proches (Calle-Mustienes et al., 2005; Chua 

et al., 2022; Tena et al., 2011) et ont des implications en coopération et redondance 

fonctionnelle dans différents organes (Fu et al., 2018; Li et al., 2014a; Son et al., 2021). La 

souris Irx5-KO étant viable, fertile et ne présentant pas de défauts morphologiques cardiaques 

majeurs, montre qu’Irx5 n’est pas indispensable au développement et au maintien de 

l’intégrité cardiaque, et suggère que son rôle dans ces fonctions est masqué par la redondance 

fonctionnelle avec d’autres facteurs de transcription Iroquois (Gaborit et al., 2012). De la 

même manière, la souris Irx3-KO est viable, fertile et sans défaut morphologique cardiaque 

majeur, suggérant également un effet compensateur d’autres facteurs de transcription 

Iroquois (Zhang et al., 2011). L’étude du double KO pour IRX3 et IRX5 chez la souris, létale au 

stade embryonnaire à E14.5 avec des défauts cardiaques structuraux majeurs, a permis de 

démontrer qu’effectivement ces deux facteurs de transcription ont des fonctions redondantes 

et même coopératives (Gaborit et al., 2012). 

Figure 23 : Patients atteints du syndrome d’Hamamy et présentant des mutations perte-de-fonction d’IRX5 
A-B. Arbres généalogiques, photos et électrocardiogrammes des patients Hamamy des deux familles décrites 
dans Bonnard et al., 2012. C. Localisation génomique et protéique des mutations Hamamy A150P et N166K. HD : 
homéodomaine TALE (Three Amino-acid Loop Extension). D. Altérations cardiaques retrouvées chez les patients 
Hamamy décrits. N.I : non investigué. Adapté de Bonnard et al., 2012 et Bürglin, 1997. 
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 Chez l’humain, deux mutations localisées dans l’homéodomaine d’IRX5 (A150P et 

N166K) et provoquant une perte de fonction de la protéine, ont été identifiées pour la 

première fois en 2012, chez des patients de deux familles différentes (Figure 23A-C) (Bonnard 

et al., 2012). Les patients de ces familles sont atteints du syndrome d’Hamamy, décrit pour la 

première fois en 2007 (Hamamy et al., 2007). Ils présentent un phénotype très sévère incluant 

des altérations multiorganes (défauts craniofaciaux, des os et des membres, …), dont des 

défauts cardiaques : principalement un ralentissement de la conduction ventriculaire, 

commun à tous ces patients (Figure 23D). Le phénotype des patients est plus sévère que le 

phénotype des souris Irx5-KO, suggérant que les mutations Hamamy pourraient avoir des 

effets dominants négatifs. De plus, le ralentissement de conduction ventriculaire observé chez 

les patients rappelle le phénotype des souris Irx3-KO et IRX3/IRX5-KO, suggérant que l’impact 

des mutations Hamamy pourrait passer par des altérations du couple IRX5/IRX3.  

IRX6 

Irx6 a une expression cardiaque plus faible que celle des autres Irx et est localisé dans 

les mêmes régions qu’IRX5, à partir de E10.5 chez la souris (Figure 19) (Mummenhoff et al., 

2001). Sa fonction n’a pas encore été étudiée dans le cœur (Hu et al., 2018). 

I.4.C. Stratégies d’étude des facteurs de transcription cardiaques 

Dans cette partie sont énoncés les principaux modèles utilisés pour l’étude des 

facteurs de transcription cardiaques, avec une attention particulière pour les modèles basés 

sur les cellules souches. Les principales techniques de référence et leur intérêt dans l’étude 

des facteurs de transcription cardiaques sont ensuite abordés. 

I.4.C.a. Modèles animaux 

Différents modèles animaux sont utilisés pour l’étude des facteurs de transcription 

cardiaques et prennent généralement place dans le contexte plus large de l’étude du 

développement cardiaque (Taylor et al., 2021; Zaffran and Frasch, 2002). Ces modèles 

permettent de pallier le manque d’échantillons du développement cardiaque humain, qui 

sont rares et difficiles à obtenir.  

Les petits animaux ont été et sont toujours utilisés pour l’étude des facteurs de 

transcription, comme la drosophile (Drosophila melanogaster) qui permet de modéliser le 

développement cardiaque (Piazza and Wessells, 2011). Ce modèle a permis par exemple 

l’identification de la famille des facteurs de transcription Iroquois (Leyns et al., 1996). Le 
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poisson-zèbre ou zebrafish (Danio rerio), ainsi que le xénope (Xenopus laevis) ont été 

notamment utilisés pour l’étude des familles de facteurs transcription GATA, TBX et NKX 

(Garfinkel and Khokha, 2017; Heicklen-Klein et al., 2005). Le poulet (Gallus gallus) a également 

été montré comme étant un bon modèle d’étude du développement cardiaque (Wittig and 

Münsterberg, 2020). Enfin, la souris (Mus musculus) correspond au principal modèle animal 

utilisé pour l’étude du développement cardiaque et des facteurs de transcription (Akerberg et 

al., 2019; Krishnan et al., 2014). Le développement cardiaque et plus particulièrement les 

réseaux de régulation moléculaires, sont biens conservés entre ces différents modèles et 

l’humain (Xia et al., 2020). Ils correspondent à des modèles intégrés, où le cœur peut être 

étudié au sein d’organismes entiers et non de manière isolée et artificielle. Ces modèles sont 

facilement modifiables génétiquement et permettent également la réalisation de techniques 

d’analyse globale à haut débit ou « omiques ». Cependant, notamment pour le modèle de 

souris, il existe des différences dans le développement et la physiologie cardiaque par rapport 

à l’humain, suggérant que des mécanismes spécifiques des espèces s’établissent, nécessitant 

ainsi l’utilisation d’autres modèles pour s’approcher du contexte humain (Anzai et al., 2020; 

Rossant and Tam, 2017).   

I.4.C.b. Cardiomyocytes dérivés de cellules souches humaines 

Afin d’étudier le développement cardiaque et les facteurs de transcription dans un 

contexte humain, des modèles de différenciation cardiaque de cellules souches ont été mis 

au point. 

Au cours du développement pré-cardiaque humain, environ 5 jours après la 

fécondation, des cellules pluripotentes apparaissent au sein de la masse cellulaire interne du 

blastocyste (voir partie I.2.A.a Pluripotence). En 1998 et 2000, deux équipes ont extrait la 

masse cellulaire interne d’embryons humains après fécondation in vitro, pour isoler des 

lignées de cellules souches embryonnaires pluripotentes, hESCs (Reubinoff et al., 2000; 

Thomson et al., 1998; Vazin and Freed, 2010). Ces lignées de cellules souches pluripotentes 

ont des capacités d’autorenouvèlement et de différenciation dans l’ensemble des types 

cellulaires dérivés des trois feuillets embryonnaires, et ont été notamment utilisé pour 

générer des cellules cardiaques (Kehat et al., 2001; Mummery et al., 2003). Ce modèle de 

différenciation, qui est une source illimitée de cellules cardiaques humaines et notamment de 

cardiomyocytes (Acimovic et al., 2014), a permis d’ouvrir de nombreuses perspectives 

d’utilisation dans le contexte de l’étude du développement cardiaque (et du rôle des facteurs 
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de transcription cardiaques), de la thérapie cellulaire cardiaque ou d’études 

pharmacologiques (Anderson et al., 2018; Liu et al., 2018b; Williams et al., 2021). Cependant, 

la rareté et la difficulté d’obtention d’embryons humains, ainsi que les restrictions éthiques 

associées, sont des limites à l’étude de lignées hESCs issus de patients dans le cadre de 

stratégies de médecine personnalisée. En effet, bien que des stratégies d’édition génétique 

soient réalisables sur les hESCs, pour créer des modèles isogéniques (qui ont pour seule 

différence génétique la modification artificiellement induite), elles ne permettent pas 

d’étudier les cas où la causalité de la pathologie n’a pas été associée à un variant génétique 

précis.  

En 2006, la première génération de cellules souches pluripotentes induites, ou iPS, a 

été obtenue par surexpression des facteurs de transcription Oct4, Sox2, Klf4 et c-Myc dans 

des fibroblastes de souris (Takahashi and Yamanaka, 2006). Un an après, deux équipes 

différentes ont montré la possibilité de reprogrammer des fibroblastes humains en cellules 

iPS (Takahashi et al., 2007; Yu et al., 2007). Ces cellules iPS humaines sont très similaires aux 

hESCs, notamment du point de vue de leur morphologie, de leur capacité de prolifération et 

de pluripotence ou de leur profil global d’expression de gènes (Choi et al., 2015; Parrotta et 

al., 2020). Toutefois, différentes études ont montré l’existence de légères différences entre 

ces deux types de cellules souches notamment en terme de contenu en acide nucléique ou 

d’expression de sous-groupes de gènes (Chin et al., 2009; Parrotta et al., 2017, 2019). Les 

cellules iPS présentent un avantage considérable d’accessibilité comparées aux hESCs, car 

elles peuvent être reprogrammées à partir de cellules provenant d’échantillons biologiques 

facilement accessibles, notamment des cellules de sang, de peau ou d’urine (Afzal et al., 2017; 

Agu et al., 2015; Jouni et al., 2015; Li et al., 2016). Par cette possibilité d’obtention facilitée, 

sans dégradation d’embryons humains, l’utilisation des iPS humaines est ainsi sujette à des 

contraintes éthiques moins lourdes comparées à celles des hESCs.  

Tout comme pour les hESCs, les iPS humaines ont ensuite été utilisées comme source 

illimitée pour la génération de cellules cardiaques, notamment des cardiomyocytes (iPS-CMs). 

Il existe différents protocoles, principalement basés sur l’induction de la différenciation des 

iPS en cellules du mésoderme puis en progéniteurs cardiaques, par l’utilisation de petites 

molécules (ex : CHIR99021) ou de cytokines (ex : Activine A, BMP4, …). Ces différents 

protocoles vont généralement aboutir à la production d’une population mixte de cellules, (1) 
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à la fois des cardiomyocytes et des cellules non cardiomyocytaires (de type fibroblaste par 

exemple) et (2) différents sous-types de cardiomyocytes (atriaux, nodaux et ventriculaires, 

Protze et al., 2019). Des étapes de déplétion en glucose ont été mises au point afin d’enrichir 

en cardiomyocytes les populations en fin de différenciation. Des protocoles visant à générer 

plus spécifiquement des cardiomyocytes ventriculaires (généralement le sous-type 

majoritaire obtenu), nodaux (par régulation de la balance BMP/acide rétinoïque et la 

surexpression de TBX3) ou atriaux (par l’ajout d’acide rétinoïque) ont également été mis au 

point (Bekhite and Schulze, 2021; Protze et al., 2019; Swedlund and Lescroart, 2020). 

Les modèles dérivés d’iPS permettent l’étude de pathologies et de mutations 

génétiques cardiaques par reprogrammation de cellules de patients en cellules pluripotentes, 

qui conservent l’ensemble de leurs spécificités génétiques (Al Sayed et al., 2021b; Yoshida and 

Yamanaka, 2017). Il est également possible d’éditer génétiquement les cellules iPS, par 

CRISPR-Cas9 par exemple (Chun et al., 2018). Dans le cadre de l’étude du rôle de facteurs de 

transcription dans la différenciation cardiaque, la technologie CRISPR-Cas9 a été utilisée pour 

l’induction de KO (homo ou hétérozygotes) ou pour l’insertion de mutations génétiques de 

ces gènes observées chez des patients (Ang et al., 2016; Kathiriya et al., 2021). Des études 

pharmacologiques, ainsi que le développement de nouvelles stratégies de thérapie cellulaire 

cardiaque sont réalisables avec le modèle de cellules iPS (Lemoine and Christ, 2021; Magdy et 

al., 2018; Parrotta et al., 2020). 

Pour l’étude des facteurs de transcription cardiaques, il est nécessaire de tenir compte 

des deux principales limites de ces modèles de différenciation cardiaque de cellules iPS : (1) le 

phénotype immature des cardiomyocytes obtenus en fin de différenciation (Figure 24) et (2) 

la réalisation de cultures en deux dimensions (2D) qui est éloignée du format 3D de l’organe.  

Comparés à des cardiomyocytes adultes, les cardiomyocytes dérivés d’iPS n’atteignent pas le 

même niveau de maturité et semblent être plus similaires à des cardiomyocytes fœtaux (Wu 

et al., 2021a). En effet, les cardiomyocytes dérivés d’iPS ont une forme arrondie 

(contrairement aux cardiomyocytes adultes qui ont une forme en bâtonnet), sont 

généralement mononucléés, n’ont pas de tubules T, ont un profil électrophysiologique fœtal 

(avec des contractions spontanées), présentent un métabolisme énergétique majoritairement 

glycolytique (et non associé aux acides gras) et enfin, ont une ultrastructure myofibrillaire 

désorganisée (Bekhite and Schulze, 2021; Karbassi et al., 2020; Wu et al., 2021a).  
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La différenciation cardiaque des iPS en 2D correspond aussi à une limite du modèle, car cette 

situation est peu physiologique et ne rend pas compte de l’architecture tissulaire, des 

communications entre les différents types cellulaires et des contraintes physiques 

(notamment du flux sanguin) auxquels les cardiomyocytes sont normalement soumis pendant 

le développement cardiaque (Ahmed et al., 2020; Liu et al., 2022). Ces limites peuvent avoir 

un impact sur les mécanismes moléculaires observés et sont donc à prendre en compte dans 

les observations faites au cours et en fin de la différenciation cardiaque des iPS. 

 Différentes stratégies ont été mises en place pour tenter de faire progresser les 

cardiomyocytes dérivés d’iPS vers un stade de différenciation plus proche des cardiomyocytes 

adultes : la culture longue des cardiomyocytes, la stimulation électrique, l’application d’un 

Figure 24 : Différences entre les iPS-CMs et les cardiomyocytes adultes 
Différences d’organisation générale (A), morphologiques (B), électrophysiologiques (C), du cycle calcique (D), de 
la contractilité, métaboliques et du cycle cellulaire, entre les iPS-CM et les cardiomyocytes adultes. RYR2 : 
récepteur à la ryanodine de type 2, Cx43 : connexine 43, NCX : échangeur Na+/Ca2+, SERCA2a : pompe calcique 
du réticulum sarcoplasmique, mtDNA : ADN mitochondrial, b-Ox : béta-oxydation des acides gras, CPT1-CPT2 : 
carnitine palmitoyltransferases 1 et 2, FA-CoA : fatty-acyl-CoA esters, n : ploïdie. Adapté de Karbassi et al., 2020. 
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stress mécanique ou encore l’ajout d’hormone thyroïdienne (T3) dans le milieu de culture 

(Ahmed et al., 2020; Wu et al., 2021a) ont été testés. Bien que ces stratégies apportent 

chacune des améliorations phénotypiques, elles n’aboutissent pas à la production de 

cardiomyocytes de type adulte. La génération de modèles de différenciation 3D, en plein essor 

actuellement, permettrait de maturer le phénotype des cardiomyocytes en fin de 

différenciation et également de s’affranchir des limites liées à la culture 2D (Arslan et al., 2022; 

Liu et al., 2022). Les différents modèles 3D tels que les engineered heart tissue (Ronaldson-

Bouchard et al., 2018), les organoïdes cardiaques ou cardioïdes (Cho et al., 2022), ou encore 

les modèles de « heart-on-chip » (Andrysiak et al., 2021) correspondent à des modèles plus 

intégrés, constitués de plusieurs types cellulaires et pourraient constituer des outils d’étude 

pertinents du développement et des facteurs de transcription cardiaques.   

I.4.C.c. Techniques d’analyse 

Création de modèles par édition génétique 

Dans le but d’étudier le rôle de facteurs de transcription cardiaques, notamment au 

cours du développement, la stratégie classique est la génération de modèles KO (homo ou 

hétérozygote) pour pouvoir identifier les gènes et voies biologiques impactés par la perte 

spécifique du facteur de transcription délété (Kathiriya et al., 2015, 2021). Des insertions 

génétiques ou knock-in (KI) sont aussi utilisées, notamment pour la génération de modèles 

Figure 25 : Génération de KO et KI par la technologie CRISPR-Cas9 
La fixation spécifique de l’enzyme Cas9 se fait à l’aide d’un ARN guide, ciblant précisément une zone proche 
d’une séquence PAM (Protospacer Adjacent Motif), généralement de type « NGG ». La PAM va être reconnue 
par la Cas9 pour induire une coupure double brin. Le système de réparation va tenter de réparer la coupure par 
NHEJ (Non-Homologous End-Joining) mais peut faire des erreurs provoquant par exemple, un changement de 
cadre de lecture d’un gène dans le cas d’un KO. L’apport d’un fragment d’ADN simple brin (ssODN, single-
stranded oligodeoxynucleotides) contenant des bras d’homologies entourant une séquence d’intérêt, peut 
provoquer une recombinaison homologue au site de coupure, induisant l’insertion d’une séquence d’intérêt 
dans le génome (KI). Adapté de Tian et al., 2017. 
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isogéniques associés à des mutations génétiques spécifiques de patients ou pour l’ajout d’une 

séquence tag à un facteur de transcription (Ang et al., 2016). La technique d’édition génétique 

la plus utilisée actuellement est la technologie CRISPR-Cas9 qui permet le ciblage de régions 

spécifiques du génome, par l’intermédiaire d’un ARN guide, puis le clivage de l’ADN, grâce à 

l’enzyme Cas9, qui va reconnaitre une séquence spécifique sur l’ADN, appelée séquence PAM 

(Figure 25) (Protospacer Adjacent Motif, De Masi et al., 2020; Tian et al., 2017). La principale 

limite au CRISPR-Cas9, comme pour les autres techniques d’édition du génome, est liée au 

risque d’induire des modifications supplémentaires dans des régions non spécifiques (ou off-

target en anglais ; Fu et al., 2013). 

Analyse de l’impact des facteurs de transcription sur le transcriptome 

 La fonction principale des facteurs de transcription est la régulation de l’expression des 

gènes. Ainsi, quantifier les niveaux d’expression génique dans des modèles adaptés est 

nécessaire pour identifier le rôle des facteurs de transcription. L’analyse de l’expression des 

gènes est principalement conduite par l’étude du transcriptome, qui peut être réalisée dans 

des modèles KO pour des facteurs de transcription par exemple, afin d’identifier des gènes 

dont l’expression est impactée par les facteurs de transcription étudiés. Actuellement, il existe 

différentes techniques d’analyse globale du transcriptome qui sont principalement dérivées 

du RNA-Seq (Lowe et al., 2017). Le RNA-Seq combine des étapes de fragmentation, 

rétrotranscription et séquençage d’ARN suivi de l’alignement des fragments séquencés (ou 

reads) sur un génome de référence, pour générer de manière bioinformatique une 

quantification de chaque ARN de l’échantillon. Il existe (1) des techniques transcriptomiques 

dites en « bulk » qui correspondent à la quantification des ARN issus d’un échantillon composé 

de plusieurs milliers de cellules (et parfois plusieurs type cellulaires) et (2) des techniques en 

cellules uniques ou « single-cell », qui permettent la quantification des ARN de chaque cellule 

contenue dans un échantillon de plusieurs centaines ou milliers de cellules (Figure 26A) (Asp 

et al., 2019; GTEx Consortium, 2013). Ces deux types de techniques ont leurs avantages et 

inconvénients spécifiques : le bulk permet la détection et l’étude de variations d’expression 

d’un grand nombre de gènes, mais constitue un signal moyenné d’expression entre différents 

types cellulaires (Altschuler and Wu, 2010; Rassek and Iżykowska, 2020) ; le single-cell permet 

l’étude de l’expression de gènes dans différents types cellulaires, mais à cause du phénomène 

d’expression des gènes en salve au sein d’une cellule (voir partie I.4.A.b Modèle intégré), il est 

généralement retrouvé un grand nombre de niveaux d’expression de gènes à 0, pouvant poser 
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problème dans les analyses bioinformatiques par la suite (Lähnemann et al., 2020). Ces deux 

types d’étude transcriptomique peuvent donc être complémentaires pour l’analyse de 

l’impact des facteurs de transcription cardiaques.   

Analyse des sites de fixation des facteurs de transcription sur le génome 

Pour avoir un effet sur la transcription de certains gènes, les facteurs de transcription 

vont se fixer dans des régions spécifiques du génome. L’investigation de ces régions permet 

d’identifier les gènes qui sont des cibles directes de facteurs de transcription spécifiques et de 

mieux comprendre leur mode de fonctionnement (Anderson et al., 2018; Ang et al., 2016). La 

technique de référence pour l’identification des positions génomiques occupées par les 

facteurs de transcription est le ChIP-Seq (Chromatin Immunoprecipitation Sequencing). Le 

ChIP-Seq consiste : (1) à fragmenter la chromatine, puis (2) immunoprécipiter à l’aide 

d’anticorps spécifiques d’un facteur de transcription les complexes facteur de transcription-

chromatine et (3) séquencer les fragments d’ADN obtenus, avant (4) l’analyse bioinformatique 

et alignement sur un génome de référence, pour obtenir des pics de reads correspondant aux 

régions ADN fixées par le facteur de transcription étudié (Figure 26B) (Johnson et al., 2007). 

Les principaux avantages de cette technique sont de pouvoir identifier tous les sites de fixation 

de facteurs de transcription sur le génome et aussi leurs motifs de fixation, dont 

l’identification est utile dans l’étude des GRN (Potier et al., 2014b). La qualité des résultats 

obtenus est sous-tendue par la qualité de l’anticorps utilisé, en effet, la principale limite du 

ChIP-Seq est l’utilisation d’anticorps qui doivent être très spécifiques des facteurs de 

transcription d’intérêts pour identifier un maximum de régions génomiques occupées, sans 

faux-positifs ou faux-négatifs (Park, 2009).  

Afin de valider biologiquement la fixation d’un facteur de transcription sur un site précis du 

génome et d’analyser l’impact biologique de cette fixation, les techniques d’essais de 

luciférase dans des lignées cellulaires (ex : HEK293) sont couramment utilisées (Ávila-Flores et 

al., 2019). Le gène codant l’enzyme luciférase, qui va générer un signal de bioluminescence 

quantifiable, est sous contrôle d’une région d’intérêt de l’ADN. La transfection de lignées 

cellulaires avec le plasmide luciférase et des plasmides d’expression de facteurs de 

transcription permet d’identifier l’impact fonctionnel de ces facteurs de transcription sur la 

région ADN d’intérêt. Cette technique permet une validation biologique, mais offre une vision 

incomplète du phénomène de régulation, car les facteurs de transcription sont étudiés dans 

un contexte de surexpression sans la présence de tous leurs cofacteurs, sur une portion d’ADN 
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réduite, qui s’affranchit de l’impact potentiel d’autres éléments cis régulateurs du génome 

(Hirschenberger et al., 2021).   

Analyses complémentaires du contexte épigénétique 

Afin de mieux comprendre dans quel contexte les facteurs de transcription se fixent 

sur l’ADN et l’impact qu’ils peuvent avoir sur le paysage épigénétique, des expériences de 

ChIP-Seq appliquées aux marques épigénétiques sont possibles (Figure 26B) (Ernst and Kellis, 

2017). La technique est similaire à celle appliquée sur les facteurs de transcription, mais cible 

les régions génomiques où les marques sont déposées, permettant ainsi d’identifier des 

éléments cis régulateurs dans des régions d’intérêts et de caractériser leur état d’ouverture 

et d’activité (Tableau 2). De plus, pour les marques d’histones il existe des anticorps très 

spécifiques et généralement validés pour le ChIP-Seq, permettant de pallier la principale limite 

du ChIP-Seq de facteur de transcription. Cette spécificité d’anticorps rend également possible 

Figure 26 : Techniques « omiques » pour l’étude de facteurs de transcription 
A. Comparaison des deux modalités d’analyse transcriptomique par RNA-Seq : en bulk ou en single-cell. B. 
Principales étapes d’analyse de ChIP-Seq. Par l’utilisation d’anticorps spécifiques, toutes les positions 
génomiques présentant certaines marques épigénétiques ou étant occupées par un facteur de transcription, 
peuvent être identifiées. Ces régions sont représentées sous la forme de pics de reads (fragments ADN 
séquencés). C. Analyse des régions génomiques ouvertes par ATAC-Seq, identifiées en fin d’analyse sous la forme 
de pics de reads également. D. Analyse des contacts physiques de chromatine par Hi-C. Adapté de Bolt and 
Duboule, 2020, Klemm et al., 2019, Lieberman-Aiden et al., 2009, Rassek and Iżykowska, 2020. 
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la réalisation de ChIP-Seq en single-cell, qui permet l’étude du paysage épigénétique 

spécifiquement au sein de chaque cellule ou type-cellulaire d’un échantillon (Grosselin et al., 

2019). 

De manière complémentaire au ChIP-Seq de marques épigénétiques, la réalisation 

d’expériences d’ATAC-Seq (Assay for transposase-accessible chromatin using sequencing) 

permet l’identification de l’ensemble des régions de chromatine ouverte sur le génome, en 

bulk ou en single-cell (Galang et al., 2020; Wang et al., 2020). En amont du séquençage et de 

l’analyse bioinformatique, des transposases hyperactives (Tn5) sont utilisées pour cliver la 

chromatine et insérer en parallèle des adaptateurs de séquençage Illumina, mais uniquement 

dans les régions accessibles (non compactées) du génome (Figure 26C) (Klemm et al., 2019). 

Avec cette technique, des analyses « d’empreintes » de facteurs de transcription (ou 

footprinting en anglais) sont réalisables dans les régions ouvertes de chromatine, où peuvent 

se fixer les facteurs de transcription (Bentsen et al., 2020). Le séquençage des quelques paires 

de bases occupées par un facteur de transcription est moins efficace, provoquant ainsi une 

légère dépression dans le pic d’ATAC-Seq associé à cette région génomique ouverte. En 

comparant l’intensité des dépressions de ces pics obtenus dans des échantillons contrôles et 

KO pour un facteur de transcription, il est possible d’identifier des régions plus ou moins 

occupées par certains facteurs de transcription, du fait du KO du facteur de transcription 

d’intérêt. Ces données permettent de générer des hypothèses sur de potentiels mécanismes 

de remodelage, comme par exemple : l’augmentation de la fixation d’un facteur de 

transcription « B » dans des échantillons KO pour le facteur de transcription « A », peut 

suggérer un mécanisme de compensation de « B » pour pallier l’absence de « A ». La 

principale limite de cette étude de footprinting est qu’elle est basée sur les motifs consensus 

connus de facteurs de transcription et ne permet donc pas d’observer les variations de fixation 

des facteurs de transcription pour lesquels les motifs ne sont pas clairement identifiés. 

L’architecture 3D de la chromatine et les contacts physiques entre des régions 

distantes de l’ADN peuvent être identifiés par la technique de Hi-C qui est un dérivé des 

techniques de « chromosome conformation capture » ou 3C (Oudelaar and Higgs, 2021). 

L’ADN est d’abord crosslinké, puis digéré avec des enzymes de restriction, avant que les 

extrémités des fragments d’ADN soient marquées avec de la biotine et liguées ensemble. Les 

produits de ligation sont ainsi (1) constitués de fragments d’ADN qui étaient à l'origine très 

proches dans l'espace au sein du noyau et (2) marqués par la biotine. La fragmentation de 
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l’ADN suivi d’un enrichissement utilisant des billes de streptavidine et enfin d’un séquençage 

profond, permet la création de cartes de contacts entre les différentes régions de l’ADN 

(Figure 26D) (Lieberman-Aiden et al., 2009). Contrairement aux autres techniques de 

« chromosome conformation capture » (3C, 4C ou Capture-C), la technique de Hi-C permet 

d’étudier l’ensemble des contacts de chromatine qui s’établissent. 

Analyse des partenaires protéiques des facteurs de transcription 

La technique de référence pour l’identification d’interactions physiques entre des 

facteurs de transcription et des protéines partenaires est la technique de co-

immunoprécipitation (Co-IP). Elle consiste à utiliser un anticorps spécifique pour 

immunoprécipiter un facteur de transcription d’intérêt et d’analyser ensuite les partenaires 

interagissant physiquement avec lui. L’analyse des cofacteurs peut se faire : (1) soit de 

manière ciblée, par dénaturation des complexes puis analyse par western-blot, mais nécessite 

de présupposer des partenaires protéiques potentiels car des anticorps spécifiques de ces 

partenaires sont nécessaires lors du western-blot ; (2) soit de manière non biaisée, en 

couplant la Co-IP à des techniques de spectrométrie de masse (Gonzalez-Teran et al., 2022; 

Kathiriya et al., 2015). 

Il existe également des techniques d’imagerie qui ont pour avantage d’étudier les 

dynamiques des facteurs de transcription dans des cellules vivantes (Liu and Tjian, 2018). Par 

exemple, la technique de FRET (fluorescence resonance energy transfer) permet d’analyser 

des interactions entre deux protéines d’intérêt de manière continue dans des cellules vivantes 

et de localiser précisément le lieu de rencontre de ces protéines dans la cellule (Cui et al., 

2019). La technique est basée sur un transfert d’énergie d’un fluorophore « donneur », ajouté 

à l’une des protéines d’intérêt, vers un fluorophore « accepteur », ajouté à l’autre protéine 

d’intérêt, générant un signal de fluorescence uniquement lorsque les deux protéines 

interagissent physiquement. Différentes limites du FRET, notamment la faible efficacité de la 

réaction, ont conduit au développement de nouvelles techniques comme le Proximity ligation 

assay ou PLA (Alam, 2018; Broussard et al., 2013; Cui et al., 2019). 

Intégration des données multi-omiques 

Les techniques omiques permettent l’étude de différentes modalités (génome, 

épigénome, transcriptome, …) sans apriori, mais il est cependant nécessaire de les intégrer 

ensemble pour obtenir une vision complète des phénomènes étudiés (Leon-Mimila et al., 

2019). Lorsqu’elles sont analysées sans apriori et combinées ensuite, ces différentes modalités 



 

 
82 

permettent des validations croisées de phénomènes biologiques observés (Andersson et al., 

2019). Par exemple, l’intégration des données d’épigénétique et/ou de conformation de la 

chromatine, avec des données de transcriptomique est pertinente. En effet, les observations 

épigénétiques peuvent renseigner sur les mécanismes de régulation de la transcription mais 

ne permettent pas une prédiction fiable de l’expression de gènes sous-jacente (voir partie 

I.3.C Lien entre la transcription et la conformation 3D de la chromatine), d’où la nécessité 

d’ajouter les informations de variation d’expression de gènes, fournies par l’analyse 

transcriptomique (VanOudenhove et al., 2020).        

Pour comprendre les mécanismes de régulation de l’expression des gènes, parmi lesquels les 

facteurs de transcription ont une place prépondérante, il faudrait idéalement intégrer les 

différentes couches d’informations omiques (génomique, épigénomique, transcriptomique, 

protéomique, …) au sein d’un système biologique complexe, car, bien qu’elles jouent des rôles 

indépendants, elles sont toutes biologiquement liées au sein de la cellule (Jung et al., 2020; 

Leon-Mimila et al., 2019). 
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Objectifs 

Les facteurs de transcription sont des éléments majeurs du développement cardiaque, 

puisqu’en interagissant avec l’ADN et en induisant un remodelage de la chromatine, ils 

gouvernent la mise en place d’un programme d’expression spécifique de gènes. 

L’enchainement chronologique des étapes de ce programme requiert l’expression successive 

de gènes codant des facteurs de transcription, eux-mêmes activés par d’autres facteurs de 

transcription, formant ainsi un réseau de régulation de facteurs de transcription. Bien que 

différents sous-réseaux soient connus, il manque une vision globale du réseau de régulation 

des facteurs de transcription cardiaques. Plus spécifiquement, certains facteurs de 

transcription, comme ceux de la famille Iroquois qui ont pourtant été montrés comme 

importants dans le cœur, n’ont pas ou peu été analysés dans des réseaux avec d’autres 

facteurs de transcription cardiaques.  

Le premier projet de cette thèse était donc d’identifier un réseau de régulation global 

entre les facteurs de transcription cardiaques au cours du développement, afin d’identifier, 

dans un contexte intégré, les rôles de la famille de facteurs de transcription Iroquois. 

 

Les différents membres de la famille des facteurs de transcription Iroquois ont été 

montrés comme ayant des fonctions spécifiques mais aussi des fonctions chevauchantes, en 

fonctionnant en redondance fonctionnelle et en coopération. Plus spécifiquement, du fait de 

leur expression similaire et des impacts de leur simple ou double KO chez la souris, les facteurs 

de transcription IRX3 et IRX5 semblent avoir ce mode de fonctionnement redondant et 

coopératif. 

Le second projet de cette thèse était donc d’identifier sans a priori, les fonctions 

spécifiques et les fonctions redondantes d’IRX3 et d’IRX5 dans un contexte cardiaque 

humain. 
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 Méthodes spécifiques au projet 1 

 

 

 

Les méthodes pour ce projet sont détaillées dans la partie Materials and Methods de 

l’article 1 (IV.1.A - Article 1).  

Figure 27 : Vue d’ensemble et organisation des méthodes utilisées pour le projet 1 
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 Méthodes spécifiques au projet 2  

Figure 28 : Vue d’ensemble et organisation des méthodes utilisées pour le projet 2 
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III.2.A. Etude des domaines d’interaction d’IRX5 

III.2.A.a. Mutagenèse dirigée  

La réalisation des protéines IRX5 tronquées a été faite en utilisant le kit de mutagenèse 

dirigée Q5® Site-Directed Mutagenesis Kit (New England BioLabs) et le plasmide IRX5 contrôle 

(Tableau 3). Brièvement, le plasmide IRX5 contrôle a été amplifié par PCR ([98°C, 30sec, 1 

cycle] ; [98°C, 10sec + T°a, 30sec + 72°C, 4min, 25 cycles] ; [72°C, 2min, 1 cycle]) en utilisant 

des primers spécifiques des régions à retirer et le Q5 Hot Start High-Fidelity 2X Master Mix. 

Les produits de PCR ont ensuite été traités pendant 5min à température ambiante avec le 10X 

KLD Enzyme Mix (Kinase, Ligase, DpnI). Des bactéries thermocompétentes DH5 ont ensuite 

été transformées avec le produit du traitement KLD, avant amplification. Enfin, les plasmides 

amplifiés ont ensuite été purifiés avec le kit QIAGEN Plasmid Plus Midi Kit (QIAGEN), avant 

d’être validés par séquençage. 

Tableau 3 : Primers de mutagenèse dirigée 

Construction plasmidique Primers de PCR pour mutagenèse T°a 

IRX5 ΔH1 
For : 5’-CACCGCAAGAACCCCTAC-3' 

67°C 
Rev : 5’-TGTGGCGTTCTTCCGGTA-3' 

IRX5 ΔH2 
For : 5’-ACCAAGATGACCCTCACC-3' 

64°C 
Rev : 5’-GGTGGGGTAGGGGTTCTT-3' 

IRX5 ΔH3 
For : 5’-GAGAATAAAATGACGTGGAC-3' 

59°C 
Rev : 5’-GGTCATCTTGGTGATGATG-3' 

IRX5 Mid 
For : 5’-GTGCTCGCCAAGCCCAAA-3' 

66°C 
Rev : 5’-ATTCTCTTTCTTGAGGCGCC-3' 

IRX5 C-ter 
For : 5’-ACGCGTACGCGGCCGCTC-3' 

72°C 
Rev : 5’-GGCGATCTCTGCCAAAGACCACAGTTTG-3' 

 

III.2.A.b. Culture et transfection des HEK293 

Le protocole de culture et de transfection des HEK293 en vue d’expériences de co-

immunoprécipitation, est similaire à celui détaillé dans l’article 1 (IV.1.A - Article 1). 

III.2.A.c. Co-immunoprécipitation 

Le protocole de co-immunoprécipitation, ainsi que les anticorps utilisés pour les 

résultats complémentaires sont détaillés dans l’article 1 (IV.1.A - Article 1). 
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III.2.B. Etude de la localisation d’IRX5 sur le génome 

III.2.B.a. Reprogrammation et culture des lignées iPS 

Les lignées iPS issues de deux individus contrôles, utilisées pour l’expérience 1 de ChIP-

Seq, ont été précédemment reprogrammées (H166Wt dans Al Sayed et al., 2021 (voir 

Annexes) ; C2a dans Si-Tayeb et al., 2010) par surexpression de facteurs de transcription de 

pluripotence par virus Sendaï ou par lentivirus respectivement. Les lignées hiPSC ont été 

maintenues à 37°C, 5% CO2, 21% O2 dans le milieu StemMACSTM iPS Brew XF (Miltenyi Biotec) 

dans des plaques de culture recouvertes de Matrigel® hESC-Qualified Matrix (0,05mg/mL, 

Corning). A 75% de confluence, les cellules ont été changées de plaque avec du Gentle Cell 

Dissociation Reagent (STEMCELLTM Technologies). 

III.2.B.b. Différenciation cardiaque des iPS  

Les différenciations cardiaques des iPS ont été réalisées à l'aide de la méthode de 

« sandwich » de matrigel (Es-Salah-Lamoureux et al., 2016). Brièvement, à 90% de confluence 

des iPS, une couche de Growth Factor Reduced Matrigel (0,033mg/ml, BD Corning) a été 

ajoutée sur les cellules (Jour -1). Les différenciations ont ensuite été débutées 24h plus tard 

(Jour 0), en cultivant les cellules avec de l’Activine A (100ng/mL, Miltenyi Biotec) et du FGF2 

(10ng/mL, Miltenyi Biotec) pendant 24 heures, dans le milieu RPMI1640 (Life Technologies) 

supplémenté en B27 sans insuline (Life Technologies), L-glutamine (2mM, Life Technologies), 

acides aminés non essentiels (1%, Life Technologies) et Pénicilline/Streptomycine (1X, Life 

Technologies). Le lendemain, le milieu a été changé par du RPMI1640 supplémenté en B27 

sans insuline, BMP4 (10ng/mL, Miltenyi Biotec), FGF2 (5ng/mL), L-glutamine (2mM), acides 

aminés non essentiels (1%) et Pénicilline/Streptomycine (1X), pendant 4 jours. A partir du jour 

5, les cellules ont été cultivées dans un milieu RPMI1640 supplémenté en B27 complet (Life 

Technologies), L-glutamine (2mM), acides aminés non essentiels (1%) et 

Pénicilline/Streptomycine (1X), qui a été changé tous les deux jours jusqu'au jour 30.  

Les zones battantes de cardiomyocytes en fin de différenciation ont été dissociées 

mécaniquement à l’aiguille (23 gauges) et congelées à -80°C dans une solution de PBS (1X) + 

SVF (20%) + DMSO (10%), avant leur utilisation pour l’expérience 1 de ChIP-Seq. 
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III.2.B.c. Chromatin Immunoprecipitation Sequencing (ChIP-Seq) – Expérience 1 

Expérimentation 

Les échantillons de zones battantes de cardiomyocytes en fin de différenciation 

préalablement prélevés, ont été lysés par incubation (20min, 4°C) dans une solution de lyse 

(Tris-HCl 50mM, NaCl 150mM, Triton X-100 1%, Sodium deoxycholate 0.1%, CaCl2 5mM, 

Inhibiteurs de protéases 1X (Sigma-Aldrich)) et l’ADN a été fragmentée par digestion MNase 

(300U, New England BioLabs) 10min à 37°C. La réaction de lyse a ensuite été stoppée par ajout 

d’une solution de dilution (Tris-HCl 50mM, NaCl 150mM, Triton X-100 1%, Sodium 

deoxycholate 0.1%, EGTA 50mM, EDTA 1mM, Inhibiteurs de protéases 1X).  

Le contrôle négatif d’immunoprécipitation (échantillon Input) a été créé par le mélange de 2% 

de chaque échantillon. Les échantillons ont ensuite été incubés avec 2µg d’anticorps anti-IRX5 

(WH0010265M1, Sigma-Aldrich) sur la nuit à 4°C. Puis ils ont été incubés 4h à 4°C avec des 

billes de protéine G (Invitrogen DynabeadsTM Protein G, Thermo Fisher Scientific), avant 2 

lavages avec la solution A (HEPES-KOH (pH 7.5) 50mM, NaCl 150mM, Triton X-100 1%, Sodium 

deoxycholate 0.1%, EDTA 2mM, SDS 0.1%), 2 lavages avec la solution B (HEPES-KOH (pH 7.5) 

50mM, NaCl 300mM, Triton X-100 1%, Sodium deoxycholate 0.1%, EDTA 2mM, SDS 0.1%), 2 

lavage avec la solution C (Tris-HCl (pH 8) 10mM, LiCl 0.25M, EDTA 1mM, NP40 0.5%, Sodium 

deoxycholate 0.5%) et 1 lavage avec la solution D (Tris-HCl (pH 8) 10mM, EDTA 1mM). L’ADN 

a été élué par incubation dans un tampon d’élution (Tris-HCl (pH 7.5) 50mM, EDTA 10mM, 

SDS 1%) pendant 30min à 63°C, suivie d’une incubation d’1h à 63°C en présence de protéinase 

K (1X, Eurobio). L’ADN a ensuite été extrait au phénol chloroforme avec le kit MaXtract High 

Density (Qiagen), avant purification par précipitation à l’éthanol 100%.  

La librairie de séquençage a ensuite été créée en 5 étapes successives, pour tous les 

échantillons et 200ng d’Input : 

1. Etape de réparation des fragments (End repair) : Incubation de chaque échantillon 

20min à 12°C, puis 15min à 37°C dans une solution de T4 DNA Ligase Buffer (1X, New 

England BioLabs), dNTP (0.4mM), T4 DNA Polymerase (60U/mL, Enzymatics), T4 

Polynucléotide kinase (200U/mL, Enzymatics) et DNA Pol I Klenow fragment (20U/mL, 

Enzymatics). L’ADN a ensuite été purifié à l’aide de billes Ampure SRPI (BECKMAN 

COULTER) et d’éthanol 70%, puis élué au Tris-HCl (pH 8) 10mM, avant le passage à 

l’étape suivante. 
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2. Etape d’addition de base A : Incubation de chaque échantillon 30min à 37°C dans une 

solution de NEBuffer 2 (1X, New England BioLabs), dATP (2mM) et l’enzyme Klenow 

Fragment (3'→5' exo-) (100U/mL, New England BioLabs). L’ADN a ensuite été purifié à 

l’aide de billes Ampure SRPI et d’éthanol 70%, puis élué au Tris-HCl (pH 8) 10mM, avant 

le passage à l’étape suivante. 

3. Etape de ligation des adaptateurs de séquençage : Incubation de chaque échantillon 

15min à 25°C dans une solution d’adaptateurs DNA Adaptors SP (20nM), 2X Rapid 

Ligation Buffer (1X, Enzymatics) et T4 DNA Ligase (12 000U/mL, Enzymatics). L’ADN a 

ensuite été purifié à l’aide de billes Ampure SRPI et d’éthanol 70%, puis élué au Tris-

HCl (pH 8) 10mM, avant le passage à l’étape suivante. 

4. Etape d’enrichissement PCR : Les échantillons ont ensuite été amplifiés et indexés de 

manière unique (une séquence index unique par échantillon) par PCR ([98°C, 30sec, 1 

cycle] ; [98°C, 10sec + 63°C, 30sec + 72°C, 30sec, 15 cycles] ; [72°C, 5min, 1 cycle]), avec 

le Phusion High-Fidelity PCR Master Mix with HF Buffer (Thermo Fisher Scientific). 

5. Etape de sélection des fragments d’ADN selon la taille (Size Selection) : Des billes 

Ampure SRPI ont été utilisées pour réaliser une sélection négative afin de retirer les 

fragments d’ADN non digérés, suivie d’une sélection positive des fragments d’intérêt 

d’environ 300pb. 

Les échantillons ont ensuite été regroupés et séquencés en single-end par la plateforme 

GenoBiRD de Nantes, sur HiSeq 2000 (Rapid Run). 

Analyse  

Les échantillons ont été démultiplexés par la plateforme GenoBiRD de Nantes pour 

obtenir des fichiers fastq. Les reads ont ensuite été alignés sur le génome de référence humain 

(hg19) avec l’outil bowtie2 (Langmead and Salzberg, 2012), puis ceux avec une qualité 

d’alignement < 30 et les duplicats ont été retirés avant la création d’un fichier BAM par 

échantillon. La complexité de la librairie a été évaluée selon les normes définies par le 

consortium ENCODE (score de fraction non redondante, NRF et les scores PCR bottleneck 1 et 

2, PCB1 et PCB2, Dunham et al., 2012). Le génome de référence a été partitionné en fenêtres 

de 10pb avec la fonction bedtools makewindows (Quinlan and Hall, 2010), afin de pouvoir 

obtenir le nombre de reads dans chaque fenêtre pour chaque échantillon avec la fonction 

bedtools coverage, qui a permis l’obtention d’un fichier BED par échantillon. Les 6 réplicats 

biologiques ont ensuite été combinés pour améliorer le rapport signal/bruit en utilisant l’outil 
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NGS-Integrator sur les BED (Wen et al., 2020). Le peak calling a été réalisé sur le fichier 

bedGraph de sortie de NGS-Integrator, avec l’outil MACS2 (fonction bdgpeakcall, Zhang et al., 

2008). Les fichiers bedGraph ont été convertis en fichiers bigWig avec la fonction 

bedGraphToBigWig, pour visualisation sur le UCSC Genome Browser. Les pics IRX5 identifiés 

ont ensuite été associés aux gènes les plus proches avec le logiciel GREAT (McLean et al., 

2010), sur le génome hg19 et les paramètres par défauts des règles d'association Basal plus 

extension. Une analyse d’annotation fonctionnelle des gènes associés, a été réalisée par 

GREAT également. 

Des données déjà publiées de ChIP-Seq dans des cardiomyocytes dérivés de cellules souches 

pour GATA4 et TBX5 (Ang et al., 2016), ainsi que pour NKX2-5 (Anderson et al., 2018), ont été 

utilisées. Les pics obtenus dans ces différentes études ont été associés aux gènes les plus 

proches également par GREAT, avec les mêmes paramètres que précédemment. L’analyse 

d’annotation fonctionnelle (base de donnée : Reactome Pathway) des gènes occupés par IRX5, 

GATA4, TBX5 et NKX2-5 a été réalisé avec le logiciel WebGestalt (Liao et al., 2019), par 

comparaison au génome entier ou à une liste restreinte de gènes d’intérêt. 

III.2.C. Génération du nouveau modèle d’étude iPS IRX5KO 

III.2.C.a. Edition génique par CRISPR-Cas9 et validation des clones isogéniques 

La stratégie et le protocole d’édition génétique qui ont été utilisés pour générer les 

lignées iPS IRX5KO et IRX5-HA, ainsi que leur validation, sont détaillés dans l’article 2 (IV.2.B - 

Article 2). 

III.2.C.b. Différenciation cardiaque des iPS avec déplétion métabolique 

Le protocole de différenciation cardiaque avec déplétion métabolique, qui a été utilisé 

pour l’approche multi-omique du projet 2, était identique à celui sans déplétion détaillé 

précédemment jusqu’au jour 10 (III.2.B.b Différenciation cardiaque des iPS). En effet, au jour 

10 le milieu a été remplacé par un milieu de déplétion : milieu RPMI1640 sans glucose (Life 

Technologies) supplémenté en B27 complet et Pénicilline/Streptomycine (1X) pendant 3 jours. 

Les cellules ont ensuite été dissociées (jour 13) avec une solution de trypsine TrypLE (10X, Life 

Technologies) et passées dans un milieu RPMI1640 supplémenté en B27 complet, L-glutamine 

(2mM), acides aminés non essentiels (1%), Pénicilline/Streptomycine (1X) et l’inhibiteur de 

Rho-kinase Y-27632 (STEMCELLTM Technologies). Au jour 14, le milieu a été remplacé par du 
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milieu de déplétion pendant 3 jours. A partir du jour 17, les cellules ont été maintenues dans 

le milieu RPMI1640 supplémenté en B27 complet, L-glutamine (2mM), acides aminés non 

essentiels (1%) et Pénicilline/Streptomycine (1X), et a été changé tous les deux jours jusqu'au 

jour 30. 

Des cardiomyocytes (entre 8 et 25 millions) ont été dissociés au TrypLE (10X), puis congelés à 

-80°C dans une solution de PBS (1X) + SVF (20%) + DMSO (10%), avant leur utilisation pour 

l’expérience 2 de ChIP-Seq. 

III.2.D. Approche multi-omique pour l’étude d’IRX5 

III.2.D.a. Extraction d’ARN et RT-qPCR 

Les ARN totaux ont été extraits avec le kit NucleoSpin RNA (MACHEREYNAGEL) et 

rétrotranscrits avec le kit High-Capacity cDNA Reverse Transcription (Applied Biosystems). Le 

protocole utilisé pour la validation PCR des nouveaux clones iPS IRX5KO et IRX5-HA est détaillé 

dans l’article 2 (IV.2.B - Article 2). Dans le cadre des résultats complémentaires, l'amplification 

en PCR quantitative a été réalisée avec des sondes TaqMan (IRX5 : Hs00373920, KCNIP2 : 

Hs01552688) marquées au FAM (Applied Biosystems).  

III.2.D.b. 3’seq-RNA Profiling (3’SRP) 

Expérimentation 

Des échantillons d’ARN à J-1 (iPS), J12, J20 et J30 de différenciations cardiaques (avec 

déplétion métabolique) d’iPS contrôles et IRX5KO ont été prélevés. Puis une librairie de 

séquençage de 3’SRP a été préparée par la plateforme GenoBiRD de Nantes, selon leur 

protocole publié (Charpentier et al., 2021). 

Analyse 

Les échantillons ont été démultiplexés par la plateforme GenoBiRD de Nantes pour 

obtenir des fichiers fastq et l’analyse primaire a été faite avec leur pipeline Snakemake 

(Charpentier et al., 2021). Brièvement, après alignement sur le génome hg38 et le contrôle 

qualité de séquençage des échantillons, les matrices de comptage normalisées ont été 

générées par le package R DESeq2 (Love et al., 2014). L’analyse des gènes différentiels entre 

les échantillons contrôles et IRX5KO pour chaque jour respectivement, a été réalisée avec 

DESeq2 également. Les clustering heatmap et les analyses en composantes principales (PCA) 

pour chaque jour ont été générés par le pipeline Snakemake. 
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La PCA globale sur tous les échantillons a été réalisée avec le package R FactoMineR (Lê et al., 

2008), sur la matrice de comptage entière, centrée sur la moyenne et transformée en 

logarithme. 

L’analyse d’annotation fonctionnelle a été réalisée avec le package R ClusterProfiler (Wu et al., 

2021b), sur la base des termes de processus biologiques (GO Biological Process) provenant de 

la base de données org.Hs.eg.db (v3.14.0). Les processus biologiques significativement 

enrichis (p-value corrigée par Bonferroni < 0.05), par rapport au transcriptome de référence, 

ont été regroupés par similarité sémantique avec le logiciel REVIGO (Supek et al., 2011). 

III.2.D.c. Chromatin Immunoprecipitation Sequencing (ChIP-Seq) – Expérience 2 

Expérimentation 

L’expérience 2 de ChIP-Seq a été réalisée en suivant un protocole similaire à 

l’expérience 1 (III.2.B.c Chromatin Immunoprecipitation Sequencing (ChIP-Seq) – Expérience 

1), mais avec les spécificités décrites ci-après. 

Des cardiomyocytes à J12 et à J30, issus de différenciations cardiaques contrôles et 

IRX5KO réalisées avec déplétion métabolique, ont été utilisés pour le ChIP-Seq d’IRX3, d’IRX5 

et de H3K27Ac. La fragmentation de l’ADN a été réalisée avec 400U de MNase pour chaque 

échantillon J12 et J30, en présence de sodium butyrate (5mM). Un échantillon Input composé 

de 5% de 5 échantillons pris au hasard a été créé par jour étudié respectivement. 

L’immunoprécipitation a été réalisée avec 10µg d’anticorps anti-IRX5 (5µg WH0010265M1, 

Sigma-Aldrich + 5µg sc-81102, Santa Cruz) ou 10µg d’anticorps anti-IRX3 (sc-166877, Santa 

Cruz) ou 2µg d’anticorps anti-H3K27Ac (39133, Active Motif), par échantillon. Les lavages des 

complexes associés aux billes de protéine G ont été réalisés de la même manière que pour 

l’expérience 1 dans le cas des échantillons H3K27Ac, ou uniquement avec les solutions A et D 

pour les échantillons IRX3 et IRX5. 

Les échantillons ont ensuite été regroupés et séquencés en paired-end sur un NovaSeq 6000. 

Analyse 

Les échantillons ont été démultiplexés par la plateforme GenoBiRD de Nantes pour 

obtenir des fichiers fastq et l’analyse primaire a été faite avec le pipeline d’analyse FULL-

ChipSeq (https://gitlab.univ-nantes.fr/foucal-a/full-chipseq). Les reads ont été alignés sur le 

génome de référence humain (hg19) avec l’outil bowtie2, puis ceux avec une qualité 



 

 
97 

Matériels et Méthodes 

d’alignement < 30 et les duplicats ont été retirés avant la création d’un fichier BAM par 

échantillon. La complexité de la librairie a été évaluée selon les normes définies par le 

consortium ENCODE (score de fraction non redondante, NRF et les scores PCR bottleneck 1 et 

2, PCB1 et PCB2). Le peak calling a été réalisé par comparaison entre les échantillons et l’Input 

correspondant, avec l’outil MACS2 (fonction callpeak, q-value : 0.05). Les échantillons IRX3 et 

IRX5 à J12 et à J30 n’ont pas passés les contrôles qualité basés notamment sur le nombre de 

pics obtenus par MACS2 et l’enrichissement au TSS des gènes obtenus avec l’outil deepTools 

(Ramírez et al., 2016). Pour visualiser les données sur le UCSC Genome Browser, les fichiers 

d’alignement BAM ont été convertis en fichiers bigWig avec deepTools (fonction 

bamCoverage) et les fichiers BED de coordonnées des pics (sortie de MACS2) ont été convertis 

en fichiers bigBed avec la fonction bedToBigBed. Dans le cas des échantillons H3K27Ac, les 

pics identifiés ont été associés aux gènes les plus proches avec le logiciel GREAT, pour réaliser 

des comparaisons avec les gènes exprimés dans les expériences de 3’SRP. 

III.2.D.d. Assay for transposase-accessible chromatin using sequencing (ATAC-Seq) 

Expérimentation 

Des échantillons de 50 000 cardiomyocytes ont été prélevés à J12 et à J30 de 

différenciations cardiaques (avec déplétion métabolique) d’iPS contrôles et IRX5KO. La 

perméabilisation des cellules par la digitonine et la tagmentation des régions ouvertes d’ADN 

ont été réalisées avec le kit Illumina Tagment DNA TDE1 Enzyme and Buffer (Illumina) par 

incubation 30min à 37°C. L’ADN a ensuite été purifié avec le kit DNA Clean & Concentrator-5 

(Zymo Research). La création de la librairie a consisté en (1) l’ajout d’adaptateurs de 

séquençage pour chaque échantillon avec le kit Nextera Index Kit (Illumina), suivi (2) d’une 

amplification PCR ([72°C, 3min, 1 cycle] ; [98°C, 30sec, 1 cycle] ; [98°C, 10sec + 63°C, 30sec + 

72°C, 3min, 11 cycles]) avec le kit Nextera DNA library Prep Kit (Illumina), et (3) d’une double 

sélection des fragments d’ADN selon la taille avec des billes Ampure XP (BECKMAN COULTER). 

La qualité de la librairie a été évaluée par TapeStation, avant quantification avec le kit NEBNext 

Library Quant Kit for Illumina (New England BioLabs). La librairie a ensuite été séquencée en 

paired-end sur un NovaSeq 6000. 

Analyse 

Le trimming et le démultiplexage des échantillons ont été effectués à l'aide de l’outil 

bcl2fastq2 (Illumina). L’alignement des reads sur le génome de référence humain (hg19) a été 
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fait avec l’outil bowtie2. Les reads correctement alignés et non dupliqués ont ensuite été 

stockés dans des fichiers BAM, avant la conversion au format BEDPE par deepTools. Tous les 

échantillons ont été combinés pour obtenir un seul échantillon par jour de différenciation 

cardiaque étudié (J12 et J30) et par condition (contrôle et IRX5KO). La complexité de la librairie 

a été évaluée selon les normes définies par le consortium ENCODE (scores identiques à ceux 

utilisés pour l’analyse du ChIP-Seq) et le peak calling a été réalisé avec MACS2, sur les 

échantillons regroupés. 

Pour la visualisation sur le UCSC Genome Browser, les fichiers d’alignement BAM ont été 

convertis en fichiers bigWig et les fichiers BED de localisation des pics ont été convertis en 

fichiers bigBed, comme précisé pour l’analyse du ChIP-Seq. 

L’analyse de footprinting (identification des cinétiques de fixation des facteurs de 

transcription sur leur motif entre les conditions contrôle et IRX5KO) a été réalisé avec l’outil 

TOBIAS (Bentsen et al., 2020), en utilisant les seuils suivants : -log10(pval) : 125 ; Score de 

fixation : 0.1. Seuls les facteurs de transcription avec une expression détectée en 3’SRP 

(expression ≥ 1 UPM) ont été conservés dans les résultats. 

III.2.E. Analyse des mécanismes de fibrose cardiaque 

III.2.E.a. Différenciation des iPS en fibroblastes cardiaques 

Les fibroblastes cardiaques dérivés d’iPS (iPS-CFs) ont été générés en suivant le 

protocole de Zhang et al. (Zhang et al., 2019). Brièvement, la différenciation a été lancée (J0) 

à 90% de confluence des iPS, en cultivant les cellules dans le milieu RPMI1640 supplémenté 

en B27 sans insuline, CHIR99021 (6µM, Miltenyi Biotec), L-glutamine (2mM), acides aminés 

non essentiels (1%) et Pénicilline/Streptomycine (1X), pendant 2 jours. A J2, le milieu a été 

remplacé sans le CHIR99021, pendant 24h. Puis à J3, le milieu a été changé par du RPMI1640 

supplémenté en B27 sans insuline, IWR-1 (5µM, Sigma-Aldrich), L-glutamine (2mM), acides 

aminés non essentiels (1%) et Pénicilline/Streptomycine (1X), pendant 2 jours. A J5 les cellules 

ont été dissociées à l’accutase (Sigma-Aldrich) et remise en culture à raison de 20 000 

cellules/cm², dans le milieu Advanced DMEM medium (Life Technologies), CHIR99021 (5µM), 

acide rétinoïque (2µM, Sigma-Aldrich) et l’inhibiteur de Rho-kinase Y-27632, pendant 24h. Le 

lendemain, le milieu a été remplacé sans inhibiteurs de Rho-kinase, pendant 2 jours. A J8, le 

milieu a été changé par de l’Advanced DMEM medium seul, pendant 4 jours. A J12, les cellules 

ont été dissociées à l’accutase et remise en culture (dilution au 1/3) dans le milieu Fibroblast 
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growth medium 3 (Promocell), FGF2 (15ng/mL) et SB431542 (10µM, Sigma-Aldrich), pendant 

6 jours. A J18, le protocole est terminé et les fibroblastes ont été utilisés pour différentes 

applications soit directement (passage 0), soit ultérieurement jusqu’au passage 4 maximum. 

III.2.E.a. Immunofluorescence 

Les expériences d’immunofluorescences sur les iPS-CFs en fin de différenciation (J18), 

ont été réalisées selon le protocole présenté dans l’article 2 (IV.2.B - Article 2), avec l’anticorps 

primaire anti-Vimentine (1/250, ref : 5741, Cell Signalling) et l’anticorps secondaire anti-rabbit 

conjugué Alexa Fluor 488 (1/1000, ref : A-21206, Thermo Fisher Scientific). Les 

immunomarquages ont ensuite été examinés par microscopie inversée à fluorescence 

(ZeissTM Axiovert 200 M). 

III.2.E.b. Western blot 

Les expériences de western blot sur les iPS-CFs en fin de différenciation (J18), ont été 

réalisées selon le protocole présenté dans l’article 2 (IV.2.B - Article 2), en utilisant 20µg de 

protéine et les anticorps primaire anti-Vimentine (1/250, ref : 5741, Cell Signalling), anti-TBX5 

(1/250, sc-515536, Santa Cruz) et anti-IRX5 (1/250, sc-81102, Santa Cruz), ainsi que les 

anticorps secondaires anti-rabbit HRP (1/10000, ref : 7074, Cell Signaling) et anti-mouse HRP 

(1/10000, ref : 7076, Cell Signaling). 

III.2.E.c. Cytométrie en flux 

Les iPS-CFs en fin de différenciation ont été fixés au paraformaldéhyde 4% pendant 

10min à température ambiante, avant perméabilisation avec du PBS 1% Saponine, 10min à 

température ambiante. Les cellules ont ensuite été incubées avec l’anticorps primaire anti--

SMA (1µg/mL, ref : A5228, Sigma-Aldrich) dilué dans du PBS 0.1% BSA 0.1% Saponine, 30min 

à température ambiante, puis avec l’anticorps secondaire anti-mouse conjugué Alexa Fluor 

647 (1µg/mL, ref : A-31571, Thermo Fisher Scientific). L'acquisition et l’analyse des données 

ont été réalisées avec la logiciel FACSDivaTM et le cytomètre LSR II (Becton Dickinson, BD). 
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 Projet 1 : Réseau global des facteurs de transcription du 
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Contexte de la construction et la réalisation de cette étude : 

La réalisation de ce travail a été faite en collaboration avec Bastien Cimarosti (autre 

doctorant de l’équipe). Des résultats obtenus au cours de nos deux projets de thèse ont 

été combinés pour aboutir à ce travail en co-premiers auteurs. Nous avons chacun pris 

en charge des parties respectives, ainsi que travaillé en collaboration sur d’autres, 

comme expliqué ci-après : 

- La reflexion sur les problématiques scientifiques qui sont développées et sur 

l’intégration des résultats, ainsi que la construction des figures et l’écriture de 

l’article ont été réalisées en collaboration. 

- Les données de transcriptomique en cinétique (bulk), l’analyse transcriptomique 

pour l’identification des vagues d’expression, et la génération et l’analyse du 

single-cell de validation de la différenciation cardiaque a été prise en charge par 

Bastien.  

- Nous avons effectué ensemble la construction, la validation et l’analyse des 

réseaux de facteurs de transcription.  

- L’ensemble du travail focalisé sur l’étude des facteurs de transcription Iroquois, 

comprenant les validations luciférase et co-immunoprécipitation correspond à la 

partie que j’ai prise en charge. 

 



 

 

105 

Résultats 

Deciphering transcriptional networks during human cardiac 1 

development 2 

Authors 3 

Robin Canac,1,3 Bastien Cimarosti,1,3 Aurore Girardeau,1 Virginie Forest,1 Pierre Olchesqui,1 4 

Jeremie Poschmann,2 Richard Redon,1 Patricia Lemarchand,1 Nathalie Gaborit,1,4,5,* Guillaume 5 

Lamirault,1,4,5,6,*  6 

                                                      
1 Nantes Université, CHU Nantes, CNRS, INSERM, l’institut du thorax, F-44000 Nantes, France 
2 INSERM, Nantes Université, Center for Research in Transplantation and Translational Immunology, UMR 1064, 
ITUN, F-44000 Nantes, France 
3 These authors contributed equally 
4 These authors contributed equally 
5 Senior author 
6 Lead Contact 
* Correspondance: nathalie.gaborit@univ-nantes.fr (N.G.), guillaume.lamirault@univ-nantes.fr (G.L.) 



 

 
106 

Summary 7 

Human heart development is governed by transcription factor (TF) networks controlling 8 

dynamic and temporal gene expression alterations. Therefore, to comprehensively 9 

characterize these transcriptional regulations, day-to-day transcriptomic profiles were 10 

generated throughout the directed cardiac differentiation, starting from three distinct human 11 

induced pluripotent stem cell lines from healthy donors (32 days). We applied an expression-12 

based correlation score to the chronological expression profiles of the TF genes, and clustered 13 

them into 12 sequential gene expression waves.  We then identified a regulatory network of 14 

more than 23 000 activation and inhibition links between 216 TFs. Within this network, we 15 

observed previously unknown inferred transcriptional activations linking IRX3 and IRX5 TFs to 16 

three master cardiac TFs: GATA4, NKX2-5 and TBX5. Luciferase and co-immunoprecipitation 17 

assays demonstrated that these 5 TFs could (1) activate each other’s expression, (2) interact 18 

physically as multiprotein complexes and (3) together, finely regulate the expression of 19 

SCN5A, encoding the major cardiac sodium channel. Altogether, these results unveiled 20 

thousands of interactions between TFs, generating multiple robust hypotheses governing 21 

human cardiac development. 22 

 23 

Keywords 24 

Stem cell differentiation, Human induced pluripotent stem cells, Heart development, 25 

Transcription factor, Gene regulatory networks, Transcriptomics, Transcription factor 26 

complexes, Iroquois transcription factors   27 
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Introduction 28 

Heart formation is a complex process that requires spatio-temporal interplay between 29 

distinct and interdependent cell types through specific signaling and transcriptional pathways, 30 

leading to their differentiation and specification (Meilhac and Buckingham, 2018; Vincent and 31 

Buckingham, 2010). Defects in this developmental process result in congenital heart disease 32 

as well as in a number of inherited cardiac disorders in adults (Postma et al., 2011). The specific 33 

gene expression program, governing the formation of a functional heart, needs precise 34 

regulation, in a time-, cell- and space-dependent manner (Asp et al., 2019). This program is 35 

mediated by transcription factors (TFs) regulating the expression of other TF-encoding genes 36 

and establish specific TF networks, such as between GATA4, NKX2-5 and TBX5 (Bruneau, 2013; 37 

Luna-Zurita et al., 2016). These networks control and permanently remodel over time the 38 

transcriptional expression program that govern heart development. 39 

A thorough understanding of these networks is crucial to gain knowledge on the 40 

transcriptional regulations and dysregulations that govern normal and pathological cardiac 41 

development, respectively. However, full knowledge of the global TF regulatory network of 42 

cardiac development is still missing. For instance, while several studies on Iroquois homeobox 43 

TF family (IRX) have shown their key roles on the regulation of adult cardiac electrical 44 

conduction (Al Sayed et al., 2021; Bruneau et al., 2001; Costantini et al., 2005; Gaborit et al., 45 

2012; Zhang et al., 2011), their function during human cardiac development has not been 46 

investigated yet. Cellular models derived from human induced Pluripotent Stem Cells (hiPSCs) 47 

offer a unique opportunity to address these challenges, as they reproduce the cellular 48 

differentiation processes which lead stem cells to acquire a cardiac cell phenotype, carrying 49 

the genome of either healthy subjects or patients with inherited cardiac diseases. 50 

In the present study, we first validated hiPSC cardiac differentiation model as a 51 

relevant tool to unravel the global TF regulatory network governing human cardiac 52 

development, identifying a network of 216 TFs with time-dependent activations and 53 

inactivations. Among these, we identified and biologically validated an undescribed TF 54 

regulatory network involving IRX3, IRX5 and three main cardiac TFs, GATA4, NKX2-5 and TBX5. 55 

Furthermore, we generated new hypotheses on the potential mechanisms leading to the 56 

cooperative effect of these TFs that could form a functional multiprotein complex activating 57 

the promoter of SCN5A, encoding the main cardiac sodium channel. 58 
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Results 59 

Directed cardiac differentiation robustly generates functional cardiac cells 60 

Cardiac differentiation of three hiPSC lines reprogrammed from three healthy donors 61 

was used as a cellular model of cardiac development (Figure 1A). After directed cardiac 62 

differentiation, all three hiPSC lines expressed cardiac-specific troponin I (Figure 1B), and 63 

displayed spontaneous contractions (Figure 1C), demonstrating their capability to form 64 

functional cardiomyocytes. 65 

Based on single-cell transcriptomic data from 14 520 cells obtained at the end of 66 

directed cardiac differentiation (Figure 1D and Supplementary Figure S1), about 95% of the 67 

cells could be successfully annotated to one of the 15 cell types described in the developing 68 

human fetal heart (Asp et al., 2019), including 34% cardiomyocytes, 21% epicardial cells, and 69 

15% fibroblast-like cells. This distribution was similar to previous findings in the adult human 70 

heart (Litviňuková et al., 2020). These data indicate that directed cardiac hiPSC differentiation 71 

generated the cellular diversity observed in human fetal heart, known to be not only necessary 72 

for cardiac function, but also required for the establishment of cardiomyocytes (Meilhac, 73 

2018). 74 

To investigate how gene expression variations are orchestrated throughout cardiac 75 

differentiation, we then generated daily transcriptomic data, from hiPSC stage (D-1) to day 30 76 

(D30), for three independent cardiac differentiations of each of the three hiPSC lines (Figure 77 

2A). Directed cardiac differentiation was associated to gradual temporal transcriptomic 78 

changes, represented on the first principal component (PC1) of the principal component 79 

analysis (Figure 2B). PC1 was significantly correlated with time from the onset of cardiac 80 

differentiation (spearman correlation coefficient rho=0.87, p-value < 2.2.10-16). Cardiac 81 

differentiation evolution, represented by PC1 (Figure 2C), showed that 85% of transcriptomic 82 

variations were achieved by D14 (Figure 2D). Altogether, these data demonstrate that the first 83 

14 days of hiPSC cardiac differentiation represent the ideal time window to investigate the 84 

molecular processes that lead to functional cardiac cells.  85 
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Transcriptomic kinetics of hiPSC cardiac differentiation unveiled biological processes 86 

involved during cardiac development 87 

Focusing on gene expression changes related to hiPSC cardiac differentiation, the 3 88 

000 genes with the most significant expression variation during directed cardiac 89 

differentiation (differentially expressed genes; DEG) were identified and grouped into 12 90 

clusters, chronologically ordered based on the time point when their expression level changes 91 

the most, showing distinct temporal gene expression profiles (Figure 3A). The average 92 

temporal expression pattern of each cluster was then compared to transcriptomic data 93 

obtained for the same genes from an in vivo reference model of murine cardiac development 94 

(Li et al., 2014; Figure 3B). As cardiac cells derived from hiPSCs are usually described as 95 

reaching an equivalent of, at the most, E18.5 stage in murine embryonic development 96 

(DeLaughter et al., 2016), we restricted the comparison of the hiPSC dataset to murine 97 

developmental transcriptomic data obtained between murine embryonic stem cells and E18.5 98 

stage. Apart from cluster D, all clusters displayed strikingly similar expression patterns 99 

between hiPSC cardiac differentiation and murine cardiac development. Nevertheless, genes 100 

of cluster D were associated with gastrulation biological processes (Figure 3B – Cluster D 101 

middle panel) which is completed before E7.5. As no data was available between the mESC 102 

and E7.5 stages in the murine experiments, relevant gene expression changes associated to 103 

this process were likely to be absent in the murine transcriptomic dataset but remained 104 

detectable in the daily hiPSCs cardiac differentiation dataset. For all other 11 clusters, hiPSC 105 

cardiac differentiation could be confidently matched to sequential gene expression waves that 106 

occur during murine cardiac development. Altogether, these clusters recapitulate key steps of 107 

cardiac development, including (1) expression decrease of genes related to pluripotency and 108 

stemness maintenance (Figure 3B – Cluster A to C), followed by the transient expression of 109 

genes related (2) to gastrulation and mesoderm formation (Figure 3B – Cluster D) and (3) to 110 

early cardiac development (Figure 3B – Cluster E). These specific patterns were then followed 111 

by the successive implementation and persistence over time of gene expression waves that 112 

set up the sequential establishment of the functional cardiac phenotype (Figure 3B – Cluster 113 

F to L). To confirm these results, similar analyses were conducted on the top 3 000 DEG during 114 

murine cardiac development from mouse embryonic stem cells (mESCs) to E18.5 115 

(Supplementary Figure S2). This again revealed consistency of gene expression changes during 116 

hiPSC cardiac differentiation and during murine cardiac development. Collectively, these 117 
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analyses demonstrate that hiPSC cardiac differentiation precisely recapitulates transcriptomic 118 

processes related to human and mouse cardiac development. 119 

Prediction of gene regulatory networks governing hiPSC cardiac differentiation 120 

TFs are known to be key players of developmental processes (Luna-Zurita et al., 2016; 121 

Ng et al., 2021). Therefore, to elucidate gene regulatory networks that underlie human cardiac 122 

development, gene expression analysis was then focused on all 216 TFs that were found to be 123 

differentially expressed during the time-course of cardiac differentiation (Figure 4A; 124 

Supplementary Table 1). Overall, 69% of these TFs have been already linked to cardiac 125 

(patho)physiological phenotypes (Supplementary Table 1). We chose to adapt an expression 126 

correlation score involving time delay (LEAP method, see Methods) to capture gene 127 

associations that are hidden by time lags (i.e. time delay between the mRNA expression of the 128 

source gene and the mRNA expression of its target gene). Using this method on the 216 TFs, 129 

we predicted interactions that activated or inhibited the expression of target TFs by source 130 

TFs, building a regulatory network. This gene expression-based network included 11 467 131 

activating interactions and 11 539 inhibitory interactions (Figure 4B left panel; Supplementary 132 

Table 2). We then evaluated the biological relevance of these TF interactions, using the STRING 133 

protein-protein interaction (PPI) database to generate an undirected PPI-based network 134 

restricted to the 216 TFs (Figure 4B right panel). Interestingly, 182 TFs (84%) were found to 135 

share at least one known PPI interaction. This included interactions between TFs belonging to 136 

the same gene cluster but also, interactions between TFs from different gene clusters, 137 

suggesting coordination between TFs to regulate the successive gene expression waves. 138 

Comparing both networks, the gene expression-based network (LEAP-based) 139 

contained a greater amount of information than the PPI-based network (STRING-based) 140 

(Figure 4B). Indeed, although both networks were generated using the same TF query list, the 141 

density (i.e. normalized averaged number of neighbors) of the gene expression-based network 142 

was 5.5 fold higher, as compared to the PPI-based network. Deeper analysis showed that 143 

about 100% of the nodes and 80% of the links found in the PPI-based network were also found 144 

in the gene expression-based network (Figure 4C-D). Moreover, focusing on links between 145 

successive expression clusters, more than 76% of those found in PPI-based network were also 146 

found in the gene expression-based network (Figure 4E). Further confirming the accuracy of 147 
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gene expression-based strategy, sub-networks that have been well-described in the literature 148 

were also present in both networks: (1) the network composed of the main actors of 149 

pluripotency (e.g POU5F1) and early phases of cardiac development (e.g EOMES, MESP1; 150 

Figure 4F), and (2) the TF network implicated in cardiogenesis (e.g ISL1, MEF2C; Figure 4G). 151 

This validated the relevance of such expression correlation score approach taking into account 152 

time delay to comprehensively analyze TFs and their interactions throughout cardiac 153 

differentiation. Altogether, while the gene expression-based network confirmed already 154 

known and validated interactions, it also inferred 21 530 new interactions unveiling numerous 155 

new hypotheses on TF networks potentially critical for cardiac development.  156 

IRX3 and IRX5 are involved in triggering expression of GATA4, NKX2-5, TBX5 cardiac 157 

transcription factor network 158 

Leveraging this new gene expression-based network to uncover new regulation 159 

mechanisms, and based on our previous focus of interest (Al Sayed et al., 2021; Gaborit et al., 160 

2012) we evaluated IRX TF family involvement in the establishment of cardiac developmental 161 

processes. Expression levels of the 6 different IRX TF genes was analyzed during cardiac 162 

differentiation in the three hiPSC lines (Figure 5A). Expression of IRX6 was undetectable and 163 

expression of IRX1 and IRX2 did not vary over time. Only IRX3, IRX4 and IRX5 expression 164 

increased significantly between D-1 and D30 of cardiac differentiation. Interestingly, based on 165 

their expression profiles, IRX3 and IRX5 ranged from the earliest cardiac-specific gene cluster 166 

with an expression level that was maintained until the end of cardiac hiPSC differentiation 167 

(cluster F). This suggested a potential role for IRX3 and IRX5 in the early establishment of gene 168 

regulatory networks essential for cardiac fate, and beyond. In contrast, IRX4 expression was 169 

detected in one of the latest clusters (cluster K). Therefore, we then focused on both IRX3 and 170 

IRX5 TFs. 171 

In order to investigate the role of IRX3 and IRX5 in cardiac differentiation progression, 172 

all their potential TF targets in the subsequent G to L clusters were extracted from the gene 173 

expression-based network (Figure 5B). Interestingly, the master cardiac TF genes GATA4 174 

(cluster G), NKX2-5 (cluster I) and TBX5 (cluster L) were individually found to be potential 175 

targets of both IRX3 and IRX5. It is well established that GATA4 acts in a multiprotein complex 176 

with NKX2-5 (cluster I) and TBX5 (cluster L) cardiac TFs (Ang et al., 2016; Durocher et al., 1997; 177 
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Luna-Zurita et al., 2016). To further explore potential new interactions, we then focused on 178 

the gene expression-based sub-network involving IRX3, IRX5, GATA4, NKX2-5 and TBX5, 179 

referred later as IGNiTe sub-network (Figure 5C). In the IGNiTe sub-network, IRX3 and IRX5 180 

were inferred as activators of GATA4, NKX2-5 and TBX5, and confirming the literature 181 

(Bruneau, 2013; McCulley and Black, 2012; Nemer and Nemer, 2010; Waardenberg et al., 182 

2014), GATA4 was inferred as activator of NKX2-5 and both GATA4 and NKX2-5 were activators 183 

of TBX5 expression.  184 

In order to investigate the biological relevance of these inferred interactions, luciferase 185 

assays were conducted on GATA4, NKX2-5 and TBX5 core promoters (Figure 5D). IRX3 and 186 

IRX5 proteins were, separately (fold changes 4.2 and 1.5 respectively) or together (fold change 187 

4.5), able to bind the promoter of GATA4 and to activate luciferase expression. A slight 188 

tendency towards potentiation of both activating effects is observable when IRX3 and IRX5 189 

were present but was not statistically significant. On the NKX2-5 promoter, IRX5 alone was 190 

able to activate luciferase expression (1.3-fold change), but not IRX3, suggesting that the 191 

inferred activation of NKX2-5 by IRX3 found in the IGNiTe sub-network was due to IRX5, and 192 

that the high similarity between IRX3 and IRX5 expression profiles caused the false-positive 193 

link to appear. Together, IRX3 and IRX5 were able to activate NKX2-5 promoter, with a 194 

tendency towards potentiation too (fold change 1.2 between IRX5 alone and IRX3/IRX5 195 

conditions; p>0.05). According to the order of appearance of TFs in IGNiTe sub-network, NKX2-196 

5 promoter activation was assessed in the combined presence of IRX3, IRX5 and GATA4, which 197 

showed an activator effect (1.8-fold change). Although a potentiation tendency was observed 198 

when GATA4 was present in addition with IRX3 and IRX5, this effect was not statistically 199 

significant. On TBX5 promoter, IRX3 and IRX5 were able to bind and activate gene expression 200 

either individually (2.7- and 1.2-fold change, respectively) or together (3.6-fold change). 201 

Potentiation of both activator effects was clearly observable and statistically significant when 202 

IRX3 and IRX5 were together on the TBX5 promoter. Finally, considering the joint expression 203 

of IRX3, IRX5, GATA4 and NKX2-5 from D10, we proved the activator effect of these TFs on 204 

TBX5 promoter (6.6-fold change), which is statistically increase from the IRX3/IRX5 condition 205 

(1.8-fold change). Collectively, these results biologically validated the new interactions 206 

inferred with the gene expression-based network and illustrated the progressive temporal 207 
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activation of the major TFs GATA4, NKX2-5 and TBX5, by IRX3 and IRX5 during cardiac cell 208 

lineage establishment. 209 

IRX3 and IRX5 physically interact with GATA4, NKX2-5 and TBX5 to control SCN5A expression  210 

As the expression of the IGNiTe sub-network members was maintained until D30 of 211 

hiPSC cardiac differentiation (Figure 6A), the functional role of IRX3, IRX5, GATA4, NKX2-5, and 212 

TBX5 as a multiprotein complex was evaluated using co-immunoprecipitation and luciferase 213 

assays in heterologous expression systems. Luciferase assays were conducted on the 214 

promoter of SCN5A, a known target of these TFs (Al Sayed et al., 2021; Arnolds et al., 2012; 215 

Briggs et al., 2008; Koizumi et al., 2016; Tarradas et al., 2017). According to the chronological 216 

order of expression of these five TFs along cardiac differentiation of hiPSCs (Figure 6A), we 217 

first investigated the role of IRX3 and IRX5. As previously described (He et al., 2009), IRX3 and 218 

IRX5 physically interacted (Figure 6B top panel and Supplementary Figure S3) and could 219 

cooperatively activate the SCN5A promoter (Figure 6B bottom panel). While IRX3 alone 220 

activated the SCN5A promoter (2.3-fold change), IRX5 potentiated its effect with a 1.5-fold 221 

change. GATA4 was able to physically interact with IRX5 but not with IRX3 (Figure 6C top 222 

panels) and when the three TFs were co-transfected, only GATA4 and IRX5 interacted, 223 

suggesting a competitive effect between IRX3 and GATA4 to bind IRX5 (Figure 6C bottom left 224 

panel). Also, the addition of GATA4 potentiated (1.5-fold change) the activity of the IRX3/IRX5 225 

couple on SCN5A promoter (Figure 6C bottom right panel). NKX2-5 interacted with both IRX3 226 

and IRX5 individually (Figure 6D left panels), but again, when the four TFs were co-transfected 227 

we only observed an interaction between IRX5, GATA4, and NKX2-5, suggesting again a 228 

competition between IRX3 and IRX5, in favor of IRX5, in these interactions (Figure 6D central 229 

panel). NKX2-5 amplified (8.0-fold change) the effect of the IRX3/IRX5/GATA4 trio on the 230 

SCN5A promoter (Figure 6D right panels). Finally, when IRX3, IRX5, GATA4, NKX2-5 and TBX5 231 

were co-transfected a global protein complex could be formed between IRX5, GATA4, NKX2-232 

5 and TBX5, but not with IRX3, even if IRX3 alone was able to interact with TBX5 (Figure 6E left 233 

and central panels). However here, TBX5 slightly reduced (-1.6-fold change) the effect of the 234 

IRX3/IRX5/GATA4/NKX2-5 quartet on SCN5A promoter (Figure 6E right panel) suggesting a 235 

down-regulating role of TBX5 in this global complex. Collectively, we showed that following 236 

IRX3, IRX5, GATA4, NKX2-5 and TBX5 gene expression increase during cardiac differentiation, 237 
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the direct activation of SCN5A expression is under the control of a time-changing multi-TFs 238 

complex that controls the temporal expression profile of SCN5A. 239 

Discussion 240 

In this study, based on a transcriptomic kinetics study on cardiac differentiation of 241 

hiPSCs, we identified the global TF regulatory network that is required for heart development. 242 

We notably identified novel time-dependent TF-gene regulations that connect IRX3 and IRX5 243 

to the core cardiac GATA4, NKX2-5 and TBX5 TFs. We also found that these five TFs form 244 

protein complexes to regulate target gene expression, such as SCN5A. Altogether, this time-245 

course bulk transcriptomic data provided a dynamic model relevant to identify new roles for 246 

TFs in developmental processes.  247 

In vitro modeling of time in cardiac development 248 

This study demonstrates that hiPSC cardiac differentiation is a relevant model to study 249 

the successive steps leading to the establishment of the gene expression program during 250 

human cardiac development. To date, most studies contributing to the knowledge on heart 251 

development and TF regulation have been conducted in animal models, mainly in mice 252 

(Krishnan et al., 2014), as access to human embryonic cardiac tissue, is indeed very limited. If 253 

regulatory mechanisms of development are overall highly evolutionary conserved, some are 254 

human-specific (Anzai et al., 2020; Olson and Srivastava, 1996). Therefore, investigation of 255 

human cardiac development also requires suitable human models. HiPSC cardiac 256 

differentiation models have proved to generate functional cardiac cells and suggested that 257 

punctual time points during this differentiation might reflect some key developmental stages 258 

(Al Sayed et al., 2021; Kathiriya et al., 2021; Wamstad et al., 2012). However, fully assessing 259 

the relevance of hiPSC cardiac differentiation model to study human cardiac development, 260 

requires demonstrating that it thoroughly and accurately reproduces human cardiac 261 

development in a temporally coordinated fashion. All phenotypic changes that occur during 262 

cardiogenesis are known to be embodied by dynamic alterations in cellular transcriptome. Yet, 263 

although the ideal situation would be to compare transcriptomic changes along hiPSC 264 

differentiation to the ones occurring during human cardiac development, no public human 265 

transcriptomic dataset studying well-distributed stages across the entire cardiac development 266 
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is available. In the present study, we therefore used murine cardiac transcriptomic data 267 

generated from specific stages that appropriately rang from conception to birth (Li et al., 268 

2014), to compare with hiPSC cardiac differentiation data. Their high level of consistency 269 

confirmed that our hiPSC cardiac differentiation model accurately reproduces cardiogenesis. 270 

An important added value of the present data is that it filled a gap of knowledge on the global 271 

gene expression changes that occur daily, between these developmental stages in human 272 

cells.  273 

A major limitation of hiPSC-derived models is immaturity: cardiac cells produced by 274 

current hiPSC differentiation protocols have a fetal-like phenotype far from adult cells 275 

(Yoshida and Yamanaka, 2017). Although this limitation does not affect the study of prenatal 276 

stages of cardiac development, obtaining mature cardiac cells would broaden the scope of 277 

these models to study later stages of development as well as aging processes. 278 

In vitro modeling of cardiac development-associated cellular diversity  279 

Cardiomyocytes require substantial cell diversity to support both the proper execution 280 

of their biological functions and their differentiation, since many signaling pathways regulating 281 

their formation are sourced from other cell types (Litviňuková et al., 2020; Meilhac, 2018). In 282 

this study, we confirmed that hiPSC cardiac differentiation generates the cellular diversity 283 

typically reported in the human fetal heart and thus provides the opportunity to investigate 284 

regulatory mechanisms occurring between these different cardiac cell types. However, hiPSC 285 

cardiac differentiation in two dimensions does not reproduce the spatial organization of the 286 

cell types as observed in the context of a heart. The emergence of more integrated hiPSC-287 

derived models such as cardioids (Hofbauer et al., 2021), will therefore undoubtedly enhance 288 

our insights into transcriptional regulation between cardiac cell types. 289 

Uncovering new regulatory networks using a gene expression kinetics-based strategy 290 

An original aspect of this study was the identification of expression regulations 291 

occurring between TFs in a temporal manner. For that we chose to adapt the LEAP 292 

bioinformatic tool designed for single-cell data to kinetic transcriptomic bulk data (Specht and 293 

Li, 2017). Importantly, with this tool, these gene regulations are oriented, indicating not only 294 

the interaction but also which partner is expected to be the target/source. This higher level of 295 
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information is important to design more efficiently confirmation experiment, and cannot be 296 

obtain in traditionally-used protein-protein interaction databases, such as STRING (Szklarczyk 297 

et al., 2019). Moreover, our strategy allowed to biologically link genes in a time-dependent 298 

manner during cardiac differentiation, and thus provided important new insights on cardiac 299 

gene regulatory networks (Wang et al., 2020). Of note, one cannot exclude that some of the 300 

inferred links may not reflect biological interactions (e.g. TF does not directly bind to an 301 

inferred target gene). Other studies embarked in different strategies to study cardiac gene 302 

regulation. For instance, Gonzalez-Teran et al. combined, PPI data associated with GATA4 and 303 

TBX5 TFs, and genetic data generated on patients presenting congenital heart diseases (CHD) 304 

to identify CHD candidate genes (Gonzalez-Teran et al., 2022). This integrated strategy of PPI 305 

data and CHD-associated genetic data could be a relevant complementary approach of our 306 

chronological gene expression-based strategy in order to identify new CHD-associated TF 307 

regulatory networks and to offer a better understanding of cardiac disease underlying 308 

mechanisms. 309 

Activation cascade of GATA4, NKX2-5, TBX5 genes triggered by IRX3 and IRX5 310 

It is well established that cardiac transcription factors regulate the expression of other 311 

TF-coding genes. For instance, GATA4 activates NKX2-5 expression and both GATA4 and NKX2-312 

5 activates TBX5 expression (Bruneau, 2013; McCulley and Black, 2012; Nemer and Nemer, 313 

2010; Waardenberg et al., 2014). However, the precise molecular bases of these regulations 314 

were still to be uncovered. Using daily-generated transcriptomic data, we characterized the 315 

course of expression of these major cardiac TFs showing that, in accordance with the 316 

functional data, they are successively launched, starting with GATA4 around day 5, followed 317 

by NKX2-5 two days later and finally by TBX5 two days later too. Obviously, this raised the 318 

question of how GATA4 expression is, in the first place, launched. Using gene expression-319 

based network we identified IRX3 and IRX5 TFs as potential activators of GATA4 expression. 320 

Accordingly, the expression of these TFs was launched simultaneously about 1 day prior to 321 

GATA4 expression. These TFs are of growing interest as, while most studies were performed 322 

in knockout mice showing that they play redundant roles in cardiac development leading to 323 

embryonic lethality, and in postnatal electrophysiological function, their role in human cardiac 324 

function now also emerges (Al Sayed et al., 2021; Bonnard et al., 2012). In this context, the 325 



 

 
117 

Résultats 

present study therefore further explored and specified the role of IRX TFs in the course of 326 

human cardiac development.  327 

Exploring the functional interplay between IRX3/IRX5 and GATA4, NKX2-5, TBX5 328 

It is has been shown that GATA4, NKX2-5 and TBX5 act as multiprotein complex to 329 

regulate cardiac gene expression (McCulley and Black, 2012). Here, we completed this 330 

knowledge by showing that IRX3 and IRX5 can also physically bind to this TF regulatory 331 

complex. Furthermore, all five TFs could physically and functionally interact on the promoter 332 

of SCN5A that encodes the major cardiac sodium ion channel. Accordingly, SCN5A expression 333 

gradually increases during hiPSC cardiac differentiation, paralleling the progressive expression 334 

establishment of the five TFs. Some of the interactions between IRX TFs and GATA4, NKX2-5 335 

or TBX5 have previously been published. For instance, physical and functional interactions 336 

between Irx3, Nkx2-5 and Tbx5 have been shown in mice to regulate genes implicated in 337 

ventricular conduction system establishment and maturation (Kimura et al., 2016). 338 

Furthermore, our group has previously demonstrated physical and functional interactions 339 

between IRX5 and GATA4 on SCN5A promoter (Al Sayed et al., 2021). In this study we further 340 

detailed the complexity of the interactions between IRX3, IRX5, GATA4, NKX2-5 and TBX5, and 341 

how these TF complex compositions impact the expression of a target gene. 342 

Perspectives 343 

Altogether, this study provides a comprehensive dynamic blueprint of transcription 344 

factors that control transcriptional regulation during human cardiac development as well as a 345 

new methodological approach that may be applied to other research fields. These insights 346 

may help to further understand both pathological cardiac development leading to CHD, as 347 

well as physiological cardiac development, which is a prerequisite to emerging cardiac 348 

regenerative therapy strategies (Rowton et al., 2021). Moreover, in recent years, transcription 349 

factor regulation of cardiac functions was widely supported by GWAS, linking numerous 350 

common genetic variations at loci harboring TF genes to cardiac diseases (Barc et al., 2022; 351 

Roselli et al., 2018; Supplementary Table 1). Confronting the present knowledge to the one 352 

obtained from cardiac differentiation of hiPSCs reprogrammed from patients carrying such 353 

genetic variants may provide important information regarding their impact on cardiac 354 
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development and therefore may lead to new targets for treatment and clinical management 355 

improvement. 356 

Limitations of study 357 

We have identified several limitations in our study. First, the kinetic transcriptomic 358 

analysis has been performed using bulk-based strategy, however, the use of single-cell 359 

analysis instead would have provided us with a better overview of the cellular transcriptomic 360 

diversity. Second, the limited sample size that has been used prevented us from identifying 361 

the impact of the gender and ethnicity on transcriptomic regulation. Therefore, further studies 362 

will have to investigate if the identified TF networks (1) are activated in a cell-specific manner, 363 

and (2) whether they are specific to gender and/or ethnicity. 364 
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Figure 1 – Transcriptomic and functional characterization of cardiac cells derived from 399 

hiPSCs.  400 

(A) Diagram illustrating the experimental design involving three distinct cardiac 401 

differentiations of three hiPSC lines reprogrammed from healthy donors. (B) 402 

Immunocytochemistry staining of troponin I (red) and DAPI (blue) at D30 of cardiac 403 

differentiation for all 3 hiPSC lines. (C) Representative contraction patterns captured by 404 

MUSCLEMOTION software on movies at D30 of cardiac differentiation for the 3 hiPSC lines. 405 

(D) UMAP displaying single-cell RNA-seq data at D30 of cardiac differentiation of hiPSC-A line. 406 

The color code indicates the different cell types identified. Cell population fractions are listed 407 

on the right. See also Figure S1.  408 
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Figure 2 – Transcriptomic time-course analysis of hiPSC cardiac differentiation.  409 

(A) Methodological workflow. Steps are represented in white rectangle and outputs in red 410 

rectangles. (B) Global transcriptomic variations displayed with the first two components of the 411 

Principal Component Analysis. Three cardiac differentiations were studied for each of the 412 

three hiPSC lines. For each cardiac differentiation, a line connects the time-points in 413 

chronological order. (C) Boxplots displaying the distribution of PC1 coordinates of each 414 

replicates at each day (median +/- quartile). (D) Histogram comparing distribution of PC1 415 

coordinates at the beginning (D-1), the middle (D14) and the end (D30) of hiPSC cardiac 416 

differentiations (Mean +/- SEM; Wilcoxon matched-pairs signed rank test).  417 
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Figure 3 – Expression profile and functional annotation of the top 3 000 differentially 418 

expressed genes (DEGs) during hiPSC cardiac differentiation, and comparison with murine 419 

cardiac development gene expression dataset.  420 
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(A) Heatmap displaying DEG expression levels. The entire data set was used to aggregate the 421 

genes into 12 clusters and the mean expression level of 9 replicates is represented. (B) For 422 

each cluster, average gene expression level during hiPSC cardiac differentiation (left panel for 423 

each cluster) and of their orthologs during murine cardiac development (mESCs to E18.5 stage, 424 

right panel for each cluster) are shown. Replicate gene expression levels were averaged for 425 

each hiPSC line (n=3 per hiPSC line and per timepoint) and for murine data (n=3 to n=6 per 426 

timepoint, depending on the stage). The 15 most significantly related GO terms are displayed 427 

for each cluster on the middle panel. See also Figure S2.  428 



 

 
124 

Figure 4 – Inferred TF regulatory network governing hiPSC cardiac differentiation.  429 

(A) Normalized gene expression of the 216 TFs (identified within the top 3 000 differentially 430 

expressed genes during hiPSC cardiac differentiation) were quantified and averaged in each 431 

gene cluster. UPM: UMI per million. The number in () indicates the TF number per cluster. (B) 432 
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Graphical representation of gene expression-based network and protein-protein interaction-433 

based network (LEAP- and STRING- based method, respectively) of the same TFs as in A. 434 

Interactions between TFs of successive clusters are shown using bold lines. (C-E) Comparative 435 

quantitative analysis between both networks. (F-G) Examples of two literature-based sub-436 

networks. Interactions uncovered in gene expression-based network are shown in blue, in PPI-437 

based network, in yellow, and by literature curation, in black. Node colors correspond to the 438 

one of their corresponding gene cluster (as in A). Paper PMID associated with literature-based 439 

links: [A] 33803261; [B] 23417899; [C] 34901033; [D] 15253934; [E] 17011492; [F] 21632880; 440 

[G] 22402664; [H] 22438573.  441 
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Figure 5 – Exploration of the inferred IIGNT sub-network.  442 

(A) Table of TF selection criteria for the IRX genes family. Timecourse expression rank is the 443 

output of the timecourse package and illustrates the variation in gene expression during 444 

directed cardiac differentiation (a lower number indicating a higher variation). The Expression 445 

cluster column refers at the expression cluster in which each TF ranged as in Figure 4A. 446 

Selection and exclusion criteria are indicated in green and red respectively. (B) Potential target 447 

TFs of IRX3 and/or IRX5 identified in the G-to-L clusters based on the gene expression-based 448 

network. (C) Gene expression-based network of IRX3, IRX5, GATA4, NKX2-5 and TBX5 TFs. 449 

Node colors represent their corresponding clusters as in Figure 4A: IRX3 and IRX5 – cluster F; 450 

GATA4 – cluster G; NKX2-5 – cluster I; TBX5 – cluster L.  Lag is shown in days. References to 451 

literature-based links: [A] Book chapter DOI: 10.1016/B978-0-12-381332-9.00027-X.; [B] 452 

PMID: 23457256; [C] PMID: 22449847; [D] PMID: 32450132; [E] PMID: 25280899. (D) Graphs 453 

displaying activity levels of luciferase that is under the control of GATA4 (-1800_TSS_+200), 454 
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NKX2-5 (-2000bp_Start codon) and TBX5 (-1800_TSS_+200) promoter constructs. Mean +/- 455 

SD; * and **: p < 0.05 and p < 0.01, respectively (Mann-Whitney test).  456 
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Figure 6 – Physical and functional interactions of IRX3/IRX5/GATA4/NKX2-5/TBX5 457 

multiprotein complex. 458 

(A) Normalized mean expression level overtime of IRX3, IRX5, GATA4, NKX2-5, TBX5 and of 459 

SCN5A ion channel genes. UPM: UMI per million. (B-E) Co-immunoprecipitation and luciferase 460 

results associated to the transfection of (B) IRX3 and/or IRX5, (C) IRX3, IRX5 and/or GATA4, (D) 461 

IRX3, IRX5, GATA4 and/or NKX2-5, (E) IRX3, IRX5, GATA4, NKX2-5 and/or TBX5. Immunoblots 462 

representative of the various co-immunoprecipitations and the schematic illustration of the 463 
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results. Graphs display activity levels of luciferase that is under the control of the -2109/+1072 464 

region of human SCN5A promoter, in the various transfection conditions. Mean +/- SEM; * 465 

and **: p < 0.05 and p < 0.0001, respectively (Mann-Whitney test). See also Figure S3.  466 
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Materials and Methods 467 

Reprogramming and maintenance of hiPSCs 468 

All cell lines, from 3 healthy donors, were previously characterized. The hiPSC-A (C2a 469 

in Si-Tayeb et al., 2010) line was generated using lentivirus method while hiPSC-B (IRX5-Wt in 470 

Canac et al., 2022; RRID:CVCL_B5QD) and hiPSC-C (WT8288 in Girardeau et al., 2021; 471 

RRID:CVCL_B5Q5) lines were generated using Sendai virus method. hiPSC lines were 472 

maintained at 37°C, 5% CO2, 21% O2 in StemMACSTM iPS Brew XF Medium (Miltenyi Biotec) 473 

on culture plates coated with Matrigel® hESC-Qualified Matrix (0.05 mg/mL, Corning). At 75% 474 

confluency, cells were passaged using Gentle Cell Dissociation Reagent (STEMCELLTM 475 

Technologies). 476 

Cardiac differentiation of hiPSCs 477 

Directed cardiac differentiations of hiPSCs were performed using the established 478 

matrix sandwich method (Figure 1A; Es-Salah-Lamoureux et al., 2016). Briefly, when hiPSCs 479 

reached 90% confluency, an overlay of Growth Factor Reduced Matrigel (0.033 mg/ml, BD 480 

Corning) was added. Differentiation was initiated 24h later by culturing the cells in RPMI1640 481 

medium (Life Technologies) supplemented with B27 (without insulin, Life Technologies), 2 mM 482 

L-glutamine (Life Technologies), 1% NEAA (Life Technologies), 100 ng/mL Activin A (Miltenyi 483 

Biotec), 1X Pen/Strep (Life Technologies) and 10 ng/mL FGF2 for 24 hours. On the next day, 484 

the medium was replaced by RPMI1640 medium supplemented with B27 without insulin, 2 485 

mM L-glutamine, 1% NEAA, 10 ng/mL BMP4 (Miltenyi Biotec), 1X Pen/Strep and 5 ng/mL FGF2 486 

for 4 days. By day 5, cells were cultured in RPMI1640 medium supplemented with B27 487 

complete (Life Technologies), 2 mM L-glutamine, 1X Pen/Strep and 1% NEAA and changed 488 

every two days until day 30. Specifically, for video analysis and immunofluorescence staining, 489 

glucose starvation was performed to obtain purified cardiomyocyte population: at day 10 the 490 

medium was replaced by Depletion medium (RPMI 1640 medium without glucose (Life 491 

Technologies) supplemented with B27 complete, and 1X Pen/Strep) for 3 days. Cells were 492 

dissociated at day 13 with 10X TrypLE solution (Life Technologies) and replated in CMs 493 

medium (RPMI1640 medium supplemented with B27 complete, 2 mM L-glutamine, 1X 494 

Pen/Strep, 1% NEAA) supplemented with Y-27632 Rho-kinase inhibitor (STEMCELLTM 495 
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Technologies). On day 14, the medium was replaced by Depletion medium for 3 days. From 496 

day 17, cells were maintained in CMs medium. 497 

Bulk transcriptomics 498 

RNA extraction and sequencing 499 

For each hiPSC line, samples were harvested daily from D-1 to D30 of the cardiac 500 

differentiation protocol from three independent cardiac differentiations. Total RNA were 501 

extracted using the NucleoSpin RNA kit (MACHEREY-NAGEL) and their quality assessed by 502 

NanoDropTM 1000 Spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific). From D-1 to D14 samples, 503 

all cells were collected while, from D15 to D30, to obtain samples enriched with 504 

cardiomyocytes, only spontaneously beating cell clusters were collected following mechanical 505 

isolation using a needle. 3’RNA libraries were prepared by GenoBiRD core facility according to 506 

their published method (Charpentier et al., 2021) and sequenced on 8 individual runs on a 507 

NovaSeq 6000 or HiSeq 2500 Sequencing System (Illumina). 508 

Primary analysis of bulk transcriptomic data 509 

Demultiplexing, alignment on GRCh38 reference genome and counting steps were 510 

conducted on each sequencing run with the Snakemake pipeline developed by the GenoBiRD 511 

core facility (Charpentier et al., 2021). Normalized and log-transformed expression matrices 512 

were generated using the multiplates function correcting potential batch effects by treating 513 

cardiac differentiation time points as replicates. 514 

PCA 515 

Principal Component Analysis (PCA) was performed with the R package FactoMineR 516 

(Lê et al., 2008; RRID:SCR_014602) on the entire mean-centered and log-transformed matrix. 517 

Time-course gene expression analysis 518 

Genes with significant expression variation between the different cardiac 519 

differentiation time-points (indicated as Differentially Expressed Genes; DEG) were identified 520 

by multivariate empirical Bayes statistics using the R package timecourse (Tai, 2022; 521 

RRID:SCR_000077) applied to the entire log-transformed matrix. We selected the top 3 000 522 
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DEG based on their highest Hotelling 𝑇̃2statistics. The same method was used to select genes 523 

with significant expression variation during murine cardiac development from a published 524 

transcriptomic dataset (Li et al., 2014). When necessary, human and murine orthologous gene 525 

names were identified using the R package biomaRt (Durinck et al., 2009; RRID:SCR_019214) 526 

and Ensembl databases. 527 

Clustering and heatmap 528 

DEG were grouped into clusters, based on their expression level variation across the 529 

288 samples, using the R function k-means set on 2 000 iterations, and visualized with the R 530 

package ComplexHeatmap (Gu et al., 2016; RRID:SCR_017270). 531 

Gene Ontology analyses 532 

Gene Ontology (GO) analysis was performed using the R package ClusterProfiler (Wu 533 

et al., 2021; RRID:SCR_016884), based on GO Biological Process terms from 534 

org.Hs.eg.db_3.14.0 and org.Mm.eg.db_3.14.0 databases for human and mouse annotations, 535 

as appropriate. Significantly enriched (bonferroni-corrected p-value < 0.05) biological 536 

processes, as compared to reference transcriptome, and with a Gene Set Size (GSSize) 537 

between 10 and 500, were considered for further analysis. The 15 GO terms with the lowest 538 

corrected p-value were visualized with treeplot. 539 

Network construction and analysis 540 

For each hiPSC line, the gene regulatory network was inferred using the R package 541 

LEAP (Lag-based Expression Association for Pseudotime-series; Specht and Li, 2017), based on 542 

the average from the log-transform data of triplicate cardiac differentiations. Cardiac 543 

differentiation time points were used to rank samples as required by the LEAP tool. The 544 

max_lag_prop parameter was set to 1/10, meaning that, at most, 3-day windows were used 545 

to calculate the maximum absolute correlation (MAC) score. Only links with a significant MAC 546 

score (determined by a permutation test; p-value < 0.05) and related to a non-null time delay 547 

were considered. Links with a positive correlation score were interpreted as activation 548 

relationships and those with a negative correlation score as repression relationships. STRING 549 

software (Szklarczyk et al., 2019) was used to obtain information on physical and functional 550 
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interactions between proteins of interest, with a minimum required interaction score of 0.4. 551 

Nodes without any interaction were excluded. STRING-based or LEAP-based interactions were 552 

processed using Cytoscape 3.9.1 for network reconstruction (Shannon et al., 2003; 553 

RRID:SCR_003032). Networks parameters were obtained using the Analyze network function. 554 

Single-cell transcriptomic 555 

Single-cell RNA-seq data generation 556 

Cells at D30 of hiPSC-A cardiac differentiation were harvested from three distinct 557 

beating wells, dissociated, using the Multi Tissue Dissociation Kit 3 (Miltenyi Biotec), and 558 

pooled. This experiment was performed in duplicates. Cell suspensions were filtered on a 40 559 

µm Flowmi® Cell Strainer, counted and cell viability was assessed (viability was 92% for the 560 

first experiment and 94% for the second). For each replicate, single-cell droplet libraries were 561 

generated from 16 000 cells with the Chromium Single Cell 3ʹ GEM, Library & Gel Bead Kit v3 562 

(10X Genomics). After qPCR quantification, libraries were pooled and sequenced on a single 563 

run, on a NovaSeq 6000 Sequencing System (Illumina), providing a read depth of >20,000 read 564 

pairs per cell, according to manufacturer’s instructions. 565 

Primary analysis of single-cell transcriptomic data 566 

Data were processed using cellranger 4.0.0 (10X Genomics). First, demultiplexing of 567 

raw base call files into FASTQ files was accomplished using cellranger mkfastq function. 568 

Second, alignment on GRCh38 reference genome, filtering and counting steps were 569 

performed separately on each replicate with cellranger count function. Lastly, aggregation 570 

with normalization of duplicates was performed using cellranger aggr function. 571 

Secondary analysis of single-cell transcriptomic data 572 

The gene expression matrix was analyzed using the R package Seurat (Stuart et al., 573 

2019; RRID:SCR_016341). Doublets were identified and removed using the R package 574 

DoubletFinder (McGinnis et al., 2019; RRID:SCR_018771), assuming a 7.5% doublet formation 575 

rate. Also, only cells with 200 to 5 000 detected features and with <25% reads aligned to 576 

mitochondrial genes were selected for further analysis. After normalization, unwanted 577 

sources of intercellular variations such as number of detected genes or differences between 578 
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cell cycle phases were regressed using the ScaleData function. A principal component analysis 579 

was then performed using the 2 000 most variable genes according to the 580 

FindVariableFeatures function and the first 10 components were used to calculate the UMAP. 581 

Cell-type labelling was performed using published single-cell RNA-seq data from a human fetal 582 

heart as a reference (Asp et al., 2019). Cell-type labels from reference were automatically 583 

transferred after cell-to-cell matching at the individual cell level using the R package CellID 584 

(Cortal et al., 2021). 585 

Musclemotion 586 

hiPSC-CMs were filmed after glucose starvation at D30 in routine culture condition 587 

(37°C, 5% CO2), without electrical stimulation, using Nikon A1 RSI confocal microscope with 588 

X20 Dry N.A 0.75 objective. MUSCLEMOTION software (Gaussian Blur: No; Speed Window: 5; 589 

Noise Reduction: Yes; Automatic Reference Frame Detection: Yes; Transient analysis: Yes; Sala 590 

et al., 2018) was used to obtain contraction traces from 120fps videos. Contraction profiles 591 

were analyzed using homemade R pipeline. 592 

HEK293 cell culture and transfection 593 

HEK293 cells were maintained at 37°C, 5% CO2, in DMEM media with 10% FBS, 5% L-594 

Glutamine and 5% Pen/Strep. Cells were plated in 24-well plate or 6-well plate and transfected 595 

next day using FuGENE® 6 (Promega, E2691). For luciferase assay, cells were transfected with 596 

a total of 2µg of plasmid including: (1) pGL2-Renilla plasmid, (2) plasmid containing Firefly 597 

luciferase gene upstream promoter of interest and (3) expression plasmids coding for proteins 598 

of interest (Table 1). DNA quantities were equalized in each condition using empty pcDNA3.1 599 

plasmid. Media was changed 24h post transfection, and cell lyses performed 48h post 600 

transfection. For co-immunoprecipitation, cells were transfected only with expression 601 

plasmids prior lysis 24h post transfection. 602 

Co-immunoprecipitation 603 

Protein sample extraction and quantification 604 

Previously transfected HEK293 cells were lysed (4°C, 15min, with rotation) in lysis 605 

buffer: 1% TritonX-100, 100mM NaCl, 50mM Tris-HCl, 1mM EGTA, 1mM Na3VO4, 50mM NaF, 606 
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1mM phenylmethylsulfonyl fluoride, protease inhibitors cocktail (Sigma-Aldrich, P8340), and 607 

centrifuged at 15 000g (4°C, 15 min). Protein quantification was carried out using Pierce™ BCA 608 

Protein Assay Kit (Thermo Fisher, 23225).  609 

Bead-antibody complexes preparation 610 

Co-Immunoprecipitation was performed using Dynabeads® Protein G (Invitrogen, 611 

10004D) and DynaMag™-2 Magnet (Invitrogen, 12321D). First, 12.5µL of beads were 612 

conjugated (Room temperature (RT), 40min, with rotation) with 2µg of antibody (Table 1). The 613 

bead-antibody complexes were cross-linked (RT, 30min, with rotation) using 5,4mg/ml 614 

dimethyl pimelimidate (ThermoScientific, 21667). The cross-linking was quenched with 50mM 615 

Tris pH7.5 (RT, 15min, with rotation). Beads were washed using (1) PBS 1X, (2) 0.1M citrate 616 

pH3.1, (3) Na-phosphate solutions, then incubated in PBS 0.5% NaDOC (RT, 15min, with 617 

rotation) and were finally washed with lysis buffer. 618 

Immunoprecipitation and western blotting analysis 619 

Bead-antibody complexes were incubated with 1mg protein samples (4°C, 2h, with 620 

rotation). Supernatant was then discarded and beads were washed 3 times with lysis buffer. 621 

Beads-protein complexes were then heated (50°C, 10min) in NuPAGE™ LDS Sample Buffer (4X) 622 

(Invitrogen, NP0008). Samples were magnetized prior supernatants collection and incubated 623 

(70°C, 10min) in NuPAGE® Sample Reducing Agent 10X (Invitrogen, NP0009). Finally, samples 624 

were loaded onto a 4–15% precast polyacrylamide gel (Biorad, 4568083) together with 10μg 625 

of total protein used as control. Revelation was performed using corresponding antibody 626 

(Table 1) with ECL Clarity Max (Biorad, 1705062). Images were acquired with ChemiDoc 627 

camera (Biorad) and analysed using Image Lab Software (Biorad). 628 

Table 1. Plasmids and antibodies references 629 

Plasmid Name Sequence/Reference Supplier 

Nkx2.5 promoter - FireflyLuc -2000bp_Start codon Vectorbuilder 

GATA4 promoter - FireflyLuc -1800_TSS_+200 Vectorbuilder 

Tbx5 promoter - FireflyLuc -1800_TSS_+200 Vectorbuilder 

SCN5A promoter - FireflyLuc -2109_TSS_ +1072 Adapted from Al Sayed et al., 2021 

pGL2 Renilla luciferase  Promega 

IRX5 RG234228 Origene 

IRX3 RG205722 Origene 

GATA4 RC210945 Origene 
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Tbx5 SC120046 Origene 

Nkx2.5 SC122678 Origene 

pcDNA3.1  Invitrogen 

Antibody Reference RRID Supplier 

anti-GFP TA150041 AB_2622256 Origene 

anti-Myc Tag 05-724 AB_309938 Merck Millipore 

anti-IRX5 sc-81102 AB_1124818 Santa Cruz 

anti-IRX3 sc-166877 AB_10609525 Santa Cruz 

anti-GATA4 sc-25310 AB_627667 Santa Cruz 

anti-Tbx5 sc-515536  Santa Cruz 

anti-Nkx2.5 sc-8697 AB_650280 Santa Cruz 

anti-Troponin I sc-15368 AB_793465 Santa Cruz 

Mouse IgG Isotype Control 02-6502 AB_2532951 Thermo Fisher Scientific 

Luciferase assay 630 

Cells were lysed according to the manufacturer recommendations and luciferase 631 

activity was measured using Dual Luciferase reporter assay system (Promega, E1910) with 632 

Varioskan™ LUX microplate reader (Thermofisher). Mann-Whitney statistical tests were 633 

performed with Prism software (v8.0.1). 634 

Immunofluorescence 635 

Cells were fixed with 4% paraformaldehyde for 15min at room temperature (RT) in 636 

Matrigel®-coated µ-Slide 8 Well (IBIDI) prior permeabilization with 0.1% PBS-BSA 1% Saponin 637 

(RT, 15min) and blocking with 3% PBS-BSA (RT, 30min). Cells were then incubated with primary 638 

antibodies (dilution 1/250) in PBS 0.1% BSA 0.1% Saponin solution (4°C, overnight). Finally, 639 

cells were washed and incubated with secondary antibodies and DAPI (RT, 1h) and stored in 640 

0.5% paraformaldehyde (4°C). Images were acquired using an inverted epifluorescence 641 

microscope (Zeiss Axiovert 200 M). 642 

TF and cardiac phenotypes association 643 

The association between cardiac phenotypes and transcription factors was performed 644 

using the DisGeNET (v7.0; Piñero et al., 2020) and NHGRI-EBI GWAS Catalog (Buniello et al., 645 

2019) databases, filtering on cardiovascular traits, which were then manually validated.  646 
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Figure S1 – Transcriptomic signatures of cell types generated by hiPSC cardiac 647 

differentiation.  648 

Heatmap displaying expression levels of the top 5 markers of each cell population found in 649 

Figure 1D. Markers were identified using the FindAllMarkers function from the R package 650 

Seurat.  651 
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Figure S2 – Expression profile and functional annotation of the top 3 000 differentially 652 

expressed genes during murine cardiac development, and comparison with hiPSC cardiac 653 

differentiation gene expression dataset.  654 

For each cluster, average gene expression level during murine cardiac development (left panel 655 

for each cluster) and their human orthologs during hiPSC cardiac differentiation (right panel 656 

for each cluster) are shown. Replicates of gene expression levels were averaged for murine 657 

data (n=3 to n=6 per timepoint, depending on the stage) and hiPSC cardiac differentiation (n=3 658 

per hiPSC line and per timepoint). The 15 most significantly related GO terms are displayed on 659 

the middle panel for each cluster.  660 
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Figure S3 – Original western blots related to Figure 6.  661 
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 Projet 2 : Fonctions cardiaques spécifiques et redondantes 

d’IRX3 et d’IRX5 

IV.2.A. Contexte 

Les six facteurs de transcription de la famille Iroquois homeobox sont tous exprimés 

dans le cœur et y ont des actions spécifiques, mais également communes. La forte homologie 

de séquence entre les différents membres est en accord avec cette redondance fonctionnelle 

(Kim et al., 2012). Des études des rôles individuels et conjoints de membres de cette famille 

ont été réalisées pour les facteurs de transcription Irx3 et Irx5, chez la souris. Elles ont 

démontré, qu’ils agissent dans des compartiments tissulaires cardiaques communs, en 

coopération et en redondance fonctionnelle (Gaborit et al., 2012). En effet, la souris Irx5-KO 

est viable, fertile et ne présente qu’une susceptibilité accrue aux arythmies due à la 

déstabilisation du gradient ventriculaire transmural du potentiel d’action (Costantini et al., 

2005). De la même manière, la souris Irx3-KO est viable, fertile et ne présente qu’un 

ralentissement de la conduction ventriculaire (Zhang et al., 2011). Cependant, la double 

délétion d’IRX3 et IRX5 est létale au stade embryonnaire (E14.5), et les souris présentent des 

défauts cardiaques structuraux majeurs, liés à la perte des compensations de l’un envers 

l’autre, retrouvées chez les souris simple KO. Chez l’humain, les rôles d’IRX3 et IRX5 seuls ou 

en couple coopératif et fonctionnellement redondant, n’ont que peu été étudiés. 

Le but du second projet de cette thèse a été d’identifier sans a priori, les fonctions 

spécifiques et les fonctions redondantes d’IRX3 et d’IRX5 dans un contexte cardiaque 

humain. 

Etat d’avancement : Ce projet a débuté par la création et la publication de nouvelles lignées 

de cellules iPS pour l’étude d’IRX5. Le travail a ensuite principalement porté sur l’identification 

de l’ensemble des fonctions cardiomyocytaires d’IRX5, avec un focus sur deux d’entre elles (la 

repolarisation cardiaque et la fibrose). Des approfondissements de certaines analyses et la 

réalisation d’un travail similaire sur des modèles simple KO pour IRX3 et double KO pour IRX3 

et IRX5 seront nécessaires pour finaliser le projet (voir partie IV.2.D Perspectives pour la 

poursuite du projet 2). 
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IV.2.B. Article 2 Generation of three human induced pluripotent stem cell 

lines with IRX5 knockout and knockin genetic editions using CRISPR-Cas9 

system 

Article 2 

 

 

 

  

  

 

 

 

 

 

 Génération et validation d’une nouvelle lignée de cellules iPS KO pour IRX5 

(IRX5KO) 

 Génération et validation d’une nouvelle lignée de cellules iPS exprimant la 

protéine IRX5 couplée à un tag HA (IRX5-HA) 

 Validation du contrôle isogénique associé à ces deux lignées génétiquement 

modifiées 
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IV.2.C. Résultats complémentaires 

Les résultats présentés ci-après apportent des informations complémentaires sur la 

structure protéique d’IRX5, ainsi que sur ses mécanismes d’action sur l’ADN et les fonctions 

biologiques qu’il régule dans la différenciation cardiomyocytaire. 

L’homéodomaine d’IRX5 est important pour les interactions avec ses partenaires 

Dans le but de mieux comprendre le rôle des différents domaines d’IRX5 dans ses 

interactions protéiques avec ses partenaires (identifiés dans l’article 1, IV.1.A - Article 1), des 

formes d’IRX5 porteuses des mutations Hamamy (A150P et N166K) ont été utilisées dans des 

expériences de transfection suivie de co-immunoprécipitation (Co-IP) sur des cellules 

humaines HEK293, pour étudier les interactions entre IRX5 et GATA4, TBX5 et NKX2-5 (Figure 

1A-C). Les deux mutations provoquent, de manière similaire, une diminution ou une perte 

totale d’interaction entre IRX5 et ses partenaires précédemment identifiés. Les mutations 

étant localisées dans deux hélices  différentes de l’homéodomaine, connu pour son 

importance dans les interactions à l’ADN, ces résultats suggèrent un rôle jusque-là non décrit 

de l’homéodomaine dans les interactions protéiques d’IRX5. Afin d’étudier plus précisément 

l’impact des différentes hélices de l’homéodomaine, ainsi que les régions centrale et C-

terminale d’IRX5, différentes formes tronquées de la protéine ont été générées (Figure 1D). 

Ces protéines IRX5 tronquées ont ensuite été utilisées dans des expériences de Co-IP après 

transfection de HEK293, pour étudier l’effet des délétions sur les interactions physiques entre 

IRX5 et GATA4, TBX5 ou NKX2-5. Bien que les délétions des régions centrale (Mid) et C-

terminale (C-ter) n’induisent qu’une diminution légère de l’interaction entre IRX5 et ses 

partenaires, les délétions individuelles de chacune des trois hélices (ΔH1, ΔH2, ΔH3) de 

l’homéodomaine d’IRX5 provoquent une perte totale d’interaction (Figure 1E-G), démontrant 

le rôle majeur de l’homéodomaine d’IRX5 dans ses interactions protéiques. 
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Figure 1 : L’homéodomaine d’IRX5 a un rôle central dans les interactions protéiques 

A-C. Co-immunoprécipitations après surexpression des protéines d’intérêt dans des cellules HEK293. Un exemple 
représentatif de membrane de western-blot est présenté (panels de gauche), ainsi que la quantification associée 
(panels de droite). D. Schéma des constructions protéiques d’IRX5 utilisées pour les co-immunoprécipitations 
présentées par la suite. E-G. Co-immunoprécipitations des constructions protéiques d’IRX5, après surexpression 
dans des cellules HEK293. Seules les quantifications sont présentées. 
 

IRX5 se fixe à distance de gènes cardiaques dans les cardiomyocytes dérivés d’iPS 

Afin d’identifier les régions génomiques occupées par IRX5 dans les cardiomyocytes, 

des expériences de ChIP-Seq ont été réalisées sur 6 réplicats biologiques de cardiomyocytes 

dérivés d’iPS en fin de différenciation (J30). IRX5 a été localisé dans 2 232 régions du génome 

(correspondant aux pics IRX5) et associé à 2 253 gènes par le logiciel GREAT (voir partie III.2.B.c 

Chromatin Immunoprecipitation Sequencing (ChIP-Seq) – Expérience 1). IRX5 semble occuper 

des régions à distance de ces gènes, majoritairement à plus de 50kb en amont ou en aval de 

leurs Transcription Start Site ou TSS (Figure 2A). Une analyse d’annotation fonctionnelle a 

ensuite permis d’associer les pics IRX5 à des fonctions biologiques spécifiques : celles de 

développement et de différenciation cardiaque. Ces résultats suggèrent donc qu’IRX5 exerce 

des rôles spécifiques dans les processus développementaux cardiaques humains (Figure 2B).  

IRX5 semble orienter l’action du complexe GATA4/TBX5/NKX2-5 dans l’activité électrique 

cardiomyocytaire 

Les résultats présentés précédemment (IV.1.A - Article 1) montrant une interaction 

physique et fonctionnelle entre IRX5 et le complexe GATA4/TBX5/NKX2-5, nous avons ensuite 

collecté et intégré à nos données, des données publiques de ChIP-Seq qui avaient été 

obtenues pour ces 3 facteurs de transcription dans un contexte cellulaire comparable au 

notre : des cellules souches humaines différenciées en cardiomyocytes (Anderson et al., 2018; 

Ang et al., 2016). La liste des 2 253 gènes occupés par IRX5 a alors été comparée aux listes de 

gènes occupés respectivement par GATA4, TBX5 et NKX2-5 (Figure 2C). Les membres du 

complexe GATA4/TBX5/NKX2-5 occupent des régions génomiques à proximité de 2 990 gènes 

qui sont, en partie (848 gènes), également occupés par IRX5. L’analyse d’annotation 

fonctionnelle globale de ces 2 990 gènes révèle un enrichissement de différentes fonctions 

biologiques, dont la conduction électrique et la contraction cardiaque (Figure 2D). Afin 

d’identifier, parmi ces fonctions retrouvées, celles qui sont spécifiquement enrichies pour les 

848 gènes également co-occupés par IRX5, une nouvelle analyse d’annotation fonctionnelle a 

été réalisée (Figure 2E). De manière intéressante, la fonction de transport des canaux ioniques 



 

 
160 

a ainsi été retrouvée enrichie pour les 848 gènes occupés par les quatre facteurs de 

transcription, suggérant qu’IRX5 participe à la spécialisation du complexe GATA4/TBX5/NKX2-

5 dans la régulation de l’activité électrique cardiomyocytaire. 

Figure 2 : Etude des régions génomiques occupées par IRX5 dans les cardiomyocytes dérivés d’iPS à J30 
A. Distribution des pics ChIP-Seq d’IRX5 par rapport aux Transcription Start Site (TSS) des gènes les plus proches 
associés par le logiciel GREAT. B. Annotation fonctionnelle des gènes associés aux pics ChIP-Seq d’IRX5 par le 
logiciel GREAT. C. Comparaison des gènes occupés (ayant au moins un pic ChIP-Seq associé par GREAT) par IRX5, 
GATA4, TBX5 et NKX2-5 dans des cardiomyocytes en fin de différenciation cardiaque de cellules souches. 
Données ChIP-Seq GATA4, TBX5 et NKX2-5 : Ang et al., 2016 ; Anderson et al., 2018. D. Annotation fonctionnelle 
des 2 990 gènes occupés par GATA4, TBX5 et NKX2-5, avec ou sans IRX5. Analyse réalisée avec le logiciel 
WebGestalt. Background pour l’analyse : Génome. E. Annotation fonctionnelle des 848 gènes occupés par les 
quatre facteurs de transcription. Analyse réalisée avec le logiciel WebGestalt. Background pour l’analyse : liste 
des 2 990 gènes GATA4+, TBX5+ et NKX2-5+ ± IRX5+. 
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Impact de l’absence d’IRX5 sur les profils d’expression de gènes au cours de la 

différenciation cardiaque 

 Pour étudier plus spécifiquement les voies moléculaires par lesquelles IRX5 régule des 

mécanismes biologiques non seulement dans les cardiomyocytes obtenus en fin de 

différenciation mais aussi au cours de la différenciation cardiaque, nous avons mis à profit la 

lignée iPS IRX5KO générée précédemment. Des échantillons d’ARN ont ainsi été collectés (1) 

au stade iPS (Jour -1, J-1), (2) au stade cardiomyocyte (Jour 30 ou J30) ainsi (3) qu’à deux stades 

cardiomyocytaires intermédiaires de la différenciation cardiaque (Jour 12 ou J12 et Jour 20 ou 

J20), et ce, pour quatre différenciations d’iPS humaines contrôles et IRX5KO respectivement 

(Figure 3A). Le stade J12 a été sélectionné sur la base des données d’expression d’IRX5 en 

cinétique sur lignées contrôles (IV.1.A - Article 1), car il correspond à une phase du processus 

de différenciation où le niveau d’expression d’IRX5 est le plus élevé (Figure 3B). Le stade J20 

a lui été sélectionné afin d’inclure un stade intermédiaire entre J12 et J30 qui assure la 

possibilité de pouvoir faire des analyses en cinétique. L’absence effective d’expression d’IRX5 

à ces quatre stades étudiés dans les cellules IRX5KO par rapport aux contrôles a, comme 

attendu, été observée dans les données de 3’SRP et confirmée par qPCR (Figure 3C-D). 

L’analyse en composante principale (PCA) de l’ensemble de ces données de transcriptomique 

en cinétique, a permis de séparer les échantillons selon le jour de prélèvement (par la 

Composante 1), ainsi que par la condition contrôle ou IRX5KO (par la Composante 3), suggérant 

que l’absence d’IRX5 est associée à une signature transcriptomique particulière à chaque jour 

de différenciation étudié (Figure 3E). La ségrégation entre les échantillons contrôle ou IRX5KO 

à J-1 sur la PCA suggère que l’absence d’IRX5 au stade iPS provoque déjà des variations 

d’expression de gènes spécifiques, alors que son expression évaluée par 3’SRP dans les 

échantillons contrôles, semblait être nulle à J-1. Une analyse par qPCR a donc été réalisée pour 

investiguer si l’expression d’IRX5 est effectivement nulle au stade iPS, ou bien trop faible pour 

être détectée par 3’SRP (Figure 3F). Une gamme de quantité d’ADNc a été utilisée sur trois 

échantillons J-1 contrôles, car en considérant l’aspect exponentiel de la PCR, si IRX5 était 

exprimé, le fait de doubler la quantité d’ADNc devait provoquer la perte d’environ un Ct de 

qPCR. Dans le cas inverse, si IRX5 n’était pas exprimé, le doublement de la quantité d’ADNc 

ne devait pas avoir d’impact sur la valeur de Ct obtenue. Une relation linéaire inverse entre le 

nombre de Ct et la quantité d’ADNc a bien été obtenue, démontrant donc qu’IRX5 est exprimé, 

bien que faiblement, dès le stade iPS, et que la technique de 3’SRP ne permet pas de détecter 
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ce niveau d’expression. Il est intéressant de mentionner qu’il s’agit du premier constat 

d’expression d’IRX5 au stade de pluripotence. Il sera intéressant à l’avenir d’investiguer les 

voies moléculaires régulées par IRX5 à ce stade.  

Une analyse d’expression différentielle de gènes a été réalisée à chaque jour étudié, 

pour identifier les fonctions et mécanismes biologiques régulés par IRX5 (Figure 4). Les 

analyses PCA réalisées séparément sur les données transcriptomiques à chacun des jours 

étudiés, montrent que les échantillons Wt et IRX5KO se clusterisent séparément (Figure 4A) 

comme observé sur la PCA globale (Figure 3E). Des gènes dont l’expression varie 

Figure 3 : Analyse de l’expression d’IRX5 à J-1, J12, J20 et J30 de la différenciation cardiaque des iPS 
A. Représentation schématique des cinétiques d’expression étudiées. B. Niveau d’expression d’IRX5 à chaque 
jour de la différenciation cardiaque des iPS contrôles (données de 3’SRP issues de l’Article 1), mettant en 
évidence le plateau d’expression maximal d’IRX5 à J12 et sa diminution d’expression à J20, avant la fin de la 
différenciation à J30. C. Variations d’expression d’IRX5 aux quatre jours étudiés de la différenciation cardiaque 
des iPS Wt et IRX5KO, obtenue par 3’SRP. Unité en Unique Molecular Identifier (UMI) par million. D. Expression 
relative d’IRX5 à J12, J20 et J30 des différenciations Wt et IRX5KO, quantifiée par qPCR. Contrôle positif : ACTB. E. 
Analyse en composante principale des données de transcriptomique 3’SRP Wt vs. IRX5KO. Ne sont présentées 
que les composantes 1 et 3, séparant le mieux les échantillons Wt et IRX5KO. Un échantillon contrôle et un 
échantillon IRX5KO à J12 ont été identifiés et retirés de la suite des analyses lors du contrôle qualité de 
séquençage, à cause d’un nombre de reads trop faible. F. Nombre de Ct obtenus par qPCR ciblée sur IRX5, en 
fonction de la quantité d’ADNc iPS Wt (J-1) utilisée. 
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significativement entre les cellules contrôles et IRX5KO ont été identifiés à chaque jour étudié 

de la différenciation cardiaque des iPS (Figure 4B). De manière intéressante, plus de gènes 

différentiels ont été retrouvés à J12 qu’à J20 ou J30, suggérant qu’IRX5 à un impact plus 

important dans le développement cardiomyocytaire plutôt qu’en fin de différenciation. 

L’analyse d’annotation fonctionnelle des gènes différentiels à chaque stade a permis de 

déterminer les fonctions et mécanismes biologiques impactés par l’absence d’IRX5 (Figure 4C). 

Certaines fonctions biologiques sont retrouvées associées aux gènes différentiels de plusieurs 

jours, comme les fonctions associées au développement et la contraction cardiaque. D’autres 

fonctions modulées par IRX5 sont spécifiques de certains jours étudiés, comme la 

morphogenèse précoce à J-1, la migration cellulaire à J12, ou le métabolisme énergétique à 

J20. Les Gene Ontology (GO) catégories associées à l’organisation de la matrice extracellulaire, 

fortement associée aux mécanismes de fibrose, sont retrouvées dès J12 et jusqu’au J30, où 

elles représentent une part importante des annotations, suggérant un rôle d’IRX5 dans ces 

mécanismes. 

La suite du travail s’est focalisée sur deux fonctions biologiques identifiées comme pouvant 

être régulées par IRX5 : la repolarisation électrique (car montrée chez la souris comme étant 

régulée par IRX5) et la fibrose cardiaque (identifiée dans nos analyses d’annotation 

fonctionnelle comme étant altérée dans les différenciations cardiaques IRX5KO). 
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Figure 4 :  IRX5 impacte des fonctions biologiques spécifiques et communes de chaque jour étudié 
A. Analyses en composantes principales (PCA) des échantillons de transcriptomique 3’SRP à chaque jour étudié 
de la différenciation cardiaque des iPS. B. Heatmaps d’expression des gènes dont l’expression varie 
significativement entre les cellules Wt et IRX5KO, à chaque jour étudié de la cinétique. C. Analyse d’annotation 
fonctionnelle réalisée sur les gènes différentiels de chaque jour, avec le package R ClusterProfiler. Les listes de 
Gene Ontology (GO) catégories identifiées ont ensuite été regroupées (par similarité sémantique) avec le logiciel 
REVIGO. Les cadres représentent les GO catégories majoritaires à chaque jour de la cinétique. La taille des 
rectangles est inversement proportionnelle à la p-value associée à la GO catégorie. 
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Investigation du rôle d’IRX5 dans la repolarisation électrique 

La repolarisation électrique des cardiomyocytes garantit la relaxation cellulaire, 

nécessaire à une nouvelle activation des cardiomyocytes. Ces cycles d’activation et de 

relaxation électrique des cellules sont à la base de la contraction coordonnée de l’ensemble 

des cardiomyocytes (voir partie I.1 Physiologie cardiaque). L’analyse de l’expression de 

génique de l’ensemble des canaux potassiques cardiaques repolarisants a été réalisée à J30 

entre les cardiomyocytes Wt IRX5KO (non présentée), et de manière intéressante, la plus forte 

variation d’expression observée est associée au gène codant une sous-unité du courant Ito, 

KCNIP2 (augmentation d’environ 12 fois dans les cellules KO). Ce courant potassique Ito est à 

la base de la première phase de repolarisation du potentiel d’action (juste après la phase de 

dépolarisation rapide). Des anomalies de ce courant et donc de cette phase de repolarisation 

sont connues pour être une source majeure d’hétérogénéité et donc d’induction d’arythmies 

sévères. Chez la souris, ce courant est généré par la combinaison de deux sous-unités : une 

sous-unité , Kcnd2 (formant le pore du canal) et une sous-unité régulatrice Kcnip2. Il a 

d’ailleurs été précédemment démontré qu’Irx5 impacte Ito via la régulation négative de Kcnd2 

dans la paroi ventriculaire murine (voir Figure 22). Chez l’humain, le courant Ito n’est pas 

généré par les même sous-unités, suggérant qu’IRX5 pourrait avoir un rôle différent chez 

l’humain dans la régulation de ce courant. C’est la combinaison de la sous-unité , KCND3 et 

de la sous-unité régulatrice KCNIP2 qui génère Ito chez l’humain. Nous avons donc analysé le 

profil d’expression des gènes codant ces sous-unités dans nos données de transcriptomique 

en cinétique et par qPCR (Figure 5A-C). De manière intéressante, la délétion d’IRX5 ne 

provoque pas d’altération de l’expression de KCND3, car il ne semble pas exprimé. Cependant, 

la délétion d’IRX5 entraîne une augmentation significative de l’expression de KCNIP2. Ces 

données sont en accord avec des données de la littérature montrant que dans la paroi 

ventriculaire du cœur humain (étude sur échantillons tissulaires humains sains), c’est KCNIP2 

et non pas KCND3 qui présente un gradient d’expression inverse de celui d’IRX5 (Gaborit et 

al., 2010; Rosati et al., 2001). 

Enfin, en cohérence avec ce résultat, une fixation d’IRX5 a été retrouvée à environ 7kb en aval 

du gène KCNIP2 (Figure 5D), dans une zone ouverte et active (pic d’ATAC-seq encadré de pics 

d’H3K27Ac) qui présentent aussi une fixation de TBX5. Cette région correspond également au 

promoteur du gène OGA, mais dont l’expression n’est pas modifiée par la délétion d’IRX5. Ceci 
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suggère que cette zone pourrait être une région régulatrice ou enhancer de KCNIP2 dans les 

cardiomyocytes humains.  

Investigation du rôle d’IRX5 dans la fibrose  

Dans le but d’élucider le rôle d’IRX5 dans les mécanismes d’établissement de la fibrose 

cardiaque, le modèle de fibroblastes cardiaques dérivés d’iPS (iPS-CFs) a été mis en place. Les 

fibroblastes cardiaques obtenus en fin de différenciation (18 jours) ont ensuite été validés par 

imagerie en fond clair (brightfield) et immunofluorescence, de par leur forme caractéristique 

(cellules plates, en forme de fuseau) et la forte expression d’un marqueur spécifique, la 

protéine du cytosquelette vimentine (Figure 6A). Par ailleurs, l’expression protéique forte de 

Figure 5 :  IRX5 impacte l’expression de KCNIP2 dans la différenciation cardiaque humaine  
A-B. Variations d’expression de KCND3 et KCNIP2 aux quatre jours étudiés de la différenciation cardiaque des iPS 
Wt et IRX5KO, obtenue par 3’SRP. C. Expression relative de KCNIP2 à J30 des différenciations Wt et IRX5KO, 
quantifiée par qPCR. Contrôle positif : ACTB. Test statistique : Mann-Whitney. D. Représentation des intensités 
de signaux et pics de ChIP-Seq IRX5 (en rouge), TBX5 (en bleu) et H3K27Ac (en vert) dans la région génomique 
de KCNIP2. Les régions ouvertes de chromatine sont également indiquées, par les signaux (en noir) et pics 
significatifs (rectangles noirs) d’ATAC-Seq Wt à J30. 
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la vimentine dans les iPS-CFs (Figure 6B) et l’absence d’expression du marqueur 

cardiomyocytaire TBX5, ont été validées par western blot (Figure 6C). L’absence d’expression 

du marqueur de myofibroblaste, -SMA, a également été validée par cytométrie en flux 

(données non présentées), validant le phénotype quiescent des fibroblastes obtenus.  Enfin, 

l’expression protéique d’IRX5 semble être nulle dans les iPS-CFs (Figure 6D), suggérant que les 

impacts potentiels d’IRX5 dans les mécanismes fibrotiques passent par les cardiomyocytes. 

Figure 6 : Modèle de fibroblastes cardiaques dérivés d’iPS et expression d’IRX5 
A. Image combinée d’immunofluorescence et fond clair de fibroblastes cardiaques dérivés d’iPS (iPS-CFs) en fin 
de différenciation. Immunomarquage vimentine (vert) et DAPI (bleu). Echelle : 100µm. B. Expression protéique 
de la vimentine dans les iPS-CFs en fin de différenciation. Les échantillons de cardiomyocytes dérivés d’iPS (iPS-
CMs, J30) et de cellules souches iPS servent de contrôles négatifs. C. Expression protéique de TBX5 dans les iPS-
CFs en fin de différenciation. Les échantillons iPS-CMs (J30) et iPS servent de contrôles positifs et négatifs 
respectivement. D. Expression protéique d’IRX5 dans les iPS-CFs en fin de différenciation. Les échantillons iPS-
CMs Wt et IRX5KO (J30) servent de contrôles positifs et négatifs respectivement. La bande d’intérêt (haute) est 
indiquée par la flèche noire. 
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Le modèle ayant été mis en place au laboratoire, il pourra à l’avenir être utilisé dans le 

cadre de co-cultures avec des cardiomyocytes Wt ou IRX5KO pour identifier un rôle potentiel 

d’IRX5 dans le processus de fibrose cardiaque (voir IV.2.D Perspectives pour la poursuite du 

projet 2). 

IRX5 impacte la fixation à l’ADN de GATA4 à J12 mais pas à J30 

Afin d’identifier si les différences de profils d’expression de gènes au cours de la 

différenciation cardiaque Wt ou IRX5KO étaient dû à l’implication variable de facteurs de 

transcription spécifiques, des expériences d’ATAC-Seq ont été réalisées à J12 et à J30 de deux 

différenciations contrôles et trois différenciations IRX5KO. Dans l’objectif d’identifier des 

variations potentielles d’occupation de motifs de facteurs de transcription dans les régions 

ouvertes de chromatine, du fait de l’absence d’IRX5, les échantillons d’ATAC-Seq ont été 

bioinformatiquement combinés par jour et par condition (contrôle ou IRX5KO) afin de réaliser 

une étude de footprinting (voir partie I.4.C.c Techniques d’analyse). En cohérence avec le 

nombre plus important de gènes différentiels à J12 par rapport à J30, des dynamiques de 

fixation de facteurs de transcription significativement impactées du fait de l’absence d’IRX5, 

ont été retrouvées à J12, mais pas à J30 (Figure 7). En effet à J12, 8 facteurs de transcription 

(des familles KLF et SP) ont été retrouvés avec une fixation à l’ADN plus importante dans les 

échantillons contrôles comparés aux IRX5KO, et à l’inverse, 57 facteurs de transcription 

(principalement des familles GATA, FOX, ZNF ou MEF2) ont été retrouvés avec une fixation à 

l’ADN plus grande dans les échantillons IRX5KO comparés aux contrôles. De manière 

intéressante, GATA4 spécifiquement, se fixe de manière plus importante à l’ADN dans les 

échantillons IRX5KO suggérant qu’IRX5 a un impact sur sa fixation à l’ADN. Ces données sont 

en relevance directe avec une action d’IRX5 en complexe avec GATA4 (IV.1.A - Article 1). 

Analyse préliminaire de ChIP-Seq à J12 et J30 

Pour compléter l’étude des mécanismes pouvant expliquer l’obtention d’une plus 

grande proportion de gènes différentiels entre les cellules contrôles et IRX5KO à J12 par 

rapport à J30, une nouvelle analyse de ChIP-Seq d’IRX5, d’IRX3 et de la marque H3K27Ac a été 

réalisée. Pour cela, des échantillons à J12 et J30 de deux cinétiques contrôles et IRX5KO 

respectivement, qui avaient également été utilisées pour l’analyse d’ATAC-Seq, ont été 

utilisés.  
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Figure 7 : Dynamique de fixation à l’ADN des facteurs de transcription à J12 et J30 entre les conditions 
contrôle et IRX5KO 
Pour identifier les variations de fixation des facteurs de transcription à l’ADN significatives, les seuils suivants ont 
été utilisés : -log10(pval) : 125 ; Score de fixation : 0.1. 
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 Les échantillons de ChIP-Seq IRX3 et IRX5 n’ont cependant pas passé les contrôles 

qualités (non présentés), du fait du nombres très faibles de pics identifiés et d’un manque de 

reproductibilité entre les réplicats. A l’inverse, les échantillons de ChIP-Seq H3K27Ac ont tous 

passés les contrôles qualité, avec un enrichissement typique en double-pic autour des TSS des 

gènes (qui est associé aux nucléosomes -1 et +1) à J12 et à J30 (Figure 8A-B). De plus, de 

manière cohérente avec les liens connus entre la marque H3K27Ac et l’activation de la 

transcription, les comparaisons à J12 et J30 entre les données de transcriptome et les résultats 

de ChIP-Seq H3K27Ac ont bien permis d’observer que la majorité des gènes exprimés avait 

des marques H3K27Ac associées, et à l’inverse, la majorité des gènes non exprimés n’avait pas 

de marques H3K27Ac associées que ce soit pour les cardiomyocytes Wt ou IRX5KO (Figure 8C-

D). L’ensemble de ces résultats sur la marque H3K27Ac valide la qualité des échantillons 

biologiques de départ, ainsi que l’expérience de ChIP-Seq réalisée. Les modifications 

épigénétiques associées à l’action des facteurs de transcription, régulent finement 

l’expression des gènes. Les données obtenues pour les marques H3K27Ac suggèrent de 

Figure 8 : Validation des ChIP-Seq H3K27Ac à J12 et J30 des différenciations cardiaques d’iPS 
A-B. TSS-plot représentant la distribution des reads autour du Transcription Start Site (TSS) des gènes. Unité en 
Reads Per Kilobase per Million mapped reads (RPKM). C-D. Comparaison entre les gènes exprimés ou non 
exprimés et les gènes arborant des marques H3K27Ac dans les échantillons Wt et IRX5KO. 
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manière consistante que l’absence d’IRX5 semble être associée à une diminution du 

pourcentage de gènes présentant des marques d’acétylation et en cohérence, à une 

augmentation du pourcentage de gènes non acétylés. Si ces données et tendances 

préliminaires sont par la suite confirmées, ces différences globales (à l’échelle du génome) 

devront à l’avenir être investiguées plus finement, d’une part en les comparant aux variations 

transcriptomiques associées à la délétion d’IRX5, et d’autre part, en étudiant la possibilité que 

l’absence d’IRX5 ait entrainé des changements de marques épigénétiques (méthylation, 

phosphorylation, …) sur les gènes concernés. 

IV.2.D. Perspectives pour la poursuite du projet 2 

Ce projet avait pour but d’identifier sans a priori, les fonctions spécifiques et 

redondantes d’IRX3 et d’IRX5 dans un contexte cardiaque humain. Les modèles cellulaires et 

résultats générés pour ce projet ont principalement été focalisés sur l’étude d’IRX5 dans un 

premier temps. Par conséquent, la réalisation d’un travail similaire sur IRX3 sera nécessaire 

pour compléter ce travail. Pour cela, de nouveaux modèles cellulaires KO pour IRX3 et double-

KO IRX3/IRX5 devront être générés et permettront d’identifier les fonctions spécifiques à IRX3, 

ainsi que les celles redondantes entre IRX3 et IRX5.     

Dans le cadre de l’étude du rôle des différents domaines d’IRX5 dans ses interactions 

protéiques, l’homéodomaine d’IRX5 a été montré comme spécifiquement impliqué, lui 

accordant ainsi une fonction supplémentaire à celle déjà connue pour l’interaction à l’ADN 

(Kim et al., 2012). Les régions N-terminale et IRO-box sont encore à analyser dans le contexte 

des interactions protéiques d’IRX5 et de nouvelles constructions d’IRX5 suivies d’expériences 

de Co-IP devront être réalisées. Les résultats obtenus permettront notamment de confirmer 

le rôle supposé de l’IRO-box dans les interactions protéiques d’IRX5, qui n’a pas encore été 

spécifiquement analysé (voir partie I.4.B Les facteurs de transcription Iroquois homeobox) 

(Barrios and Campuzano, 2016; Cavodeassi et al., 2001). 

Pour l’étude de la localisation génomique d’IRX5, deux expériences de ChIP-Seq ont 

été réalisées. Bien que la première expérience de ChIP-Seq ait permis d’identifier 2 232 régions 

du génome occupées par IRX5, la seconde a montré des problèmes de reproductibilité ne 

permettant pas de poursuivre l’analyse. L’utilisation d’anticorps différents pour IRX5 (voir 
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partie III.2.D.c Chromatin Immunoprecipitation Sequencing (ChIP-Seq) – Expérience 2) entre 

les deux expériences, bien que tous validés par western blot, est certainement impliquée dans 

les différences de résultats obtenus entre les deux expériences. Ce résultat souligne la 

nécessité d’utilisation d’anticorps adaptés, constituant la principale limite de la technique de 

ChIP-Seq (voir partie I.4.C.c Techniques d’analyse). L’autre limite étant le niveau assez faible 

d’expression d’IRX5. L’obtention de bons résultats de ChIP-Seq H3K27Ac (dont l’anticorps est 

bien validé pour cette application), réalisé en parallèle de la seconde expérience de ChIP-Seq 

IRX5, a permis la validation de l’intégrité des échantillons et de la qualité du séquençage, 

renforçant l’hypothèse d’un problème d’anticorps pour les ChIP-Seq IRX5. Pour pallier ce 

problème de reproductibilité lié aux anticorps IRX5, dans le cas de la première expérience de 

ChIP-Seq, les 6 réplicats biologiques ont été intégrés avec l’outil NGS-Integrator, qui est adapté 

pour améliorer le rapport signal/bruit de fond, notamment dans le cas d’analyse de ChIP-Seq 

(voir partie III.2.B.c Chromatin Immunoprecipitation Sequencing (ChIP-Seq) – Expérience 1). 

De plus, afin de confirmer et approfondir les résultats de ChIP-Seq obtenus, tout en 

s’affranchissant des contraintes liées à la spécificité des anticorps, un modèle iPS exprimant 

la protéine IRX5 taguée avec la séquence HA a été généré (IV.2.B - Article 2). En tirant parti de 

la grande spécificité des anticorps HA et de leur validation dans le cadre d’applications comme 

le ChIP-Seq, de nouvelles différenciations cardiaques combinées à des expériences de ChIP-

Seq IRX5-HA devront être réalisées. La génération d’une autre lignée iPS exprimant la protéine 

IRX3 taguée avec une autre séquence permettra également l’identification des régions 

génomiques occupées par IRX3, sans les contraintes de spécificité d’anticorps. Enfin, 

l’utilisation d’anticorps spécifiques de séquences tag offre également la possibilité de réaliser 

des expériences de ChIP-Seq en single-cell, qui permettraient notamment l’étude des régions 

occupées par IRX3 et IRX5 dans les différentes sous-populations de cellules cardiaques. 

L’analyse des marques épigénétiques dans l’étude des fonctions et mécanismes 

d’action d’IRX5 semble pertinente, du fait de son association démontrée chez la souris avec 

des partenaires recrutant des modificateurs épigénétiques (mBop recrute HDAC ; Costantini 

et al., 2005). Les données de ChIP-Seq H3K27Ac ont permis de valider la qualité des 

échantillons et la technique de ChIP-Seq, mais suggèrent également un potentiel impact de la 

perte d’IRX5 sur le dépôt de marques H3K27Ac dans certaines régions du génome. Ce résultat 

est en cohérence avec l’association d’IRX5 avec des régulateurs épigénétiques, mais nécessite 
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confirmation par des analyses spécifiques des régions présentant différemment la marque 

H3K27Ac, entre les cellules Wt et IRX5KO. On peut également faire l’hypothèse qu’IRX5 

pourrait avoir un impact sur le dépôt d’autres marques épigénétiques et altérer l’expression 

des gènes par un mécanisme plus complexe. Ainsi, ces données seront également à compléter 

avec celles d’autres marques d’histones, afin d’obtenir une vision complète du paysage 

épigénétique associés aux régions génomiques occupées par IRX5 et celle impactées par sa 

délétion. 

L’étude de l’impact d’IRX5 sur la dynamique de fixation à l’ADN des autres facteurs de 

transcription, réalisée par analyse de footprinting, a permis l’identification d’une fixation plus 

importante de GATA4 dans les échantillons IRX5KO. Ce résultat suggère un rôle d’IRX5 dans la 

fixation de GATA4 à l’ADN, ce qui est concordant avec leur action en complexe multiprotéique 

démontrée lors du projet 1. De plus, la fixation accrue de GATA4 à l’ADN pourrait refléter un 

mécanisme de compensation pour la perte d’IRX5. Afin de valider l’établissement d’un tel 

mécanisme, l’analyse des variations d’intensités de fixation de GATA4 en présence ou non 

d’IRX5 sera à effectuer, grâce à la génération de données de ChIP-Seq GATA4 au cours de 

différenciations cardiaques d’iPS contrôles et IRX5KO. 

La régulation de la production de matrice extracellulaire et l’établissement de la fibrose 

cardiaque étant fortement associés aux fibroblastes cardiaques (voir partie I.1 Physiologie 

cardiaque), l’implication d’IRX5 dans ces mécanismes de fibrose sera à poursuivre en utilisant 

le modèle iPS-CFs récemment mis en place. IRX5 ne semblant pas être exprimé dans les 

fibroblastes, l’analyse des surnageants de co-cultures directes entre des iPS-CMs contrôles ou 

IRX5KO et des iPS-CFs contrôles, permettra d’identifier si des protéines associées aux 

mécanismes de fibrose cardiaque (TGF-, collagène, métalloprotéase, …) sont différemment 

sécrétées du fait de la délétion d’IRX5 dans les cardiomyocytes, démontrant ainsi l’impact 

d’IRX5 dans les mécanismes de fibrose. Pour investiguer plus en détail cet impact potentiel 

d’IRX5, les co-cultures pourront être réalisées dans un contexte stable ou stimulé par un stress 

pharmacologique (stimulation adrénergique, à l’angiotensine, …) et permettre ainsi 

l’identification du rôle d’IRX5 sur les mécanismes de fibrose dans ces différents contextes. Afin 

d’analyser par quelles voies les cardiomyocytes et les fibroblastes communiquent entre eux 

pour déclencher ces mécanismes fibrotiques potentiellement impactés par IRX5, la 
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comparaison des résultats d’expériences de co-cultures directes et indirectes permettrait 

d’identifier si les interactions se font par contacts physiques ou par effet paracrine. 
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Ce travail de thèse, à travers les deux projets principaux qui ont été menés, a permis 

d’apporter de nouvelles connaissances sur les facteurs de transcription cardiaques et en 

particulier sur les facteurs de transcription Iroquois homeobox (Figure 29-Figure 30).  

La réalisation d’une étude transcriptomique en cinétique au cours de la différenciation 

cardiaque de cellules iPS humaines, a ainsi permis (1) de valider les iPS comme un modèle 

pertinent d’étude d’expression génique du développement cardiaque humain, et (2) 

d’identifier les vagues d’expression de gènes qui s’enchainent chronologiquement au cours de 

la différenciation (Figure 29). Un focus spécifique sur les facteurs de transcription exprimés 

dans ces vagues a ensuite été réalisé, dans le but de mettre à jour le réseau global de 

régulation, tenant compte du temps, entre les facteurs de transcription les plus impliqués 

dans la différenciation cardiaque (n=216). De nombreuses relations, jusqu’alors inconnues, 

d’activation et d’inhibition ont pu être identifiées entre les facteurs de transcription. Cette 

étude nous a permis de positionner les facteurs de transcription IRX3 et IRX5 dans le réseau 

global des facteurs de transcription impliqués dans la différenciation cardiaque. De nouveaux 

mécanismes de régulation ont alors pu être découverts et validés biologiquement entre IRX3, 

IRX5 et trois facteurs de transcription centraux du développement et de la fonction cardiaque, 

GATA4, TBX5 et NKX2-5. D’une part, IRX3 et IRX5 activent successivement leur expression au 

cours de la différenciation cardiaque, et d’autre part, ils interagissent physiquement avec eux 

sous la forme de complexes multiprotéiques fonctionnels, pour l’activation de l’expression 

d’un gène cible, SCN5A. 

La réalisation d’une seconde étude spécifique d’IRX5 a permis d’apporter de nouvelles 

informations sur ses domaines d’interaction protéique, en particulier son homéodomaine, 

ainsi que sur sa localisation génomique (Figure 30). L’analyse des gènes occupés par IRX5 et 

par GATA4, TBX5 et NKX2-5 a renforcé le lien fonctionnel d’interaction identifié 

précédemment entre ces facteurs de transcription, et a également identifié un rôle potentiel 

d’IRX5 dans l’orientation de l’action régulatrice du complexe GATA4/TBX5/NKX2-5, pour la 

régulation de l’activité électrique des cardiomyocytes. Enfin, la réalisation d’un nouveau 

modèle iPS humain IRX5KO a permis l’identification de mécanismes potentiellement régulés 

par IRX5, comme ceux associés à l’activité électrique et la fibrose cardiaque. IRX5 ayant un 

mécanisme d’action supposé faisant intervenir des modificateurs d’histones (Costantini et al., 

2005), une analyse multi-omique a également été débutée afin d’identifier les impacts de la 
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perte d’IRX5 sur le « paysage » épigénétique, ainsi que sur l’activité d’autres facteurs de 

transcription qui pourraient être à l’origine de mécanismes de compensation. 

Figure 29 : Récapitulatif des résultats du projet 1 
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V.1.A. Intégration de la famille Iroquois dans le réseau global de facteurs 

de transcription du développement cardiaque 

Les facteurs de transcription de la famille Iroquois homeobox et leurs relations avec 

d’autres facteurs de transcription cardiaques n’ont jusqu’à présent été que peu investigués. 

Pour IRX3, il a été montré chez la souris, qu’il pouvait coopérer avec les facteurs de 

Figure 30 : Récapitulatif des résultats du projet 2 
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transcription Nkx2-5 et Tbx5 dans le développement et la maturation du système de 

conduction ventriculaire (Kim et al., 2016). Pour IRX5, il a été montré qu’il pouvait 

potentiellement interagir avec Irx4 dans la régulation du gradient transmural du potentiel 

d’action (He et al., 2009). La construction d’un réseau global de facteurs de transcription au 

cours de la différenciation cardiaque d’iPS humaines (IV.1.A - Article 1) nous a permis de placer 

IRX3 et IRX5 dans un contexte de régulation intégré entre les facteurs de transcription. 

L’expression d’IRX3 et IRX5 dans le premier cluster de gènes ayant une expression maintenue 

jusqu’à la fin de la différenciation, suggère des rôles de ces facteurs de transcription plus 

précoces et plus vastes dans le développement cardiaque, que celui démontré jusqu’à présent 

dans la littérature sur la régulation de l’activité électrique cardiaque. A l’aide du réseau global 

de facteurs de transcription que nous avons construit, nous avons pu investiguer les rôles 

d’IRX3 et IRX5 sur l’expression de facteurs de transcription majeurs du développement et de 

la fonction cardiaque : GATA4, TBX5 et NKX2-5, et avons également mis en évidence qu’ils 

pouvaient agir en complexes multiprotéiques pour la régulation de SCN5A (Figure 31). D’autre 

cibles potentielles d’IRX3 et IRX5 auraient également pu être investiguées, comme par 

exemple le facteur de transcription FOXP1, impliqué dans la prolifération des cardiomyocytes 

et dont le KO provoque une létalité embryonnaire chez la souris due à un amincissement du 

myocarde ventriculaire (Golson and Kaestner, 2016). FOXP1 a d’une part, été identifié par 

notre analyse globale comme une cible d’IRX3 et IRX5 (IV.1.A - Article 1), et d’autre part, sa 

fixation à l’ADN semble modifiée dans les iPS-CMs IRX5KO (données d’ATAC-seq, Projet 2). Ces 

résultats suggèrent un impact potentiel d’IRX3 et IRX5 dans la prolifération des 

cardiomyocytes ventriculaires, en accord avec leur impact supposé dans le cycle cellulaire 

(Barrios et al., 2015), qui passerait par la régulation de FOXP1, mais qui reste à démontrer 

formellement. 

La découverte des effets activateurs d’IRX3 et IRX5 sur l’expression de GATA4, TBX5 et 

NKX2-5, qui sont exprimés dès la formation du croissant cardiaque, renforce l’idée d’une 

action précoce insoupçonnée pour IRX3 et IRX5 dans le développement cardiaque. 

L’expression d’Irx5 dans le développement cardiaque de la souris a été montrée comme 

débutant à E9 dans le tube cardiaque en looping (Christoffels et al., 2000). Cependant dans 

cette étude, l’analyse de l’expression cardiaque d’Irx5 a été réalisée par hybridation in situ, 

permettant de marquer des ARN spécifiques dans des coupes de tissus, uniquement sur des 
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échantillons après l’établissement du croissant cardiaque. D’autres études, focalisées sur la 

neurogenèse ont identifié par hybridation in situ, une expression d’Irx3 dès E6.5 pendant la 

gastrulation principalement dans des cellules dérivées du trophectoderme (précurseurs du 

placenta) puis dans l’ectoderme à E7.5 (Bosse et al., 1997). Une expression d’Irx5 a été 

montrée uniquement à partir de E8 sans indication de localisation dans l’embryon (Cohen et 

al., 2000). Ces études n’ont pas analysé spécifiquement les dérivés de l’épiblaste qui 

donneront notamment le mésoderme, de plus, la technique d’hybridation in situ basée sur 

l’imagerie, a pour limite la difficulté d’identification de gènes faiblement exprimés, avec peu 

de copies d’ARN (Jensen, 2014). Ces résultats suggèrent une expression précoce potentielle 

d’IRX3 et IRX5 dans le développement, mais qui n’a pas été démontrée dans les progéniteurs 

cardiaques. Nos données sont pourtant en accord avec une expression très précoce d’IRX3 et 

IRX5 dans la différenciation cardiomyocytaire. En effet, l’apparition de l’expression d’IRX3 et 

IRX5 est observée dans le modèle de différenciation cardiaque d’iPS (IV.1.A - Article 1), aux 

alentours des jours 3-4 de la différenciation, un ou deux jours respectivement après 

l’expression des facteurs de transcription EOMES et MESP1 (marqueur des précurseurs du 

mésoderme cardiogénique). Plus spécifiquement pour IRX5, de manière concordante avec ces 

résultats, dans le réseau global de facteurs de transcription que nous avons généré (IV.1.A - 

Article 1), IRX5 serait une cible activée par le facteur de transcription ID1 (avec un lag de 1 

jour), qui est déjà connu pour activer l’expression de MESP1 et spécifier le mésoderme 

cardiaque (Cunningham et al., 2017). Par ailleurs, nous avons même montré par qPCR une 

expression (bien que très faible) d’IRX5 très précocement dans la différenciation cardiaque 

des iPS, dès le stade de pluripotence (voir IV.2.C Résultats complémentaires). L’ensemble de 

ces résultats suggère ainsi qu’IRX3 et IRX5 pourraient avoir une expression et des impacts plus 

précoces dans le développement cardiaque que ceux identifiés chez la souris, potentiellement 

dès les étapes de gastrulation, dans les progéniteurs mésodermiques avant et pendant la 

formation du croissant cardiaque (Figure 31). 

L’expression précoce potentielle des facteurs de transcription IRX3 et IRX5 pose la 

question de leur interaction fonctionnelle précoce avec d’autres facteurs de transcription 

cardiaques. Il est en effet suggéré que les facteurs de transcription des familles HOX (gènes 

HOX) et TALE (gènes MEIS et PBX) pourraient agir en coopération dans le développement 

cardiaque, notamment pendant la gastrulation (Lescroart and Zaffran, 2018). De manière 

intéressante, IRX3 et IRX5, qui sont aussi des facteurs de transcription TALE, ont été retrouvés 
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dans le même cluster d’expression que des facteurs de transcription HOX (HOXB2, HOXB3 et 

HOXB4) dans le réseau global présenté précédemment (IV.1.A - Article 1). Cette co-expression 

dans le réseau global de facteurs de transcription suggère la possibilité d’interactions 

physiques et/ou fonctionnelles entre IRX3, IRX5 et des facteurs de transcription de la famille 

HOX. Il a été montré que les facteurs de transcription HOX sont impliqués dans le 

développement craniofacial (Thesleff, 1995; Zaffran et al., 2018). Il serait donc intéressant 

d’étudier les interactions potentielles entre IRX et HOX, en lien avec le phénotype des patients 

Hamamy qui ont, en plus des défauts cardiaques, des malformations craniofaciales 

importantes (Bonnard et al., 2012). 

Pour pouvoir valider et approfondir l’étude de l’expression précoce d’IRX3 et IRX5, 

ainsi que leurs rôles tout au long du développement cardiaque, la combinaison d’expériences 

de lineage tracing et de single-cell RNA-Seq pourrait être entreprise. Le lineage tracing 

désigne un ensemble de méthodes permettant de suivre le destin de cellules individuelles et 

des cellules qui en sont issues, avec une perturbation minimale de leur fonction physiologique 

(Wu et al., 2019). Dans le cadre de l’étude d’IRX3 et IRX5 dans le développement cardiaque 

précoce, le lineage tracing permettrait d’identifier par imagerie, les types cellulaires les 

exprimant, ainsi que leur devenir au cours du développement cardiaque embryonnaire. La 

combinaison de cette approche, avec des approches de single-cell RNA-Seq permettrait 

d’obtenir des informations sur le transcriptome des différents progéniteurs exprimant IRX3 et 

IRX5, et ainsi de réaliser un lineage tracing informatique, basé sur l’expression de ces gènes 

(Kester and van Oudenaarden, 2018). Cette analyse permettrait d’obtenir les transitions 

transcriptomiques s’effectuant entre les différents progéniteurs au cours du temps, et ainsi 

d’identifier les rôles et mécanismes d’action spécifiques d’IRX3 et IRX5 au cours de la 

cardiogénèse. L’utilisation du modèle murin semble adaptée à ces types d’investigation et à 

l’emploi de techniques en cinétique au cours du développement embryonnaire, malgré 

l’existence de différences entre le développement murin et humain. Afin d’utiliser un modèle 

humain, l’utilisation de cellules iPS pour générer des gastruloids (modèle organoïde en 3D) qui 

reproduisent le développement précoce du cœur, de la génération des précurseurs à la 

spécification des champs cardiaques (Rossi et al., 2021), serait également adaptée à ces 

approches combinées d’imagerie et de single-cell RNA-Seq.    
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V.1.B. Impact des facteurs de transcription IRX3 et IRX5 dans le gradient 

ventriculaire transmural d’expression des gènes 

Les facteurs de transcription IRX3 et IRX5 ont une expression en gradient au sein de la 

paroi ventriculaire, du myocarde sous-endocardique (où ils sont le plus exprimés) vers le 

myocarde sous-épicardique (Gaborit et al., 2010) et IRX5 y a notamment déjà été impliqué 

dans la régulation de certains gènes associés à l’activité électrique (Al Sayed et al., 2021a; 

Costantini et al., 2005). D’autres gènes présentent aussi une expression en gradient au sein 

de la paroi ventriculaire, tel que des gènes codant des canaux ioniques, garantissant ainsi une 

repolarisation correcte des ventricules (Gaborit et al., 2007; Kim et al., 2022; McKinnon and 

Rosati, 2016). Ces études, principalement focalisées sur les canaux ioniques, ne présentent 

cependant pas l’intégralité des variations transcriptomiques s’établissant au sein de la paroi 

ventriculaire, qui reste donc à étudier de manière non biaisée. L’étude du gradient 

d’expression transmural est importante car, son rôle étant essentiel dans la repolarisation 

cardiaque, des altérations de ce gradient vont participer à la génération d’un substrat 

arythmogène responsable de troubles électriques (Akar and Rosenbaum, 2003; Boukens et 

al., 2016). D’autres pathologies semblent aussi être en partie associées à des défauts du 

gradient d’expression ventriculaire transmural, comme l’insuffisance cardiaque par exemple 

(Lou et al., 2011). De plus, la présence des cellules M (ou cardiomyocytes du mid-myocarde), 

présentant un potentiel d’action plus long que les cardiomyocytes sous-endocardiques et 

sous-épicardiques, est toujours controversée (Boukens et al., 2016). Ainsi, il est encore 

nécessaire d’approfondir et d’élargir les études sur les gradients d’expression au sein de la 

paroi ventriculaire. Dans ce contexte, par leur expression en gradient, identifier comment IRX3 

et IRX5 participent plus largement à la mise en place et au maintien du gradient d’expression 

ventriculaire transmural, serait particulièrement intéressant. 

D’autres facteurs de transcription ont aussi une expression en gradient au sein de la 

paroi, et pourraient agir en coopération ou en antagonisme avec IRX3 et IRX5 dans cette mise 

en place du gradient transmural. D’une part, nous avons montré qu’IRX3 et IRX5 pouvaient 

agir en coopération fonctionnelle avec les facteurs de transcription GATA4, NKX2-5 et TBX5, 

notamment sous la forme de complexes multiprotéiques. Contrairement à Gata4 et Nkx2-5 

(exprimés de manière homogène dans la paroi ventriculaire), Tbx5 présente une expression 
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en gradient similaire à IRX3 et IRX5 (Boukens et al., 2009), suggérant qu’IRX3, IRX5 et TBX5 

pourraient orienter l’action du complexe dans les cellules où ils sont co-exprimés, pour 

permettre la mise en place de l’expression en gradient de gènes cibles. D’autre part, le facteur 

de transcription Hey2 a une expression en gradient inverse par rapport à IRX3 et IRX5 dans le 

ventricule (Veerman et al., 2017) et nous avons déjà montré l’augmentation de son expression 

dans des iPS-CMs porteurs de mutations perte-de-fonction Hamamy (Al Sayed et al., 2021a), 

suggérant qu’il est normalement inhibé par IRX3 et IRX5, pour permettre l’établissement du 

gradient d’expression ventriculaire. 

Pour pouvoir étudier en détails ces régulations potentielles, des modèles humains adéquats 

sont nécessaires. En effet, bien que nous ayons construit un réseau global de facteurs de 

transcription au cours de la différenciation cardiaque, la fonctionnalité des complexes de 

facteurs de transcription étant associée à leur co-expression dans les mêmes cellules, 

l’utilisation d’analyses transcriptomiques en bulk ne permet pas d’obtenir ce niveau 

d’information. Des analyses en single-cell sont ainsi à considérer pour pouvoir étudier la mise 

en place de réseaux de régulation cellule-spécifiques et pour ainsi mieux comprendre 

l’établissement du gradient ventriculaire transmural. De plus, les analyses en single-cell sont 

à combiner avec des modèles reflétant plus fidèlement la complexité de la paroi ventriculaire, 

et par conséquent les modèles de différenciation d’iPS en 2D sont peu pertinents pour ces 

questions (voir partie I.4.C.b Cardiomyocytes dérivés de cellules souches humaines). A 

l’inverse, à l’image des stratégies de création d’atlas cellulaires du cœur (Litviňuková et al., 

2020; Tucker et al., 2020), l’utilisation d’échantillons de paroi ventriculaire de cœurs humains, 

combinée à des analyses de single-cell RNA-Seq, permettrait d’étudier la complexité spatiale 

des réseaux de régulation des gènes et des types cellulaires, associés à IRX3 et IRX5 au niveau 

transmural. Afin d’étudier plus spécifiquement la mise en place temporelle du gradient 

d’expression transmural, des modèles dérivés d’iPS en 3D sont aussi à considérer, comme les 

organoïdes cardiaques (ou cardioïdes) par exemple (Cho et al., 2022; Hofbauer et al., 2021). 

En effet, ces modèles 3D miment le développement des chambres cardiaques (notamment les 

ventricules) et aboutissent à la formation de structure 3D composées de cardiomyocytes sous-

endocardiques et sous-épicardiques, ainsi que de cellules endocardiques et épicardiques. Ils 

devraient donc permettre l’étude du gradient d’expression transmural, notamment par 

l’association avec des techniques transcriptomiques et épigénétiques en single-cell. Par 

ailleurs, augmentant encore d’avantage la puissance de ces technologies 3D, elles peuvent 
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être associées à des éditions génétiques (notamment par CRISPR-Cas9), rendant ainsi possible 

l’étude spécifique de gènes d’intérêt, comme IRX3 et IRX5, dans ces contextes. 

De manière complémentaire à l’étude des rôles d’IRX3 et IRX5 dans l’établissement et 

le maintien du gradient transmural d’expression de gènes, la question de leur propre 

régulation est aussi à développer. En effet, les mécanismes de régulation génique étant 

dépendants de la co-expression de facteurs de transcription, l’identification des mécanismes 

déclencheurs de l’expression d’IRX3 et IRX5 permettrait de mieux comprendre le 

développement et le maintien du gradient ventriculaire transmural, mais aussi des 

pathologies associées. Notre étude a permis l’identification d’un réseau global de facteurs de 

transcription dans un contexte de différenciation cardiaque et nous avons choisi d’étudier les 

cibles d’IRX3 et IRX5 apparaissant plus tardivement dans la différenciation (IV.1.A - Article 1). 

Par une stratégie inverse, nos données peuvent également permettre l’identification des 

régulateurs d’IRX3 et IRX5 dans la différenciation cardiaque. Des régions ADN intergéniques 

(non codantes) entre Irx3 et Irx5, très conservées entre les espèces, ont déjà été identifiées 

comme étant des enhancers potentiels de ces gènes (Calle-Mustienes et al., 2005; Chua et al., 

2022; Tena et al., 2011). De manière concordante, une récente étude de GWAS (Genome Wide 

Association Study) comparant les génotypes de 2 820 patients atteint du syndrome de Brugada 

à ceux de 10 001 individus contrôles, a identifié deux polymorphismes de l’ADN (SNPs) 

surreprésentés chez les patients Brugada et localisés dans la région intergénique entre IRX3 

et IRX5 (Barc et al., 2022). Les patients avec un syndrome de Brugada, dont l’étiologie n’est 

pas connue pour la majorité des cas, présentent une élévation du segment ST sur l’ECG 

(caractéristique de la pathologie), associée à un risque accru de mort subite. La découverte de 

ces polymorphismes dans des régions identifiées par ailleurs comme étant de potentiels 

enhancers d’IRX3 et IRX5, suggère un rôle de ces facteurs de transcription dans le 

développement du syndrome de Brugada et souligne l’importance d’étudier leur propre 

régulation, en plus de leurs modes d’action et cibles. Cependant, pourquoi ces SNPs 

augmentent le risque pathologique, reste encore à être déterminé. Ces polymorphismes ne 

constituent pas des mutations rares et causales à eux seuls mais à l’inverse sont fréquemment 

retrouvés dans la population générale (c’est l’association de plusieurs polymorphismes 

fréquents qui augmente le risque de déclenchement de la pathologie). Ainsi, pour étudier leur 

impact sur la fonction cardiomyocytaire, on peut faire l’hypothèse que la modification 
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spécifique et individuelle de ces SNPs ne sera pas suffisante pour observer un effet sur le 

phénotype cellulaire. Par contre, de manière intéressante, ils sont localisés dans des régions 

non-codantes de quelques centaines de paires de bases dont les caractéristiques 

épigénétiques leur confèrent un possible caractère de région régulatrice ou enhancer (région 

ouverte, ATACseq-positive, et transcriptionnellement active, H3K27Ac-positive). Il paraît donc 

plus pertinent d’étudier l’impact de la délétion de l’ensemble de la région concernée, afin 

d’identifier son potentiel rôle d’enhancer participant à la régulation de gènes cardiaques. 

V.1.C. Implication d’IRX5 dans l’activité électrique cardiaque 

Le facteur de transcription IRX5 a été montré initialement chez la souris comme central 

dans la régulation de la repolarisation ventriculaire par le maintien du gradient transmural 

d’expression du gène Kcnd2 (Costantini et al., 2005). En effet, dans le cadre d’une 

repolarisation ventriculaire normale, le potentiel d’action des cardiomyocytes sous-

épicardiques est plus court que celui des cardiomyocytes sous-endocardiques. Cette 

variabilité physiologique des potentiels d’action ventriculaires transmuraux permet 

d’empêcher ainsi la propagation du potentiel d’action dans le sens inverse (du myocarde sous-

épicardique vers le sous-endocardique) qui engendrerait des phénomènes arythmiques. La 

différence de durée entre ces deux types de potentiel d’action est due à la présence du 

courant potassique Ito dans les cardiomyocytes sous-épicardiques et à son absence dans les 

cardiomyocytes sous-endocardiques (voir partie I.1 Physiologie cardiaque). Chez la souris, le 

courant Ito est généré par les sous-unités Kcnd2 (pore) et Kcnip2 (régulatrice). En réprimant le 

gène Kcnd2 dans les cardiomyocytes sous-endocardiques, Irx5 permet d’assurer le contrôle 

de l’hétérogénéité physiologique transmurale du potentiel d’action ventriculaire. Chez 

l’humain, le courant Ito est généré par les sous-unités KCND3 (pore) et KCNIP2 (régulatrice) et 

le rôle d’IRX5 dans sa régulation n’avait jusqu’à présent pas été décrit. Nous avons mis en 

évidence une augmentation d’expression de KCNIP2 dans le modèle d’iPS-CMs IRX5KO (voir 

IV.2.C Résultats complémentaires), suggérant qu’IRX5 inhibe son expression dans les cellules 

contrôles. IRX5 semble donc avoir un rôle dans la régulation de la repolarisation ventriculaire 

chez l’humain, en inhibant l’expression de KCNIP2 à l’image de celle de Kcnd2 chez la souris 

(Figure 31). Dans le but de valider cette implication d’IRX5 dans la paroi ventriculaire humaine, 

le modèle de cardioïdes issus d’iPS (Cho et al., 2022; Hofbauer et al., 2021), qui semble adapté 

à l’étude du gradient d’expression ventriculaire transmural, constituerait un outil adéquat. 



 

 
186 

L’impact du KO d’IRX5 pourrait ainsi être étudié en tenant compte de la complexité 

transmurale de la paroi ventriculaire, ce qui n’est pas réalisable avec les modèles iPS en 2D. 

Une étude précédemment réalisée dans l’équipe (Al Sayed et al., 2021a, voir Annexe 

1) a permis de mettre en évidence l’implication d’IRX5 dans la régulation de la phase de 

dépolarisation rapide du potentiel d’action ventriculaire par activation de l’expression des 

gènes SCN5A et GJA5 (Cx40). 

Dans le faisceau de His et les branches droite et gauche du faisceau, la régulation de 

l’expression de la Cx40 est importante pour assurer une transmission rapide de l’influx 

électrique dans les ventricules. Cette régulation d’expression est en partie réalisée par Irx3 

chez la souris (Zhang et al., 2011). Des actions coopératives et redondantes entre Irx3 et Irx5 

ayant déjà été suggérées, et Irx5 ayant également une expression dans ces compartiments 

cardiaques, ces données suggèrent l’existence d’une association potentielle entre IRX3 et IRX5 

pour la régulation de l’expression de la Cx40 dans le système de conduction ventriculaire. 

L’impact d’IRX5 dans la régulation de SCN5A, identifié dans l’étude précédente de l’équipe 

(voir Annexe 1), a été confirmé et approfondi avec les résultats des deux projets présentés 

précédemment. En effet, les résultats obtenus dans le projet 1 ont permis d’établir que cette 

régulation de SCN5A pourrait être médiée par une association d’IRX5 avec d’autres facteurs 

de transcription partenaires : IRX3, GATA4, TBX5 et NKX2-5. De plus, ce résultat est en 

cohérence avec le rôle potentiel d’IRX5 identifié dans le projet 2 : il orienterait l’action 

régulatrice du complexe GATA4/TBX5/NKX2-5 dans le cadre de la régulation de l’activité 

électrique cardiomyocytaire. 

L’ensemble de ces résultats suggère donc des rôles d’IRX5 dans la régulation de l’activité 

électrique, à la fois dans le système de conduction ventriculaire (faisceau de His et branches 

du faisceau), ainsi que dans le myocarde ventriculaire. 

Nos résultats suggèrent également que les mécanismes de régulation de l’activité 

électrique par IRX5 soient soumis à des redondances fonctionnelles et des compensations par 

d’autres facteurs de transcription. En effet les analyses transcriptomiques réalisées (1) sur des 

cardiomyocytes (J30) porteurs de mutations Hamamy dans le gène IRX5 (voir Annexe 1) et (2) 

sur des cardiomyocytes (J30) délétés pour IRX5 (voir IV.2.C Résultats complémentaires), n’ont 

pas identifié les mêmes gènes différentiels, ni les mêmes catégories d’annotation 

fonctionnelle. Le niveau d’expression d’un nombre de gènes plus élévé a été impacté par la 



 

 
187 

Discussion générale 

présence des mutations Hamamy (n=745) que par le KO complet d’IRX5 (n=236). Dans le cas 

des cardiomyocytes IRX5Mut, l’analyse d’annotation des gènes différentiels a de plus permis 

l’identification de catégories associées à l’activité électrique, contrairement aux 

cardiomyocytes IRX5KO. Nous pouvons faire l’hypothèse que la présence de la protéine IRX5 

mutée pourrait avoir des impacts plus larges que son absence totale (IRX5KO), par des actions 

dominantes négatives sur l’activité régulatrice de certains de ses partenaires protéiques, tels 

que IRX3 ou GATA4. Les mutations pourraient ainsi, en plus d’altérer la fonction d’IRX5 seul, 

perturber l’action des complexes protéiques auxquels IRX5 participe et donc altérer la 

fonction d’autres facteurs de transcription. Une autre hypothèse serait que la différence de 

nombre de gènes différentiels serait due à la mise en place de mécanismes de compensation 

par d’autres facteurs de transcription partenaires dans les cardiomyocytes IRX5KO mais pas 

dans les cardiomyocytes IRX5Mut.  

L’augmentation de l’expression de KCNIP2 dans les cardiomyocytes IRX5KO à J30 indique que 

des potentiels mécanismes de compensation n’ont pas été suffisant pour pallier l’absence 

d’IRX5, suggérant qu’IRX5 est un acteur indispensable de la régulation de ce gène. A l’inverse, 

la diminution de l’expression de SCN5A dans les cardiomyocytes IRX5Mut (voir Annexe 1), qui 

n’a pas été observée dans les cardiomyocytes IRX5KO, suggèrent qu’IRX5 n’est pas le seul 

acteur impliqué dans la régulation de SCN5A. Ce résultat est cohérent avec les conclusions de 

l’Article 1 et indique que d’autres partenaires protéiques ont pu compenser l’absence d’IRX5 

dans les cardiomyocytes IRX5KO pour maintenir l’expression de SCN5A.  

L’absence de catégories d’annotation fonctionnelle associées à l’activité électrique dans les 

résultats d’analyse transcriptomique des cardiomyocytes IRX5KO suggèrent donc que, excepté 

pour la régulation de l’expression de KCNIP2, IRX5 participe à la régulation de l’expression 

génique associé à l’activité électrique en coopération et redondance fonctionnelle avec 

d’autres facteurs de transcription. Ainsi, pour la poursuite de l’investigation du rôle d’IRX5 

dans la régulation de l’activité électrique cardiaque, il sera nécessaire de tenir compte de ces 

mécanismes de compensation. Pour cela, la réalisation de KO ou d’inhibition d’expression 

d’autres facteurs de transcription pourra être entreprise dans les cellules IRX5KO, pour 

empêcher la mise en place des mécanismes de compensation. 
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V.1.D. Implication des facteurs de transcription Iroquois dans les 

mécanismes de fibrose cardiaque 

L’étude transcriptomique de la différenciation cardiaque d’iPS IRX5KO nous a permis de 

mettre en évidence le fait que la délétion d’IRX5 impacte des gènes associés à la matrice 

extracellulaire, qui a une place centrale dans les mécanismes de fibrose cardiaque, 

s’établissant dans des contextes de remodelage cardiaque (voir partie I.1 Physiologie 

cardiaque). 

Le facteur de transcription IRX1 a déjà été associé à des mécanismes de remodelage 

cardiaque et notamment de fibrose. En effet, Zheng et al., ont montré dans un modèle de 

constriction aortique chez le rat, qui va déclencher une insuffisance cardiaque et développer 

une hypertrophie compensatrice et de la fibrose, que le gène IRX1 était hyperméthylé et avec 

une expression diminuée par comparaison aux rats contrôles (Zeng et al., 2019). 

L’hypométhylation induite pharmacologiquement par la 5-Aza-2’-deoxycytidine restaure 

l’expression d’IRX1 et induit également une diminution de l’insuffisance cardiaque et de la 

fibrose cardiaque. Ils suggèrent également qu’IRX1 pourrait donc servir de cible thérapeutique 

contre l’insuffisance cardiaque, notamment pour son effet anti-apoptotique sur les 

cardiomyocytes, ainsi que pour son effet anti-fibrotique. 

De manière intéressante, des expériences réalisées sur la souris Irx5-KO et publiées dans une 

thèse (Kim, 2012, thèse) ont mis en évidence un lien entre Irx5 et les mécanismes 

d’hypertrophie et de fibrose cardiaque. A l’état basal, les souris Irx5-KO ne semblent pas 

développer de fibrose ni d’hypertrophie, malgré une fonction contractile réduite (voir partie 

I.4.B Les facteurs de transcription Iroquois homeobox). Cependant après constriction aortique 

(modèle d’insuffisance cardiaque), bien que les souris contrôles développent une 

hypertrophie compensatrice et de la fibrose, les souris Irx5-KO ne développent pas 

d’hypertrophie et ont une fibrose exacerbée. Ces résultats suggèrent qu’Irx5 est impliqué dans 

la régulation de l’hypertrophie compensatrice (effet pro-hypertrophique) et le 

développement de fibrose (effet anti-fibrotique), suite à un stress mécanique (Figure 31). 

D’après nos résultats (voir IV.2.C Résultats complémentaires), la délétion d’IRX5 

provoque également des variations de la dynamique du facteur de transcription KLF15, qui a 

une fixation à l’ADN plus importante dans les échantillons contrôles comparés à ceux IRX5KO 
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(données d’ATAC-seq, Projet 2). La souris Klf15-KO ne présente pas de défauts cardiaques 

majeurs à l’état basal, mais développe une insuffisance cardiaque plus marquée que les souris 

contrôles, associée à l’activation de voies transcriptionnelles pro-hypertrophiques, suite à une 

constriction aortique ou une stimulation pharmacologique à l’angiotensine II (Fisch et al., 

2007; Prosdocimo et al., 2015). De plus, d’autres expérimentations réalisées chez le rat ont 

permis de montrer un rôle de Klf15 dans la régulation de la fibrose cardiaque (Yu et al., 2015). 

Ces résultats suggèrent ainsi que KLF15 est impliqué, comme IRX5, dans la régulation de 

l’hypertrophie et de la fibrose cardiaque suite à un stress pathologique. IRX5 et KLF15 

pourraient donc avoir des mécanismes conjoints dans ces régulations, qu’il serait intéressant 

d’approfondir. 

Pour étudier les liens entre IRX5 et la fibrose cardiaque, nous avons mis en place le 

modèle de fibroblastes cardiaques dérivés d’iPS (iPS-CFs). Comme nous n’avons pas observé 

d’expression protéique d’IRX5 dans les iPS-CFs, suggérant que son rôle potentiel dans la 

fibrose passerait par son action dans les cardiomyocytes, des expériences de co-cultures entre 

iPS-CMs et iPS-CFs seront à réaliser (voir IV.2.D Perspectives pour la poursuite du projet 2). Du 

fait de l’apparition exacerbée de fibrose uniquement après stimulation chez les souris Irx5-

KO, les co-cultures entre iPS-CMs IRX5KO et iPS-CFs contrôles devront probablement être 

réalisées sous stimulation (pharmacologique par exemple), afin de pouvoir étudier la présence 

de facteurs profibrotiques excrétés dans les surnageants de co-cultures.  

Les modèles de cardioïdes en 3D, intégrant différents types cellulaires (notamment des 

cardiomyocytes et des fibroblastes), constitueraient également un bon modèle d’étude de la 

fibrose (Hofbauer et al., 2021), et permettraient l’étude de l’impact d’IRX5 sur les mécanismes 

de fibrose cardiaque. 

V.1.E. Importance d’étudier les mécanismes épigénétiques dans le 

contexte du développement cardiaque 

L’étude transcriptomique que nous avons réalisée tout au long de la différenciation 

cardiaque des cellules iPS nous a permis d’identifier des transitions d’expression de gènes qui 

sont associées à des spécifications vers des lignages cellulaires cardiaques. Pour aller plus loin, 

la dissection complète des mécanismes régulant ces transitions géniques, qui est nécessaire à 

la compréhension du développement cardiaque sain et pathologique, implique l’étude des 
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processus épigénétiques. En effet, les changements dynamiques de modification d’histones 

et de structuration de la chromatine vont avoir un impact sur l’établissement des lignages 

cellulaires et sont le substrat de pathologies cardiaques (Moore-Morris et al., 2018). De 

nombreuses mutations de protéines modificatrices d’histones (agissant en tant que writer ou 

reader) ont d’ailleurs été impliquées dans des cardiopathies congénitales (Zaidi et al., 2013; 

Zhang and Liu, 2015). De plus, de nombreux impacts environnementaux (facteurs de stress 

paternels et maternels) peuvent avoir lieu durant le développement embryonnaire, 

impliquant des modifications épigénétiques, et peuvent perturber le développement 

cardiaque (Lamberto et al., 2021), renforcant l’intérêt d’étudier les mécanismes épigénétiques 

dans le contexte du développement cardiaque. 

Il est également important d’étudier les mécanismes épigénétiques dans le cadre de 

l’étude des facteurs de transcription, car ces derniers peuvent notamment avoir un impact sur 

l’expression des gènes par le recrutement de partenaires modificateurs d’histones. Par 

exemple chez la souris, un mécanisme supposé d’inhibition de l’expression du gène Kcnd2 par 

Irx5 passe par le recrutement du cofacteur mBop qui recrute lui-même le modificateur 

d’histones HDAC, dont la fonction est de retirer les marques d’acétylation pour induire une 

compaction de la chromatine et une répression de l’expression génique (Costantini et al., 

2005). 

L’étude du paysage épigénétique est également importante dans l’annotation du 

génome, toujours dans le but de mieux comprendre les mécanismes sous-jacents à l’action 

des facteurs de transcription et l’expression de gènes dans le développement cardiaque. En 

effet, à l’aide du code histone (voir partie I.3.E.b Marques d’histones) il est possible de prédire 

l’activité transcriptionnelle, ainsi que la présence d’éléments cis régulateurs (comme des 

enhancers ou super-enhancers), en analysant la composition en marques épigénétiques de 

régions génomiques (VanOudenhove et al., 2020). 

L’analyse épigénétique que nous avons débutée par l’étude de la marque H3K27Ac, nous 

permettra de mieux comprendre les mécanismes d’action d’IRX5 et son action directe 

potentielle sur les marques d’histones, ainsi que sa fixation sur des éléments cis régulateurs, 

car nous avons montré qu’il semblait se fixer préférentiellement à distance des gènes sur 

l’ADN (voir IV.2.C Résultats complémentaires). 
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Enfin, les gènes qui codent des protéines ne représentant qu’environ 2% du génome, 

l’annotation et l’étude des mécanismes de régulation dans les régions non-codantes sont 

indispensables, notamment dans la compréhension des régulations géniques impliquées dans 

le développement cardiaque (Chahal et al., 2019). De plus, de nombreux variants génétiques 

associés à des cardiopathies congénitales ont été retrouvés dans des régions non-codantes du 

génome, renforçant l’intérêt de l’étude de ces régions (Richter et al., 2020). 

Afin d’étudier le contexte épigénétique impliqué dans les mécanismes d’action d’IRX5 

dans le développement cardiaque, nous avons choisi d’utiliser le modèle de différenciation 

cardiaque de cellules iPS, mais ce modèle est-il vraiment adapté à l’étude des mécanismes 

épigénétiques ? 

Nous avons tout d’abord montré que ce modèle de différenciation cardiaque de 

cellules iPS était adapté à l’étude du développement cardiaque humain (IV.1.A - Article 1). Il 

est également adapté à la réalisation de techniques permettant l’étude des mécanismes 

épigénétiques (ATAC-Seq, ChIP-Seq, …, voir partie I.4.C.c Techniques d’analyse). Enfin, ce 

modèle permet aussi d’étudier les impacts potentiels de variants génétiques ou d’éditions 

génomiques d’intérêt sur ces mécanismes, par la reprogrammation de cellules de patients ou 

l’utilisation de techniques d’édition du génome. Tous ces éléments sont en faveur de l’intérêt 

du modèle iPS dans la caractérisation des mécanismes épigénétiques, et il a d’ailleurs déjà été 

utilisé dans cet objectif dans différentes études (Lamberto et al., 2021; Pozo et al., 2022; Wu 

et al., 2015). 

La principale limite potentielle à l’utilisation du modèle iPS dans les études 

épigénétiques est la persistance d’une mémoire épigénétique de la cellule somatique 

d’origine. En effet, une reprogrammation incomplète induit une persistance des marques 

épigénétiques de la cellule spécialisée de départ (Cahan and Daley, 2013). Ce sont 

principalement des méthylations de l’ADN qui persistent et qui vont être retirées par un 

processus passif et long (Kim et al., 2010). Bien que cette mémoire épigénétique persistante 

puisse induire des variations dans les études de différenciation en aval, elle n’a pas 

obligatoirement un impact sur l’expression des gènes, notamment par manque d’expression 

de facteurs de transcription spécifiques des cellules spécialisés de départ, dans les cellules 

pluripotentes (Efrat, 2021). Enfin, plusieurs études ont montré que l’expression du facteur de 

transcription Nanog était un marqueur d’une reprogrammation complète, sans conservation 
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d’une mémoire épigénétique (Mattout et al., 2011; Okita et al., 2007). Pour les différents 

projets présentés précédemment, nous avons testé toutes les lignées iPS utilisées et confirmé 

la bonne expression de Nanog, validant leur reprogrammation complète avant leur utilisation 

pour des différenciations cardiaques (au cours desquelles son expression est complètement 

annulée). Cette validation a par exemple été effectuée dans le cas de la génération des 

nouvelles lignées iPS IRX5KO et IRX5-HA (IV.2.B - Article 2). 

V.1.F. Intérêts et perspectives de l’étude des réseaux de facteurs de 

transcription dans le développement cardiaque 

Les facteurs de transcription ont un rôle central dans le développement cardiaque, en 

régulant finement l’établissement de programmes d’expression génique spécifiques (Luna-

Zurita et al., 2016). De plus, leur étude au cours du développement cardiaque est également 

importante pour la compréhension des pathologies apparaissant à l’âge adulte (comme 

l’insuffisance cardiaque par exemple), car ces facteurs de transcription peuvent y être 

également exprimés et impliqués dans des altérations d’expression génique, ou encore dans 

le cadre du développement de nouvelles stratégies thérapeutiques (Epstein and Parmacek, 

2005). 

Différentes études sur les facteurs de transcription cardiaques se sont focalisées sur 

l’analyse d’un ou de quelques facteurs de transcription en parallèle. Bien que ces analyses 

soient importantes pour l’identification de fonctions spécifiques des facteurs de transcription, 

pour obtenir une vision plus proche de la complexité biologique, il est nécessaire d’étudier ces 

derniers dans un contexte systémique, intégrant l’ensemble des régulations des facteurs de 

transcription (qui vont également se réguler entre-eux). En effet, dans le processus de 

développement cardiaque, la progression des cellules dans les lignages cardiaques nécessite 

l’expression spécifique et chronologique de gènes, et est régulée par l’action combinée et 

coordonnée de facteurs de transcription (Kathiriya et al., 2015).  

Il est donc nécessaire d’étudier les interactions entre les facteurs de transcription cardiaques 

sous la forme de réseaux intégrés. Différentes études récentes ont utilisé des approches 

combinées de transcriptomique et de ChIP-Seq pour identifier des interactions entre les 

facteurs de transcription (Churko et al., 2018; Kathiriya et al., 2021). Dans l’étude de Gonzalez-

Teran et al., des données de transcriptomique et de ChIP-Seq ont été combinées à des 
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données génétiques, associées à des cardiopathies congénitales, et des approches de 

spectrométrie de masse (Gonzalez-Teran et al., 2022). Cependant, ces études ont également 

été focalisées sur les réseaux associés à quelques facteurs de transcription uniquement. Dans 

le cadre du développement cardiaque, qui est un processus dynamique, la notion de temps 

est nécessairement à intégrer dans l’analyse des réseaux de facteurs de transcription. En 

tenant compte de ces différents éléments, notre première étude a permis l’identification d’un 

réseau global de facteurs de transcription au cours de la différenciation cardiaque. Plus de 

11 000 relations d’activation et d’inhibition respectivement, ont été identifiées entre les 

facteurs de transcription, en tenant compte du temps, permettant d’obtenir une vision 

intégrée et temporelle des régulations entre les facteurs de transcription au cours de la 

différenciation cardiaque. Ce réseau global de facteurs de transcription pourrait ensuite servir 

à l’étude des mécanismes de régulation impliqués dans des pathologies cardiaques, et de 

manière intéressante, 69% des facteurs de transcription du réseau ont déjà été associés à des 

phénotypes cardiaques physiopathologiques (IV.1.A - Article 1). 

Pour aller plus loin, la validation biologique complète du réseau global de facteurs de 

transcription, et notamment l’identification et l’intégration dans le réseau des mécanismes de 

coopération et de compensation s’établissant entre eux, permettrait de rendre le réseau 

dynamique et prédictif. En effet, il permettrait de prédire l’effet de l’altération de facteurs de 

transcription (par des KO in silico) sur le réseau global associé au développement cardiaque, à 

l’image du travail réalisé par Argelaguet et al., dans la différenciation des progéniteurs neuro-

mésodermiques (Argelaguet et al., 2022). Enfin, avec la grande quantité de données publiques 

déjà disponible, le réseau global actuellement basé sur des données transcriptomiques, 

pourrait être enrichi de nouveaux niveaux de complexité (génomique, épigénétique, 

protéomique, métabolomique, …). L’intégration de l’ensemble de ces données formerait un 

réseau in silico complexe, qui pourrait permettre l’identification de mécanismes 

pathologiques et de cibles thérapeutiques potentielles, à partir d’informations spécifiques de 

patients (variants rares ou fréquents, données de transcriptomique, …), à l’image du projet 

Connectivity Map (basé sur l’expression de gènes, Lamb et al., 2006), mais étendu à l’ensemble 

des couches d’informations omiques. 
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V.1.G. Conclusion 

Par l’étude transcriptomique réalisée en cinétique au cours de la différenciation 

cardiaque de cellules iPS humaines, puis par le focus sur les facteurs de transcription, nous 

avons mis en évidence un réseau global de régulation. Cette étude nous a permis de 

positionner les facteurs de transcription IRX3 et IRX5 dans le contexte intégré du réseau des 

facteurs de transcription impliqués dans la différenciation cardiaque. De nouveaux 

mécanismes de régulation ont ainsi pu être mis en évidence entre IRX3, IRX5 et les facteurs 

de transcription cardiaque majeurs, GATA4, TBX5 et NKX2-5. L’étude spécifique d’IRX5 a 

permis de renforcer le lien fonctionnel d’interaction identifié, et d’apporter des informations 

complémentaires sur les fonctions biologiques qu’il régule dans la différenciation 

cardiomyocytaire, par différentes approches, notamment multi-omiques. Ainsi, l’ensemble de 

ces résultats s’insère dans l’objectif plus large, d’une meilleure compréhension du 

développement cardiaque et des régulations moléculaires sous-jacentes. La poursuite des 

apports de connaissances robustes dans ce sens, sera indispensable à la compréhension des 

dérégulations pathologiques et l’identification des acteurs impliqués, dans le but de 

développer et d’apporter de nouvelles solutions thérapeutiques. 
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Figure 31 : Proposition de modèle d'implication d'IRX5 dans le développement cardiaque 
Ce modèle hypothétique est proposé suite à l’intégration des résultats obtenus au cours de cette thèse et 
nécessitera approfondissement et validation. Panel du haut : IRX5 serait exprimé dès la gastrulation dans les 
progéniteurs mésodermiques cardiaques. Ces progéniteurs vont migrer vers la région antérieure de l’embryon 
pour former le croissant cardiaque (ou premier champ cardiaque), où IRX5 en collaboration avec IRX3, va 
participer à l’activation de l’expression de GATA4, NKX2-5 et TBX5. Panel du bas : plus tardivement dans le 
développement cardiaque, une fois les chambres cardiaques formées, IRX5 participerait à l’établissement d’un 
gradient d’expression dans la paroi ventriculaire. D’une part, il inhiberait l’expression de KCNIP2 dans le 
myocarde sous-endocardique pour réguler le gradient ventriculaire transmural du potentiel d’action. D’autre 
part, il s’associerait avec IRX3, GATA4, NKX2-5 et TBX5 pour réguler l’expression en gradient de SCN5A dans la 
paroi ventriculaire. Enfin, dans le cadre de la survenue d’un stress pathologique post-développemental (ex : 
insuffisance cardiaque), IRX5 serait également impliqué dans la régulation du remodelage cardiaque en inhibant 
la fibrose. 
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Titre : Etude du développement cardiaque et ses facteurs de transcription par l'utilisation des cellules 
souches pluripotentes induites 

Mots clés : Cellules souches pluripotentes induites humaines (iPS), Développement cardiaque, Facteurs de 
transcription Iroquois (IRX), Réseaux de régulation des gènes, Complexes de facteurs de transcription

Les facteurs de transcription sont des éléments clés 
du développement cardiaque, gouvernant la mise en 
place d’un programme d’expression de gènes 
spécifiques. L’enchainement chronologique des 
étapes d’établissement de ce programme est contrôlé 
par un réseau de régulations dynamiques et 
temporelles de facteurs de transcription cardiaques. 
Cependant, la vision globale de ce réseau n’a pour 
l’instant pas été obtenue. De plus, certains facteurs 
de transcription, comme ceux de la famille Iroquois, 
qui ont pourtant été montrés comme importants dans 
le cœur, n’ont pas ou peu été analysés dans le 
contexte de réseaux avec d’autres facteurs de 
transcription cardiaques. Par une analyse 
transcriptomique de la différenciation cardiaque de 
cellules souches pluripotentes induites humaines, 
utilisée comme modèle de développement cardiaque 

humain, nous avons identifié d’une part, un réseau 
global de régulation entre les facteurs de transcription 
impliqués dans le processus. D’autre part, nous 
avons identifié un rôle jusqu’à présent inconnu des 
facteurs de transcription Iroquois, IRX3 et IRX5, dans 
la régulation de l’expression et de l’activité de facteurs 
de transcription cardiaques majeurs, GATA4, TBX5 et 
NKX2-5. Une étude focalisée sur IRX5 a ensuite 
permis de mieux comprendre le rôle de ses domaines 
protéiques, ses mécanismes d’interaction et de 
régulation de l’ADN, et les fonctions biologiques qu’il 
régule dans la différenciation cardiomyocytaire. 
L’ensemble de ce travail offre ainsi une meilleure 
compréhension des mécanismes moléculaires du 
développement cardiaque et peut également servir 
de base pour l’étude de pathologies ou pour le 
développement de nouvelles thérapies.

 

Title: Study of cardiac development and its transcription factors using induced pluripotent stem cells 

Keywords: Human induced pluripotent stem cells (hiPSCs), Cardiac development, Iroquois transcription 
factors (IRX), Gene regulatory networks, Transcription factor complexes

Transcription factors are key elements in cardiac 
development, governing the establishment of a 
specific gene expression program. The chronological 
sequence of steps in the establishment of this 
program is controlled by a network of dynamic and 
temporal regulations of cardiac transcription factors. 
However, a global view of this network has not yet 
been obtained. Moreover, some transcription factors, 
such as those of the Iroquois family, which have been 
shown to be important in the heart, have not been 
analyzed or only to a limited extent in the context of 
networks with other cardiac transcription factors. By a 
transcriptomic analysis of the cardiac differentiation of 
human induced pluripotent stem cells, used as a 
model of human cardiac development, we identified 

on one hand, a global regulatory network between the 
transcription factors involved in the process. On the 
other hand, we identified a previously unknown role of 
the Iroquois transcription factors, IRX3 and IRX5, in 
the regulation of the expression and activity of major 
cardiac transcription factors, GATA4, TBX5 and 
NKX2-5. Then, a focused study on IRX5 allowed a 
better understanding of the role of its protein domains, 
its mechanisms of interaction and regulation of DNA, 
and the biological functions it regulates in 
cardiomyocyte differentiation. This study offers a 
better understanding of the molecular mechanisms of 
cardiac development and can also serve as a basis 
for the study of pathologies or for the development of 
new therapies. 


