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Objectifs généraux de la thèse 
 

 
Du fait de leur capacité à se différencier vers la plupart des types cellulaires, les 

cellules souches pluripotentes induites humaines (hiPSCs) permettent d'établir des modèles 

cellulaires pour mieux comprendre les mécanismes moléculaires des maladies et donnent 

la possibilité d’avoir accès à une source illimité de cellules humaines différenciées pour la 

thérapie cellulaire, la découverte de médicaments ou bien la toxicologie prédictive. 

 

En particulier, la capacité à différencier les hiPSCs vers le lignage cardiaque a 

considérablement progressé au cours de ces vingt dernières années. Les protocoles de 

différenciation cardiaque les plus robustes et les plus efficaces impliquent l'activation et 

l'inhibition spécifiques de différentes voies de signalisation dans des conditions de cultures 

définies, récapitulant les étapes clés du développement cardiaque chez l'embryon précoce 

(Mummery et al., 2012). Malgré ces progrès, des améliorations qualitatives sont encore 

nécessaires dans la mesure où les cardiomyocytes (CMs) obtenus restent immatures et 

sont phénotypiquement proches du stade fœtal du développement du cœur. En effet, les 

cardiomyocytes dérivés de cellules souches pluripotentes induites humaines (hiPSC-CMs) 

se contractent de manière spontanée, ont un potentiel de repos membranaire élevé, 

démontrent une gestion du calcium atténuée et disposent d’une force contractile modeste 

ainsi que d’un métabolisme dépendant du glucose (Karakikes et al., 2015a).  

 

Diverses stratégies inspirées de la physiologie cardiaque ont déjà été décrites pour 

différencier les hiPSC-CMs vers un état plus mature en utilisant par exemple la stimulation 

électromécanique, l’ajout d’acide gras dans le milieu de culture, l’utilisation d’hormones de 

maturation ou bien encore l’incorporation des CMs dans des structures tissulaires en trois 

dimensions (Karbassi et al., 2020). De plus, l’impact de la surexpression de gènes 

cardiaques clés a également été étudié. C’est le cas pour les gènes KCNJ2 et CASQ2, 

impliqués respectivement dans les propriétés électrophysiologiques et la gestion du calcium 

des CMs, qui sont très peu exprimés dans les hiPSC-CMs en comparaison aux CMs adultes. 

Des études ont décrit que l’expression individuelle de l’un ou l’autre de ces gènes apportait 

un certain bénéfice sur la maturation des propriétés électrophysiologiques et l’utilisation du 

calcium (M. Li et al., 2017; Liu et al., 2009).  

 

Cette thèse a pour objectif principal d’exprimer les gènes KCNJ2 et CASQ2 dans une 

même cellule afin de combiner leurs effets et d’améliorer ainsi potentiellement la maturation 
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des hiPSC-CMs. Nous avons donc généré des lignées stables d’hiPSCs à partir desquelles 

nous avons différencié des CMs qui expriment de manière inductible, individuellement ou 

simultanément, KCNJ2 et CASQ2. Nous avons examiné leurs phénotypes fonctionnels et 

électrophysiologiques à l’aide de différentes méthodes d’analyses complémentaires. Nous 

avons ensuite évalué le bénéfice fonctionnel de l’expression de ces transgènes en testant 

des molécules agonistes ou antagonistes de canaux ioniques utilisées classiquement 

comme références dans le cadre des essais précliniques de toxicité cardiaque. 

 

Parallèlement, mon travail de thèse a contribué à développer une approche pour 

améliorer l’efficacité d’intégration ciblée de transgènes à l’aide du système CRISPR/Cas9  

en évaluant dans les hiPSCs une nouvelle variante de la protéine Cas9 fusionnée à un 

domaine de CtIP, une protéine impliquée dans la réparation de l’ADN par recombinaison 

homologue.  

 

Cette thèse a été réalisée sous l’encadrement du Dr Jean-Michel Itier (Sanofi, Vitry-

sur-Seine) et du Dr Jean-Paul Concordet (Muséum National d’Histoire Naturelle, Paris) dans 

le cadre d’une Convention Industrielle de Formation par la Recherche (CIFRE). L'équipe du 

Dr Jean-Michel Itier développe des modèles translationnels de maladies humaines et utilise 

notamment les hiPSC-CMs pour, modéliser in vitro des pathologies cardiaques, identifier et 

valider de nouvelles de nouvelles approches thérapeutiques. Le laboratoire du Dr Jean-Paul 

Concordet et du Dr Carine Giovannangeli étudie les voies de réparation des cassures 

double brin de l’ADN afin d’améliorer les stratégies d’édition du génome par le biais de 

nucléases artificielles programmables. 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

12 
 

Introduction 
 

Dans l’introduction de ma thèse, j’aborderai le thème des cellules souches 

pluripotentes induites humaines et des cardiomyocytes dérivés de ces dernières, ensuite 

j’évoquerai les différents aspects de la différenciation des cardiomyocytes dérivés des 

cellules souches pluripotentes induites humaines ainsi que les approches qui ont été 

développées pour améliorer leur maturation puis je présenterai les gènes KCNJ2 et CASQ2. 

Enfin, je décrirai les principes de l’édition du génome avec le système CRISPR/Cas9. 

 

 

I. Les cardiomyocytes dérivés des cellules souches 

pluripotentes induites humaines  
 

 

 I.1 Les cellules souches   

Les cellules souches sont définies comme étant des cellules capables à la fois de 

s’autorenouveler et de se différencier en cellule spécialisée. Il existe deux types de cellules 

souches dans l’organisme humain, les cellules souches embryonnaires humaines (hESCs) 

et les cellules souches adultes (ASCs) (de Wert and Mummery, 2003).Les hESCs sont 

dérivées de la masse cellulaire interne des blastocytes cinq jours après une fécondation in 

vitro de l’ovocyte (Thomson et al., 1998). Ces cellules sont pluripotentes, ce qui signifie 

qu’elles sont capables de générer tous les tissus humains mais contrairement aux cellules 

souches totipotentes, elles ne peuvent pas donner naissance aux tissus extra-

embryonnaires tels que le placenta ou le cordon ombilical. En 1998, deux équipes de 

recherches ont réussi à cultiver et caractériser les hESCs (Shamblott et al., 1998; Thomson 

et al., 1998). Leurs propriétés de pluripotence ont été mises en évidence in vitro 

par  l’expression de la phosphatase alcaline, l’expression des marqueurs spécifiques SSEA-

3, SSEA-4, TRA-1-60, TRA-1-81, un caryotype intact ainsi que la capacité à se différencier 

vers les trois feuillets embryonnaires : le mésoderme, l’endoderme et l’ectoderme. Malgré 

leur potentialité, l’utilisation des hESCs pour la recherche fondamentale et biomédicale 

soulèvent de nombreuses questions éthiques dans la mesure où leurs prélèvements 

nécessitent la destruction d’un embryon humain. 

 



 

13 
 

 Quant aux ASCs, on les retrouve dans différents tissus, comme le cerveau (Ma et 

al., 2009), le muscle squelettique (Cooper et al., 2006) ou la moelle osseuse (Kumar et al., 

2019). Elles contribuent au renouvellement naturel des cellules (comme, par exemple, les 

cellules souches hématopoïétiques) ou à la réparation du tissu après son altération en 

restant quiescentes tant qu’elles ne sont pas activées. La présence de cellules souches 

dans le cœur a été controversée chez l’homme (Lázár et al., 2017). Il est maintenant admis 

qu’il n’existe pas de démonstration de leur existence au cours du développement ou chez 

l’adulte (Sadek and Olson, 2020) 

  

 I.2 La reprogrammation cellulaire  

 Pendant longtemps, il était admis que la différenciation cellulaire était un processus 

unidirectionnel où l’on passait irréversiblement d’un état pluripotent à un état différencié. Ce 

paradigme pouvait être représenté par le diagramme de Conrad Waddington qui dépeignait 

le développement cellulaire comme une balle roulant du sommet d’une montagne jusqu’à  

arriver au pied de la vallée (Figure 1A). Cependant, de nombreuses expériences réalisées 

au cours de la deuxième moitié du XXe siècle, allant du transfert d'un noyau somatique dans 

l'ovocyte énucléé de xénope (Gurdon, 1962) jusqu’au clonage de la brebis Dolly (Wilmut et 

al., 1997), ont montré que tous les gènes nécessaires pour obtenir un organisme entier 

étaient conservés dans le noyau d’une cellule spécialisée et pouvaient être activés lors 

d’une exposition à des facteurs de reprogrammation présents dans un ovocyte. Il découlait 

de ces résultats que, d’une part, la spécialisation des cellules adultes trouvait son origine 

dans la modification de l’expression de gènes et non pas dans le changement du contenu 

du génome, et que d’autre part, le processus de différenciation pouvait être inversé (Figure 

1B). La découverte du facteur de détermination myogénique MyoD et sa capacité à convertir 

des cellules différenciées en myoblastes a montré qu’il était aussi possible de changer d’état 

de différenciation selon un processus de transdifférenciation (Tapscott et al., 1988) (Figure 

1C). Par la suite, en 2006, une avancée majeure a été apportée par le groupe de Shinya 

Yamanaka, en montrant que la surexpression de quatre facteurs de transcription permet de 

reprogrammer des fibroblastes en cellules  pluripotentes (Takahashi and Yamanaka, 2006). 

Ces cellules ont été nommées cellules souches pluripotentes induites (iPSCs) et les quatre 

facteurs - OCT4, SOX2, KLF4 et c-MYC - ont été nommés les facteurs de Yamanaka (Figure 

1B). Les iPSCs possèdent les mêmes propriétés que les ESCs telles que l’expression des 

marqueurs de pluripotence, la capacité à former des tératomes composés de cellules 

dérivés des trois feuillets embryonnaires lorsqu’elles sont greffées dans des souris nude et 
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l’aptitude à contribuer au développement d’un embryon lorsqu’elles sont injectées dans un 

blastocyste hôte. Un an plus tard, les équipes de Shinya Yamanaka  et James E. Thomson 

sont parvenues à reprogrammer des fibroblastes humains en hiPSCs (Takahashi et al., 

2007; Yu et al., 2007). 

 

 

 

 

Figure 1. Chemins de la différenciation, reprogrammation et transdifférenciation 

cellulaire (Baedke, 2013)  

(A) Processus de différenciation cellulaire au cours du développement embryonnaire (B) Au 

cours de la reprogrammation cellulaire, des cellules souches pluripotentes induites sont 

formées (balle grise). (C) Une cellule mature est dédifférenciée vers un stade progéniteur 

(balle grise) ou directement transdifférenciée en une autre cellule mature (balle blanche). 

(B) et (C) montrent des processus expérimentalement induits.   

 

 

Cette découverte a ouvert des perspectives considérables pour la recherche 

biomédicale. Dans l’optique d’une utilisation des cellules dérivées des hiPSCs pour la 

médecine régénérative et la médecine personnalisée, de nombreuses méthodes ont ainsi 

été développées pour que les cellules n’intègrent pas de manière stable les facteurs de 

reprogrammation en utilisant par exemple des virus Sendai non intégratifs (Fusaki et al., 

2009), des vecteurs épisomaux (Yu et al., 2009) ou via la transfection du cocktail des 

facteurs de Yamanaka sous forme d’ARNm (Warren et al., 2010) ou de protéines 

recombinantes (Kim et al., 2009). Du fait de leurs nombreux avantages tels que leur origine 

humaine, leur relative facilitée de génération, leur aptitude quasi-illimitée de prolifération 

ainsi que leur capacité à se différencier vers la majorité des types cellulaires humains, leur 

utilisation est très prisée pour les applications biomédicales comme la modélisation de 

maladies, le criblage de molécules thérapeutiques ainsi que pour la toxicologie prédictive et 

la médecine régénérative (Bellin et al., 2012). De plus, dans l’optique de la création de 

modèles cellulaires de maladies d’origine génétique, elles présentent même un avantage 

par rapport aux hESCs puisqu’il est possible d’obtenir des cellules d’un patient porteur des 
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anomalies génétiques responsables de la maladie. 

 

 La différenciation des hiPSCs vers un nombre toujours croissant de types cellulaires 

différents de même que leurs utilisations en recherche biomédicale font l’objet de très 

nombreux travaux (Avior et al., 2016; Passier et al., 2016; Rowe and Daley, 2019). La 

description de la différenciation cellulaire de ces cellules et de leurs applications potentielles 

sera focalisée ci-après sur les CMs dérivés d’hiPSCs (hiPSC-CMs). 

 

 I.3 La différenciation cardiaque in vivo 

 L’étude du développement embryonnaire in vivo dans les modèles animaux, 

notamment chez la souris, a permis de mettre en évidence les cascades temporelles 

d’expressions de gènes et de signalisations impliquées dans la différenciation des CMs. Le 

mésoderme cardiaque se met en place lors de la gastrulation pour donner naissance à deux 

populations de progéniteurs cardiaques formant le premier et le second champ cardiaque 

(FHF et SHF). Ces progéniteurs participent à un ensemble de processus morphogénétiques 

complexes. Le FHF forme le croissant cardiaque à E7.5, soit l’équivalent de la deuxième 

semaine du développement embryonnaire chez l’homme (Figure 2A) et donne naissance 

au tube cardiaque primitif à E8.0 (troisième semaine du développement embryonnaire chez 

l’homme) par migration vers la ligne médiane ventrale. Le tube cardiaque possède deux 

extrémités : un pôle artériel situé antérieurement et un pôle veineux situé postérieurement. 

Les cellules du SHF, situées dorsalement au tube cardiaque, participent alors à son 

élongation par addition progressive de progéniteurs au niveau des deux pôles (Figure 2B). 

A E8.5, le tube cardiaque, va se courber vers la droite ce qui contribue au début du 

positionnement correct des chambres cardiaques dans le cœur embryonnaire. Cette étape 

a lieu lors de la quatrième semaine de développement chez l'homme (Figure 2C). A E10.5, 

les cellules de la crête neurale cardiaque migrent des arcs pharyngés vers le pôle artériel 

pour participer à la séparation de l’aorte, du tronc pulmonaire et à la formation des structures 

dérivées des arcs pharyngés (Figure 2D). Enfin, le développement cardiaque implique une 

série d'événements de cloisonnement (et de trabéculation myocardique) qui se traduit par 

un cœur à quatre chambres intégrées au système circulatoire observable à E15,5 (septième 

semaine de gestation chez l’homme) (Figure 2E) (Brade et al., 2013) 
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Figure 2. Développement cardiaque embryonnaire chez la souris (Brade et al., 2013) 

Abréviations:  AA (arc aortique); ant (antérieur); AO (aorte dorsale);  CNCC (cellules de la 

crête neurale cardiaque); db (dorsal); EPI (epicardium); FHF(premier champ cardiaque); HF 

(headfolds); IVS (septum interventriculaire); L (gauche); LA (oreillette gauche); LV 

(ventricule gauche); OFT (chambre de chasse); PE (proepicardium); PhA (arcs pharyngés); 

PLA (oreillette gauche primitive); post (postérieur); PRA (oreillette droite primitive); PT (tronc 

pulmonaire); R (droite); RA (oreillette droite); RV (ventricule droit); SHF  (second champ 

cardiaque); ven (ventral). 

 

 

 Au cours de ces processus, les progéniteurs cardiaques sont exposés à de nombreux 

facteurs secrétés et expriment plusieurs facteurs de transcription spécifiques des différentes 

étapes de différenciation. Ainsi, les cellules du FHF sont exposées aux cytokines de la voie 

Bone Morphogenetic Protein (BMP) (Schultheiss et al., 1997)  et Fibroblast Growth Factor 

(FGF) (Reifers et al., 2000)  ainsi qu'aux inhibiteurs de la voie Wingless-related Integration 

A B 

C 
E 
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site (Wnt) (Noseda Michela et al., 2011) entraînant la différenciation cardiaque marquée par 

l'expression de régulateurs clés, à savoir Nkx2.5 (Lints et al., 1993), Gata-4 (Arceci et al., 

1993; Heikinheimo et al., 1994; Zeisberg et al., 2005) et Tbx5 (Harvey, 2002). Le 

développement des cellules du SHF est, quant à lui, contrôlé par de nombreuses voies de 

signalisation différentes. Parmi eux, la signalisation FGF dans le SHF favorise la 

prolifération des cellules progénitrices. Les signaux stimulant la voie Sonic hedgehog (Shh) 

(sécrétés par l'endoderme) et la signalisation canonique Wnt (médiée par le tube neural) 

sont importants pour le maintien d'un état prolifératif et l'inhibition de la différenciation (Kelly, 

2012). Ensuite, les facteurs BMP (sécrétés par le mésoderme de la plaque latérale) ainsi 

que les signaux Notch et Wnt non canoniques favorisent la différenciation cardiaque des 

cellules du SHF (Vincent and Buckingham, 2010). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 I.4 La différenciation in vitro des hPSCs vers le lignage cardiaque 

 Les protocoles de différenciation cardiaque des hPSCs récapitulent la cascade de 

signalisation du développement embryonnaire du cœur (Figure 3). 
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Figure 3. La différenciation in vitro des hPSCs en CMs récapitule le développement 

embryonnaire cardiaque (Mummery et al., 2012) 

Le tableau récapitule les différentes étapes de différenciation des hPSCs en CMs en 

indiquant les facteurs de transcription et marqueurs de surface spécifiques de chaque étape. 

Indépendamment du protocole utilisé, la différenciation cardiaque in vitro des hPSCs 

implique cinq étapes durant lesquelles la concentration et la durée de traitement avec les 

différentes cytokines sont cruciales :  i) transition du stade hiPSC au stade de progéniteur 

mésodermique faisant intervenir la transition épithélio-mesenchymateuse  ii) passage de 

progéniteur mésodermique vers une cellule du mésoderme précardiaque iii) Spécification 

de la cellule du mésoderme précardiaque en cellule du mésoderme cardiaque iv) 

Spécialisation de la cellule mésodermale cardiaque en cellule progénitrice cardiaque v) 

Passage d’une cellule progénitrice cardiaque vers un CM immature. La différenciation 
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cardiaque in vitro reflète fidèlement le développement in vivo en ce qui concerne les 

marqueurs d'expression qui sont utilisés pour distinguer les différentes étapes de la 

différenciation.  

 

Au cours des deux dernières décennies, de nombreuses méthodes de différenciation 

in vitro ont été développées afin d’obtenir des cellules cardiaques à partir d’hPSCs. Les trois 

méthodes principales sont 1) la formation de corps embryoïdes (EBs) 2) la culture en 

monocouche cellulaire et 3) la coculture avec des cellules END2 de type endodermique 

(Figure 4). 

  

 Chacune de ces méthodes a des avantages et des inconvénients qui doivent être 

pris en compte pour choisir le protocole adéquat à l’objectif fixé. D’une part, les approches 

basées sur la culture en monocouche présentent des avantages pratiques car elles sont 

techniquement plus faciles à réaliser, elles dispensent des étapes d’agrégation et de 

réensemencent des cellules et elles permettent une exposition homogène aux facteurs de 

différenciation. D’autre part, les approches basées sur les EBs fournissent aux cellules un 

contexte 3D qui reproduit de manière plus fidèle l’environnement du développement 

embryonnaire.  
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Figure 4. Principales méthodes de différenciation cardiaque à partir d’hPSCs 

(Mummery et al., 2012) 

Les trois approches principales de différenciation des cellules souches pluripotentes 

humaines (hPSCs) en CMs sont : la formation de corps embryoïdes (EB), la culture en 

monocouche et la co-culture avec des cellules de type endodermique (END2).  

Abréviations : GF (facteurs de croissance), APEL (albumine, alcool polyvinyl, lipides 

essentiels), DMEM/F12 (Dulbecco's Modified Eagle Medium/Nutrient Mixture F-12), FBS 

(Sérum de Veau Fœtal), KO (knockout serum), RPMI (Roswell Park Memorial Institute 

Medium). 

 

  

 Concernant les protocoles basés sur la coculture, Mummery et ses collaborateurs ont 

montré que la coculture des hESCs avec les cellules endodermiques END2 ou la culture 

dans un milieu conditionné par les cellules END2 permet la différenciation en CMs avec une 

efficacité d’environ 25% au bout de 10 jours (Mummery et al., 2007). Les facteurs sécrétés 

provenant des cellules END2 contiennent notamment les facteurs cardiogéniques TGF-β, 

FGF et le BMP2. Ce protocole nécessite l’absence d’insuline dans le milieu de culture pour 

ne pas favoriser la différenciation des hESCs vers le lignage neuroectodermal  (Freund et 

al., 2008). 
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 Par ailleurs, les méthodes pour générer des CMs à partir d’EBs sont nombreuses, 

allant de la dissociation partielle des colonies de hPSCs par traitement enzymatique qui 

produit une population de sphéroïdes de tailles hétérogènes et peu reproductibles (He Jia-

Qiang et al., 2003), à des méthodes plus précises pour maitriser le nombre et la taille des 

EBs telles que le recours à la centrifugation afin de forcer l’agrégation des colonies de 

hPSCs dans des micro-puits (Burridge et al., 2007) ou l’ensemencement des colonies 

hPSCs dans des micro-puits préparés avec un revêtement de matrigel (Mohr et al., 2010) 

(Figure 4). Ces dernières méthodes permettent d’obtenir des corps embryoïdes avec un 

nombre de cellules déterminé qui est propice à la différenciation efficace vers le lignage 

cardiaque. Ensuite, la modulation précise de l’induction vers le mésoderme suivie par la 

différenciation cardiaque précoce est réalisée par l’application séquentielle des facteurs de 

croissance qui régulent les quatre voies de signalisation impliquées dans le développement 

cardiaque : les voies de signalisation  BMP, Transforming growth factor-β (TGF-β, incluant 

activine et Nodal), Wnt et FGF (Mummery et al., 2012). Les cellules passent par les étapes 

spécifiques de différenciation comprenant la formation du mésoderme, la spécification du 

mésoderme cardiaque et enfin la spécialisation vers le lignage cardiaque. Par exemple, 

Yang et ses collègues ont développé un protocole qui permet d’obtenir 40% de CMs à partir 

d’hESCs ou d’hiPSCs (Yang et al., 2008). Brièvement, les corps embryoïdes sont cultivés 

dans un milieu sans sérum supplémenté en BMP4 pendant 24 heures. Puis, l'activine A et 

le bFGF sont ajoutés au milieu de culture. Les cellules sont cultivées pendant trois jours 

dans ce milieu pour induire la formation du mésoderme. Les cellules sont ensuite traitées 

avec l'inhibiteur de Wnt Dickkopf-related protein‑1 (DKK1), le vascular endothelial growth 

factor (VEGF) ainsi que le bFGF pendant 6 jours pour induire l'expansion de la lignée 

cardiovasculaire (Figure 5D). 

 

 Du fait de l’expertise technique requise pour ces protocoles basés sur les EBs et du 

coût des facteurs de croissance, des équipes de recherches sont parvenus à mettre au point 

des approches alternatives avec des traitements par des petites molécules pour récapituler 

les voies de signalisation impliquées dans la cardiogenèse (Burridge et al., 2014; Ren et al., 

2011). Par exemple, Lian et ses collègues ont développé un protocole de différenciation 

cardiaque basé sur la modulation temporelle de la voie de signalisation Wnt avec la petite 

molécule CHIR99021, qui est un inhibiteur de la Glycogene Synthase Kinase 3β (GSK3β), 

suivie de l’inhibition de cette même voie par la petite molécule Inhibitor of Wnt production 2 

(IWP-2). En bref, les hiPSCs, cultivées en monocouche, sont traitées avec la molécule 

CHIR99021 pendant 24 heures. Ensuite, les cellules sont traitées avec l’inhibiteur IWP2 
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pendant 48 heures. Selon les lignées d’hiPSCs utilisées, des cultures composées de 89% 

à 95% de CMs ont pu être obtenues (Lian et al., 2013) (Figure 5E). 

   

 

 

 

Figure 5. Méthodes les plus fréquemment utilisées pour obtenir des CMs à partir 

d’hESCs et d'hiPSCs (Hartman et al., 2016) 

La barre supérieure de chaque protocole indique les facteurs spécifiques et les conditions 

de culture utilisées, tandis que la barre inférieure représente les milieux de culture et les 

compléments utilisés. Ces différentes interventions sont représentées selon une 

chronologie précise (le jour 0 indiquant l'induction initiale de la différenciation cardiaque).  

Abréviations : AA (activine A), AA * (activine A avec Matrigel), BMP4 (Bone Morphogenetic 

Protein 4),  bFGF (basic Fibroblast Growth Factor), CHIR (CHIR99021, inhibiteur de la 

glycogène synthase kinase 3β),  Dkk1 (Dickkopf-related protein 1); DMEM (Dulbecco's 

Modified Eagle Medium), FBS (Sérum de Veau Fœtal), IWP (inhibiteur de la protéine Wnt), 

KO  (knockout serum), MEF (fibroblastes embryonnaires de souris),  MEF-CM (milieu 

conditionné de MEF), RPMI (Roswell Park Memorial Institute Medium), VEGF (Vascular 

Endothelial Growth Factor), Wnt-C59 (inhibiteur de Wnt-3a), XAV939 (inhibiteur de la 

tankyrase), Y-27632 (inhibiteur des Rho kinases). 
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Pour toutes ces méthodes, les rendements en hiPSC-CMs peuvent varier d’une 

expérience à une autre et d’un expérimentateur à un autre. La découverte de marqueurs de 

surface spécifiques des CMs tels que SIRPA (aussi connu sous le nom de SHPS-1 ou 

CD172a, Dubois et al., 2011) ou VCAM1 (aussi connu sous le nom de CD106, Uosaki et 

al., 2011) permet d’isoler les CMs, au sein de la population cellulaire qui a subi le processus 

de différenciation, par tri cellulaire. Par ailleurs, une autre méthode utilisée pour la 

purification des hPSC-CMs est basée sur la modification génétique des hPSCs afin de 

gouverner l’expression d’un gène de résistance à un antibiotique ou d’un gène rapporteur 

fluorescent par le biais d’un promoteur cardiaque spécifique. L’enrichissement en hPSC-

CMs peut ainsi être réalisé par un traitement antibiotique pour éliminer les cellules qui 

n’expriment pas le gène de résistance ou par un tri cellulaire afin d’isoler les cellules 

fluorescentes. Plusieurs études ont rapporté l’utilisation de divers promoteurs cardiaques 

spécifiques tels que NKX2.5 (Elliot et al., 2011), MYH6 (Ma et al., 2011; Ritner et al. 2011) 

ou encore MYL2 (Bizy et al., 2013 ; Huber et al., 2007). Enfin, Tohyama et ses collègues 

ont développé une méthode élégante de purification des hPSC-CMs en se basant 

uniquement sur les propriétés métaboliques des CMs (Tohyama et al., 2013). En effet, les 

auteurs ont observé que lorsque des cellules dérivées de hPSC étaient cultivées dans un 

milieu contenant du lactate et dépourvu de glucose, seuls les hPSC-CMs survivaient et ils 

obtenaient ainsi des populations pures à 99%. 

 

 

I.5 La différenciation des hiPSCs en différents sous-types de CMs et 

autres types cellulaires cardiaques 

 

          Les hiPSC-CMs obtenus à partir des différents protocoles décrits ci-dessus 

conduisent à un mélange en proportions variables de CMs de type ventriculaire, auriculaire 

ou nodal (cellules du noeud sinusal et cellules du noeud atrio-ventriculaire), qui peuvent être 

caractérisés par leurs signatures électrophysiologiques, ainsi que d’autres types cellulaires 

cardiaques telles que des cellules endothéliales ou des cellules musculaires lisses. De ce 

fait, l’optimisation des protocoles pour orienter la différenciation cellulaire vers des sous-

types cardiaques spécifiques a fait l’objet de nombreuses investigations au cours de ces 

dernières années. La régulation précise de la différenciation cardiaque vers un sous-type 

spécifique de CMs pourrait, en effet, être cruciale pour plusieurs applications 

translationnelles des hiPSC-CMs.  
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I.5.1 Différenciation en CMs ventriculaires ou auriculaires. 

 

La plupart des protocoles produisent majoritairement des CMs ventriculaires du fait 

de l’absence d’acide rétinoïque dans le milieu de culture. En effet, plusieurs études ont 

démontré que l’acide rétinoïque permet d’induire la spécialisation vers le lignage auriculaire 

(Devalla et al., 2015; Zhang et al., 2011). De plus, Lee et al. ont mis en évidence la fenêtre 

temporelle (entre J3 et J5) au cours de laquelle l’acide rétinoïque induisait cette 

spécification. Cette étude a montré que les CMs ventriculaires et auriculaires dérivent de 

deux sous-populations mésodermales identifiables respectivement par l’expression de 

CD235A et de la rétinaldehyde-deshydrogenase 2 (RALDH2). Ils ont également montré qu’il 

était possible d’augmenter la proportion de CMs ventriculaires au sein des progéniteurs 

cardiaques CD235A+ en augmentant le ratio Activin A/BMP4 lors du 4e jour de 

différenciation cardiaque (Lee et al., 2017) (Figure 7). 

 

 Ainsi, des cultures pures en CMs ventriculaires, dépourvues de CMs atriaux et de 

cellules du tissu nodal, constituerait la population candidate idéale pour développer des 

thérapies cellulaires visant à remuscler la paroi ventriculaire chez les patients ayant souffert 

d'un infarctus du myocarde. En effet, l'élimination des CMs non-ventriculaires pourrait 

réduire les arythmies observées chez les modèles animaux après transplantation de 

populations mixtes de hPSC-CMs (Chong et al., 2014; Shiba et al., 2016). 

Par ailleurs, le fait de pouvoir générer spécifiquement des CMs auriculaires pourrait 

aider à identifier de nouveaux médicaments pour traiter la fibrillation auriculaire. En effet, la 

fibrillation auriculaire est un trouble du rythme cardiaque caractérisé par une activité 

électrique anarchique et rapide des oreillettes, qui se traduit par la contraction désordonnée 

et inefficace de celles-ci. Il s’agit de l’arythmie cardiaque la plus fréquente dans le monde, 

affectant plus de 33 millions de personnes (Chugh Sumeet S. et al., 2014) et les traitements 

actuels sont limités (Eisen Alon et al., 2016). Dans la mesure où la fibrillation auriculaire est 

cliniquement associée à des changements morphologiques dans le myocarde auriculaire  

(Gupta et al., 2002), le fait de pour voir reproduire la pathophysiologie de manière spécifique 

avec des hiPSC-CMs atriaux pourrait permettre d’identifier de nouvelles molécules 

thérapeutiques pour soigner ce type d’arythmie.  
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I.5.2 La différenciation des hiPSCs vers les CMs du système de conduction 

 

 Le système de conduction cardiaque est composé du nœud sinusal (ou sino-

auriculaire, SAN), du nœud auriculo-ventriculaire (AVN), du faisceau de His et du réseau de 

Purkinje  (Christoffels Vincent M. and Moorman Antoon F.M., 2009). Chacun de ces acteurs 

est constitué de CMs spécialisés qui fonctionnent de façon coordonnée pour contrôler les 

contractions du myocarde. Effectivement, le courant est initié par le SAN qui est situé au 

sommet de l’oreillette droite et se propage dans les oreillettes jusqu’à leur base déclenchant 

alors leur contraction. Ensuite, ces signaux électriques convergent vers l’AVN. Celui-ci va 

conduire l’influx électrique en direction des ventricules tout en le ralentissant afin de 

permettre aux chambres ventriculaires de se remplir avant leurs contractions. Ainsi le signal 

électrique chemine concomitamment dans les deux ventricules via des voies conductrices 

très rapides (le faisceau de His et le réseau de Purkinje), jusqu'à la pointe du cœur, 

provoquant la contraction des ventricules (Figure 6). 
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Figure 6. Représentation schématique du système de conduction cardiaque et de la 

corrélation entre les potentiels d’action des cardiomyocytes dans les différentes 

régions du cœur et l’électrocardiogramme de surface (Giudicessi and Ackerman, 2012) 

Abréviations : SA node (noeud sino-auriculaire), AV node (nœud auriculo-ventriculaire). 

 

 

La possibilité de pouvoir générer des CMs du système de conduction (ou cellules 

cardionectrices) à partir d’hiPSCs présente un grand intérêt pour la recherche biomédicale. 

En effet, cela pourrait permettre de développer des pacemakers biologiques afin de traiter 

les patients atteints de troubles du système de conduction. A l’heure actuelle, les travaux 

de recherche sur cet aspect de la différenciation cardiaque se sont concentrés sur la 

génération de cellules pacemaker du SAN à partir d’hiPSCs. Ainsi, Protze et al. sont 

parvenus à produire ces cellules en modulant l’activation des voies de signalisation BMP et 

de l’acide rétinoïque tout en inhibant celles de Nodal et du FGF lorsque les cellules sont 

induites vers le lignage mésodermique (Protze et al., 2017) (Figure 7).  

 

 

 I.5.3 La différenciation des hiPSCs vers les autres types cellulaires 

constituant le cœur  

 

Les CMs ne représentent que 30% du volume du cœur et ceux-ci sont en contact 

avec plusieurs populations cellulaires. En effet, le cœur est composé de l’épicarde, 

l’endocarde, de fibroblastes, de cellules musculaires lisses ou bien encore de cellules 

endothéliales.  

 

L’épicarde est un feuillet épithélial qui entoure le cœur. Il est composé de CMs, de 

fibroblastes cardiaques, de cellules musculaires lisses et de cellules endothéliales (Katz et 

al., 2012; Lie-Venema et al., 2007). Ce tissu est nécessaire pour la formation du myocarde 

compact en favorisant notamment la prolifération des CMs (Brade et al., 2011; Merki et al., 

2005). Il a été montré qu’il était possible de générer des fibroblastes cardiaques et des 

cellules musculaires lisses dérivant de l’épicarde, à partir d’hESCs et d’hiPSCs, en modulant 

les voies de signalisation FGF, TGF- et Platelet-Derived Growth Factor (PDGF) (Iyer et al., 

2015; Witty et al., 2014; Zhao et al., 2016) (Figure 7). 

 

L’endocarde correspond à une population cellulaire constituée de cellules 

endothéliales qui tapissent les oreillettes et les ventricules. Une étude récente a mis en 
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évidence la différenciation d’hiPSC en cellules spécifiques de ce tissu en utilisant différentes 

cytokines, notamment le VEGF, le FGF2 et le FGF8, qui spécialisaient les cellules du 

mésoderme cardiaque vers l’endocarde (Neri et al., 2019). 
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Figure 7. Protocoles de différenciation cellulaire utilisés pour générer les différents 

lignages cardiaques à partir d’hiPSCs (Protze et al., 2019) 

Les marqueurs définis pour l'analyse cellulaire par cytométrie en flux sont mis en évidence 

au-dessus de chaque protocole.  

Abréviations : BMP (Protéine Osseuse Morphogénétique / Bone Morphogenetic Protein), 

FGF (Facteur de croissance des fibroblastes /  Fibroblast Growth Factor), VEGF (Facteur 

de Croissance de l'Endothélium Vasculaire / Vascular Endothelial Growth Factor), RA 

(Acide Rétinoique), SCF (Stem Cell Factor), HH (Hedgehog), TGF (Facteur de Croissance 

Transformant beta / Transforming Growth Factor beta), IGF (Facteur de Croissance 

ressemblant à l'Insuline / Insulin-like Growth Factor),  T3 (Triiodothyronine), Dex 

(Dexaméthasone), LV (Ventricule Gauche), CFs (Fibroblastes Cardiaques), SMs (Muscles 

Lisses). APD30/90, (Durée du Potentiel d’Action à 30/90% de la repolarisation) , Vmax 

(pente ascendante du potentiel d’action / Maximum Upstroke Velocity), If  (courant funny), 

INa  (courant sodique), IKACh (courant potassique activé par l’acétylcholine), IKur courant 

potassique ultra rapide), ICaT (courant calcique de type T). 

 
  

 Ces différentes populations cellulaires pourraient être utilisées pour récapituler des 

maladies cardiaques complexes qui impliquent plusieurs types cellulaires. En effet, 

certaines maladies cardiaques héréditaires telles que la dysplasie ventriculaire droite 

arythmogène (ARVD) peuvent avoir une étiologie indépendante des CMs. Des études ont 

suggéré que des altérations de l'épicarde pouvaient contribuer au phénotype de ces 

maladies  (Corrado Domenico et al., 2016). Grace à ces nouveaux protocoles, des modèles 

cellulaires hétérotypiques pourraient être générés pour modéliser ce type d’altération et 

ainsi permettre une meilleure compréhension des mécanismes moléculaires et cellulaires 

de la pathologie. 

 

 

 I.6 L’utilisation des hiPSC-CMs pour la recherche biomédicale  

 

 I.6.1 Utilisation des hiPSC-CMs pour la modélisation de pathologies  

 

La possibilité de générer des hiPSC-CMs  à partir de cellules de  patients a permis la 

modélisation in vitro de différents types de maladies cardiovasculaires humaines d’origine 

génétique (Brandão et al., 2017) Ces approches permettent ainsi de surmonter les 

problèmes liés aux modèles animaux murins qui présentent des divergences physiologiques 

importantes avec l’homme (Kaese and Verheule, 2012). Parmi ces différences, on retrouve 

notamment des rythmes cardiaques distincts (56 à 101 battements par minute pour l’homme 

contre 500 à 724 battements par minute pour la souris), des différences dans la contribution 
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des courants calciques et potassiques dans le potentiel d’action cardiaque (par exemple, 

l’intervalle QT, qui correspond à l’intervalle observé sur un électrocardiogramme entre la fin 

de la dépolarisation et la fin de la repolarisation ventriculaire, est compris entre 385 et 430 

ms chez l’homme contre 29 à 109 ms chez la souris ; la vitesse de conduction ventriculaire 

d’envrion 80 cm/s chez l’homme contre 30 à 60 cm/s chez la souris).  De ce fait, les modèles 

murins de syndrome de long QT ne récapitulent pas les phénotypes retrouvés chez 

l’homme, en particulier les syndromes impliquant les courants potassiques (Salama and 

London, 2007). 

  

 Comme alternative à la souris, il est possible d’avoir recours à de grands animaux, 

tels que le chien, le cochon ou le singe pour la modélisation de maladies cardiaques. En 

effet, ces modèles sont physiologiquement et médicalement plus pertinents que les modèles 

murins et les méthodes de mesures de la fonction cardiaque réalisées sur l’homme sont 

transposables à ces modèles. Par exemple, du fait des grandes similarités entre le cœur 

humain et canin, notamment au niveau de l’électrophysiologie et du couplage excitation- 

contraction, certaines maladies cardiaques incluant l’ARVC (Basso et al., 2004), les 

cardiomyopathies dilatées (DCM, (Meurs et al., 2012)) et la myopathie de Duchenne (DMD, 

(Cassano et al., 2012; Howell et al., 1997)) ont pu être fidèlement modélisées avec 

différentes espèces de chiens (ex. Boxer, Golden Retriever, Doberman Pinscher). En 

revanche, l’utilisation de tels modèles est très onéreuse, nécessite des infrastructures 

spécialisées ainsi que des expérimentateurs qualifiés et leurs usages sont soumis à des 

dispositifs réglementaires stricts. De plus, il est plus difficile de retrouver des modèles de 

certaines maladies cardiaques humaines (ex. les syndromes du QT long et les tachycardies 

ventriculaires polymorphes catécholaminergiques) ou de générer des modèles 

transgéniques avec ces animaux. 

  

 Idéalement, les modèles expérimentaux doivent être peu onéreux, facilement 

manipulables et biologiquement représentatifs des maladies humaines tout en respectant 

l’éthique de l’expérimentation animale et humaine. Ainsi, l'émergence des hiPSCs 

représente une alternative sans précédent pour modéliser les maladies humaines. En effet, 

les premières lignées d’hiPSCs dérivées de patients ont été générées seulement un an 

après les travaux de recherche décrivant la reprogrammation des cellules somatiques 

humaines (Park et al., 2008) . Dès lors, les canalopathies (maladies dues à des mutations 

touchant les gènes codant pour les canaux ioniques) et les cardiomyopathies (pathologies 

dues à des mutations affectant les gènes codant pour les protéines des sarcomères et du 
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cytosquelette) ont pu être modélisées avec les hiPSC-CMs dans la mesure où les 

phénotypes associés peuvent être observés indépendamment de l’environnement de la 

cellule in vivo. Ainsi, plusieurs canalopathies héréditaires ont été étudiées en utilisant les 

modèles hiPSC-CMs : les syndromes du QT long (LQTS1 (Moretti et al., 2010); LQTS2  

(Itzhaki et al., 2011); LQTS8 (Yazawa et al., 2011)) ou les syndromes du QT court (SQTS 

(Shinnawi et al., 2019)) le syndrome de Brugada (BrS (Liang et al., 2016)) et les 

tachycardies ventriculaires polymorphes catécholaminergiques (CPVT1 (Acimovic et al., 

2018; Preininger et al., 2016) ; CPVT2 (Lodola et al., 2016)). De même, il a été possible de 

modéliser certaines cardiomyopathies telles que les DCM (Jelinkova et al., 2020; Sun et al., 

2012; Wu et al., 2015), les cardiomyopathies hypertrophiques (HCM (Han et al., 2014; Lan 

et al., 2013)), ou bien encore bien encore certaines formes d’ARVD (Caspi Oren et al., 

2013). Par ailleurs, d’autres types de maladies cardiaques ont aussi pu être modélisées 

telles que les maladies mitochondriales (ex. syndrome de Barth (G. Wang et al., 2014) ou 

les maladies lysosomiales (ex. maladie de Fabry (Itier et al., 2014)) (Figure 8). Enfin, une 

étude récente accessible sur bioRxiv est parvenue à récapituler les dommages causés par 

une infection par le severe acute respiratory syndrome coronavirus 2 (SARS-CoV-2) sur les 

sarcomères et sur les noyaux que l’on retrouve dans les cœurs de patients, en utilisant des 

hiPSC-CMs (Pérez-Bermejo et al., 2020). 

 

  Néanmoins, certaines maladies cardiaques n’ont pu être modélisées qu’après 

l’amélioration de la maturation des hiPSC-CMs. Par exemple, les phénotypes pathologiques 

associés à une mutation du gène MYBC3 dans certaines HCM (associée à une faible force 

de contraction (Birket et al., 2015)) ou à une mutation de la Plakophiline 2 dans un sous-

type d’ARVD (associée à une augmentation de la lipogenèse caractérisée par 

l’accumulation de gouttelettes lipidiques et une apoptose accrue (Kim et al., 2013)) n’ont pu 

être observés dans les hiPSC-CMs qu’après l’induction de leur maturation. Ainsi, ces 

travaux montrent l’importance des modèles cellulaires dérivés d’hiPSC-CMs et soulignent 

le fait qu’une meilleure maturité de ces cellules devrait renforcer leur potentiel pour 

modéliser un éventail plus large de pathologies. 
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Figure 8. Aperçu des maladies congénitales cardiaques modélisées avec des hiPSC-

CMs (Brandão et al., 2017) 

La principale localisation cellulaire des protéines affectées dans chaque maladie est 

indiquée. Les maladies causées par des mutations dans les gènes associés sont indiquées 

entre parenthèses.  

Abréviations : ACM (cardiomyopathie arythmogène), ALDH2 (Déficience en aldéhyde 

déshydrogénase mitochondriale), BrS (Syndrome de Brugada) , BTHS (Syndrome de 

Barth), CPVT (Tachycardie Ventriculaire Polymorphe Catécholaminergique), DCM 

(Cardiomyopathie Dilatée), FD (Maladie de Fabry), HCM (Cardiomyopathie 

Hypertrophique), JLNS (Syndrome de  Jervell et Lange-Nielsen), LQT (Syndrome du QT 

long), Kv7.1 (canal K+ voltage-dépendant à rectification lente), Kv11.1 (canal K+ voltage-

dépendant à rectification rapide), LTCC (canal Ca2+ de type L), Nav1.5 (canal Na+ cardiaque 

voltage-dépendant) NCX (échangeur Na+/Ca2+), NKA (échangeur Na+/K+).  

  
 
  

 I.6.2 Utilisation des hiPSC-CMs pour la découverte de molécules 

thérapeutiques  

 

Outre le but de mieux comprendre les pathologies, l’un des principaux objectifs de la 

génération de modèles cellulaires ou animaux récapitulant les maladies humaines est de  
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développer des stratégies thérapeutiques et des traitements permettant de soigner ces 

maladies. Comme mentionné dans la partie précédente, même si les modèles animaux 

peuvent être utiles, de nombreuses maladies ne sont pas fidèlement reproduites avec ces 

modèles. De plus, il est difficile de réaliser des criblages de molécules thérapeutiques à haut 

débit ou d’utiliser de librairies de molécules avec les modèles animaux. C’est pour ces 

raisons que l’utilisation des cellules dérivées d’hiPSCs présente un grand intérêt pour le 

criblage et l’identification de nouveaux médicaments dans le champ des maladies 

cardiaques (Avior et al., 2016; Engle and Vincent, 2014). De ce fait, lorsque la pathologie a 

été modélisée via un modèle cellulaire dérivé d’hiPSCs  et que les mécanismes moléculaires 

ou cellulaires causant la pathologie ont été identifiés, des candidats médicaments peuvent 

être testés et leur potentiel thérapeutique directement évalué.  

 

Une des premières études qui a été menée pour modéliser les maladies héréditaires 

du rythme cardiaque avec des hiPSC-CMs a été réalisée par le laboratoire de Lior Gepstein. 

En effet, Itzhaki et ses collègues ont modélisé une forme du syndrome de QT long de type 

2 (LQTS2) en générant des hiPSC-CMs à partir de fibroblastes d’une patiente portant une 

mutation au niveau du gène KCNH2. Celui-ci code pour la sous unité  du canal human 

ether-à-go-go-related gene (hERG) et est impliqué dans la phase de repolarisation 

cardiaque. Les hiPSC-CMs issues de la patiente reproduisaient les phénotypes 

caractéristiques de ce syndrome tels que des durées de potentiels d’action prolongées et 

des arythmies de type Early After Depolarization (EAD). Ils ont alors montré que le Pinacidil, 

molécule qui ouvre le canal K+
ATP et qui est prescrite dans les cas d’hypertension pour son 

effet vasodilatateur périphérique, diminuait de manière significative la durée de 

repolarisation et supprimaient les évènements arythmiques dans les hiPSC-CMs issues de 

la patiente (Itzhaki et al., 2011). 

  

 Dans une autre étude, Maizels et ses collègues ont dérivé des cellules d’un patient 

portant la mutation D307H de la CASQ2 pour modéliser une forme autosomale récessive 

de la tachycardie ventriculaire polymorphe catecholaminergique de type 2 (CPVT2). Ce 

modèle cellulaire a permis d’étudier les mécanismes de la pathogenèse de cette maladie et 

de trouver des traitements potentiels. Ces hiPSC-CMs récapitulaient les phénotypes 

pathologiques de la CPVT2 in vitro à savoir des dysfonctionnements de la gestion du 

calcium, marqués par des fuites de Ca2+ du réticulum sarcoplasmique (SR), ainsi que des 

arythmies accentuées par la stimulation adrénergique. En utilisant ce modèle cellulaire, ils 

ont pu cribler plusieurs molécules thérapeutiques (propranolol, labetalol, JTV519, carvedilol, 
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flecainide, et riluzole) et ils ont montré que le carvedilol (qui est un -bloquant ainsi qu’un 

stabilisateur de RyR2) permettait de réduire significativement les fuites de Ca2+ ainsi que les 

évènements arythmiques induits par des stimulations α et -adrénergiques (Maizels Leonid 

et al., 2017). 

 

 Par ailleurs, les DCM étant l’un des sous-types de cardiomyopathies les plus 

fréquentes (Hershberger et al., 2013), de nombreuses investigations ont été menées pour 

identifier des molécules thérapeutiques à l’aide d’hiPSC-CMs  (Hinson et al., 2015; 

Karakikes et al., 2015b). Par exemple, une étude a montré que des hiPSC-CMs avec la 

mutation R173W dans la protéine Troponine T2 (TNNT2) présentaient les principales 

caractéristiques des DCM incluant une gestion du calcium déficiente, un défaut dans les 

réponses inotropes et chronotropes positives à la suite d’une stimulation des récepteurs β 

adrénergiques par l’isoprotérénol (ce qui correspond respectivement à une augmentation 

de la force et de la fréquence de contraction) et un dysfonctionnement de la machinerie 

contractile. De plus, les auteurs ont découvert que cette mutation conduisait à la 

translocation nucléaire de la protéine TNNT2 et  à une augmentation de l’expression des 

gènes codant pour les phosphodiestérases PDE2A and PDE3A. Ils ont alors démontré que 

l’inhibition pharmacologique de ces enzymes avec respectivement, le BAY 60-7550 et la 

milrinone, permettait de restaurer la régulation de la gestion du calcium ainsi que la force 

contractile dans les hiPSC-CMs TNNT2 R173W (Wu et al., 2015).  

  

 Enfin, malgré leur immaturité, les hiPSC-CMs dérivés de patients atteints de HCM 

ont également été utilisées pour rechercher des traitements contre ces pathologies 

(Bhagwan et al., 2020; Prondzynski et al., 2017). Par exemple, Han et ses collaborateurs 

ont généré un modèle cellulaire de HCM via des hiPSC-CMs générés à partir de fibroblastes 

de peau d’une patiente porteuse d’une mutation faux sens R442G dans la chaîne lourde  

de la myosine (-MHC codée par le gène MYH7). Ces cellules présentaient une 

augmentation de la taille ainsi qu’une désorganisation des sarcomères et des structures 

myofibrillaires. Au niveau fonctionnel, les auteurs ont observé la survenue d’évènements 

arythmiques de manière plus fréquente que dans les hiPSC-CMs contrôles ainsi que des 

courants transitoires calciques irréguliers. En utilisant ces cellules pour évaluer les 

bénéfices thérapeutiques d’agents pharmacologiques, ils ont pu montrer que le verapamil 

réduisait l’apparition des arythmies et qu’un inhibiteur d’histones déacetylases, la 

Trichostatin A, réduisait la taille des cellules malades et améliorait la gestion du calcium 

(Han et al., 2014). 
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 Les molécules décrites ci-dessus constituent des médicaments qui pourraient être 

bénéfiques pour les patients dans le cadre de repositionnement thérapeutique à condition 

d’apporter des améliorations pour une meilleure spécificité. Un exemple d'une telle 

approche a été publié pour un traitement contre la sclérose latérale amyotrophique (ALS). 

Wainger et ses collaborateurs ont découvert que des motoneurones dérivés d’hiPSCs de 

patients souffrant d’ALS présentaient une hyperexcitabilité ainsi qu’une survie diminuée. Ils 

ont montré que ces phénotypes pouvaient être corrigés par la rétigabine qui est un agoniste 

des canaux potassiques Kv7 déjà approuvé par la FDA pour les patients épileptiques 

(Wainger et al., 2014). Un an plus tard, ils ont directement lancé des essais cliniques de 

phase II  sur 65 patients atteints d’ALS. Ainsi, en 2018, les résultats initiaux de cet essai ont 

montré que le traitement réduisait l'excitabilité des motoneurones chez ces patients 

(NCT02450552). 

  

 Par ailleurs, l’autre stratégie qui est utilisée pour identifier des molécules 

thérapeutiques est le criblage de molécules à haut débit. Contrairement à l’approche 

médicament-candidat, cette méthode ne nécessite pas de connaissances préalables du 

mécanisme pathogénique. Ainsi, des laboratoires pharmaceutiques, en collaboration avec 

des laboratoires académiques, ont criblé des bibliothèques de molécules afin d’identifier des 

solutions thérapeutiques pour traiter des maladies cardiovasculaires. Cette approche a 

notamment permis d’identifier la thapsigargine et le fluspirilene comme des médicaments 

potentiels pour traiter les cardiomyopathies diabétiques (Drawnel et al., 2014) ou bien des 

molécules pro-prolifératives qui pourraient être utilisées pour stimuler la régénération 

cardiaque (Mills et al., 2019). 

  

 I.6.3 Utilisation des hiPSC-CMs pour évaluer la toxicologie et l’innocuité des 

médicaments candidats  

 

 Les effets indésirables d’un médicament sur l’appareil cardiovasculaire constituent 

une des principales causes de son retrait de l’arsenal thérapeutique et sont à l’origine de la 

majorité des arrêts des essais cliniques d’une molécule en développement (Laverty et al., 

2011). En particulier, les Torsades de Pointes constituent un des effets indésirables les plus 

redoutables. Il s’agit d’une forme particulière de tachycardie ventriculaire chez le patient 

présentant un allongement pathologique de l'intervalle QT. Cette forme de trouble du rythme 

peut s'arrêter spontanément ou dégénérer en fibrillation ventriculaire et causer la mort subite 
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du patient (Lawrence et al., 2006). L’allongement de l’intervalle QT induit par un médicament 

survient généralement du fait de l’inhibition du canal hERG qui détermine le courant IKr 

(Figure 9) (Moss and Kass, 2005). Actuellement, l’évaluation du risque de prolongation de 

l’intervalle QT constitue un des tests précliniques standards recommandés par le conseil 

international d'harmonisation des exigences techniques pour l'enregistrement des 

médicaments à usage humain (ICH) (Cavero and Crumb, 2005). De même, les études 

précliniques in vitro de sécurité du médicament peuvent également reposer sur l’évaluation 

de l’effet des molécules en développement sur le canal hERG en utilisant notamment des 

lignées cellulaires non cardiaques, telles que les cellules humaines de la lignée HEK293 

(dérivée de rein embryonnaire) ou des cellules de rongeurs de la lignée CHO (issue 

d'ovaires de hamster), qui expriment le canal hERG de manière hétérologue (procédure 

préclinique ISC S7B). Cependant, cette méthode d’évaluation est réductionniste dans la 

mesure où la repolarisation est un phénomène qui implique plusieurs canaux ioniques et les 

molécules qui inhibent le canal hERG n'entraînent pas systématiquement un allongement 

de l'intervalle QT. Par exemple, le vérapamil, qui est un inhibiteur du canal hERG, ne 

provoque pas d’allongement cliniquement significatif de l’intervalle QT car il est aussi un 

inhibiteur du courant ICaL du fait de son action bloquante sur le canal calcique Cav1.2 (Meyer 

et al., 2004). D’autre part, l'allongement de l'intervalle QT ne conduit pas toujours aux 

Torsades de Pointes (Extramiana et al., 2005). Du fait des limites de cette approche 

préclinique, la Food and Drug Administration (FDA) a mis en place le programme 

Comprehensive in Vitro Proarrhythmia Assay (CiPA) pour établir une évaluation préclinique 

de la sécurité des médicaments plus prédictive des risques d’arythmies (Sager et al., 2014). 

Elle repose notamment sur trois éléments 1) l’évaluation in vitro des effets d’un médicament 

sur les canaux ioniques humains exprimés individuellement de manière hétérologue dans 

une lignée cellulaire telle que les cellules HEK293 ou CHO, 2) l’intégration de ces 

informations dans un modèle in silico de myocyte ventriculaire humain pour évaluer le risque 

arythmogène, 3) l’évaluation des hiPSCs comme outils de dépistage des risques 

d’arythmies. De plus, ces cellules pourraient également offrir la possibilité de détecter les 

éventuels effets des  molécules testées sur la gestion du calcium, le métabolisme cellulaire 

ou bien encore l’induction d’un stress oxydatif  (Jung et al., 2012). Même si la validation des 

hiPSC-CMs en tant que modèles pour les études précliniques de la toxicité cardiaque du 

médicament est en cours d’investigation, deux études publiées en 2018 ont démontré l’utilité 

des hiPSC-CMs pour classer les médicaments selon leur risques torsadogènes potentiels 

(Blinova et al., 2018; Kanda et al., 2018). 
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Figure 9. Diagrammes illustrant la relation entre l’allongement de la durée de 

repolarisation et les Torsades de Pointes (Sintra Grilo et al., 2010) 

(A) L’allongement de la durée de repolarisation ventriculaire au niveau cellulaire résulte 

d’une diminution du courant net sortant (potassique) (B) Cette perturbation du courant peut 

être la conséquence d’une réduction du IKr en raison d’une inhibition du canal hERG par une 

molécule ou d’une canalopathie telle que le syndrome du QT long (C) L’allongement de la 

durée de repolarisation ventriculaire conduit à une prolongation de l’intervalle QT (courbe 

rouge). Ce phénomène peut être observé par le biais d’un électrocardiogramme (ECG) (D) 

Une prolongation importante de l’intervalle QT peut dans certaines conditions 

électrophysiologiques conduire à la dérégulation de la repolarisation, ce qui donne lieu à 

une contraction ventriculaire prématurée avant la fin de l’onde T, contribuant à l’initiation du 

phénomène de Torsades de Pointes. 
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I.6.4 Utilisation des hiPSC-CMs pour la médecine régénérative  

 

 Le renouvellement des CMs est très limité dans le coeur adulte humain (Bergmann 

et al., 2015). Les hiPSC-CMs représentent alors une approche thérapeutique prometteuse 

pour traiter les patients souffrant d’insuffisance cardiaque. Des études réalisées chez le porc 

et les primates non humains ont démontré que les CMs dérivés de hPSCs pouvaient re-

muscler les régions du myocarde infarcies. Les CMs greffés persistaient jusqu’à trois mois 

après la transplantation, se contractaient de manière synchronisée avec les cellules hôtes 

et amélioraient la fonction cardiaque (Ishida et al., 2019; Liu et al., 2018). Les mécanismes 

cellulaires et physiologiques expliquant les améliorations de la fonction cardiaque lors de 

ces essais précliniques ne sont pas totalement élucidés même si les auteurs ont constaté 

que les cellules greffées secrétaient des facteurs paracrines bénéfiques pour le cœur 

(inhibition de l’apoptose, vascularisation, modulation de l’inflammation).  

 

 A ce jour, trois essais cliniques utilisant des CMs dérivés de hPSCs ont été réalisés 

(France) ou sont en cours (Chine et Japon). Le premier a eu lieu en France (NCT02057900) 

et a consisté en la greffe de cellules progénitrices cardiaques SSEA1+ISL1+ dérivées de 

hESCs sur six patients atteints d’une dysfonction cardiaque sévère du ventricule gauche  

(Menasché et al., 2015). Cet essai avait pour but principal d’évaluer la sureté des cellules 

greffées et trois ans après la transplantation, les patients n’ont pas développé de 

complications pouvant être typiquement attribuées aux cellules transplantées telles que des 

arythmies, l’apparition de tumeurs ou une réaction immunitaire significative contre le greffon 

(un patient est décédé à cause d’une insuffisance cardiaque 22 mois après la greffe 

(Menasché et al., 2018)).  Dans le cadre de l’essai clinique mené au Japon, la première 

greffe de hiPSC-CMs sur un patient atteint d’une cardiomyopathie ischémique sévère a été 

réalisée en janvier 2020 tandis que les premiers résultats de l’essai clinique HEAL-CHF 

effectué en Chine (NCT03763136) seront communiqués en décembre 2020. 

 

 Ainsi, chaque application biomédicale nécessite un niveau optimal de maturité 

cellulaire qui lui est spécifique et la compréhension des différentes stratégies de maturation 

est essentielle pour atteindre le phénotype souhaité. De plus, l’implémentation du système 

CRISPR/Cas9 dans les expériences impliquant les hiPSC-CMs permet d’accroître 

l’utilisation de ces cellules pour les approches biomédicales mentionnées ci-dessus. 
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 I.6.5 Utilisation des hiPSC-CMs modifiés par édition du génome 
 

Le fait de pouvoir combiner les deux biotechnologies, hiPSC-CMs et édition du 

génome avec le système CRISPR/Cas9, constitue une amélioration majeure pour la 

compréhension et la modélisation de pathologies humaines.  

 

En premier lieu, les corrélations entre le génotype et le phénotype des maladies 

d’origine génétique peuvent être étudiées en corrigeant les mutations retrouvées dans les 

hiPSCs dérivés des patients et différenciées vers le type cellulaire affecté dans la maladie 

(Garg et al., 2018b). De plus, cela permet de bénéficier du contrôle isogénique optimal et 

offre donc la possibilité d’échapper à la variabilité phénotypique que l‘on peut constater entre 

les différentes lignées d’hiPSCs (Shinnawi et al., 2019; Sleiman et al., 2020). Par exemple, 

Liang et ses collègues ont généré des hiPSC-CMs à partir d’une biopsie de peau d’un 

patient atteint du syndrome de Brugada. L’anomalie génétique de ce patient correspondait 

à une délétion d’un nucléotide (position 1397) dans l’exon 23 du gène SCN5A. Ce décalage 

du cadre de lecture et l’apparition d’un codon stop précoce aboutissent à un canal sodique 

Nav1.5 non fonctionnel. Cette étude a montré que ces hiPSC-CMs possédaient plusieurs 

déficiences au niveau électrophysiologique telles qu’une réduction du courant INa, une 

diminution de la vitesse de dépolarisation, une augmentation de la variabilité entre les 

battements ainsi qu’une diminution de l’amplitude des transitoires calciques. Les auteurs 

ont alors utilisé le système CRISPR/Cas9 pour corriger cette mutation et ainsi examiner son 

rôle précis dans ce phénotype pathologique. Ils ont montré que la rectification de cette 

anomalie génétique conduisait à l’amélioration de la vitesse de dépolarisation et de la 

variabilité entre les battements ainsi qu’une restauration des transitoires calciques, ce qui a 

contribué à diminuer la propension aux évènements pro-arythmiques. Le sauvetage 

phénotypique a donc confirmé la pathogénicité de ce variant et l’association de celui-ci au 

syndrome de Brugada (Liang et al., 2016).  

 

En second lieu, en insérant des gènes rapporteurs fluorescents au niveau de gènes 

cardiaques spécifiques, il est possible de suivre en temps réel le développement des 

différents types de CMs ce qui permet également de les isoler par tri cellulaire (Yamauchi 

et al., 2018). Ainsi, Zhang et ses collaborateurs ont généré une lignée d’hiPSC-CMs qui 

expriment les gènes rapporteurs fluorescents Clover2 et red fluorescent protein (RFP) en 

les introduisant respectivement dans les  loci TBX5 et NKX2-5 à l’aide du système 

CRISPR/Cas9. Ils ont pu identifier quatre sous-types de cellules cardiaques avec cette 

lignée. D’une part, ils ont montré que les cellules TBX5+NKX2-5+ (rouges et vertes) 
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correspondaient à des cellules semblables à celles du FHF et qu’elles se spécialisaient 

majoritairement en CMs ventriculaires alors que les cellules TBX5+NKX2-5- (vertes) 

exhibaient les caractéristiques du lignage épicardique et se différenciaient  essentiellement 

en cellules nodales. D’autre part, les cellules TBX5-NKX2-5+ (rouges) se spécialisaient 

préférentiellement en CMs auriculaires alors que les cellules TBX5-NKX2-5- constituaient 

une population cellulaire de type endothéliale (Zhang et al., 2019). Ces expériences 

permettent de mieux connaitre la grande variété des chemins de différenciation empruntés 

par les cellules cardiaques et ainsi de mieux les contrôler pour la modélisation de 

pathologies. 

 

 Malgré les connaissances acquises sur le développement et les maladies cardiaques 

via l’utilisation des hiPSC-CMs, ces modèles sont loin d'être parfaits et des progrès sont 

nécessaires pour améliorer la maturité des hiPSC-CMs qui constitue la principale limite de 

ces cellules. 
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II. Les hiPSC-CMs sont immatures  

 

 Bien que les protocoles de différenciation établis en laboratoires conduisent à la 

spécialisation des hiPSC en cellules cardiaques, les CMs obtenus in vitro diffèrent par de 

nombreux d’aspects des CMs retrouvés dans un cœur adulte (Veerman et al., 2015; Yang 

et al., 2014). En effet, les hiPSC-CMs présentent de nombreuses caractéristiques de CMs 

fœtaux. Les différentes dimensions de cette immaturité vont être détaillées dans cette partie. 

 

 II.1 Morphologie 
 

Les hiPSC-CMs ont une forme majoritairement ronde ou polygonale tandis que les 

CMs adultes sont allongés. De même, les hiPSC-CMs ont une disposition désordonnée en 

culture alors que les CMs adultes sont alignés de manière longitudinale dans le cœur ce qui 

permet une conduction rapide de l’influx électrique et un couplage excitation-contraction 

optimal (Chung et al., 2007). Enfin, les hiPSC-CMs sont très majoritairement mononucléés 

alors que 25-30% des CMs adultes dans le cœur sont binucléés (Mollova et al., 2013). 

 

 II.2 Mitochondries et Métabolisme  

 Dans les CMs adultes, les mitochondries sont volumineuses, occupant environ 30% 

du volume de la cellule. Elles disposent de nombreuses crêtes mitochondriales, permettant 

ainsi une respiration cellulaire efficace, et sont alignés tout le long des sarcomères. Dans 

les hiPSC-CMs, les mitochondries sont plus petites, ne disposent pas de crêtes 

mitochondriales et sont dispersées dans le cytoplasme (Feric and Radisic, 2016). Comme 

dans le cœur fœtal, les hiPSC-CMs puisent leur énergie à partir de la glycolyse alors que le 

métabolisme des CMs adultes est essentiellement basé sur la -oxydation des acides gras 

(Veerman et al., 2015). 

 
II.3 Tubules Transverses  
 

 Les tubules transverses (tubules-T) correspondent à des invaginations de la 

membrane plasmique (appelée sarcolemme) des CMs. Ils permettent la propagation du 

potentiel d’action (PA) et l’initiation du couplage excitation-contraction. Contrairement au 
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CMs adultes, les hiPSC-CMs ont très peu voire pas de tubules-T, ce qui a pour conséquence 

que les flux calciques transitoires ne sont pas uniformément synchronisés (Jiang et al., 

2018). 

 

 II.4 Electrophysiologie  
 

Certaines caractéristiques du PA sont distinctes pour chaque type de CMs. Dans 

cette partie, nous allons nous focaliser sur la description du PA des CMs ventriculaires dans 

la mesure où il s’agit des CMs majoritairement générés in vitro à partir des hiPSCs (Figure 

10B). Dans les CMs humains, au cours de la phase 0 du PA, un stimulus de nature 

dépolarisante, provenant d’une cellule adjacente, augmente le potentiel de repos 

membranaire jusqu’à atteindre le seuil qui permet d’ouvrir les canaux sodiques voltage- 

dépendants Nav1.5 entrainant un influx rapide d’ions Na+. Cette phase 0 de dépolarisation 

rapide fait basculer le potentiel de membrane au niveau du potentiel d’équilibre de l’ion Na+. 

(ENa = +40mV) et elle est responsable de la propagation rapide du signal électrique 

cardiaque. Quelques millisecondes plus tard, ces canaux sodiques s’inactivent. Le potentiel 

de membrane étant dépolarisé, cela déclenche une brève activation du courant potassique 

sortant transitoire (ITo) qui conduit une repolarisation brusque et incomplète (phase 1).  

Ensuite, la phase 2 dite de plateau, correspond à l’activation des canaux calciques voltage-

dépendant de type L (LTCC) qui conduit à l’entrée d’ions Ca2+ qui va notamment activer les 

récepteurs à la ryanodine de type2 (RyR2) présents au niveau le membre du réticulum 

sarcoplasmique (SR) et induire ainsi le relargage du calcium dans le cytosol (Figure 10B et 

11). Ainsi, au cours de cette phase, les courants entrants médiés par les LTCC (ICaL) et 

l’échangeur Na+/Ca2+ NCX (INCX) sont équilibrés par les courants sortants IKr et IKs induits 

par l’ouverture des canaux potassiques, respectivement hERG et KCNQ1. Ensuite, du fait 

de l’inactivation des canaux LTCC à la fin de la phase de plateau, les courants IKs et IKr 

repolarisent la membrane vers la valeur du potentiel d’équilibre du K+ (phase 3). Enfin, le 

courant IK1 généré contribue à la fin de la repolarisation et maintient le potentiel de repos 

membranaire entre -80 et -85 mV (phase 4) (Amin et al., 2010; Grant Augustus O., 2009) 

(Figure 10B). 

 

 Un des aspects majeurs de l’immaturité électrophysiologique des hiPSC-CMs est 

l’automaticité qui correspond au fait de générer spontanément des PA sans stimulation. En 

effet, dans les hiPSC-CMs, le courant IK1 est très modeste voire inexistant du fait de la faible 
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ou de l’absence d’expression du gène KCNJ2. Ce dernier code pour la sous-unité du canal 

Kir2.1 qui est le principal canal responsable de la création de ce courant. De ce fait, le 

potentiel de repos membranaire (RMP) de ces cellules est moins négatif (entre -55 et -65mv) 

que celui des CMs adultes (entre -80 et - 85 mV) (Hoekstra et al., 2012; Magyar et al., 2000). 

De plus, les hiPSC-CMs expriment les canaux HCN responsables du courant pacemaker If 

alors que celui-ci est très faible dans les CMs ventriculaires adultes (Garg et al., 2018a). 

Ainsi, l’absence de courant IK1 ainsi que  la présence de courant If  engendrent l’activité 

électrique spontanée des hiPSC-CMs (Ma et al., 2011; Synnergren et al., 2011). De plus, le 

potentiel des hiPSC-CMs étant dépolarisé, l’activité des canaux sodiques est réduite ce qui 

conduit à une plus faible pente ascendante du PA (Hoekstra et al., 2012). Pour les courants 

Ito, ICaL IKr et IKs, les densités de courants sont similaires entre les hiPSC-CMs et les CMs 

adultes (Figure 10B) (Garg et al., 2018a). 

 

Enfin, dans les hiPSC-CMs, la vitesse de conduction du signal électrique est plus 

faible que dans les CMs adultes (respectivement 10 - 20 cm/s contre ~ 60 cm/s) (Lee Peter 

et al., 2012). Cette différence est due, d’une part, à l’activité moins élevée des canaux 

sodiques et d’autre part, à la distribution ainsi qu’à la densité de la Connexine 43 (Cx43), 

une protéine primordiale des jonctions communicantes (Jalife et al., 1999). En effet, dans 

les CMs adultes, les canaux sodiques Nav1.5 et les Cx43 sont retrouvés au niveau des 

disques intercalaires localisés aux extrémités de chaque CM. Ainsi, les disques intercalaires 

sont constitués des canaux Nav1.5, des Cx43 ainsi que des protéines de jonctions 

adhérentes (comme la N-cadhérine) et des desmosomes. Ces structures 

macromoléculaires permettent les couplages électriques et mécaniques des CMs  qui sont 

responsables de la propagation rapide du PA et de la tension développée par la contraction 

des myofibrilles. Dans les hiPSC-CMs, ces disques de jonctions ne sont pas observables et 

les Cx43 sont distribuées de manière aléatoire le long du sarcolemme (Scuderi and Butcher, 

2017). 
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Figure 10. Principes électrophysiologiques de l'activité électrique des CMs (Garg et 

al., 2018a)  

(A) Schéma représentant le potentiel électrochimique de membrane. La membrane 

lipidique des CMs est notamment composée de canaux ioniques  qui facilitent la diffusion 

passive des ions à travers la membrane cellulaire hydrophobe. Les canaux ioniques sont 

généralement caractérisés par deux propriétés importantes : (1) la dépendance à un 

stimulus spécifique : l’ouverture et la fermeture d’un canal s’effectue en réponse à un 

stimulus spécifique tels que la liaison d’un ligand (ex. neurotransmetteur) ou des variations 

du potentiel membranaire (2) la sélectivité : les canaux ioniques permettent le passage 

sélectif à une vitesse élevée de d’ions particuliers, tels que le K+, le Na+, le Cl- ou le Ca2+. 

Ces propriétés des canaux ioniques couplées à la présence des molécules chargées 

négativement à l’intérieur de la cellule (principalement les protéines) et à l’activité des 

pompes ioniques membranaires (ex. la Na+/K+ ATPase) entrainent une distribution inégale 

des ions à travers la membrane ce qui génère un gradient électrochimique qui détermine le 

potentiel de membrane. (B) Les différentes phases (0–4) d'un potentiel d'action de 

cardiomyocyte ventriculaire avec les courants ioniques dépolarisants (flèches vers 

le bas) et repolarisants (flèches vers le haut). Les anomalies génétiques associées aux 

canaux ioniques sont également présentées. Les cercles violets représentent les mutations 

de type « perte de fonction » et les cercles bleus représentent les mutations de type « gain 
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de fonction ». (C) Schéma représentant les niveaux relatifs des différents courants 

associés à un canal particulier retrouvés dans un cardiomyocyte ventriculaire adulte 

(gris) et un cardiomyocyte ventriculaire dérivé de cellule souche pluripotente induite 

humaine (rouge). 

Abréviations : BrS (Syndrome de Brugada), LQT (Syndrome du QT long). 

 

 

 II.5 Gestion du calcium  

 

 Dans les CMs adultes, l’influx électrique se propage jusqu’aux tubules-T où sont 

localisés les canaux calciques de type L, déclenchant alors leurs ouvertures et ainsi l’entrée 

d‘ions Ca2+  extracellulaires dans le cytosol. Ceci va provoquer l’ouverture des récepteurs 

RyR2 présents au niveau de la membrane du SR qui contient des quantités très importantes 

de Ca2+ piégés dans cette organelle par la protéine spécialisée Calsequestrine 2 (CASQ2). 

Ainsi, cela va induire le relargage des ions Ca2+  dans le cytosol. Ce phénomène est appelé 

« libération du Ca2+ induite par le Ca2+ » (Ca2+ - induced Ca2+- release, CICR) (Fabiato, 

1983). Ces apports significatifs de Ca2+ vont ainsi mener à l’activation des myofilaments et 

à leur contraction. Ce processus correspond au couplage excitation-contraction (ECC). A la 

suite de la contraction, les ions Ca2+ présents dans le cytosol sont  d’une par reconfinés 

dans le SR via la pompe Sarco reticulum calcium ATPase type-2a (SERCA-2a) et sont 

d’autre part extrudés de la cellule par l’échangeur NCX (Figure 11). 

 

En plus de l’absence de tubules-T, les hiPSC-CMs expriment plus faiblement les 

différentes protéines impliqués dans la gestion du calcium (CASQ2, SERCA-2a, Triadine-1 

(TRD-1), Junctine (JN), Phospholamban (PLN)) par rapport aux CMs adultes (Lee et al., 

2011; Synnergren et al., 2011; van den Heuvel et al., 2014). Par conséquent, la gestion du 

calcium et la cinétique des flux calciques sont altérées, ce qui se manifeste par des 

capacités réduites de stockage et de relargage du Ca2+, un ECC insuffisant et une force de 

contraction moins importante que dans les CMs adultes (Hwang et al., 2015; Lee et al., 

2011). 
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Figure 11. Couplage excitation-contraction dans les CMs (Garg et al., 2018a) 
Lors de la phase 2 du potentiel d’action, le Ca2+ entre dans la cellule par le biais des canaux 
calciques de type L (Cav 1.2), ce qui active les récepteurs de la ryanodine de type 2 (RyR2) 
et initie le mécanisme du Ca2+-induced Ca2+-release (CICR). Cet apport de Ca2+ provenant 
du SR est relargué dans le cytoplasme. Ces ions se lient alors à la troponine C cardiaque, 
entrainant son activation et par conséquent la contraction des myofibrilles. Au cours de la 
relaxation, le Ca2+ cytosolique retourne dans le SR via la pompe Sarco reticulum calcium 
ATPase type-2a (SERCA 2a) et dans le milieu extracellulaire par l’intermédiaire de 
l’échangeur Na+/Ca2+ (NCX).  
 

 

 II.6 Organisation et taille des sarcomères 
 

 Le sarcomère est la structure histologique qui permet la contraction des CMs et 

correspond aux protéines qui constituent les filaments fins et épais (Figure 12). Les 

sarcomères des hiPSC-CMs sont distribués de manière aléatoire dans la cellule et 

présentent un alignement quelconque. Ils sont généralement retrouvés à la périphérie du 

noyau. A l’inverse, les sarcomères des CMs adultes sont alignés et distribués de manière 

uniforme parallèlement aux bords de la cellule (Feric and Radisic, 2016) (Figure 12). Enfin, 

les sarcomères des hiPSC-CMs sont moins longs (1.6-1.7µm) que ceux des CMs adultes 

(2.0-2.2µm) (Yang et al., 2014). 
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Figure 12. Structure du sarcomère et des protéines associées (Martin and Kirk, 2020) 

Le sarcomère est l'unité contractile de base d’un cardiomyocyte. Les sarcomères sont 

délimités à chaque extrémité par des disques (ou lignes) Z riches en α-actinine et sont 

alignés pour former des myofibrilles. 

 

  

 II.7 Appareil contractile et force de contraction  
 

 Les hiPSC-CMs expriment la majorité des protéines de l’appareil contractile des CMs 

adultes. Néanmoins, elles sont présentes sous des isoformes de type fœtale (Veerman et 

al., 2015). Par exemple, dans les CMs ventriculaires adultes humains, l’isoforme la plus 

répandue pour la chaine lourde de la myosine (MHC) est la MHC (codé par le gène MYH7) 

alors que l’isoforme MHC (codé par le gène MYH6) est beaucoup moins produite (ratio 

MHC:MHC = 9:1 ; Reiser et al., 2001) (Figure 13). Les hiPSC-CMs produisent les deux 
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isoformes avec des niveaux variables selon les protocoles de différenciation cardiaque qui 

aboutissent à des cultures de CMs hétérogènes (Lundy et al., 2013). Des observations 

similaires ont été décrites pour la chaine légère de myosine (MLC) pour laquelle seule la 

forme MLC-2v (codé par le gène MYL2) est présente dans les CMs ventriculaires adultes 

(Scuderi and Butcher, 2017) alors que l’on observe la persistance de l’expression de MLC-

2a (codé par le gène MYL7) en plus de celle de MLC-2v dans les hiPSC-CMs engagés dans 

la différenciation ventriculaire (Zhang et al., 2013) (Figure 12 et 13). 

 

 La titine est une protéine impliquée dans la souplesse et la maintenance de l’intégrité 

des sarcomères. Elle est principalement retrouvée sous la forme N2B dans les CMs adultes 

tandis que les hiPSC-CMs expriment majoritairement la forme N2BA (Krüger and Linke, 

2009; Yang et al., 2014) (Figure 12 et 13). 

 

 Enfin, les troponines sont des complexes protéiques hétérotrimériques composés 

des troponines cardiaques I, C et T qui régulent les interactions entre l’actine et la myosine, 

en modifiant la position de la tropomyosine sur les filaments fins d’actine en fonction des 

variations de la concentration du Ca2+ dans le cytosol (Parmacek and Solaro, 2004). La 

troponin I est la sous-unité inhibitrice de ce complexe. Les CMs adultes expriment le gène 

TNNI3 (cTnI) alors que les hiPSC-CMs expriment l’isoforme TNNI1 (ssTnI) (Hunkeler N M 

et al., 1991) (Figure 12 et 13). 

 

Ces différences d’expression d’isoformes et  l’absence d’organisation des 

sarcomères se traduisent par le fait que la force de contraction des hiPSC-CMs est plus 

faible (de l’ordre du nM) que celle des CMs adultes (de l’ordre du µN) (Holubarsch et al., 

1998; Ribeiro et al., 2015; Schaaf et al., 2011).  
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Figure 13. Diagrammes illustrant les changements dans la composition des 

isoformes des filaments fins et épais entre le stade fœtal et le stade adulte dans les 

CMs ventriculaires gauches murins (rouge) et humains (bleu) (Schwan & Campbell, 

2015) 

 

 

II.8 Transcriptome  

 
 Les transcriptomes des CMs humains adultes sont différents de ceux des hiPSC-

CMs. Il y a de nombreux gènes différentiellement exprimés dont notamment les isoformes 

codant les protéines sarcomériques, les gènes régulant l’électrophysiologie, le métabolisme 

et le cycle cellulaire. Par exemple, dans les hiPSC-CMs, l’expression du gène KCNJ2 est 
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extrêmement faible voire inexistante tandis que celle du gène HCN4 est plus élevée que 

chez les CMs adultes. De même, pour les gènes impliqués dans la gestion du calcium, les 

niveaux d’expression des régulateurs CASQ2, PLN et TRDN sont très faibles dans les 

hPSC-CMs  (van den Heuvel et al., 2014). Ainsi, les récentes analyses transcriptomiques 

ont suggéré que les hPSC-CMs étaient similaires aux CMs du premier semestre de 

développement du fœtus (Berg et al., 2015). Par ailleurs, Uosaki et ses collègues ont 

analysés plus d’une centaine de jeux de données obtenus à partir de puces à ADN 

provenant de cœurs de souris saines à différents stades de développement (allant de 

l'embryon au stade adulte). Au niveau transcriptionnel, ces analyses ont révélé que les CMs 

dérivés d’iPSCs murines (mPSC-CMs), au 10e jour de différenciation in vitro, 

correspondaient à des CMs  embryonnaires précoces équivalents à des CMs à E8-E11, 

tandis que les mPSC-CMs au 30e jour de différenciation in vitro étaient semblables à des 

CMs embryonnaires à E16-E18 (Uosaki et al., 2015). 

 

 

 

III. Approches pour améliorer la maturation des hiPSC-CMs
  

 

 La maturation des hiPSC-CMs comporte plusieurs facettes qui affectent différents 

aspects de la biologie ainsi que la fonctionnalité de ces cellules. Au cours de la dernière 

décennie, de nombreuses avancées ont été réalisées pour améliorer la maturation des 

hiPSC-CMs et je vais énumérer les principales stratégies. 

 

 III.1 Co-Culture   

 Au cours du développement du cœur, la présence de cellules non cardiaques telles 

que les fibroblastes, les cellules endothéliales ou les cellules musculaires lisses contribue à 

la maturation des CMs à travers leurs interactions cellulaires et la communication paracrine  

(Fountoulaki et al., 2015; Tirziu et al., 2010). Dans une étude menée par Giacomelli et ses 

collègues, il a été démontré que la coculture en 3D des hiPSC-CMs avec des cellules 

endothéliales et des fibroblastes cardiaques améliorait plusieurs aspects de la maturation 

des hiPSC-CMs. Au niveau structural, la longueur et l'organisation des sarcomères ont  été 

augmentées et les hiPSC-CMs présentaient des caractéristiques ultrastructurales de CMs 

matures (présence de tubules-T et mitochondries allongées adjacentes aux sarcomères). 
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De plus, au niveau électrophysiologique, certaines caractéristiques du PA étaient plus 

matures avec notamment un RMP hyperpolarisé, la présence de courant Ito et une vitesse 

de dépolarisation plus élevée. Ces cellules avaient également une gestion du calcium 

améliorée (caractérisé par un stockage du  Ca2+ plus élevé lié à une expression plus 

importante des protéines clés de la gestion du Ca2+ comme CASQ2, PLN et TRD-1) ainsi 

qu’une capacité respiratoire mitochondriale augmentée (Giacomelli et al., 2020). 

 

 III.2 Milieux de Maturation 

 

 La source principale d’énergie des CMs adultes provient de la -oxydation des acides 

gras contrairement aux hiPSC-CMs qui utilisent majoritairement le glucose. Il a été rapporté 

que le fait de supplémenter les milieux de cultures avec des acides gras tels que l’acide 

palmitique, l’acide oléique ainsi que la carnitine (pour assurer le transport des acides gras 

vers la mitochondrie) améliorait la maturation des hiPSC-CMs (Correia et al., 2017; Yang et 

al., 2019). En effet, dans leur étude, Correia et al. ont cultivé les hiPSC-CMs pendant 20 

jours dans un milieu de culture standard RPMI + B27 supplémenté avec de l’acide 

palmitique, de l’acide oléique et du galactose, ce qui conduisait à obtenir des hiPSC-CMs 

plus matures par rapport à ceux cultivés dans un milieu de culture standard riche en glucose. 

Cette amélioration de la maturité cardiaque était caractérisée par un métabolisme 

énergétique uniquement dépendant de l’oxydation du galactose et des acides gras, une 

signature transcriptionnelle plus proche des CMs adultes (avec en particulier une 

augmentation de l’expression des gènes TNNI3, ATP2A2, RYR2 et KCNJ2), une 

morphologie cellulaire plus allongée,  des structures sarcomériques mieux ordonnées, une 

augmentation du nombre de cellules binucléés ainsi que des courants transitoires calciques 

plus rapides et une augmentation de la force de contraction.  

 

 III.3 Hormones et signaux biochimiques 
 

 Une autre approche employée pour améliorer la maturation des hiPSC-CMs est de 

cultiver ces cellules avec des hormones et des facteurs de croissance qui sont sécrétés lors 

du développement fœtal et la période périnatale. Parmi ces facteurs biochimiques, 

l’hormone thyroïdienne T3 et les glucocorticoïdes ont été décrits comme importants pour la 

physiologie et la fonction des CMs (Klein and Ojamaa, 2009). Ainsi, l’addition d’hormone 
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thyroïdienne T3 et de dexaméthasone (hormone glucocorticoïde de synthèse) dans le milieu 

de culture combinée à la culture des hiPSC-CMs sur une matrice extracelllulaire (MEC) 

composée de matrigel  a conduit à la formation de tubules-T et un meilleur ECC (qui résultait 

notamment d’une organisation en clusters des récepteurs RyR2 et de la synchronisation du 

relargage du Ca2+) (Parikh et al., 2017). Dans une autre étude, Birket et ses collègues ont 

montré que le cocktail biochimique composé de l’hormone thyroïdienne T3, de l’insulin-like 

growth factor (IGF1) et de la dexaméthasone améliorait le métabolisme des hESC-CMs 

(avec une augmentation de la production d’ATP), les propriétés électrophysiologiques (avec 

une hyperpolarisation du RMP et une augmentation de la vitesse de dépolarisation du PA) 

et la machinerie contractile (avec des sarcomères mieux organisés et une augmentation de 

la force de contraction) (Birket et al., 2015). 

 

 III.4 Rigidité de la surface de culture et « Patterning » 

 

 La MEC régule la rigidité tissulaire et la rigidité du cœur augmente graduellement in 

vivo du fait de l’accumulation de collagène (Jacot et al., 2010; Thompson et al., 1979). Les 

flasques utilisées en culture cellulaire sont beaucoup plus rigides (∼1 MPa) que le cœur 

(∼10 kPa) ce qui suggère que des MECs plus souples pourraient être bénéfiques pour la 

maturation des hiPSC-CMs. L’usage de polydimethylsiloxane (PDMS), d’hydrogel ou de 

polyacrylamide a souvent été favorisé pour obtenir des supports de culture moins rigides. 

En effet, Ribeiro et ses collègues ont montré que le fait d’ensemencer des hESC-CMs sur 

des surfaces souples de polyacrylamide, revêtues de matrigel et comportant des motifs 

rectangulaires qui miment la morphologie d’un CM adulte (avec un ratio longueur:largeur de 

7:1), conduisait à une amélioration de l’alignement des myofibrilles et des propriétés 

contractiles des hESC-CMs (avec notamment une force de contraction de 0,1 µN sur une 

surface souple de 10kPa contre 0,02µN sur une surface rigide de 35kPa). De plus, cette 

conformation imposée aux cellules a contribué à une meilleure organisation des 

mitochondries (localisées au niveau périnucléaire et aux extrémités de la cellule) et à la 

formation de structures de type tubules-T (Ribeiro et al., 2015). 
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III.5 Culture en 3D 

 

 Dans le cœur, les cellules sont organisées en 3D plutôt qu’en monocouche. En effet, 

les cultures cellulaires en 2D in vitro ne reproduisent pas fidèlement l’architecture du tissu 

cardiaque et les interactions avec l’environnement extracellulaire. Différentes approches ont 

été décrites pour produire des cultures en 3D avec des hiPSC-CMs. Certaines stratégies 

utilisées ont consisté à ensemencer les cellules dans des moules en silicone ou bien de les 

ancrer dans des hydrogels  (Dattola et al., 2019; Silbernagel et al., 2020). Une autre 

méthode pour générer des cultures en 3D a consisté en la superposition de plusieurs 

feuillets cellulaires d’hiPSC-CMs (Kawatou et al., 2017). Par ailleurs, des études ont 

combiné la culture en 3D avec d’autres approches complémentaires telles que la coculture 

avec des fibroblastes (Valls-Margarit et al., 2019) ou l’utilisation du cocktail hormonal 

T3/IGF1/Dexamethasone (Huang et al., 2020). Enfin, des approches sophistiquées ont 

réussi à stimuler électriquement des hiPSC-CMs cultivés en 3D (Hirt et al., 2014; Nunes et 

al., 2013; Zhao et al., 2019). Par exemple, Ronaldson-Bouchard et ses collaborateurs ont 

incorporé des hiPSC-CMs avec des fibroblastes dans des hydrogels de fibrine étirés sur 

deux piliers flexibles en PDMS (utilisés pour fournir une force mécanique similaire à celle 

du myocarde). Les cellules ont alors été stimulées électriquement de manière graduelle 

pendant deux semaines (par une stimulation allant de 2 à 6Hz avec une augmentation 

quotidienne de 0,33Hz) puis stimulées pendant une semaine avec une fréquence fixe de 

2Hz. Ainsi, les hiPSC-CMs qui résultaient de ce protocole avaient une signature 

transcriptomique plus proche de celle des CMs adultes (avec en particulier, une 

augmentation de l’expression des gènes impliqués dans l’ultrastructure des CMs tels que 

MYH7 et TNNI3, le métabolisme comme PPARGC1A et la gestion du calcium tels que RYR2 

et ATP2A2). De plus, ces hiPSC-CMs développaient des tubules-T et présentaient une 

amélioration de la gestion du calcium ainsi qu’une amélioration de la contraction (avec une 

accélération de la relaxation proportionnelle à la fréquence de contractions et des réponses 

inotropes, chronotropes et lusitropes positives après traitement avec l’isoprotérenol) 

(Ronaldson-Bouchard et al., 2018). 
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III.6 Edition du génome 

 

 Il y a peu d’études qui ont eu recours aux stratégies d’édition du génome ou de 

surexpression de gènes pour améliorer la maturation des hiPSC-CMs. Parmi elles, l’étude 

menée par Kuppusamy et ses collègues a montré que la surexpression de micro-ARNs 

appartenant à la famille let-7 (let-7g et let-7i) dans des hESC-CMs conduisait à 

l’augmentation de la taille (augmentation du périmètre et de l’aire cellulaire tout en diminuant 

l’index de circularité) et de la force de contraction des hESC-CMs. De plus, les cellules 

surexprimant let-7g présentaient une capacité respiratoire mitochondriale plus élevée et une 

aptitude accrue pour utiliser les acides gras, tels que le palmitate, comme source majeure 

d’énergie (Kuppusamy et al., 2015) Récemment, Wheelwright et ses collaborateurs ont 

utilisé les TALENs pour générer des hiPSC-CMs qui exprimaient de manière inductible 

l’isoforme adulte de la protéine cTnI. Ils ont montré que l’expression de cette isoforme 

améliorait la contraction des hiPSC-CMs au niveau de la relaxation mais ils n’ont observé 

aucun bénéfice sur les autres aspects de la physiologie des cellules tels que la gestion du 

calcium ou les propriétés électrophysiologiques (Wheelwright et al., 2020). 

 

Parmi les approches citées ci-dessus pour améliorer la maturation des hiPSC-CMs, 

aucune n’a permis d’améliorer significativement les niveaux d’expression des gènes KCNJ2 

et CASQ2 au point d’avoir un impact sur le RMP et l’arrêt de l’activité électrique spontanée.  

Des études récentes ont permis d’exprimer de manière individuelle KCNJ2 et CASQ2 dans 

des hPSC-CMs et les auteurs ont évalué leur effet sur l’électrophysiologie et la gestion du 

calcium. Avant de revenir sur les points marquants de ces études, je vais d’abord présenter 

les gènes KCNJ2 et CASQ2. 
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IV. Le gène KCNJ2 
 

 IV.1 Expression et régulation du gène KCNJ2  
 

Le gène KCNJ2 est localisé au niveau du chromosome 17 et code pour la sous-unité 

 Kir2.1. Elle est majoritairement retrouvée dans les CMs ventriculaires et est moins 

abondante dans les CMs atriaux ce qui se traduit par une densité du courant IK1 moins 

importante dans les oreillettes (Gaborit et al., 2007) Les niveaux d’expression sont encore 

plus faibles dans les CMs du SAN et de l’AVN, ce qui se traduit par des RMPs dépolarisés 

dans ces cellules (-50mV) (Schram Gernot et al., 2002) Ces différences d’expression entre 

les différents compartiments cardiaques sont principalement dues à des différences au 

niveau de la régulation de la transcription du gène KCNJ2. Jusqu’à présent, trois facteurs 

de transcription ont été identifiés comme interagissant avec le promoteur de KCNJ2 : Sp1, 

Sp3 et NF-Y. L’association de ces trois facteurs de transcription est nécessaire pour la 

transcription de KCNJ2 (Redell and Tempel, 1998). D’autre part, des études ont décrit que 

l’expression de KCNJ2 pouvait être diminuée au niveau post-transcriptionnel par les micro-

ARNs miR-1 (Yang et al., 2007) et miR-26 (Luo et al., 2013) dans un contexte pathologique. 

 

 IV.2 Structure de la sous-unité  Kir2.1 

  

 La sous-unité Kir2.1 (427 acides aminés) est constituée de deux domaines 

transmembranaires M1 et M2, de régions cytoplasmiques amino-terminale (N-ter) et 

carboxy terminale (C-ter) ainsi qu’une boucle P (ou H5) qui forme le pore situé entre les 

domaines M1 et M2. L’extrémité C-ter proximale et le domaine M2 assurent la capacité du 

canal à s’associer avec les autres sous-unités Kir (Lopatin and Nichols, 2001) (Figure 14). 

En effet, les sous-unités Kir2.1 s’assemblent en homotétramère ou en hétérotétramère avec 

Kir2.2 ou Kir2.3, qui sont deux autres sous-unités à rectification entrante retrouvées dans le 

cœur (Lopatin and Nichols, 2001), pour former le canal fonctionnel qui va générer le courant 

IK1. Dans le cœur humain, la sous-unité Kir2.1 prédomine avec notamment des transcrits 

qui sont dix fois plus exprimés que ceux de Kir2.2 et Kir 2.3 (Wang Zhiguo et al., 1998). Par 

ailleurs, il a été décrit que le courant IK1 dans les CMs ventriculaires humains pouvait être 

généré par la combinaison des sous-unités Kir2.1 et Kir2.2 (Schram et al., 2003). 
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Figure 14. Structure de la sous-unité  Kir2.1 (Lopatin and Nichols, 2001) 

Kir2.1 contient la séquence de signature G-Y-G dans la boucle P (ou H5) qui confère une 

sélectivité potassique au canal. Cette boucle P est flanquée de deux domaines 

transmembranaires M1 et M2 avec des extrémités N- et C-terminales face au cytoplasme. 

Les régions N 'et C' terminales susceptibles d'être impliquées dans la formation du pore 

sont surlignées en vert. 

 

 

 IV.3 Fonction du canal Kir2.1 

Dans les CMs adultes, le canal Kir2.1 permet l’entrée des ions K+ dans la cellule 

lorsque le potentiel membranaire a une valeur plus négative que le potentiel d’équilibre du 

Potassium (EK) qui est d’environ -85 mV (Dhamoon and Jalife, 2005). Lorsque la valeur du 

potentiel membranaire est supérieure à l’EK, les canaux IK1 conduisent un courant sortant 

mais la conductance du canal diminue brusquement avec la dépolarisation (Figure 15). 

Cette caractéristique correspond au phénomène de rectification qui est causé par le blocage 

du pore interne du canal par le magnésium, ou les polyamines (comme la spermine et la 

spermidine) à des potentiels membranaires dépolarisants (Huang and Kuo, 2016). Cette 

inhibition est levée de manière dépendante au voltage lors de la fin de la phase 3 et ainsi la 

sortie de K+ via le canal Kir2.1 contribue à la fin de la repolarisation.  

 

Par ailleurs, l’immaturité des hiPSC-CMs montrent que le courant IK1 est essentiel non 

seulement pour maintenir le RMP à une valeur de -85mV mais aussi pour déterminer 

l’excitabilité et la disponibilité des canaux ioniques Nav1.5 pour le PA suivant. De plus, des 
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études ont décrit une interaction entre les canaux Kir2.1 et Nav1.5. Effectivement, Nav1.5 

et Kir2.1 forment un complexe macromoléculaire dont l’expression et la fonction se régulent 

réciproquement (Milstein et al., 2012; Varghese, 2016). Le transport de ce complexe 

macromoléculaire repose sur les interactions entre le cytosquelette, les protéines motrices 

et les organelles (Ponce-Balbuena Daniela et al., 2018). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 15. Relation intensité-voltage du courant IK1 (Dhamoon and Jalife, 2005) 
(A) La conductance du K+ est élevée aux potentiels plus hyperpolarisés que le potentiel 

d’équilibre EK et est plus petite aux potentiels dépolarisés. Les canaux Kir2.1 passent 

beaucoup moins de courant sortant que de courant entrant. La courbe Intensité-Voltage 

(I/V) du courant IK1 ventriculaire est caractérisée par une forme « en n » aux potentiels 

membranaires dépolarisés. Les courants sortants sont relativement faibles mais jouent un 

rôle significatif lors de la dépolarisation initiale du potentiel d'action et pendant la phase 

finale de repolarisation. (B) Le courant IK1 ventriculaire est plus important que le courant IK1 

retrouvé dans les oreillettes. 

 

 

 IV.4 Mutations de KCNJ2 associées à des pathologies humaines 

 

  Plus de trente trois mutations de type perte de fonction du gène KCNJ2 sont 

associées au syndrome d'Andersen-Tawil (ATS) (Anumonwo and Lopatin, 2010). Il s’agit 

d’une maladie rare, avec un mode de transmission autosomique dominant, qui se 

caractérise par des phénotypes cliniques affectant la morphogenèse ainsi que le 

A B 
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fonctionnement des muscles squelettiques et cardiaques. Les patients ATS sont souvent de 

petite taille, souffrent notamment de scoliose et présentent une faiblesse des muscles 

squelettiques (Plaster et al., 2001). Au niveau cardiaque, les patients présentent une 

prolongation de l'intervalle QT avec une variété d'arythmies ventriculaires qui prédisposent 

à une mort subite par arrêt cardiaque. 

 

 De manière inverse, des mutations faux-sens de type gain de fonction dans le gène 

KCNJ2 sont associées au syndrome du QT court de type 3 (SQTS3) (Deo et al., 2013; 

Hattori et al., 2012; Priori et al., 2005). Le SQTS est une anomalie héréditaire qui prédispose 

les personnes atteintes à un risque élevé de fibrillation (auriculaire ou ventriculaire) et de 

mort subite. Le SQTS est caractérisé par un intervalle QT anormalement court (<320 ms) 

sur l'ECG avec une accélération marquée de la repolarisation (Bjerregaard and Gussak, 

2005). La première étude qui a montré qu’une mutation du gène KCNJ2 pouvait causer un 

SQTS a été réalisée en 2005. Priori et ses collègues ont découvert une substitution d'un 

résidu d'acide aspartique en asparagine (D172N) à une position critique pour la rectification 

entrante du canal Kir2.1 chez une jeune enfant dont l’ECG révélait un intervalle QT de 314 

ms et des ondes T asymétriques. Les auteurs de cette étude ont démontré que la 

coexpression hétérologue des sous-unités Kir2.1 de type sauvage et mutant conduisait à 

une augmentation des courants sortants. Par ailleurs, leur étude in silico a montré que cette 

mutation se traduisait par un raccourcissement du potentiel d'action et par l’apparition 

d'arythmies (Priori et al., 2005). 
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V. Le gène CASQ2 

 
 V.1 Expression et régulation du gène CASQ2  
 

Le gène CASQ2 est localisé au niveau du chromosome 1 et code pour l’isoforme 

cardiaque Calsequestrine 2 (CASQ2). L’expression du gène CASQ2 est contrôlé par les 

facteurs de transcription suivants : myocyte enhancer factor-2 (MEF2C), serum response 

transcription factors (SRF) et nuclear factor of activated T-cells (NFAT). Il a été décrit que 

le complexe NFAT/MEF2C s’associait au niveau du promoteur proximal de CASQ2 pour 

induire son expression  (Estrada-Avilés et al., 2017; Reyes-Juárez et al., 2007). 

 

 V.2 Structure de la protéine CASQ2 

 

La CASQ2 est une glycoprotéine de 44 kDa et d’une longueur de 399 acides aminés. 

Des analyses structurales de la protéine ont révélé que chaque monomère est formé de 

trois domaines quasi identiques (I, II et III) similaires au domaine thioredoxine de la bactérie 

Escherichia coli. Chaque domaine est constitué de quatre hélices  et de cinq feuillets Le 

centre de chaque domaine est hydrophobe en raison du nombre important d’acides 

aromatiques alors que les surfaces extérieures de chaque domaine ont un potentiel 

électronégatif du fait du grand nombre de résidus acides (Wang et al., 1998). La queue C-

terminale, riche en acide aspartique, est le principal site de liaison du Ca2+ (Park et al., 

2004). 

 

 V.3 Fonctions   

 

La CASQ2 est la protéine de liaison du Ca2+ la plus abondante dans le SR jonctionnel 

(jSR) du muscle cardiaque. Elle est responsable du stockage du Ca2+ et de la régulation de 

la libération de Ca2+ par l’unité de relargage du calcium (CRU). La CASQ2 possède une 

capacité élevée à capturer le Ca2+ (~40 moles de Ca2+/mole de protéines de CASQ2 (Park 

et al., 2004)) mais a une faible affinité pour cet ion (Kd ∼ 1 mM, (Wang and Michalak, 2020)). 

On estime que la CASQ2 capture entre 50 à 75% du Ca2+ présent dans le SR des CMs  

(Györke et al., 2009). 
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Sa fonction de stockage du calcium se manifeste par une polymérisation réversible 

en fonction de la concentration de Ca2+ dans le SR ([Ca2+]SR) afin d’augmenter sa capacité 

de stockage. En effet, lorsque la [Ca2+]SR est supérieure ou égale 1mM, la CAQS2 se 

dimérise puis il y a formation de tétramères quand la [Ca2+]SR est supérieure à 3mM et enfin 

des polymères sont constitués lorsque la [Ca2+]SR est supérieure à 5mM (Györke and 

Terentyev, 2008). Ainsi, du fait de sa localisation au niveau du SR jonctionnel, la CASQ2 

accumule le Ca2+ à proximité de son lieu de relargage, ce qui permet notamment de fournir 

la quantité de Ca2+ nécessaire pour l’activation de la machinerie contractile (Figure 16). 

 

Le second rôle de la CASQ2 correspond à un rôle de régulateur de la libération du 

Ca2+ provenant du SR. Au cours de l’ECC, la libération de Ca2+ par les récepteurs RyR2 est 

médiée par des interactions entre les protéines du complexe CRU, qui comprend la CASQ2, 

TRD-1 et la JN. (Györke et al., 2004). La TRD-1 et la JN sont des protéines que l’on retrouve 

au niveau du jSR et permettent notamment de maintenir CASQ2 à proximité des récepteurs 

RyR2 (Zhang et al., 1997). La CASQ2 module la régulation de l’activité des canaux RyR2 

en fonction de la [Ca2+]SR. En effet, la CASQ2 (en collaboration avec la TRD-1 et la JN) 

inhibe l’ouverture des récepteurs RyR2 lorsque la [Ca2+]SR est inférieure à 20 μM tandis 

que l’activation et l’ouverture de ces canaux a lieu lorsque la [Ca2+]SR est supérieure à 250 

μM  (Györke et al., 2004; Terentyev et al., 2007) (Figure 16). Ce complexe protéique régule 

ainsi l'activité des canaux RyR2 et permet la libération de Ca2+ par le SR qui est essentielle 

pour l’ECC. 
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Figure 16. Stockage et régulation du relargage du Ca2+ par la CASQ2 dans le réticulum 

sarcoplasmique (Wang and Michalak, 2020) 

 

 

 V.4 Mutations de CASQ2 associées à des pathologies humaines   

 

Les mutations dans le gène CASQ2 sont associées aux CPVT2. Les CPVTs sont des 

arythmies héréditaires caractérisées par une tachycardie ventriculaire polymorphe induite 

par un stress émotionnel ou physique (Faggioni et al., 2012). Malgré l'éventail de mutations  

dans le gène CASQ2 décrites dans la littérature, la présentation clinique des CPVT2 est 

plutôt homogène. Les patients sont généralement diagnostiqués au cours des vingt 

premières années de leur vie et manifestent communément des palpitations récurrentes et 

des épisodes de syncope induites par le stress (Leenhardt Antoine et al., 1995; Postma et 

al., 2002) . 

 

Par exemple, un patient âgé de six ans a été identifié comme porteur homozygote 

d’une délétion de 16 nucléotides dans l’exon 3 provoquant un codon STOP prématuré après 
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cinq acides aminés (mutation G112 + 5X) qui se traduisait par une absence totale de 

protéine CASQ2 fonctionnelle. Ce patient avait un ECG ordinaire au repos et un cœur 

structurellement normal mais les tests d’exercices physiques induisaient des tachycardies 

ventriculaires polymorphes (di Barletta Marina Raffaele et al., 2006). Cette étude ainsi que 

des travaux décrivant d’autres mutations homozygotes causant l’arrêt prématurée de la 

séquence codante (Postma et al., 2002) indiquent que l'absence de  la CASQ2 fonctionnelle 

chez l’homme et n'a pas effet sur le développement cardiaque, mais ces patients peuvent 

développer des arythmies potentiellement mortelles durant l'enfance en cas de stress 

intense. 

 

Il y a seize autres mutations identifiées dans le gène CASQ2 associées au CPVT2 

chez l'homme. Ces mutations conduisent à des mécanismes moléculaires distincts 

contribuant au CPVT (Figure 17). Cependant, une caractéristique commune de ces mutants 

CASQ2 est un dysfonctionnement de la polymérisation et de la dépolymérisation de la 

protéine en fonction du Ca2+ qui affecterait notamment l’ECC (Wang and Michalak, 2020). 

 

Trois études ont décrit la modélisation des CPVT2 avec des hiPSC-CMs (Lodola et 

al., 2016; Maizels Leonid et al., 2017; Novak et al., 2015). Lodola et ses collègues ont 

généré des hiPSC-CMs à partir de cellules d’un patient homozygote pour la mutation perte 

de fonction G112 + 5X. Les hiPSC-CMs mutants généraient des arythmies de type delayed 

after depolarization (DAD) à la suite d’une stimulation -adrénergique via l’isoprotérenol. 

Cette étude a aussi montré qu’une approche de thérapie génique via la transduction de 

CASQ2 avec un virus Adeno-Associated Viral vector serotype 9 (AAV9) est capable de 

restaurer l'expression physiologique de la CASQ2, de rétablir les amplitudes des 

fluctuations calciques et de diminuer les événements de DAD suite à la stimulation 

adrénergique. 
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Figure 17. Représentation graphique illustrant les mutations faux-sens dans la 

CASQ2 associées à des maladies chez l’homme (Wang and Michalak, 2020) 
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VI. L’édition du génome avec le système CRISPR/Cas9  
 

 

Les cellules souches pluripotentes étaient parmi les seules cellules de mammifères 

où il était possible de modifier la séquence de gènes par les techniques traditionnelles de  

recombinaison homologue. Toutefois, les efficacités de modification demeuraient très 

faibles. Par ailleurs, pour celles qui sont d’origine humaine, l’obtention de cellules 

génétiquement modifiées était rendue encore plus difficile du fait de leur faible taux de survie 

au moment de l’isolement des clones d’intérêt car cela impliquait une étape de culture, à 

partir de cellules uniques, qui leur est délétère. Ces difficultés ont été surmontées, d’une 

part, grâce au développement de l’inhibiteur des Rho kinases Y-27632 qui améliore la survie 

des hESCs et des hiPSCs en les protégeant de l’apoptose induite lors de leur dissociation 

en cellule unique (Watanabe et al., 2007) et d’autre part, grâce au développement des 

nucléases artificielles à des fins d’ingénierie du génome, la coupure induite augmentant la 

fréquence des évènements de recombinaison homologue (Carroll, 2014). Ces outils 

permettent de modifier le génome avec une efficacité élevée et s’avère d’un grand intérêt 

pour corriger des mutations délétères, introduire des mutations pathologiques afin de 

générer des modèles de maladies in vitro, notamment à partir d’hiPSCs, ou dans des 

modèles animaux, activer ou éteindre l’expression d’un gène ou de panels de gènes pour 

en étudier les conséquences phénotypiques. L’intégration de transgènes de grande taille 

(gène rapporteur, cassette de sélection) permet également de générer des lignées utiles 

pour suivre des cellules ou des évènements cellulaires, par exemple dans le cadre de 

criblages de molécules ou pour d’autres applications comme l’amélioration de la maturation 

par expression de gènes clés comme décrit dans ce travail. 

 

 

VI.1 Le développement des nucléases pour l’ingénierie du génome  
 

Les nucléases à doigts de Zinc (ZNF), les trans activator-like effector nucleases 

(TALEN) et le système Clustered Regularly Interspaced Palindromic Repeat/CRISPR 

associated protein9 (CRISPR/Cas9) constituent les trois principales familles de nucléases 

artificielles pour l’édition du génome. Les ZNF ont été obtenues en fusionnant les motifs 

protéiques de liaison à l’ADN de type « doigts de zinc » avec le domaine nucléase de 

l’enzyme de restriction FokI  (Kim et al., 1996)  (Figure 18A). Les TALEN ont été générées 

sur le même principe en assemblant le domaine nucléase de FokI aux domaines de liaison 
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à l’ADN dérivés de bactéries pathogènes du genre Xanthomonas (Christian et al., 2010; 

Miller et al., 2011) (Figure 18A). Le système CRISPR/Cas9 est dérivé du système de 

défense de bactéries contre les virus. Il est constitué d’un ARN guide qui reconnait la 

séquence d’ADN d’intérêt quand il est associé à l’endonucléase Cas9 (Jinek et al., 2012) 

(Figure 18B). Ces trois types de nucléases permettent de générer des cassures double-brin 

de l’ADN de manière précise sur une séquence d’intérêt et ainsi de déclencher l’activation 

des systèmes cellulaires de réparation de l’ADN aboutissant à la modification du génome 

de manière ciblée.  

 

 Les ZFNs et les TALENs ont été utilisées au début de la dernière décennie pour 

éditer le génome d’hiPSCs ou d’hESCs notamment pour générer des modèles cellulaires 

de maladies (Ding et al., 2013; Y. Wang et al., 2014) ou encore pour corriger et évaluer 

l’effet de mutations associées à des pathologies (Soldner et al., 2011; Yusa et al., 2011). 

Néanmoins, l’édition du génome dans les hiPSCs est maintenant réalisée avec le système 

CRIPSR/Cas9 en raison de sa facilité d’utilisation et de ses faibles temps et coûts de 

production. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure  18. Les nucléases artificielles  pour l’édition du génome (Hsu et al., 2014) 

(A) Les protéines à doigts de zinc (ZF) et les Transcription Activator-Like Effectors (TALE) 

possèdent des domaines de liaison à l’ADN qui peuvent être assemblés de façon modulaire 

pour cibler des séquences spécifiques. Les domaines des ZF et des TALE reconnaissent 

respectivement 3 et 1 paires de bases (pb). L’endonucléase FokI peut être fusionnée à ces 

protéines afin de créer des nucléases site-spécifiques. (B) La nucléase Cas9 cible une 

séquence d’ADN spécifique par le biais de son ARN guide (rouge et gris) qui s’apparie 

directement avec l’ADN cible. Cas9 interagit avec la séquence protospacer-adjacent motif 

(PAM, en bleu) en aval de la séquence cible pour permettre l’ouverture de l’ADN double brin 

et la fixation de l’ARN guide.  
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 VI.2 Les systèmes CRISPR/Cas  

  

 Les systèmes CRISPR/Cas sont des systèmes de protection mis en place par les 

bactéries et les archées pour lutter contre les éléments génétiques mobiles de pathogènes 

tels que les phages. Brièvement, les loci CRISPR comportent des gènes associés à 

CRISPR (Cas genes) et une série de séquences répétées (CRISPR) séparées par des 

séquences variables d’ADN (spacers) (Mojica et al., 2005). Ces dernières correspondent à 

des séquences génétiques étrangères qui s’intègrent dans le génome hôte lors d’une 

première l’infection. Ainsi, lorsqu’un virus ou un plasmide, incluant une de ces séquences, 

infecte ultérieurement la bactérie, la séquence spacer correspondante transcrite en ARN 

CRISPR (crRNA) va guider l’endonucléase Cas en reconnaissant la séquence 

complémentaire dans la séquence de l’ADN pathogène exogène et conduire à une cassure 

double brin de celle-ci qui va entrainer sa dégradation (Gasiunas et al., 2012).  

 

Les systèmes CRISPR/Cas ont été identifiés dans différentes souches de bactéries 

qui peuvent être répartis en deux classes qui sont chacune divisée en trois sous-types. La 

classe 1 comprend les sous-types I, III et IV et ont entre 4 à 7 sous unités protéiques Cas. 

La classe 2 regroupe les sous-types II, V et VI dont les nucléases effectrices sont 

composées d’une seule enzyme Cas, comme par exemple la Cas9 pour le sous-type II 

(Makarova et al., 2015; Mohanraju et al., 2016), et qui par leur simplicité sont 

particulièrement adaptées pour le développement d’outils d’ingénierie du génome. 

 

 VI.3 Le système CRISPR/Cas9 de Streptococcus pyogenes  

 

Le système CRISPR/Cas le plus utilisé, à des fins de recherches fondamentales et 

appliquées, est le système CRISPR/Cas9 de Streptococcus pyogenes (SpCas9 : de classe 

2, sous type II). Il est constitué de la nucléase Cas9 qui possède deux domaines catalytiques 

de type RuvC et HNH, du crRNA qui inclut la séquence de reconnaissance de l’ADN cible 

et de l’ARN transactivateur (tracrRNA) nécessaire pour rendre le crRNA fonctionnel. 

Chaque crRNA inclut 20 nucléotides correspondant à la séquence d’ADN ciblée et cette 

dernière, dans le génome, doit être flanquée en aval par une séquence NGG appelée 

protospacer adjacent motif (PAM) ; dans les approches d’édition du génome, les parties 

crRNA et tracrRNA sont souvent reliées ensemble pour former une seule molécule d’ARN 

appelée sgRNA pour single guide RNA (Figure 18B). La SpCas9 va alors induire une 
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cassure double brin au niveau de l’ADN qui va générer des extrémités à bouts francs 3 

nucléotides en 5’ du PAM (Jinek et al., 2012). L’édition du génome s’effectue alors grâce à 

la stimulation des voies de réparation de l’ADN de la cellule qui vont être actives lors de la 

cassure double brin produite par le système CRISPR/Cas9. Les deux usages les plus 

fréquents de ce système sont la création de mutations qui vont inactiver un gène cible 

(knock-out, KO) et l’insertion d’une séquence d’intérêt (knock-in, KI) à un locus précis. 

L’inactivation de gènes est principalement réalisée après réparation par la voie classique de 

jonction d’extrémités non homologues (canonical non-homologous end-joining pathway, 

cNHEJ) tandis que l’insertion précise de séquences d’ADN exogènes s’effectue 

généralement par la voie de réparation dirigée par des séquences homologues (Homology 

directed repair, HDR). La réparation par HDR a lieu dans les cellules humaines uniquement 

au cours des phases S et G2 alors que la voie de réparation par cNHEJ peut se produire 

lors de toutes les phases du cycle cellulaire (Ceccaldi et al., 2016; Karanam et al., 2012). 

 

 VI.4 Réparation des cassures d’ADN double brin par la voie cNHEJ 

  

 Le cNHEJ est la principale voie de réparation des cassures double brin d’ADN dans 

les cellules humaines et elle est impliquée dans de nombreux processus biologiques qui 

nécessitent des réarrangements de l’ADN (par exemple, les réarrangements des gènes 

d’immunoglobulines (Dudley et al., 2005) ou la survie et différenciation des progéniteurs 

hématopoïétiques (Tilgner et al., 2013)). Dans un contexte physiologique normal, cette voie 

est capable de réparer l’ADN de manière fidèle en reliant entre elles les extrémités d’ADN 

de part et d’autre de la cassure. Cependant, ce mécanisme de réparation a tendance à faire 

des erreurs dans un contexte d’édition du génome dans la mesure où après une réparation 

précise, la séquence ciblée peut être de nouveau clivée par la nucléase (Brinkman et al., 

2018a). De plus, des expériences in vitro ont montré que la protéine Cas9 restait liée aux 

extrémités d’ADN après la cassure double brin (Sternberg et al., 2014). Dans la cellule, ce 

type de fixation est susceptible de perturber le processus de réparation (Brinkman et al., 

2018b) et favoriser ainsi l’insertion ou la délétion (indels) de plusieurs nucléotides au cours 

de la ligation. Ces indels sont susceptibles de modifier le cadre de lecture des séquences 

codantes et faire apparaitre des codons STOP prématurés, ce qui explique l’importance de 

cette voie de réparation pour l’inactivation de gènes d’intérêt. 
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 Les acteurs moléculaires et le mécanisme du cNHEJ ont été bien décrits. La première 

étape implique la fixation de l’hétérodimère Ku70/Ku80 aux extrémités d’ADN quelques 

secondes après la cassure double brin (Walker et al., 2001). Cet hétérodimère va ensuite 

recruter les principaux facteurs du cNHEJ à savoir les DNA-dependent protein kinase, 

catalytic subunit (DNA-PKcs) (Gottlieb and Jackson, 1993), les protéines X-ray cross 

complementing protein 4 (XRCC4), XRCC4-like factor (XLF) qui vont favoriser le maintien 

des extrémités au sein du complexe de réparation (Yano et al., 2009) ainsi que Aprataxin-

and-PNK-like factor (APLF) et la DNA ligase IV, enzyme clé de l’étape de ligation finale 

(Grawunder et al., 1998) (Figure 19). 

 

La connaissance de ces acteurs moléculaires a permis de développer des approches 

pour inhiber la voie cNHEJ (via l’inactivation génique ou l’inhibition pharmacologique des 

enzymes de la voie), ce qui permet de favoriser l’édition précise du génome par la voie HDR  

(Ray and Raghavan, 2020) dans la mesure où les deux voies sont en compétition. Un 

exemple récent est l’utilisation d’un inhibiteur de DNA-PKcs permettant d’augmenter de 

manière très importante l’efficacité d’introduction de mutations ponctuelles dans les hiPSCs 

(Riesenberg et al., 2019) . 

 

 

Ku 
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Figure 19. Réparation d’une cassure double brin par la voie cNHEJ (schéma adapté de 

Valerie and Povirk, 2003) 

Après la liaison des protéines Ku sur les extrémités d’ADN, elles recrutent ensuite les DNA-

PKcs qui promeuvent la juxtaposition des deux extrémités d’ADN. Dès que les deux 

complexes de DNA-PKcs se rejoignent, ils s’autophosphorylent ce qui entraine leur départ 

des extrémités d’ADN, laissant place à l’arrivée de XRCC4 et de l’ADN ligase IV. Le 

complexe composé des protéines Ku, XRCC4, DNA ligase IV et la DNA polymerase POLμ 

se forme alors au niveau de la jonction des deux extrémités d’ADN et catalyse la ligation de 

celles-ci terminant ainsi le mécanisme de réparation et la restauration de la séquence 

originale.  

Abréviations : DNA-PKcs (DNA-dependant protein kinase catalytic subunit), XRRC4 (X-ray 

repair cross-complementing protein 4). 

 

 

 VI.5 Réparation des cassures d’ADN double brin par la voie HDR 

 

Dans la voie HDR, la réparation commence par une étape de résection, initiée par 

les protéines CtIP et MRE11 (appartenant au complexe MRN, pour MRE11-RAD50-NBS) 

qui génèrent des extrémités d’ADN simple brin pour la recherche de séquences homologues 

qui seront utilisées comme matrice de réparation (Symington, 2014). La résection initiale 

est poursuivie soit par l’exonucléase Exo1 ou par le tandem constitué de l’exonucléases 

Dna2 et de l’hélicase RecQ. Les replication protein A (RPA) protègent alors les fragments 

d’ADN simple brin contre l’action des nucléases. La protéine recombinase RAD51 remplace 

alors les RPA grâce à l’activité de BRCA2. RAD51 va promouvoir l’invasion du brin d’ADN 

provenant de la chromatide sœur (ou de l’ADN donneur exogène) qui va être utilisée en tant 

que matrice pour la réparation. Il y a ensuite deux possibilités de finalisation de la réparation 

soit par simple synthèse de l’ADN manquant par l’action d’une polymérase ou par un 

enjambement des chromatides sœurs (nommée résolution d’une jonction de Holliday) 

(Sung and Klein, 2006) (Figure 20).  

 

Des approches pharmacologiques permettant de stimuler la voie HDR ont été 

décrites (ex. stabilisateurs de la fixation de RAD51 (Song et al., 2016)) mais leur activité n’a 

pas été validée dans les hiPSCs. Une approche génétique a été développée dans mon 

laboratoire d’accueil avec l’utilisation de la protéine Cas9 fusionnée à une protéine impliquée 

dans la voie HDR. Dans la partie Résultats, je montrerai ma participation à ces travaux avec 
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la validation de l’approche dans les hiPSCs. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 20. Représentation schématique de la réparation d’une cassure double brin 

par la voie HDR (Schéma adapté de Valerie & Povirk, 2003)  

Dans les premières étapes de la réparation de la cassure double brin par la voie HDR, ATM 

détecte la cassure et phosphoryle l’histone H2AX ce qui entraine le recrutement de BRCA1. 

BRCA1 constitue le coordinateur des événements de réparation qui vont suivre. La 

résection de l’ADN est initiée par CtIP et MRE11, ce qui génère de l’ADN simple brin. Les 

protéines RPA se fixent alors à ces extrémités d’ADN simple brin pour les protéger d’une 

éventuelle dégradation. Ensuite, BRCA1 recrute BRCA2 au niveau de la cassure ce qui 

facilite également le remplacement de RPA par RAD51 avec l’aide des paralogues de 

RAD51. RAD51 recrute RAD52 et RAD54 (probablement avec l’aide des protéines BLM et 

de l’hélicase WRN). A partir de cette étape, il y a deux issues pour parachever la voie de 

réparation par HDR. La première est sans “croisement” et s’effectue par synthèse de l’ADN 

manquant. La seconde est par un enjambement des chromatides soeurs, aussi nommée 

résolution de jonction de Holliday.  

Abréviations : ATM (Ataxia telangiectasia-mutated), H2AX (famille des histones H2A, 

BRCA1, CtIP, MRE11, Exo1, DNA2/RECQ DNA resection 
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membre X), BRCA1 (Breast cancer 1), NBS1 (Nibrine), MRN (complexe composé de 

MRE11, RAD50 et NBS1), RPA (Replication Protein A), BRCA2 (Breast Cancer 2), BLM 

(bloom syndrome protein), p53 (tumor protein p53), WRN (Werner syndrome ATP-

dependent helicase).  
 

 

 VI.6 Les limites du système CRISPR/Cas9 

 

La spécificité de la coupure de l’ADN induite par le système CRISPR/Cas9 a été 

étudiée de manière approfondie et il a été montré que dans certaines conditions, des 

coupures sur des sites non-ciblés induisant des modifications indésirables, appelées 

mutations off-target, pouvaient être observées. La majorité des expériences qui ont étudié 

et rapporté des mutations off-target ont été réalisées dans des cellules cancéreuses où les 

régulations des voies de réparation de l’ADN sont souvent très altérées (Fu et al., 2013; Hsu 

et al., 2013). En revanche, des expériences de ce type réalisées sur des organismes entiers 

tels que le poisson-zèbre (Auer et al., 2014), la souris (Wang et al., 2013) et le singe (Niu et 

al., 2014) ont décrit des fréquences de mutations off-target faibles voire non détectables. 

De même, des études ont révélé que ces mutations étaient rares dans les hiPSCs (Park et 

al., 2015; Smith et al., 2014). En effet, il est possible que dans les cellules non transformées, 

les altérations off-targets soient efficacement contre-sélectionnées par les voies de 

réparation de dommages à l'ADN. Ainsi, afin de développer le système CRISPR/Cas9 pour 

traiter les maladies génétiques, il sera important de déterminer dans quelle mesure les 

mutations off-target résultent d'une altération de la régulation des points de contrôle du cycle 

cellulaire des cellules et s'il existe des types et des conditions cellulaires qui prédisposent à 

l'accumulation de ces effets off-target. 

 

 VI.7 Les variants du système CRISPR/Cas9 

 Une deuxième génération d’outils d’édition du génome, qui ne nécessite pas d’induire 

de cassure double brin de l’ADN cible, a été développée à partir du système CRISPR/Cas9. 

Elle a donc l’avantage de ne pas dépendre de l’efficacité du mécanisme HDR qui est dans 

beaucoup de systèmes biologiques un facteur limitant et offre donc de nouvelles possibilités 

pour les approches d’édition du génome. 

 Dans un premier temps, des éditeurs de bases permettant la substitution de C en T 

ont été conçus. Ils consistent en une fusion entre une version mutante de Cas9, qui induit 
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une cassure simple brin au niveau du brin d’ADN associé à l’ARN guide (mutation D10A du 

domaine nucléase RuvC), et une cytidine déaminase dont l’activité peut s’exercer sur l’ADN 

simple brin non apparié à l’ARN guide au moment de l’interaction du complexe Cas9-gRNA 

avec l’ADN (Komor et al., 2016). Cette approche peut-être très efficace et une étude a 

permis d’élargir son spectre d’application en fusionnant une adénine déaminase artificielle 

à la Cas9 mutante pour induire le changement des nucléotides A en G (Gaudelli et al., 

2017), ces deux types d’éditeurs de bases permettant ainsi d’induire quatre substitutions 

sur les douze possibles. 

 La fusion d’une autre variante de Cas9 qui coupe seulement l’ADN simple brin non-

apparié à l’ARN guide (mutation H840A du domaine nucléase HNH), avec la 

rétrotranscriptase  Moloney Murine Leukemia Virus Reverse Transcriptase (M-MLV RT) 

permet aussi de réaliser des modifications précises, comme des substitutions mais aussi 

des insertions et délétions (de moins de 50 pb), en utilisant un ARN guide modifié appelé 

prime editing guide RNA (ARNpeg). L’ARNpeg comporte une extension 3’ capable de 

s’apparier à l’ADN simple brin en 5’ de la coupure faite par la Cas9 H840A et de servir 

d’amorce pour la copie par reverse transcription d’une séquence ARN avec la modification 

souhaitée. Cette stratégie est très récente et offre une plus grande flexibilité que les éditeurs 

de bases même si elle semble montrer une efficacité de modification plus faible (Anzalone 

et al., 2019). Une seule application dans les hiPSC a été rapportée à ce jour mais son 

succès devrait aller en croissant (Sürün et al., 2020). 
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Résultats 
 

I. Amélioration de la maturation des hiPSC-CMs par la 

surexpression des gènes KCNJ2 et CASQ2 par édition 

génomique et application en toxicologie prédictive 

 

Surexpression des gènes KCNJ2 et CASQ2 et impact sur la maturation des hiPSC-

            CMs : 

  

           Des analyses transcriptomiques réalisées au sein de notre laboratoire à Sanofi ont 

révélé que KCNJ2 et CASQ2, impliqués respectivement dans l’électrophysiologie et la 

gestion du calcium des CMs, étaient sous-exprimés dans les hiPSC-CMs en comparaison 

aux CMs adultes. Par ailleurs, des études ont montré que la transduction d’un adénovirus 

permettant l’expression constitutive de KCNJ2 dans des hiPSC-CMs conduisait à 

l’amélioration des propriétés électrophysiologiques de ces cellules incluant l’abolition de 

l’automaticité, l’hyperpolarisation du potentiel de repos membranaire et l’augmentation de 

la pente de dépolarisation du potentiel d’action (M. Li et al., 2017; Vaidyanathan et al., 2016). 

Par une approche similaire, il a été décrit que la surexpression de CASQ2 dans des hPSC-

CMs améliorait la maturation de la gestion du calcium qui se traduisait par une augmentation 

de l’amplitude des transitoires calciques après traitement à la caféine ainsi qu’une 

amélioration de la cinétique des transitoires calciques à la suite d’une stimulation électrique 

(Liu et al., 2009). 

 

      Notre étude :  

 

 De ce fait, notre étude avait pour objectif d’exprimer les gènes KCNJ2 et CASQ2 

dans une même cellule afin de combiner leurs effets et améliorer potentiellement la 

maturation des hiPSC-CMs. Nous avons généré des lignées stables d’hiPSC-CMs qui 

expriment de manière inductible KCNJ2, CASQ2 ou les deux gènes simultanément et nous 

avons examiné leurs phénotypes fonctionnels et électrophysiologiques à l’aide de méthodes 

d’analyses complémentaires. Nous avons ensuite évalué le bénéfice de l’expression de ces 

transgènes sur la toxicologie prédictive en testant des molécules agonistes ou antagonistes 

de canaux ioniques utilisées classiquement dans le cadre des essais précliniques de toxicité 

cardiaque. 
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Abstract 

Human induced pluripotent stem cell-derived cardiomyocytes (hiPSC-CMs) are promising in vitro 

models for testing cardiac toxicological safety and modeling heart disease. Despite numerous 

efforts, current protocols do not yet lead to a maturation phenotype equivalent to adult human 

myocardium; key features of hiPSC-CMs remaining closer to fetal stages of development, such as 

gene expression, electrophysiology and function.  Here we generated stable hiPSC-CMs with 

inducible expression of known maturation genes KCNJ2 and Calsequestrin2 (KCNJ2-CASQ2 hiPSC-

CMs) and studied their functional and electrophysiological phenotype by several complementary 

methods (Patch Clamp, Functional Drug Screening System (FDSS/µCell) and microelectrode arrays 

(MEAs)). Upon doxycycline induction of KCNJ2 and CASQ2, KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs displayed 

phenotypic benefits expected from previous studies of each maturation gene, including a drastic 

reduction of spontaneous beating, hyperpolarized resting membrane potential, shortened action 

potential duration and enhanced Ca2+ transients. In addition, co-expression of the two genes 

enhanced Na+ spike slope of extracellular field potential and Ca2+ handling. We tested four reference 

drugs and observed signatures of known cardiac effects in KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs, including 

arrhythmias induced by QT prolonging drug (E-4031), which were more easily detected than in 

control hiPSC-CMs. Therefore, KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs exhibited a more mature phenotype than 

mailto:Jean-Paul.Concordet@mnhn.fr
mailto:Jean-Michel.Itier@sanofi.com
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hiPSC-CMs and such genetically engineered hiPSC-CMs could be useful for testing cardiac toxicity of 

novel candidate drugs. 
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1. Introduction 

     Human induced pluripotent stem cell-derived cardiomyocytes (hiPSC-CMs) are a very promising 

model for several scientific and therapeutic applications ranging from disease modeling [1] to drug 

discovery [2,3], and from predictive toxicology [4] to regenerative medicine [5,6]. Despite advances 

in the last few years, qualitative improvements are necessary since hiPSC-CMs are immature and 

phenotypically closer to fetal stages of development [7,8]. One key difference with adult 

cardiomyocytes is automaticity of hiPSC-CMs exhibiting spontaneous activity. Indeed, hiPSC-CMs 

display very low levels of the inward rectifier K+ current (IK1) which is involved in the late phase of 

repolarization, the stabilization of the resting membrane potential (RMP) and the maintenance of 
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excitability [9]. The IK1 current is mainly generated by the Kir2.1 protein which is encoded by the 

KCNJ2 gene and is very poorly expressed in hPSC-CMs compared to adult cardiomyocytes [10,11]. 

Another key difference is in Ca2+ handling  which is a crucial physiological process for excitation-

contraction coupling (ECC) in  mature cardiomyocytes but only partially developed in hiPSC-CMs  

[12,13]. During the action potential in adult cardiomyocytes, the entry of Ca2+ via the L-type Ca2+ 

channels triggers a large release of intracellular Ca2+ stored in the sarcoplasmic reticulum (SR) 

through type 2 ryanodine receptors (RyR2), inducing the activation of the contractile machinery. 

This mechanism is called “Ca2+-induced Ca2+-release” (CICR) [14]. For relaxation, the intracellular 

cytosolic Ca2+ concentration is restored to its resting levels via the sarco/endoplasmic reticulum Ca2+ 

ATPase (SERCA) which pumps back Ca2+ into the SR and through the Na+/Ca2+ exchanger (NCX) that 

extrudes it out of the cell. In hiPSC-CMs, the CICR is partly impaired because of a reduced Ca2+ 

content in the SR, leading to a smaller cytosolic Ca2+ transient amplitudes and slower kinetics of 

contraction. Among the proteins involved in Ca2+ handling, Calsequestrin2 (CASQ2), which regulates 

RyR2 activity and is the major Ca2+ storage protein of the cardiac muscle [15], was found to be 

weakly expressed in hiPSC-CMs [12,16] . Recent studies showed that transient overexpression of 

KCNJ2 in hiPSC-CMs using adenovirus resulted in abolished spontaneous activity and hyperpolarized 

RMP values [17,18]. CASQ2 expression was also forced in human embryonic stem cells-derived 

cardiomyocytes (hESC-CMs) by means of an adenoviral vector and improvements of Ca2+ transient 

amplitude and kinetics were observed [19].  

     In the current study, we engineered hiPSC cell lines with doxycycline-inducible expression of both 

KCNJ2 and CASQ2 genes in order to test whether the combined effects could potentially improve 

maturation of hiPSC-CMs further and if they could be useful for preclinical drug testing. We found 

that doxycycline-induced KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs exhibited increased K+ conductance through the 

Kir2.1 channel, generating as expected, more negative resting potential values, shorter action 

potential and field potential durations. Doxycycline-induced KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs consequently 

displayed a drastic reduction of spontaneous beating.  We also found that upon electrical 

stimulation, higher beating frequencies could be achieved. All together, these findings indicate that 

KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs better mimic adult cardiomyocytes than commonly used hiPSC-CMs. 

Drugs modifying the rhythm and the electrophysiology of cardiomyocytes were tested and showed 

that the KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs and more generally, genetically engineered hiPSC-CMs could be 

useful models for preclinical testing of drug cardiac toxicity. 

 

 



 

77 
 

2. Material and methods 

2.1. hiPSC Culture and Cardiac Differentiation 

Non-modified hiPSCs were purchased from UniverCell Biosolutions (Toulouse, France). The hiPSCs 

were plated on matrigel-coated (ref. 354277, Corning) culture dishes and maintained in mTeSR® 

Plus medium (ref. 0525, Stemcell Technologies).  Accutase® (ref. A11105-01, Life Technologies) was 

used to enzymatically dissociate hiPSCs into single cells. The cells were passaged with 2 µM 

Stemgent hES Cell Cloning & Recovery Supplement (ref. STE01-0014-500, Ozyme) in order to 

enhance cell survival and attachment. Differentiation of hiPSCs into cardiomyocytes was performed 

according to a protocol adapted from Lian and colleagues [20].  The undifferentiated  hiPSCs were 

plated on matrigel-coated (ref. 354277, Corning) 60 mm culture dishes (ref. 430166, Corning) and 

the basal medium made with RPMI 1640 medium (ref. 11875-093, Life Technologies), 500 μg/mL 

human albumin (ref. A9731, Sigma) and 213 μg/mL L-ascorbic acid (ref. A8960, Sigma), was 

complemented with 4 μM CHIR99021 (ref. 77052, Stemcell Technologies) and 10 ng/mL BMP4 

(ref.130-111-164, Miltenyi) from day 0 to day 2,  with 2 μM Wnt inhibitor Wnt-C59 (ref. S7037, 

Selleckchem) from day 2 to day 3 and with 2.5 μM IWR1 ( ref.  I0161, Sigma Aldrich) from day 3 to 

day 4. From day 5, the cells were maintained in EB5% medium (DMEM/F12 medium (ref. 21331,  

Life Technologies) containing 5% fetal bovine serum (ref.10500-064, Life Technologies), 1% 

GlutaMAX® (ref.35050-038, Life Technologies), 1% non-essential amino acids (ref.11140-050, Life 

Technologies), 1% μg/mL penicillin and streptomycin (ref.15140-122, Life Technologies) and 0.2% 

beta-mercaptoethanol (ref. 10500-064, Life Technologies)). Beating areas were observed from day 

9.   

  

2.2. Molecular biology 

We modified the plasmid pMK243 (plasmid #72835, Addgene) that contains AAVS1 homology arms 

and the TET responsive promoter (TRE3GS) to construct the CASQ2 and the KCNJ2 donor vectors. 

On the one hand, the human CASQ2 cDNA was inserted in the plasmid via the MluI and BglII 

restriction sites to obtain the CASQ2 donor vector. To build the KCNJ2-eGFP donor vector, a human 

optimized KCNJ2 cDNA fused to an eGFP coding sequence was generated by gene synthesis and was 

inserted via the MluI and BglII restriction sites in the pMK243 backbone. In addition, the puromycin 

selection cassette was replaced by a hygromycin selection cassette via Gibson cloning. U2 and T2 

Guide RNA sequences were cloned in the MLM3636-derived vector (plasmid #43860, Addgene, a 

kind gift of the Joung lab) and a Cas9-expression vector (plasmid #41815, Addgene) was used. The 

rLV.EF1.Tet3G-9 was produced by Vectalys.  
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2.3. Generation and isolation of the genetically engineered hiPSC clones 

To generate hiPSCs expressing CASQ2, a total of 0.9 106 hiPSCs were electroporated with 2 µg of 

Cas9 expression plasmid, 2 µg of U2 gRNA expression plasmid and 6 µg of KCNJ2-eGFP or CASQ2 

donor. Electroporation of hiPSCs was performed according to the manufacturer’s instructions with 

the Lonza 4D-Nucleofector® System (program CM-113) and P3 Primary Cell 4D-Nucleofector® X Kit 

S  (ref. V4XP-3032, Lonza) and the cells were plated on matrigel-coated (Ref. 354277, Corning) 100 

mm culture dishes (ref. 430167, Corning). 4 days after nucleofection, 0.5 µg/mL puromycin (ref. 

A11138-03, Life Technologies) was applied for 5 days. Puromycin-resistant colonies with the best 

morphology were manually picked, treated with Accutase® and seeded in 35 mm culture dish (ref. 

430165, Corning). We amplified puromycin-resistant colonies in order to proceed to biobanking 

with mFreSR® (ref. 05855, Stemcell Technologies) and functional characterization. To obtain hiPSC 

clones that express simultaneously KCNJ2-eGFP and CASQ2, we nucleofected a positive clone for 

CASQ2 transgene integration with 2 µg of Cas9 expression plasmid, 2 µg of T2 gRNA expression 

plasmid and 6 µg KCNJ2-eGFP donor. 4 days after nucleofection, 200 µg/mL hygromycin B (ref. 

10687010, Life Technologies) was applied for 5 days. Then, we proceeded to the same isolation and 

amplification procedure as described above. To induce expression of transgenes, a lentiviral 

infection with rLV.EF1.Tet3G-9 that contained an EF1a promoter that drives the expression of the 

Tet-On® 3G transactivator (batch number rV2.1A1.2124 C2) was realized at MOI 80 for 24h. We then 

treated the hiPSC with 300 µg/mL Geneticin® (ref.10131-027, Life Technologies) for 4 days to select 

the clones that had stably integrated the lentivirus. 

Preliminary experiments allowed us to determine the effective doxycycline concentration to induce 

functional expression of the transgenes. Indeed, we noted the cessation of the spontaneous beating 

without affecting cell viability of KCNJ2 hiPSC-CMs when they were treated with 2 µg/mL 

doxycycline. Besides, this dose enabled the observation of CASQ2 expression in doxycycline-induced 

CASQ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs with no side effect on cell survival. 

We assessed the functional and electrophysiological phenotypes of one clone for each transgenic 

cell line.                                                        

 

2.4. Pluripotency assessment 

hiPSCs were singularized with Accutase®. For the intracellular pluripotent markers, the cells were 

fixed using Cytofix® (ref. 512090KZ, BD Biosciences) for 20 min at 4 °C and washed with stain buffer. 

Then, the cells were incubated with monoclonal anti- OCT3/4 antibodies conjugated to APC 

(dilution: 1/10; clone REA338, ref. 130-105-607, MACS Miltenyi Biotec) and monoclonal anti-SOX2 
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antibodies conjugated to FITC (dilution: 1/10; clone REA320, ref. 130-104-993, MACS Miltenyi 

Biotec), and diluted in Perm/Wash® buffer (ref. 512091KZ, BD Biosciences), at 4 °C for 30 min. 

Finally, the cells were washed with stain buffer, centrifuged, and resuspended in a suitable amount 

of stain buffer for flow cytometry analysis. For each sample, the events were captured on the 

MACSQuant® VYB flow cytometer and analyzed with MACSQuantify® Software. 

 

2.5. Immunohistochemistry 

Cells were fixed with PBS containing 8% paraformaldehyde for 20 min at 4 °C. After washing with 

PBS, cells were permeabilized and blocked with PBS containing 0.1% Triton-X-100 for 15 min at 4 °C. 

After washing with PBS, the cells were blocked with PBS containing 1% BSA and 10% horse serum 

for 1 h at room temperature. Then, the cells were incubated in PBS 1% BSA 10% horse serum, with 

mouse anti-α-actinin antibody (dilution: 1/800; ref. A7811; Sigma) and with rabbit anti-CASQ2 

antibody (dilution: 1/250; ref. 18422-1-AP; Proteintech), overnight at 4 °C. The cells were incubated 

the next day with goat anti-mouse IgG antibody conjugated to Alexa Fluor® 488 (dilution: 1/1000; 

ref. A-11001; Invitrogen) and a goat anti-rabbit IgG antibody conjugated to Alexa Fluor® 555 

(dilution: 1/1000; ref. A-21428; Invitrogen) for 1 h at room temperature in the dark. Counterstaining 

was performed using Hoechst (dilution: 1/4000; ref. H3570, Invitrogen) for 10 min at room 

temperature. The live cells and the stained cells were analyzed with a Nikon Eclipse Ti microscope. 

 

2.6. Generation of Human Embryonic Kidney (HEK-293T) cells expressing constitutive 

Channelrhodopsin-2 (ChR2) 

HEK-293T cells were transduced with a lentivirus carrying a PGK-ChR2-2A-GFP transgene (ref: 

v740004001, GEG Tech) in accordance with the provider recommendations. The eGFP fluorescence 

was observed 48h after infection. The cells were singularized and clones expressing ChR2 were 

isolated via cell sorting using a SONY SH800S Cell Sorter. 

   

2.7. Patch clamp 

The hiPSC-CMs were magnetically enriched and purified via the PSC-Derived Cardiomyocyte 

Isolation protocol based on MACS® technology (ref. 130-110-188, Miltenyi Biotec) between day 29 

and day 40 of differentiation and were seeded at single cell density (20000-40000 hiPSC-CMs/well) 

on glass coverslips (ref. CB00120RAC20MNT0, Thermo Scientific) coated with 10 µg/mL fibronectin 

(ref. 354008, Corning). The hiPSC-CMs were treated during 1 to 3 days with 2 µg/mL doxycycline 

(ref. D3072, Sigma-Aldrich) before ionic currents and action potential recordings. Patch-clamp 

experiments were performed at 35 °C and cells were continuously perfused with an external 

https://www.miltenyibiotec.com/_Resources/Persistent/af9624c0a7fc854576bc5d081a6f637fce1b854d/DS_PSC-Derived%20Cardiomyocyte%20Isolation%20Kit_h.pdf
https://www.miltenyibiotec.com/_Resources/Persistent/af9624c0a7fc854576bc5d081a6f637fce1b854d/DS_PSC-Derived%20Cardiomyocyte%20Isolation%20Kit_h.pdf
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solution containing (in mM): 140 NaCl, 5 KCl, 1 CaCl2, 1 MgCl2, 10 glucose, 10 HEPES. pH was set to 

7.4 with NaOH 1M. To block the inward rectifier current IK1, 200 µM BaCl2 was added to the 

extracellular solution. The patch pipettes were pulled from thick-walled borosilicate glass capillaries 

(ref. W3 30-0060 GC150F-7.5, Harvard Apparatus) on a DMZ-universal electrode puller (Zeitz-

Instruments GmbH). Electrode impedance was 4–5 MΩ when filled with an internal solution 

containing (in mM): 110 K+ aspartate, 20 KCl, 1 MgCl2, 0.1 NaGTP, 5 Mg-ATP, 5 phosphocreatine, 1 

EGTA, 10 HEPES. pH was adjusted to 7.2 with KOH 1 M. Electrophysiological recordings were made 

on spontaneous beating hiPSC-CMs in the whole-cell configuration of the patch-clamp technique 

using digidata 1550/ Multiclamp 700B (Molecular Devices, Sunnyvale, CA, USA) for data 

amplification and acquisition. Data were low-pass filtered at 10 KHz and digitized at 5 KHz using 

Clampex software (pClamp 10.5, Molecular Devices, Sunnyvale, CA, USA). The amplitude of the 

intrinsic IK1 current of hiPSC-CMs was assessed using the voltage-clamp mode of the whole-cell 

patch-clamp configuration. The applied protocol consisted of a series of 400 ms steps from a holding 

potential of −80 mV to a test potential ranging from -120 mV to +30 mV in 10 mV increments. IK1 

was recorded as a barium sensitive current. First, K+ currents were recorded in extracellular solution 

and next, 200 µM BaCl2 was perfused to block inward rectifier channels. The IK1 current was 

determined by subtracting the current traces recorded in the presence of Ba2+ from those recorded 

in control conditions. IK1 was defined as the difference current at the end of the 400 ms step and 

was normalized for cell size through the membrane capacitance. Resting membrane potential 

assessment was made in current-clamp mode allowing spontaneous action potentials recordings 

without injecting any current. Data were all corrected for the estimated liquid junction potential of 

-15.4 mV. For currents and AP analysis, Clampfit software was used (pClamp 10.5, Molecular 

Devices, Sunnyvale, CA, USA).  

 

2.8. Voltage and Ca2+ imaging  

Purified hiPSC-CMs differentiated between 33 and 40 days were seeded at a density of 85000 

cells/well in black walled clear bottom 96-well plates (ref. 655946, Costar) coated with 10 µg/mL 

fibronectin. The hiPSC-CMs were treated during 4-6 days with 2 µg/mL doxycycline before 

fluorescence measurement. The Cal-520® (ref. 171868, Abcam) Ca2+ assay was performed as 

outlined in the product information sheet provided with the Hamamatsu FDSS/µCell (ref. C13299, 

Hamamatsu). Briefly, a stock solution of Cal-520 dye was prepared at 5 mM in DMSO. Assay buffer 

was made from Hank’s Balanced Saline Solution (ref. 14025, Gibco) buffered with 20 mM HEPES 

(ref. 15630, Gibco) and supplemented with 5% fetal bovine serum. Powerload® concentrate (ref. 
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P10020, molecular probes) was used to enhance the dye solubility. Probenecid, water soluble (ref. 

P36400, molecular probes) was added to suppress efflux of fluorescent dyes.  Cells were incubated 

in 5 µM of Cal-520 dye for 90 minutes at 37°C, or with the Fluovolt® dye (ref. F10488, Molecular 

Probes) according to the manufacturer’s recommendation (no indication of the resulting 

concentration) for 30 minutes, washed twice with warm dye-free assay buffer and then imaged in 

120 μL per well of warm assay buffer. hiPSC-CMs were treated with caffeine (5 mM) and 

thapsigargin (5 µM) dissolved in warm dye-free assay buffer. Fluorescence measurements and 

treatments were performed into Functional drug screening system (FDSS/µCell) at 37°C. Drugs were 

pipetted from a 96-well compound plate, and 30 µL was injected in the wells containing the hiPSC-

CMs. The drug dilution factor was one-fifth, which was considered in the preparation of compounds. 

The intracellular Ca2+ concentration changes (Ca2+ transients) were measured for 1 to 2 minutes. 

Compounds were then injected, and activity was recorded for 10 to 15 minutes. The membrane 

potential changes (action potentials) were measured for 3 to 5 minutes. Cells were then electrically 

stimulated and the paced activity was recorded (electrical stimulation protocol: 1 Hz, 2 Hz, 3 Hz and 

4 Hz; 10ms/pulse; voltage 5V). The data was recorded using FDSSv3 Software (Hamamatsu 

Photonics, Hamamatsu). FDSSv3 Software and FDSS Waveform Analysis Software for 

Cardiomyocytes (Hamamatsu Photonics, Hamamatsu) were used for analyzing Ca2+ transient peak 

amplitude, Ca2+ baseline and action potential duration at 20 %, 50 % and at 80 % of maximal 

amplitude (APD20, APD50 and APD80, respectively). Corrected APD20, 50 and 80 were then 

calculated with Fridericia's formulae: APDc = APD / (Beat Period)1/3. 

 

2.9. Analysis of cardiac functionality on microelectrode array system 

One day before their use, the HEK-ChR2 cells were treated with 10 ng/mL mitomycin C (ref. 

10107409001, Roche Diagnostics) during 3 hours at 37°c. Purified hiPSC-CMs differentiated 

between 19 and 34 days were seeded with mitomycin-treated HEK-ChR2 cells (ratio CM/HEK: 5:1) 

at a density of 40000 cells/well in Lumos® MEA 48-well plates (ref. M768-tMEA-48OPT, Axion 

Biosystems) coated with fibronectin (10 µg/mL). The cells were treated during 3-7 days with 2 µg/mL 

doxycycline before the electrophysiological assays. The monolayers were assayed with and without 

drug and paced at 3 different frequencies (1, 1.2 and 1.5 Hz) using the Lumos® optical stimulator 

(Axion Biosystems, USA) with simultaneous recording of field potentials with the Maestro PRO® 

(Axion Biosystems, USA) at 37 °C and 5% CO2. Optical pacing pulses were executed at 474 nm, 40% 

of the maximal power, 10 ms pulse. Baseline electrical hiPSC-CMs activity was recorded for the 

spontaneously beating cells as well as for paced cells for 4 min each. hiPSC-CMs were treated with 
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isoproterenol (0.02, 0.08, 0.2 and 0.6 µM, ref. I6504, Sigma-Aldrich), lidocaine (4, 20 and 100 µM, 

ref. L7757, Sigma-Aldrich), verapamil (0.02, 0.1 and 0.5 µM, ref. PHR1131, Sigma-Aldrich), and E-

4031 (0.01, 0.1 and 1 µM, ref. M5060, Sigma-Aldrich). Lidocaine, verapamil and E-4031 were diluted 

in DMSO. The monolayers were incubated without or with the drugs for 20 minutes at 37 °C and 5% 

CO2 before measurement. The data was recorded using AxIS Navigator® version 2.0.4 and data 

analysis was performed on Cardiac Analysis Tool® version 2.2.7 (Axion Biosystems, USA) where the 

golden channel identifications were manually achieved in data before and after drug addition, for 

all unpaced and paced conditions. The following settings were applied to the baseline parameters: 

(1) hiPSC-CM baseline spontaneous beating rate should be within 1–240 beats per minute (0.02–4 

Hz); (2) depolarization spike amplitude should be between 0.1 and 0.3 mV; (3) the cells should be 

captured by the pacing stimuli, with the chosen stimulation pulse parameters (described above). 

 

2.10. Statistical tests 

Nonparametric Mann–Whitney t-tests and Kruskal-Wallis with Dunn’s multiple comparison test 

were performed to determine statistically significant differences between means (* P < 0.05, ** P < 

0.01, *** P < 0.001 and **** P < 0.0001) using Graphpad PRISM 5.04. Error bars indicate standard 

error of mean (SEM). 

 

 

3. Results 

3.1. Generation of hiPSC-CMs simultaneously expressing KCNJ2-eGFP and CASQ2 

Using the CRISPR/Cas9 system, we introduced doxycycline-inducible KCNJ2-eGFP and CASQ2 

transgenes into the AAVS1 locus of hiPSCs in two sequential targeting events. Next, we transduced 

a lentivirus encoding for the third generation Tet-On® transactivator (Tet-On 3G) in order to activate 

transgene expression upon doxycycline addition to the culture medium. In parallel, single KCNJ2 or 

CASQ2 transgenic hiPSC cell lines were obtained. Genome edited hiPSCs were treated with 

doxycycline and cell clones expressing the proteins of interest were isolated (figure 1A). These 

interventions on the hiPSC genome as well as the cloning steps involved did not alter the 

pluripotency of the cells, as suggested by the maintenance of Oct3/4 and Sox2 expression and 

confirmed by their ability to differentiate into cardiomyocytes (Figure 1 B, C and D). The doxycycline-

inducible expression of the proteins was verified after differentiation into cardiomyocytes. 

Immunostaining of CASQ2 and fluorescence imaging of KCNJ2-eGFP showed that the proteins were 

localized respectively in the cytoplasm and at the cell membrane, as expected (Figures 1C and D). 
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3.2. KCNJ2 expression drastically reduces the spontaneous beating rate  

hiPSC-CMs exhibit spontaneous beating mainly due to the very low levels of the inward rectifier K+ 

current Ik1 which stabilizes the RMP and plays a major role during the late phase of the repolarization 

in adult cardiomyocytes [9]. As Kir2.1 channel encoded by KCNJ2 gene is mostly responsible of the 

Ik1 current, we investigated the spontaneous beating rate, RMP and the IK1 current density in the 

genetically modified cells. Cells were treated with doxycycline to induce expression of the 

transgenes and the beating rate was studied through FDSS/µCell four days later. While the beating 

rate of the hiPSC-CMs with doxycycline-dependent expression of CASQ2 (CASQ2 hiPSC-CMs) was 

not modified, hiPSC-CMs with doxycycline-dependent expression of KCNJ2-eGFP (KCNJ2 hiPSC-CMs) 

had a progressively reduced automaticity over time which led to the cessation of spontaneous 

beating after only 48h of doxycycline treatment (Figure 2A). The IK1 current inhibitor BaCl2 restored 

beating activity as soon as it was added to the culture medium and cell quiescence was reinstated 

a few seconds after its removal, thus confirming that cell quiescence was due to induction of the IK1 

current (data not shown). In the double transgenic KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs, spontaneous beating 

was considerably reduced but not fully abolished (0.05 ± 0.02 Hz vs. 0.89 ± 0.08 Hz without 

doxycycline; P < 0.0001; Figure 2A). 

 

3.3. RMP and IK1 current values in KCNJ2-expressing hiPSC-CMs are similar to mature 

cardiomyocytes 

Patch-Clamp experiments were performed to measure the RMP values and IK1 densities of the 

genetically modified hiPSC-CMs treated with doxycycline during 24-72h. As previously reported [21], 

the RMP of the control hiPSC-CMs was less polarized than in adult cardiomyocytes (-60.48 ± 1.49 

mV and -85 mV, respectively) which largely contributes to the automaticity of hiPSC-CMs (Figure 

2B). In CASQ2 hiPSC-CMs, the RMP was also weakly polarized and similar to control values (-55.65 ± 

2.07 mV); this finding was expected since CASQ2 is involved in Ca2+ handling and not directly related 

to the control of RMP. In contrast, KCNJ2 hiPSC-CMs were quiescent when treated with doxycycline 

and had a RMP value (-75.94 ± 1.21 mV, P < 0.001) close to that reported in adult cardiomyocytes. 

It was also true for KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs (-77.53 ± 1.69 mV, P < 0.001; Figure 2B). Even though 

the RMP in KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs was similar to the one measured in KCNJ2 hiPSC-CMs, the 

former cells did not become fully quiescent. The difference between the RMP recorded in the 

presence and in the absence of BaCl2 allowed us to determine the hyperpolarization due to Kir2.1 

function. BaCl2 removal induced a hyperpolarization of -14.28 ± 0.99 mV and -18.09 ± 4.68 mV in 
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KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs (P < 0.0001), respectively, while the polarization for the control 

hiPSC-CMs was only -1.47 ± 0.49 mV (Figure 2C). The current-to-voltage relationship of the Ik1 

current was assessed by voltage-clamp experiments. The control hiPSC-CMs exhibited almost no Ik1 

current. In contrast, doxycycline-induced KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs were found to display 

a similar typical inwardly rectifying current with the current-to-voltage relationship exhibiting a 

negative slope conductance between -40 mV and +20 mV, confirming the functional expression of 

Kir2.1 channels. The inward current density at -120 mV was -37.29 ± 4.75 pA/pF and -44.51 ± 4.20 

pA/pF and the outward current density at -40 mV was 15.64 ± 2.71 pA/pF and 14.61 ± 3.19 pA/pF 

for KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs, respectively (Figures 2D and E). Together, these values are 

in accordance with those reported in human adult ventricular cardiomyocytes [22].  These results 

demonstrate functional expression of KCNJ2 in doxycycline-induced KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-

CMs and confirmed that the Kir2.1 channels are almost functionally absent in control hiPSC-CMs, 

explaining the weakly polarized RMP values in these cells.  

 

3.4. Inducing KCNJ2 expression shortens APDs in hiPSC-CMs 

To gain insight into the functional consequences of CASQ2 and KCNJ2 expression on hiPSC-CM 

repolarization, we paced control and doxycycline-induced hiPSC-CMs with the different transgenes 

at 1 Hz by electrical field stimulation (EFS) and measured the action potential durations (APDs) using 

the FDSS/µCell. Inducing CASQ2 expression alone did not modify the APDs (Figure 3A). In contrast, 

doxycycline-induced KCNJ2 hiPSC-CMs exhibited significantly shortened APD20, APD50 and APD80 

values compared to their non-induced counterparts (APD20: 47.7 ± 2.4ms vs. 118.4 ± 4.8ms without 

doxycycline, P < 0.0001; APD50: 123.5 ±4.5ms vs. 251.1 ± 9.3ms without doxycycline, P < 0.0001; 

APD80: 221.0 ± 5.7ms vs. 387.8 ± 12.2ms without doxycycline, P < 0.0001). KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs 

also displayed significantly shortened APDs (APD20: 52.3 ± 5.6ms vs. 123.5 ± 3.2ms without 

doxycycline, P < 0.001; APD50: 133.0 ± 10.8ms vs. 210.9 ± 24.8ms without doxycycline, P < 0.01; 

APD80: 235.6 ± 13.8ms vs. 398.8 ± 8.3ms without doxycycline, P < 0.001; Figure 3A). The decrease 

of the APD50 in doxycycline-treated cells was more severe in KCNJ2 than in KCNJ2-CASQ2 hiPSC-

CMs since it was reduced to 51% vs. 37%, respectively (P < 0.05, t-test). These results confirm 

previous findings [18]  and further establish the benefit of inducing KCNJ2 expression in hiPSC-CMs 

on APD, leading to durations close to those reported in native ventricular tissues [23]. 

 

3.5. KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs are able to follow high frequency pacing 

We next investigated the impact of the expression of KCNJ2 and CASQ2 on the ability of hiPSC-CMs 
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to follow EFS at higher frequencies. For each of the three types of hiPSC-CMs, we observed that in 

the absence of doxycycline treatment, cell layers in only 45 to 48 % of the wells were able to follow 

stimulation at 2 Hz and none followed at 3 Hz and higher. Similar results were observed for CASQ2 

hiPSC-CMs treated with doxycycline (61% of the wells of CASQ2-hiPSC-CMs followed at 2 Hz and 0% 

at 3 Hz). On the other hand, both KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs were able to follow pacing at 

3 Hz and 4 Hz, with a higher percentage of responding wells for KCNJ2 hiPSC-CMs (at 3 Hz: 92% vs. 

73% and at 4 Hz: 56% vs. 38%, for KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs respectively; Figure 3B). This 

result suggests that KCNJ2 expression enables high frequency pacing. APDs 20, 50 and 80 were next 

determined at 2 and 3 Hz stimulation for KCNJ2 and KCNK2-CASQ2 hiPSC-CMs. We observed that 

for both clones, the APDs shortened according to the increase in pacing (Figure 3C). This ability of 

both KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs to reduce their APDs in order to adapt to high pacing 

frequency  is characteristic of adult cardiomyocytes  [24]. 

 

3.6. Simultaneous expression of KCNJ2 and CASQ2 enhances Ca2+ storage 

To investigate the effect of CASQ2 expression, we treated CASQ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs with 

caffeine, an opener of ryanodine receptors and compared the ratio of Ca2+ peak transient amplitude 

measured after caffeine treatment in doxycycline-induced condition to that measured in the 

absence of doxycycline. Application of 5mM caffeine to KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs resulted in a 

significantly higher Ca2+ peak transient amplitude compared to the non-induced hiPSC-CMs (Figure 

4A). The fold increase of Ca2+ peak transient amplitude with caffeine was 2.74 ± 0.23 for doxycycline-

induced KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs vs. 1.94 ± 0.13 for non-induced controls (P < 0.05; Figure 4B). 

Doxycycline-induced CASQ2 hiPSC-CMs also displayed a slight increase of Ca2+ peak transient 

amplitude (2.64 ± 0.11 vs. 2.44 ± 0.17 for non-induced controls, P = 0.95; Figure 4B). The increase of 

the ratio between doxycycline-induced and non-induced cells was higher in KCNJ2-CASQ2 than in 

CASQ2 hiPSC-CMs. Since Ca2+ handling measurements were performed on spontaneously active 

hiPSC-CMs, we were not able to investigate the Ca transients of KCNJ2 hiPSC-CMs which were 

quiescent upon doxycycline induction (as shown in Figure 2A). We next evaluated the impact of 

thapsigargin, a specific SERCA inhibitor, on Ca2+ contents. CASQ2 hiPSC-CMs treated with 5 µM of 

thapsigargin exhibited a less severe decrease of Ca2+ transient amplitude, with a 0.73-fold change (± 

0.03)  of Ca2+ transient amplitude after thapsigargin treatment compared to a 0.64-fold change (± 

0.03) in the non-induced CASQ2 hiPSC-CMs (P < 0.01) (Figure 4C). This finding was reinforced in 

KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs (0.92 ± 0.04 vs. 0.62 ± 0.03-fold change in doxycycline-induced vs. non-

induced hiPSC-CMs, respectively, P < 0.001; Figure 4C). For both cell lines, we observed an increase 
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of Ca2+ baseline. Nevertheless, this elevation was not different between doxycycline-induced and 

non-induced cells (data not shown). Altogether, caffeine and thapsigargin effects suggest enhanced 

SR Ca2+ buffering upon induction of CASQ2 expression in hiPSC-CMs. In KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs 

this phenomenon was significantly increased, suggesting that KCNJ2 expression reinforces the effect 

of CASQ2 expression on Ca2+ handling properties.  

 

3.7. Enhanced spike slope and reduced field potential duration in KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs under 

optogenetic pacing 

Since inducing KCNJ2 expression led to a drastic beating rate decline, we developed an optogenetic 

pacing system in order to further characterize the electrophysiology of the cells. HEK-293T cells 

constitutively expressing a Channelrhodopsin-2 (ChR2-T2A-eGFP) transgene were generated (called 

HEK-ChR2). The expression of the ChR2-T2A-eGFP transgene was visualized by the detection of eGFP 

fluorescence (Figure 5A). Preliminary experiments demonstrated ChR2 function since HEK-ChR2 

cells were able to drive contractions of cocultured adult canine cardiomyocytes in response to 

illumination at different frequencies [25]. hiPSC-CMs pacing was successfully induced by HEK-ChR2 

cells in response to illumination and abolished by treating cocultured cells with carbenoxolone, a 

gap junction inhibitor, which showed that pacing takes place through gap junctions between HEK-

ChR2 cells and hiPSC-CMs (Figure 5B). We next paced the hiPSC-CMs at 1.5 Hz and recorded 

extracellular field potentials (EFPs). CASQ2 hiPSC-CMs displayed a significantly reduced spike 

amplitude compared to their non-induced counterparts (Spike amplitude ratio: doxycycline-

induced/non-induced = 0.81 ± 0.06, P < 0.5). We did not observe significant differences in the spike 

amplitude of EFPs between doxycycline-induced and non-induced cells of KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 

hiPSC-CMs lines (Figure 5C). Besides, CASQ2 hiPSC-CMs also exhibited a significant reduction of the 

spike slope compare to the non-induced hiPSC-CMs (Spike slope ratio: doxycycline-induced/non-

induced = 0.80 ± 0.08, P < 0.5).  Doxycycline-induced KCNJ2 hiPSC-CMs did not have a significantly 

different spike slope (Spike slope ratio:  1.04 ± 0.17, P = 0.37) while doxycycline-induced KCNJ2-

CASQ2 hiPSC-CMs displayed a significant increase of this metric (Spike slope ratio: 1.33 ± 0.13, P < 

0.5) (Figure 5D).  As the spike slope is related to the function of Na+ channels, this result suggests 

that the simultaneous expression of KCNJ2 and CASQ2 may lead to an enhanced INa. In addition, 

given the results obtained with the APDs, we investigated whether the transgenes expression 

modified the field potential duration (FPD). The corrected FPD (FPDc, Fridericia formula) of 

doxycycline-induced CASQ2 hiPSC-CMs was not different from that of non-induced hiPSC-CMs 

(180.70 ± 8.38 vs. 186.50 ± 8.13 ms; Figure 5C). On the other hand, doxycycline-induced KCNJ2 and 
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KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs exhibited significantly shortened FPDcs (128.80 ± 5.70 vs. 195.70 ± 6.81 

ms,  P < 0.001  and  131.50 ± 9.93 vs. 176.70 ± 13.48 ms, P < 0.05, respectively), which represent -

35% and -27% reductions, respectively, in comparison to their non-induced counterparts (Figure 

5E). These electrophysiological features, obtained by optogenetic pacing with HEK-ChR2 cells, are 

consistent with the APD values assessed by pacing monoculture of hiPSC-CMs with EFS. During these 

experiments, we noted that unexpectedly, 60% of the cell layers of doxycycline-induced KCNJ2 

hiPSC-CMs cocultured with HEK-ChR2 were able to beat spontaneously at a very low rate (0.11 ± 

0.03, data not shown).  

 

3.8. Pharmacological properties of spontaneously beating hiPSC-CMs induced to express KCNJ2 

and/or CASQ2 

An important application of hiPSC-CMs is to help identify cardiac toxicity of candidate drugs. The 

effects of drugs known to impact the beating activity of cardiomyocytes were therefore investigated 

in the different types of hiPSC-CMs.  

 

3.8.1. Isoproterenol  

We first tested isoproterenol, a β-adrenergic agonist that has positive chronotropic and inotropic 

properties on the heart. The effects of isoproterenol were evaluated on the spontaneous beating 

rate and FPDc of the genetically engineered hiPSC-CMs in co-culture with HEK-ChR2 cells. We used 

cocultures to take advantage of our unanticipated finding that cells expressing KCNJ2 alone 

exhibited spontaneous beating in this experimental setting. For the CASQ2 hiPSC-CMs, we did not 

observe any difference for these two readouts of beating activity between doxycycline induced and 

non-induced cells. We observed that for doxycycline-induced and non-induced KCNJ2 and KCNJ2-

CASQ2 hiPSC-CMs, the beating rate increased slightly when isoproterenol concentrations were 

increased from 0.02 to 0.6 µM (Figure 6A). In addition, we noted that the increase of the beating 

rate ratio upon isoproterenol treatment differed between the two types of cells. We monitored a 

4.48-fold increase (± 0.89) when the doxycycline-induced KCNJ2 hiPSC-CMs were treated with 0.2 

µM isoproterenol, while the non-induced counterparts only exhibited a 1.55-fold increase (± 0.17). 

In doxycycline-induced KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs, the beating rate increased by 2.25 folds (± 0.33) 

while the non-induced counterparts exhibited a 1.56-fold increase (± 0.10) (Figure 6C). The effect of 

isoproterenol on the beating rate was also monitored by a second experimental setup, using FDSS 

and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs. After application of 0.3 µM isoproterenol, we noted that doxycycline-

induced KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs exhibited a 11.84-fold increase (± 2.58) in comparison with the 
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non-induced controls which exhibited an elevation of the beating rate by a factor of 2.38 (± 0.13) 

(Figure 6D). The fact that the beating rate augmentation under isoproterenol treatment was higher 

in doxycycline-induced KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs could reasonably be attributed to the 

overexpression of Kir2.1 channel and the resulting enhanced IK1 current which is responsible for 

reducing the spontaneous beating rate. These observations suggest that lower beating activity of 

engineered hiPSC-CMs may help to better detect a potential positive chronotropic effect of drugs. 

Interestingly, we noted that -adrenergic stimulation of KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs 

considerably increased their beating rate without reducing their FPDc which was already 

significantly shortened by KCNJ2 expression (Figure 6B). The FPDc of the doxycycline-induced KCNJ2 

hiPSC-CMs did not change upon increasing concentrations of isoproterenol and for KCNJ2-CASQ2 

hiPSC-CMs, it reached a plateau as soon as the first dose was applied (Figure 6B). One possibility is 

that KCNJ2 expression levels induced by doxycycline result here in a strong shortening of FPDcs that 

occludes further increase in repolarizing currents such as IKs, the main K+ channel activated by 

isoproterenol [26]. 

 

3.8.2. Lidocaine 

Na+ channel blockers such as local anesthetics are generally poorly detected using hiPSC-CMs in 

cardiotoxicity assays [27]. Using lidocaine, we have evaluated the potential effects of CASQ2 and 

KCNJ2 expression on hiPSC-CM sensitivity to this kind of pharmacological agent.  The non-induced 

controls and the doxycycline-induced CASQ2 hiPSC-CMs did not exhibit any change in beating rate 

for all the lidocaine concentrations tested (Figure 7A). For KCNJ2 hiPSC-CMs, 42% and 80% of the 

layers stopped beating when treated with 20 µM and 100 µM of lidocaine, respectively. 

Interestingly, 100% of the KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs remained contractile at 20 µM and then became 

quiescent at 100 µM lidocaine (Figure 7B). These results suggest that KCNJ2- and KCNJ2-CASQ2-

expressing hiPSC-CMs are more sensitive to the Na+ channel blocker lidocaine than immature hiPSC-

CMs.  

 

3.8.3. Verapamil  

Voltage-gated Ca2+ channels (VGCCs) were investigated by treating the genetically engineered 

hiPSC-CMs with verapamil. All the non-induced control hiPSC-CMs became quiescent as soon as 0.1 

µM verapamil was dispensed. At this concentration, only 16.7% of the CASQ2 hiPSC-CMs were still 

beating, while 100% of the KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs continued to beat. At 0.5 µM, only 

the KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs exhibited a beating activity, as we observed 50% of beating layers. 
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(Figure 7C). These results suggest that KCNJ2 expression renders cardiomyocyte pacemaker activity 

less dependent on Ca2+ entry via the VGCCs. This is in good keeping with the strongly reduced APD20 

and APD50 values reported above after induction of KCNJ2 expression. 

 

3.8.4. E-4031 

E-4031, a blocker of the hERG (human Ether-à-go-go-Related Gene) K+ channel, was tested on 

CASQ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs to investigate whether the transgenic cell lines were able to 

recapitulate arrhythmias. Even if we measured the expected lengthening of the FPDc according to 

the increasing doses of E-4031, we did not observe any significant difference between the 

doxycycline-induced and non-induced CASQ2 hiPSC-CMs (Figure 7D). For doxycycline-induced 

KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs, we observed a 2.76-fold increase of arrhythmic events in comparison to 

the non-induced control cells (75% vs. 27.2% of arrhythmia, respectively; Figure 7E). Interestingly, 

the expression of CASQ2 alone prevented the occurrence of arrhythmia induced by FPD 

prolongation, suggesting that the higher propensity to arrhythmias observed in the KCNJ2-CASQ2 

hiPSC-CMs treated with E-4031, could be linked to KCNJ2 expression.  

 

 

4. Discussion 

     In this study, we generated stable genetically engineered hiPSCs with inducible expression of 

KCNJ2, CASQ2 or both proteins, in order to examine if KCNJ2 and CASQ2 co-expression could further 

improve the maturation and functionality of the hiPSC-CMs. We found that KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 

hiPSC-CMs displayed a similar hyperpolarized RMP with values close to those reported in 

cardiomyocytes of the adult heart [28], conferring these genetically engineered hiPSC-CMs a 

phenotype closer to that of fully mature ventricular cardiomyocytes. Besides, we showed that 

inducing strong CASQ2 expression led to an increase of Ca2+ transient amplitude after caffeine 

treatment while co-expression of CASQ2 and KCNJ2 further enhanced this increase. Additionally, 

after SERCA blockade by thapsigargin, doxycycline-induced CASQ2 hiPSC-CMs exhibited a high 

decrease of the Ca2+ transient amplitude while doxycycline-induced KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs 

displayed a less severe reduction. These results suggest that the expression of the two proteins 

synergizes to increase SR Ca2+ content to higher levels than that achieved by stimulating CASQ2 

expression alone. This result reinforces the potential role of KCNJ2 in Ca2+ handling as already 

suggested by the increase of Ca2+ transient amplitude measured in hiPSC-CMs with adenovirus-

mediated KCNJ2 expression that were electrically stimulated at 0.5 and 1 Hz [17]. While inducing 
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KCNJ2 expression alone in hiPSC-CMs abolished spontaneous beating, hiPSC-CMs that co-expressed 

KCNJ2 and CASQ2 exhibited a slow spontaneous beating activity. One possible explanation lies on 

the rhythmic occurrence of Ca2+ release from a fully loaded SR, leading to the regular triggering of 

APs, a phenomenon named Ca2+ Clock [29]. Indeed, we have shown that KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs 

exhibited enhanced Ca2+ transients upon caffeine treatment, suggesting a better SR Ca2+ 

sequestration. In such conditions, it is plausible that spontaneous and rhythmic Ca2+ releases may  

still occur,  activating the forward and depolarizing mode of the NCX pump, leading to the activation 

of Ca2+ and Na+ channels and the recovery of a spontaneous beating activity [30]. 

In addition, the IK1 current densities reached by treating KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs with 

doxycycline were similar to those measured in adult ventricular cardiomyocytes  and the current-

to-voltage relationship recapitulated that of adult ventricular IK1 [9,22]. Furthermore, KCNJ2 and 

KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs exhibited shortened APD values. In fact, inducing KCNJ2 expression led to 

APD values close to those reported in native ventricular tissue [23]. We described that KCNJ2 

expression in hiPSC-CMs, alone or in association with CASQ2, enabled high frequency pacing, up to 

4 Hz. Induction of such robust pacing in hiPSC-CMs could be useful for cardiac toxicity assays in order 

to pinpoint drugs with a use-dependent effect, such as local anesthetics. Finally, it has been reported 

that the Kir2.1 ionic channel interacts with Nav1.5, the channel that conducts the cardiac Na+ current 

INa. Nav1.5 has been reported to form a macromolecular complex with Kir2.1 in which they 

reciprocally regulate each other’s expression and function [31,32]. Li and colleagues [18] 

demonstrated that expression of KCNJ2 in hiPSC-CMs could increase INa since the upstroke velocity 

of APs was enhanced in those cells. In accordance with those data, we found here, through MEA 

assays, that KCNJ2 hiPSC-CMs displayed a tendency towards increased EFP rising slope, a parameter 

related to Na+ channel activity  [33]. Furthermore, in KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs, EFP rising slope was 

significantly enhanced, further suggesting a benefit on the level of INa current activity when both 

proteins are expressed simultaneously. Overall, these results indicate that KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs 

exhibited a more mature phenotype than control hiPSC-CMs. 

     hiPSC-CMs have great potential for performing predictive cardiotoxicology assays in vitro. They 

are being evaluated for cardiac electrophysiological toxicity in the Comprehensive in vitro 

Proarrhythmia Assay (CiPA) initiative, a collaborative program among the Food and Drug 

Administration, pharmaceutical industry and academia, to develop a pilot program that utilizes 

systems pharmacology models and cellular-based approaches for the prediction of drug-induced 

alteration of cardiac electrophysiology that translates to clinical cardiotoxicity [34]. One component 

of the CiPA initiative focused on the possibility of using hiPSC-CMs as a surrogate to adult ventricular 
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cardiomyocytes, whose access is very limited. Reliable predictions of cardiotoxicity require hiPSC-

CMs to closely mimic adult cardiomyocyte electrophysiology, in particular to detect arrythmias such 

as Torsades de Pointes (TdPs). E-4031 is a well-known IKr current blocker that induces QT 

prolongation and have been associated with proarrhythmic effect such as TdPs [35]. We showed 

here that E-4031 significantly impacted KCNJ2-CASQ2 hiPSC and such engineered hiPSCs could 

therefore be useful for predictive toxicology. Indeed, if hERG channel blockade is a well-known 

target of pro-arrhythmic drugs, abnormal Ca2+ release by SR can also trigger arrhythmias and the 

simultaneous expression of KCNJ2 and CASQ2 may therefore also enhance the sensitivity to such 

effects [36]. It will be interesting to test other pro-arrhythmogenic compounds and further 

demonstrate if genetically engineered hiPSC-CMs can help to discriminate drugs with low and high 

risk for TdPs. Another potential application of these engineered cells is the better detection of Na+ 

channel blockers and drugs with positive chronotropic effects.  Indeed, it is currently difficult to 

identify Na+ channel blockers using commercially available hiPSC-CMs [27], and in contrast, we 

found that KCNJ2-CASQ2-hiPSC-CMs exhibited significantly enhanced sensitivity to lidocaine, a 

typical Na+ channel blocker. Finally, the overexpression of Kir2.1 channel which is responsible of the 

low beating rate seems to be also at the origin of higher sensitivity of KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 

hiPSC-CMs to isoproterenol-induced chronotropic effects.  A slow beating activity of hIPSC-CMs may 

help to better detect the potential positive chronotropic effect of a drug and we showed that this 

requirement can be achieved either by simultaneously expressing KCNJ2 and CASQ2 or by 

coculturing hiPSC-CMs with HEK-ChR2 cells, these two conditions rendering KCNJ2 expressing hiPSC-

CMs able to beat. 

     In this study, we have introduced inducible expression of KCNJ2 and CASQ2 and observed that 

KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs exhibited a more mature phenotype than control hiPSC-CMs with benefits 

on cardiac physiology and sensitivity for testing cardiac effects of drugs. Future studies may test the 

benefit of inducing the expression of additional maturation genes and apply to such genetically 

engineered cells other original methods reported to enhance cardiac maturation. For example, 

preliminary results generated by our team indicate that shifting cells towards oxidative metabolism, 

culture on 2D patterned substrates or biocompatible synthetic materials that have similar stiffness 

to the native matrix and co-culture with the different cell types found in the myocardium could all 

help. In this regard, pacing by optogenetic stimulation of HEK-ChR2 appears to be a promising way 

forward. Training by electrical stimulation can be used to enhance maturation but may also have 

negative effects because of the electrode oxidation, the generation of toxic chemical compounds 

such as hydroxyl radicals, hypochlorous acid and chlorate and pH alterations owing to water 
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hydrolysis [37,38]. Previous studies have already used optogenetic stimulation by ChR2 directly 

expressed in cardiomyocytes, but several limitations were observed such as lowered cell viability 

and adverse morphological changes (e.g. membrane blebbing and strong ChR2 protein aggregation 

in the cytoplasm) in neonatal rat ventricular myocytes [39] or slowed-down development in hiPSC-

CM [40]. To try to circumvent those problems and prevent the potential interference of ChR2 with 

other ion channels at the cell membrane of the hiPSC-CMs, we generated an HEK-293T cell line 

overexpressing ChR2 and co-cultured those cells with hiPSC-CMs. We confirmed the existing 

functional electric junctions between the HEK-ChR2 cells and the hiPSC-CMs by inhibiting the 

coupling between the two cell types, when carbenoxolone is added on the coculture layers [25]. 

Interestingly, we observed the restauration of the spontaneous beating at a very low frequency 

(0.11 Hz) in the KCNJ2 hiPSC-CMs when co-cultured with the HEK-ChR2 cells. HEK-293T cells are 

known to exhibit a weak membrane potential [41,42], that could induce a depolarization of the 

neighboring hiPSC-CMs, partially neutralizing IK1-induced hyperpolarization and thereby possibly 

responsible for the beating activity restitution. We were able to optically pace the hiPSC-CMs at 

different rates (from 1.2 Hz to 3 Hz, data not shown), without reproducing the undesirable effects 

associated to the direct expression of ChR2 in cardiomyocytes described above. In summary, this 

HEK-ChR2 cells will offer the interest to pace over a long period of time different hiPSC-CM clones 

rendered quiescent by protein overexpression or by other complementary approaches and may 

improve the maturation of other cardiac properties (e.g. ultrastructure, contractile force) as shown 

by electro-mechanical training [43].  

 

 

5. Conclusions 

We have demonstrated that (i) KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs exhibit respectively, no or 

drastically reduced spontaneous activity, (ii) KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs display 

hyperpolarized RMP similar to adult human cardiomyocytes, (iii) which is due to an increased K+ 

conductance through the expression of the Kir2.1 channel. (iv) As a consequence, KCNJ2 and KCNJ2-

CASQ2 hiPSC-CMs have shortened action potential and field potential durations allowing them to 

be electrically paced up to 4 Hz. (v) KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs show enhanced Ca2+ release and 

storage from SR Ca2+ stores. Expression of KCNJ2 and CASQ2 in hiPSC-CMs recapitulates the benefits 

of the proteins expressed independently. For important aspects of the cardiomyocyte physiology, 

Ca2+ handling and arrhythmia detection, KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs are promising models for 

predictive toxicology studies. 
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Figure 1. Inducible expression of KCNJ2 and CASQ2 in genetically engineered hiPSCs and hiPSC-

CMs 

(A) Live imaging and immunofluorescence of a KCNJ2-CASQ2 hiPSC clone before and after 48 hours 

of doxycycline treatment. KCNJ2-eGFP fluorescence (green) and immunostaining of CASQ2 (red). 

Nuclei are stained with HOECHST (blue). All cells showed expression of CASQ2 or KCNJ2-eGFP after 

adding doxycycline. 
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(B) A KCNJ2-CASQ2 hiPSC clone was analyzed for expression of stemness markers Oct3/4 and Sox2 

by FACS analysis. 

(C) Immunostaining of doxycycline-induced CASQ2 hiPSC-CMs.  

(D) KCNJ2-eGFP fluorescence in doxycycline-induced KCNJ2 hiPSC-CMs. The fluorescence localizes 

at the plasma membrane. 

 

Figure 2. Spontaneous beating rates reported by monitoring fluovolt oscillations (FDSS) and patch 

clamp studies of hiPSC-CMs.  

(A) Comparison of the spontaneous beating rate. Doxycycline-induced KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs 

have a drastically reduced beating activity and doxycycline-induced KCNJ2 hiPSC-CMs are quiescent. 

Mann-Whitney test, **** P < 0.0001. N = 3 independent experiments. For WT: n = 22 vs. 21 

monolayers; CASQ2: n = 31 vs. 20 monolayers; KCNJ2: n = 25 vs. 31 monolayers; KCNJ2-CASQ2: n = 

22 vs. 19 monolayers, doxycycline-induced vs. non-induced, respectively. 

 (B) Resting membrane potentials are significantly more polarized in doxycycline-induced KCNJ2 

hiPSC-CMs (n = 39 cells) and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs (n = 18 cells) and close to the RMP of the adult 

cardiomyocytes in vitro, compared to the doxycycline treated WT (n = 48 cells) and CASQ2 hiPSC-

CMs (n = 24 cells), Kruskal-Wallis test with Dunn’s multiple comparison test, *** P < 0.001 

comparison with WT clone; ### P < 0.001 comparison with CASQ2 clone. 

(C) Hyperpolarization of the membrane potential after Ba2+ removal for doxycycline-induced KCNJ2 

hiPSC-CMs (n = 39 cells) and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs (n = 6 cells) whereas doxycycline treated WT-

hiPSC-CMs membrane potential does not change (n = 48 cells), Kruskal-Wallis test with Dunn’s 

multiple comparison test, *** P < 0.001 comparison with WT  clone.  

D) Representative traces of whole cell currents elicited by a series of voltage steps (duration = 400 

ms) at 0,5 Hz ranging from -120 mV to -40 mV or +30 mV (in 10 mV increments inset) recorded from 

WT, KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 expressing hiPSC-CMs. 

(E) Current–voltage (I-V) relationship of the putative IK1 current is obtained by subtracting the 

currents recorded in the presence of 200µM mM BaCl2 from the currents recorded in the absence 

of BaCl2 in doxycycline-induced KCNJ2 hiPSC-CMs (n = 15 cells), KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs (n = 9 cells) 

and WT hiPSC-CMs (n = 12 cells).  

All data are presented as mean ± SEM.   
  

Figure 3. Doxycycline-induced KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs demonstrate shortened APDs 

and can follow high electrical pacing frequencies. 
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(A) Corrected action potential durations (APDc20, APDc50 and APDc80) of the doxycycline-induced 

KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs are reduced in comparison with the non-induced cells. The 

hiPSC-CMs are paced at 1 Hz via EFS. APDc = APD / Beating Period 1/3. Mann-Whitney test; ** P < 

0.01; *** P < 0.001; **** P < 0.0001. N = 3 independent experiments. For WT: n = 21 vs. 29 

monolayers; CASQ2: n = 21 vs. 15 monolayers; KCNJ2: n = 24 vs. 28 monolayers; KCNJ2-CASQ2: n = 

18 vs. 6 monolayers, doxycycline-induced vs. non-induced, respectively. All data are presented as 

mean ± SEM. 

(B) Percentage of the hiPSC-CM layers that follow the electrical pacing at different frequencies. N = 

3 independent experiments. For CASQ2: n = 31 vs. 21 monolayers; KCNJ2: n = 25 vs. 31 monolayers; 

KCNJ2-CASQ2: n = 22 vs. 21 monolayers, doxycycline-induced vs. non-induced, respectively. All data 

are presented as mean. 

(C) Action potential durations of the doxycycline-induced KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs 

shorten as electrical pacing frequencies increase. Kruskal-Wallis test with Dunn’s multiple 

comparison test. * P < 0.05; ** P < 0.01; *** P < 0.001. N = 3 independent experiments. For CASQ2: 

n = 31 vs. 21 monolayers; KCNJ2: n = 25 vs. 31 monolayers; KCNJ2-CASQ2: n = 22 vs. 21 monolayers, 

doxycycline-induced vs. non-induced, respectively. All data are presented as mean ± SEM. 

 

Figure 4. Ca2+ handling properties of CASQ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs 

(A) Typical Ca2+ transients (Cal-520 fluorescence) and response to 5 mM caffeine injection (arrow) 

in non-induced control (left) and doxycycline-induced (right) KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs. 

(B) Quantification of the increase of caffeine-induced Ca2+ peak transients amplitude in the CASQ2 

and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs; The fold changes are calculated according to the formula: maximum 

value of the first Ca2+ peak / baseline. Mann-Whitney test * P < 0.5; ** P < 0.01. For CASQ2: N = 3 

independent experiments, n = 11 vs. 9 monolayers; KCNJ2-CASQ2: N = 4 independent experiments, 

n = 13 vs. 13 monolayers, doxycycline-induced vs. non-induced, respectively. 

(C) Quantification of the thapsigargin-induced decrease of Ca2+ transients amplitude in the CASQ2 

and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs. The fold changes are calculated according to the formula: amplitude 

after dispensing / amplitude before dispensing. Mann-Whitney test * P < 0.5; *** P < 0.001. CASQ2: 

N = 3 independent experiments, n = 10 vs. 7 monolayers; KCNJ2-CASQ2: N = 4 independent 

experiments, n = 9 vs. 14 monolayers, doxycycline-induced vs. non-induced, respectively. 

All data are presented as mean ± SEM. 
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Figure 5. Functional analysis of genetically engineered hiPSC-CMs stimulated by optical pacing in 

MEA system. 

(A) GFP fluorescence of the HEK-293T cell line expressing ChR2-2A-GFP. 

(B) Pacing is dependent on functional gap junctions between hiPSC-CMs and HEK-ChR2 cells. 

Addition of Carbenoxolone (CBX) inhibits the coupling effect of gap junctions established between 

the two cell types in co-culture. Top: the doxycycline non-induced hiPSC-CMs beat spontaneously in 

presence of CBX. Middle: in absence of CBX, the cell layers follow the 1 Hz optical pacing. Down: in 

presence of CBX, the cell layers do not follow the stimulation.  

(C) Spike amplitude and (D) spike slope ratio of CASQ2, KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs 

optogenetically paced at 1.5 Hz. The ratios are calculated for each cell line according to the formula: 

spike metric for doxycycline-induced hiPSC-CMs / spike metric for non-induced hiPSC-CMs. Mann-

Whitney test * P < 0.5. For CASQ2: N = 4 independent experiments, n = 13 vs. 13 monolayers; KCNJ2: 

N = 3 independent experiments, n = 7 vs. 7 monolayers; KCNJ2-CASQ2: N = 4 independent 

experiments, n = 12 vs. 12 monolayers, doxycycline-induced vs. non-induced, respectively.  

(E) Corrected Field Potential Duration (FPDc) of hiPSC-CMs optogenetically paced at 1.5 Hz, FPDc = 

FPD / Beating Period 1/3. Mann-Whitney test * P < 0.5; *** P < 0.001. For CASQ2: N = 4 independent 

experiments, n = 13 vs. 12 monolayers; KCNJ2: N = 2 independent experiments, n = 6 vs. 14 

monolayers; KCNJ2-CASQ2: N = 4 independent experiments, n = 14 vs. 11 monolayers, doxycycline-

induced vs. non-induced, respectively. 

All data are presented as mean ± SEM. 

 

Figure 6. Effect of isoproterenol on the genetically engineered hiPSC-CMs. 

(A) Effects of isoproterenol on the beating rate of the indicated doxycycline-induced and non-

induced hiPSC-CMs co-cultured with HEK-ChR2 cells. For CASQ2: N = 6 independent experiments, n 

= 14 vs. 14 monolayers; KCNJ2: N = 6 independent experiments, n = 10 vs. 14 monolayers; KCNJ2-

CASQ2: N = 6 independent experiments, n = 13 vs. 12 monolayers, doxycycline-induced vs. non-

induced, respectively. 

(B) Effects of isoproterenol on the FPDc of the indicated doxycycline-induced and non-induced 

hiPSC-CMs co-cultured with HEK-ChR2 cells. For CASQ2: N = 6 independent experiments, n = 14 vs. 

14 monolayers; KCNJ2: N = 6 independent experiments, n = 10 vs. 14 monolayers; KCNJ2-CASQ2: N 

= 6 independent experiments, n = 13 vs. 12 monolayers, doxycycline-induced vs. non-induced, 

respectively. 
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(C) Comparison of the beating rate ratios of the indicated doxycycline-induced and non-induced 

hiPSC-CMs co-cultured with HEK-ChR2 cells after 0.2 µM isoproterenol dispensing. Kruskal-Wallis 

test with Dunn’s multiple comparison test, *** P < 0.001.  For KCNJ2: N = 4 independent 

experiments, n = 8 vs. 9 monolayers; KCNJ2-CASQ2: N = 5 independent experiments, n = 11 vs. 11 

monolayers, doxycycline-induced vs. non-induced, respectively.  

(D) Comparison of the beating rate ratios of doxycycline-induced and non-induced KCNJ2-CASQ2 

hiPSC-CMs after application of 0.3 µM isoproterenol. Mann-Whitney test * P < 0.5; For KCNJ2-

CASQ2: N = 4 independent experiments; n = 13 vs. 13 monolayers, doxycycline-induced vs. non-

induced, respectively.  

All data are presented as mean ± SEM. 

 

Figure 7. Pharmacological properties of the genetically engineered hiPSC-CMs. 

(A and B) Effect of lidocaine on the beating rate and the quiescence of doxycycline induced and non-

induced hiPSC-CMs co-cultured with HEK-ChR2 cells. For CASQ2, KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2: N = 4 

independent experiments, n = 8 vs. 8 monolayers, doxycycline-induced vs. non-induced, 

respectively. 

(C) Effect of verapamil on the beating activity of in the indicated doxycycline-induced and non-

induced hiPSC-CMs co-cultured with HEK-ChR2 cells. For CASQ2, KCNJ2 and KCNJ2-CASQ2: N = 3 

independent experiments, n = 8 vs. 8 monolayers, doxycycline-induced vs. non-induced, 

respectively. 

(D) Concentration-dependent effect of E-4031 on the FPDc of doxycycline-induced and non-induced 

hiPSC-CMs co-cultured with HEK-ChR2 cells. For CASQ2: N = 3 independent experiments, n = 12 vs. 

12 monolayers; KCNJ2-CASQ2: N = 3 independent experiments, n = 12 vs. 11 monolayers, 

doxycycline-induced vs. non-induced, respectively. 

(E) Effect of 1µM E-4031 on arrhythmias observed in the indicated doxycycline-induced and non-

induced hiPSC-CMs co-cultured with HEK-ChR2 cells. For CASQ2: N = 3 independent experiments, n 

= 14 vs. 14 monolayers; KCNJ2-CASQ2: N = 3 independent experiments, n = 12 vs. 11 monolayers, 

doxycycline-induced vs. non-induced, respectively. 

All data are presented as mean ± SEM. 
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II. Amélioration de l’édition du génome par la fusion Cas9-
CtIP : évaluation dans les hiPSCs 

 

Stratégies pour améliorer l’efficacité d’édition du génome par la voie HDR : 

 

 L’édition du génome des hiPSC-CMs en utilisant le système CRISPR/Cas9 offre de 

nombreuses potentialités pour la recherche biomédicale que ce soit pour la modélisation de 

maladies ou bien pour la thérapie cellulaire. Afin de pouvoir exploiter entièrement les 

potentialités de ces deux biotechnologies, des améliorations sont notamment nécessaires 

afin d’augmenter l’efficacité de la modification précise de gènes par la voie HDR. En effet, 

l’édition du génome est particulièrement difficile dans de nombreux systèmes biologiques, 

dont les hPSCs, étant donné que la voie de réparation par HDR impliquée y est très peu 

efficace (Zwaka and Thomson, 2009). De ce fait, différentes stratégies ont été utilisées afin 

d’augmenter l’édition ciblée de l’ADN avec le système CRISPR/Cas9 par la voie HDR.  

  

Une des approches pour atteindre cet objectif repose sur l’inhibition de la voie de 

réparation cNHEJ. Des études ont décrit que l’inhibition des acteurs de la voie cNHEJ  tels 

que la DNA ligase IV (Chu et al., 2015; Maruyama et al., 2015) ou les DNA PKcs (Robert et 

al., 2015) conduisait à l’augmentation significative de la voie HDR à la suite d’une cassure 

double brin induite par le système CRISPR/Cas9. De même, l’inhibition  de la voie cNHEJ  

est possible en ciblant la protéine 53BP1. En effet, cette protéine a pour rôle d’empêcher le 

recrutement de BRCA1 au niveau des cassures double-brin afin d’inhiber la résection de 

l’ADN. Canny et ses collègues ont montré que l’inhibition de la protéine 53BP1 contrecarrait 

son recrutement au niveau des cassures double-brin et augmentait l’insertion d’ADN 

exogène par la voie HDR stimulée par le système CRISPR/Cas9  (Canny et al., 2018). Plus 

récemment, un inhibiteur de DNA-PKcs permettant d’augmenter de manière très importante 

l’efficacité d’introduction de mutations ponctuelles dans les hiPSCs a été décrit et semble 

très prometteur (Riesenberg et al., 2019).  

  

 Parallèlement, l’utilisation d’ADN donneur de nature différente tels que les 

oligonucléotides simple brin représentent une alternative intéressante pour augmenter 

l’efficacité de l’édition précise du génome par HDR. Dans une étude menée par notre 

laboratoire, l’utilisation d’oligonucléotides simple brin, modifiés aux extrémités par des 

liaisons   phosphorothioates, a permis d’insérer  des  séquences  pouvant atteindre 100 

nucléotides de manière efficace et précise, ces oligonucléotides simple brin n’incluant que 
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des séquences courtes d’homologie (~ 35 nucléotides) pour exercer leur activité. 

L’intégration de ce type de donneur simple brin court dépend d’un système de réparation 

proche du Single Strand Annealing (Renaud et al., 2016). Par ailleurs, une étude a montré 

que les oligonucléotides simple brin étaient moins susceptibles de s’intégrer de manière 

aléatoire que les ADN donneurs double brin (Paix et al., 2017). 

  

 Une autre approche décrite pour augmenter la réparation des cassures double brin 

par la voie HDR consiste à synchroniser les cellules dans les phases préférentielles de la 

voie HDR. Effectivement, Zhang et ses collègues ont utilisé la cycline CCND1, impliquée 

dans la transition G1/S, combinée au nocodazole, une molécule qui bloque les cellules dans 

les phases G2/M, pour coordonner les cellules vers les phases S/G2/M. Grâce à cette 

stratégie, ils ont observé une augmentation significative de l’insertion précise d’ADN 

exogène, stimulée par le système CRISPR/Cas9, dans les loci CTNNB1 et PRDM14 des 

iPSCs (Zhang et al., 2017). Une stratégie alternative a consisté à fusionner le degron de la 

GEMININ à la Cas9 afin d’induire la dégradation de ce complexe en phase G1 lorsque la 

voie cNHEJ prédomine. Ceci a permis de restreindre la coupure de l’ADN lors des phases 

S et G2, fenêtre d’action durant laquelle la voie HDR est majoritaire. Cette approche a 

conduit à l’augmentation de 87% de l’intégration de transgène par la voie HDR (Howden et 

al., 2016). 

  

 Enfin, le fait de fusionner la Cas9 avec des protéines impliquées dans la voie HDR 

constitue une stratégie de choix pour stimuler la réparation fidèle de l’ADN. Cette approche 

permet notamment de positionner la protéine effectrice directement au niveau de la cassure 

double brin et cela permet d’éviter des effets plus globaux sur la réparation cellulaire de 

l’ADN qui pourraient être induits lors de l’inhibition pharmacologique des autres voies de 

réparation. Par exemple, Shao et ses collaborateurs ont décrit que le fait de fusionner la 

protéine RAD52 à la Cas9 augmentait de manière significative la réparation des cassures 

double-brin par la voie HDR (Shao et al., 2017).  

 

 

Notre étude : 

 

 Dans notre étude, nous avons développé ce type d’approche locale pour augmenter 

l’efficacité de l’édition du génome par la voie HDR, sans avoir recours à l’utilisation 

d’inhibiteurs des voies de réparation de l’ADN et sans perturber le cycle cellulaire. En effet, 

nous avons fusionné la protéine CtIP, qui est une protéine impliquée dans la résection de 
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l’ADN après une cassure double brin, à la Cas9. Cette approche a permis de contraindre le 

positionnement de CtIP au niveau de la coupure et d’augmenter l’intégration de transgène 

par la voie HDR. Nous avons identifié le fragment N-terminal de la protéine CtIP, appelé HE 

pour HDR enhancer, qui est nécessaire et suffisant pour la stimulation de la voie HDR. Ainsi, 

la stimulation de la voie réparation HDR avec la Cas9-HE a permis d’augmenter d’un facteur 

2 la fréquence d’intégration précise des transgènes à différents loci et dans plusieurs 

modèles expérimentaux dont des lignées cellulaires humaines immortalisées, des hiPSCs 

et des zygotes de rat. Nous avons observé que l’usage de la protéine fusion Cas9-HE pour 

l’édition précise du génome n’affectait ni les propriétés de pluripotence et de différenciation 

des hiPSC, ni le développement embryonnaire des ratons. De plus, notre étude montre que 

l’efficacité de la stimulation de la voie HDR par la Cas9-HE dépend du choix du guide utilisé 

et que cette limite peut être surmontée en testant plusieurs guides. Enfin, en l’absence 

d’ADN donneur pour la réparation, la Cas9-HE induit des profils de mutations indels 

différents de la Cas9, avec notamment des délétions entre des petites séquences 

d’homologies qui sont favorisées, suggérant que la voie MMEJ est privilégiée au détriment 

de la voie cNHEJ, ceci étant compatible avec le rôle de CtIP dans la résection des extrémités 

après cassure, une étape précoce de la voie HDR et commune avec la voie MMEJ.  
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Discussion 
 

Au cours de cette discussion, je vais, dans un premier temps, revenir sur les 

principaux résultats que nous avons obtenus avec nos expériences de surexpression de 

KCNJ2 et CASQ2 dans les hiPSC-CMs. Dans un second temps, je vais discuter des limites 

de notre étude et proposer différentes expériences qui pourraient être réalisées pour 

approfondir la caractérisation de la maturation des hiPSC-CMs. Dans un troisième temps, 

je proposerai différentes stratégies pour améliorer la maturation des hiPSC-CMs, avec 

notamment une approche originale d’activation ectopique des gènes sous-exprimés dans 

les hiPSC-CMs par rapport au CMs adultes. Enfin, je discuterai de l’importance de continuer 

à améliorer la maturation des hiPSC-CMs, en particulier dans le cadre des études 

précliniques de toxicité cardiaque.  

 

I. Stimulation de la maturation par co-expression des gènes 
KCNJ2 et CASQ2 

 

 

 Nous avons généré des hiPSC-CMs qui expriment de manière stable et inductible 

KCNJ2, CASQ2 ou les deux gènes simultanément pour déterminer si la co-expression de 

ces deux gènes améliore davantage la maturation, au moins sur le plan 

électrophysiologique, des hiPSC-CMs produits in vitro par rapport à ce qui a déjà été décrit 

et évaluer l’intérêt de la co-oexpression des transgènes pour des applications en toxicologie 

prédictive. 

 Nous avons confirmé que les hiPSC-CMs qui exprimaientt KCNJ2, ainsi que les 

hiPSC-CMs qui exprimaient conjointement KCNJ2 et CASQ2 (art. 1, Figure 2B et 2C), 

disposaient d’un RMP hyperpolarisé avec des valeurs proches de celles rapportées dans 

les CMs adultes humains (Magyar et al., 2000). Nous avons également vérifié que les 

courbes Intensité-Voltage des hiPSC-CMs exprimant KCNJ2 ainsi que ceux exprimant 

KCNJ2 et CASQ2 étaient identifiables par la forme en « N » typique de la rectification 

entrante du canal Kir2.1 (art. 1, Figure 2D et 2E). Ainsi, les deux clones présentaient des 

durées de PA réduites, ce qui leurs permettaient notamment de suivre des fréquences de 

stimulation allant jusqu’à 4Hz (art. 1, Figure 3B). Dans la mesure où le courant IK1 est 

impliqué dans la phase de fin de la repolarisation, une réduction des APD80 dans les deux 

lignées d’hiPSC-CMs exprimant KCNJ2 étaient attendue. Nous avons également observé 
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une diminution des APD50 (art.1, Figure 3A), comme cela avait été rapporté dans des CMs 

de cochon d’Inde transduits avec un adénovirus exprimant Kir2.1 (Miake et al., 2003). 

Cependant, nous n’avons pas d’explication pour la réduction des APD20 dans les hiPSC-

CMs exprimant KCN2 ou KCNJ2 et CASQ2 simultanément. De plus, les densités de courant 

IK1 sortant de ces deux clones étaient supérieures à celles observées dans des CMs 

ventriculaires adultes (art. 1, Figure 2E). Une hypothèse pour expliquer cette différence avec 

les CMs ventriculaires adultes pourrait être le fait que les niveaux d’expression du canal 

Kir2.1 dans les hiPSC-CMs transgéniques étaient trop élevés avec la dose de doxycycline 

utilisée (2µg/ml). Nous avons établi cette dose de manière empirique en nous basant sur 

l’observation de l’arrêt des battements spontanés des hiPSC-CMs exprimant KCNJ2 lorsque 

la concentration de doxycycline était comprise entre 1µg et 2µg. Avec du recul, il aurait été 

plus judicieux d’essayer de trouver une dose de doxycycline induisant une expression de 

Kir2.1 qui génère des niveaux de courants sortants identiques à ceux observés dans les 

hiPSC-CMs adultes. 

Par ailleurs, nous avons confirmé qu’une induction de l’expression de la CASQ2 

conduisait à une augmentation de l’amplitude de relargage du Ca2+ à la suite du traitement 

par la caféine. De façon intéressante, cette augmentation est plus forte lorsque KCNJ2 et 

CASQ2 sont co-exprimées (art 1, Figure 4B). Ce résultat suggère que la co-expression des 

deux protéines augmente le contenu calcique du SR à des niveaux plus élevés qu’avec la 

surexpression de CASQ2 seule. Dans de telles conditions, il est plausible que des 

libérations spontanées et rythmiques de Ca2+ puissent  se produire dans les hiPSC-CMs 

surexprimant KCNJ2 et CASQ2, activant alors le mode dépolarisant de la pompe NCX, ce 

qui entrainerait l'activation des canaux sodiques et ainsi l’induction d'une faible activité de 

battements spontanés. 

 De plus, nous avons montré que la pente associée au courant sodique dans les 

potentiels de champs extracellulaire était significativement augmentée dans les hiPSC-CMs 

exprimant KCNJ2 et CASQ2 (art.1, Figure 5D) ce qui suggère que l’expression simultanée 

des deux protéines augmente l’activité des canaux sodiques. De manière inattendue, nous 

avons constaté que la surexpression de la CASQ2 dans les hiPSC-CMs conduisait à une 

diminution de l’amplitude et de la pente relative à l’activité des canaux sodiques (art.1, 

Figure 5C et 5D). Nous n’avons pas d’hypothèse pouvant expliquer cette observation. 

Ainsi, le fait d’exprimer conjointement KCNJ2 et CASQ2 dans les hiPSC-CMs 

récapitule dans une cellule unique les bénéfices de l’expression de chacune de ces 

protéines. De plus, nos résultats suggèrent que cette co-expression améliore davantage les 
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propriétés électrophysiologiques (avec une augmentation de l’activité des canaux Na+) et la 

gestion du calcium (avec une augmentation du relargage du Ca2+ par le SR) par rapport aux 

cellules qui expriment individuellement KCNJ2 ou CASQ2. 

Le fait d’exprimer KCNJ2 a rendu les hiPSC-CMs totalement quiescents (clone 

KCNJ2) ou a diminué très significativement leur activité spontanée (clone KCNJ2-CASQ2) 

(art. 1, Figure 2A). L’absence d’activité contractile pouvant être dommageable pour la 

structure et la machinerie contractile des hiPSC-CMs (Lieu Deborah K. et al., 2013), nous 

avons développé une approche optogénétique pour stimuler les cellules à court et long 

terme. Pour ce faire, nous avons généré une lignée cellulaire HEK-293T exprimant la 

Channelrhodopsine-2 (appelée ChR2-HEK). Nous avons privilégié cette approche par 

rapport à une expression de ChR2 directement dans les hiPSC-CMs dans la mesure où des 

études ont décrit que l’expression de ChR2 ralentissait la différenciation cardiaque dans les 

hiPSC-CMs (Lemme et al., 2019) et entrainait une diminution de la viabilité des CMs chez 

le rat (Q. Li et al., 2017). Nous avons cultivé les ChR2-HEK avec les hiPSC-CMs et confirmé, 

après stimulation de ChR2 par la lumière, l’activité de jonctions électriques fonctionnelles 

entre les cellules ChR2-HEK et les hiPSC-CMs (art. 1, figure 5B). Nous avons ainsi pu 

stimuler nos lignées d’hiPSC-CMs à différentes fréquences sans noter d’effets indésirables 

sur la viabilité des cellules. Les cellules HEK-ChR2 offrent l'intérêt de pouvoir stimuler les 

clones hiPSC-CMs sur une longue période de temps. Ainsi, cette méthode de stimulation 

pourrait permettre d’améliorer la maturation d'autres propriétés cardiaques, en particulier 

les propriétés ultrastructurales et la force de contraction, comme l’ont montré des études 

précédentes avec la stimulation électrique d’hPSC-CMs (Lieu Deborah K. et al., 2013; 

Ronaldson-Bouchard et al., 2018).  

Cette étude avait également pour objectif de d’évaluer s’il était possible de générer 

des modèles complémentaires aux hiPSC-CMs utilisées dans le cadre du CIPA pour les 

essais précliniques de sécurité des médicaments. En effet, même si la majorité des courants 

présents dans les CMs ventriculaires adultes sont retrouvés dans les hiPSC-CMs, 

l’électrophysiologie de ces cellules est considérée comme immature du fait entre autres de 

leur automaticité, de leur RMP moins hyperpolarisé et de leur pente de dépolarisation 

réduite (Garg et al., 2018a). Les acteurs de la pharmacologie de sécurité des médicaments 

considèrent que les hiPSC-CMs auront un rôle important pour l’évaluation des risques 

arythmogènes lorsque ces cellules auront atteint un degré de maturité qui récapitule 

l’électrophysiologie adulte (Gintant et al., 2016). C’est dans cette optique que nous avons 

voulu évaluer si nos hiPSC-CMs génétiquement modifiés pouvaient être utiles pour la 

pharmacologie de sécurité. 
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 Ainsi, lorsque les cellules étaient traitées avec l’inhibiteur du canal hERG E-4031, à 

la dose de 1µM, nous avons détecté une augmentation d’évènements arythmiques d’un 

facteur 2,76 avec les hiPSC-CMs qui exprimaient simultanément KCNJ2 et CASQ2 par 

rapport aux cellules contrôles (art. 1, Figure 7E). Ceci peut s’expliquer par le fait que certains 

inhibiteurs du canal hERG ont un effet dit reverse use-dependent sur la repolarisation, leurs 

effets inhibiteurs étant d’autant plus efficaces que le rythme cardiaque est lent (Hondeghem 

and Snyders, 1990). Ainsi, l’absence d’activité spontanée des hiPSC-CMs exprimant 

KCNJ2 ou bien la faible activité spontanée des hiPSC-CMs coexprimant KCNJ2 et CASQ2 

présentent un intérêt pour la pharmacologie de sécurité car les hiPSC-CMs courantes (par 

exemple celles disponibles commercialement) ont une fréquence de battements rapide du 

fait de leur automaticité et il n’est pas possible de leur imposer un rythme plus lent (via 

stimulation électrique ou optogénétique). De ce fait, nos lignées transgéniques pourraient 

être stimulées à des fréquences similaires à celles retrouvées dans les bradycardies, cela 

permettant alors de mieux détecter les potentiels effets pro-arythmiques d’inhibiteurs de 

canaux potassiques.  

Enfin, nous avons montré que les hiPSC-CMs exprimant KCNJ2 ou coexprimant 

KCNJ2 et CASQ2 pouvaient être stimulées à des fréquences élevées, allant jusqu’à 4Hz 

(art.1, Figure 3B).  Elles pourraient donc permettre de mieux évaluer les risques liés aux 

molécules qui ont un effet dit use-dependent (avec un effet inhibiteur proportionnel à la 

fréquence de stimulation ou d’utilisation). Une autre application potentielle serait une 

meilleure détection des bloqueurs des canaux Na+. En effet, il est actuellement difficile 

d'identifier les bloqueurs des canaux Na+ à l'aide des hiPSC-CMs commerciales (Qu and 

Vargas, 2015) tandis que nous avons constaté que les hiPSC-CMs exprimant KCNJ2 et 

CASQ2 présentaient une sensibilité significativement améliorée à la lidocaïne, un bloqueur 

typique des canaux Na+ (art.1, Figure 7B). 
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II. Limites des modèles développés et expériences 
complémentaires 

 

Des expériences complémentaires permettraient de consolider notre étude. Par 

exemple, afin d’augmenter la puissance statistique de nos expériences visant à évaluer 

l’intérêt de la coexpression des transgènes pour des applications en toxicologie prédictive, 

il faudrait répéter les expérimentations avec les différentes molécules utilisées (en particulier 

art.1, Figure 7). 

 Afin d’approfondir la caractérisation de ces hiPSC-CMs génétiquement modifiés, il 

aurait  été intéressant d’évaluer par des analyses transcriptomiques si la surexpression de 

KCNJ2 et CASQ2 augmentait l’expression des autres canaux ioniques (comme Nav1.5) et 

des autres acteurs de la gestion du calcium (comme la TRD-1 ou la JN) qui sont faiblement 

exprimés dans les hiPSC-CMs non modifiés (Lee et al., 2011; van den Heuvel et al., 2014). 

 

 Par ailleurs, il aurait été intéressant d’évaluer les bénéfices de l’expression 

simultanée des deux transgènes sur les autres caractéristiques du PA. En effet, une 

modélisation in silico a suggéré que l’expression d’IK1 dans des hiPSC-CMs conduirait à des 

PAs ayant une morphologie de type adulte avec notamment une augmentation significative 

de l’amplitude et de la pente de dépolarisation (Bett et al., 2013). En pratique, il ne nous 

était cependant pas possible de stimuler les hiPSC-CMs lors des expériences de Patch-

Clamp. 

 

 Il aurait aussi été intéressant d’évaluer les cinétiques des courants transitoires 

calciques. En effet, Vaidyanathan et ses collègues ont observé une augmentation de 

l’amplitude des courants transitoires calciques dans les hiPSC-CMs surexprimant Kir2.1 lors 

de leurs stimulations électriques à 0,5 Hz et 1,0 Hz (Vaidyanathan et al., 2016) tandis que 

Liu et ses collaborateurs ont également décrit une augmentation de l’amplitude et des 

cinétiques (Vmax upstroke et Vmax decay) des courants transitoires calciques dans les 

hESC-CMs exprimant la CASQ2 lors d’une stimulation électrique à 0,5 Hz (Liu et al., 2009). 

Cependant, pour des raisons techniques (la mesure des fluctuations calciques avec la 

sonde Cal520 n’étant pas possible lors de la stimulation électrique avec le FDSS/µCell), 

nous n’avons pas été en mesure d’évaluer l’amplitude et les cinétiques des transitoires 

calciques lorsque nos cellules étaient stimulées électriquement à une fréquence imposée. 
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 Enfin, il aurait été intéressant d’examiner si l’augmentation du relargage de Ca2+ dans 

les hiPSC-CMs coexprimant KCNJ2 et CASQ2 se traduisait par un bénéfice sur la cinétique 

ou la force de contraction mais les méthodes nécessaires (par exemple, l’analyse du 

déplacement de micro-billes et le marquage fluorescent des myofibrilles pour quantifier la 

longueur des sarcomères lors des contractions (Ribeiro et al., 2017)) sont difficiles à mettre 

en œuvre et n’ont pas été développées au cours de notre étude. 

 

 

III. Approches complémentaires pour augmenter la 

maturation des hiPSC-CMs 

 

 Dans le cadre de notre étude, nous avons eu recours à l’édition du génome avec le 

système CRISPR/Cas9 pour insérer deux transgènes permettant d’induire l’expression de 

KCNJ2 et CASQ2, impliqués respectivement dans les propriétés électrophysiologiques et 

la gestion du calcium des hiPSC-CMs. L’analyse transcriptomique montre que de nombreux 

autres gènes sont sous-exprimés dans les hiPSC-CMs par rapport aux CMs adultes. Il 

pourrait donc être très intéressant de pouvoir stimuler simultanément l’expression de 

nombreux gènes clés de la maturation. Pour ce faire, une variante du système 

CRISPR/Cas9, appelée CRISPRa pour CRISPR activation, pourrait être utilisée (Maeder et 

al., 2013). Dans ce système, un mutant inactif de Cas9 (dit dead Cas9, avec des mutations 

inactivant les sites catalytiques des domaines nucléases) est fusionné avec les domaines 

transactivateurs de la transcription VP64, p65 et rta (Chavez et al., 2015). La protéine de 

fusion, dite dCas9-VPR, est capable de stimuler la transcription de gènes d’intérêt de 

manière très efficace en utilisant des ARN guides ciblant le promoteur. Cette variante du 

système CRISPR/Cas9 présente des avantages pour la surexpression de gènes par rapport 

à l’approche traditionnelle d’insertion de transgènes. D’une part, pour les gènes qui ont des 

exons alternatifs, le fait de stimuler la transcription endogène conduit à l’épissage correct, 

ce qui dispense de sélectionner un isoforme spécifique lors de la surexpression de gène par 

KI. D’autre part, cette stratégie permet de plus facilement stimuler l’expression de plusieurs 

gènes en même temps. En effet, des vecteurs lentiviraux ont été développé pour exprimer 

jusqu’à quatre ARNg différents, ce qui ouvre la possibilité de stimuler simultanément 

l’expression de quatre gènes endogènes (Kabadi et al., 2014), et nous pourrions envisager 

d’utiliser plusieurs vecteurs pour stimuler un plus grand nombre de gènes. Il serait possible 

de stimuler l’expression de régulateurs de l’expression des gènes (comme des facteurs de 
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transcription, des longs ARNs non codants ou des microRNAs), ce qui permettrait d’activer 

la transcription de plusieurs gènes impliqués dans des voies de signalisation favorisant la 

maturation.  

 

 Nous avons réalisé des expériences préliminaires pour mettre en place cette 

approche. Avec l’aide de Litchy Boueya qui était stagiaire dans notre équipe, nous avons 

testé et validé différents guides permettant de stimuler l’expression de KCNJ2 et CASQ2 

dans des cellules HEK293T exprimant la dCas9-VPR. En parallèle, nous avons également 

généré des clones hiPSCs qui expriment la dCas9-VPR de manière inductible. L’étape 

suivante consisterait à valider la stimulation de l’expression des gènes endogènes KCNJ2 

et CASQ2 dans les hiPSC-CMs et vérifier si la maturation est ainsi améliorée. Ensuite, il 

serait alors possible de tester de nouveaux gènes candidats pour induire la maturation des 

hiPSC-CMs.  

 

 Par exemple, l’expression du facteur de transcription Homeodomain Only-Protein X 

(HOPX) est significativement plus élevée dans les CMs ventriculaires adultes que dans les 

CMs ventriculaires fœtaux et les hPSC-CMs (Miklas et al., 2019). Il a été montré que la 

surexpression de HOPX dans les hPSC-CMs conduisait à la diminution de l’expression de 

gènes impliqués dans la progression du cycle cellulaire (ex. BUB1, MKI67, CENPE) et 

l’élévation de l’expression de gènes impliqués dans l’arrêt du cycle cellulaire (ex. CDKN1C). 

De plus, la surexpression de HOPX menait à l’hypertrophie des cellules ainsi qu’à 

l’augmentation de  l’expression des réseaux de gènes  impliqués dans la croissance et la 

maturation cellulaire (ex. IGF1, MYL2). Ainsi, la surexpression de HOPX augmentait 

mécaniquement la taille des CMs en gouvernant la sortie du cycle cellulaire et en induisant 

leur hypertrophie (Friedman et al., 2018; Miklas et al., 2019). HOPX représente  donc une 

cible de choix pour augmenter la maturation des hiPSC-CMs en stimulant plusieurs voies 

de signalisation impliquées dans la maturation.  

 

 Le gène Peroxisome Proliferator–Activated Receptor γ Coactivator 1-α (PPARGC1A) 

constitue également une cible intéressante. L’expression de PPARGC1A, ainsi que celle de 

ses gènes cibles est plus faible dans les PSC-CMs (humains et murins) en comparaison 

aux CMs ventriculaires adultes (Poon et al., 2015; Uosaki et al., 2015). PPARGC1A code 

pour le co-activateur transcriptionnel PGC-1α qui s'associe avec les Peroxisome 

Proliferator-Activated Receptors (PPARs) et d’autres récepteurs nucléaires afin de contrôler 

la transcription des gènes du métabolisme énergétique cardiaque adulte (Finck and Kelly, 

2006). Dans le cœur adulte, la quasi-totalité de la production d'ATP (> 95%) est dérivée de 
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la phosphorylation oxydative mitochondriale, le reste étant dérivé de la glycolyse et de la 

formation de GTP dans le cycle de Krebs. Ainsi, le cœur adulte obtient 50 à 70% de son 

ATP à partir de la β-oxydation des acides gras (Lopaschuk et al., 2010). Dans les CMs 

adultes, PGC-1α s’associe avec PPARα et Estrogen-related Receptor α (ERRα) pour 

stimuler l’expression des gènes ACADM (acyl-CoA dehydrogenase medium chain) et 

ACADVL (acyl-CoA dehydrogenase very long chain) impliqués respectivement dans la 

dégradation des acides gras à très longues chaines et chaines moyennes (Huss. and Kelly, 

2004). De même, PGC-1α  se lient aux facteurs de transcription Nuclear Respiratory Factor-

1 & 2 (NRF-1 et NRF-2) pour activer l’expression de gènes responsables de la biogenèse 

des mitochondries, de la réplication de l’ADN mitochondrial (comme TFAM) et de l’activation 

de  la phosphorylation oxydative (comme NDUFS1) (Huss and Kelly, 2004; Wu et al., 1999). 

  

 En tirant profit du système lentiviral qui permet d’exprimer quatre guides 

simultanément, il serait intéressant de stimuler simultanément l’expression  des gènes 

KCNJ2, CASQ2, HOPX et PPPARGC1A pour améliorer les différents aspects de la 

maturation des hiPSC-CMs correspondant respectivement à l’électrophysiologie, la gestion 

du calcium, l’hypertrophie ainsi que la machinerie des myofibrilles et le métabolisme.             

  

 De manière plus générale, il serait intéressant de combiner plusieurs stratégies de 

maturation des hiPSC-CMs. Par exemple, on pourrait imaginer le scénario suivant pour 

essayer de pousser la maturation. Des hiPSC-CMs  exprimant dCa9-VPR de manière 

inductible pourraient être cultivées avec des cellules ChR2-HEK sur des structures en 

PDMS recouvertes avec du matrigel. La stimulation optogénétique débuterait au 12e jour de 

différenciation et l’intensité de celle-ci augmenterait graduellement afin de permettre le 

développement de la machinerie contractile (Ronaldson-Bouchard et al., 2018). Le fait 

d’ensemencer des hiPSC-CMs sur des supports souples tels que le PDMS favoriserait 

également l’augmentation de la force de contraction. Au bout du 21e  jour de différenciation, 

la transcription des quatre gènes cités plus haut (KCNJ2, CASQ2, HOPX et PPARG1CA) 

pourrait être stimulée par le biais de la doxycycline. Le milieu de culture serait alors déplété 

en glucose et enrichi en acides gras pour promouvoir un métabolisme oxydatif en 

coordination avec l’expression de PPARGC1A (Correia et al., 2017). Ainsi, au bout du 35e 

jour, la combinaison de ces approches pourrait générer des hiPSC-CMs avec des 

propriétés, incluant l’électrophysiologie, la gestion du calcium, l’ultrastructure, la machinerie 

contractile et le métabolisme encore plus proches des CMs adultes. 
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IV. L’amélioration de la maturité des hiPSC-CMs est 
nécessaire pour une meilleure prédiction des effets 
indésirables induits par les médicaments candidats 

 

 Le programme CiPA représente un changement de paradigme pour l'évaluation de 

l'innocuité des médicaments en ne se focalisant plus sur l’approche réductionniste basée 

sur la seule activité du canal potassique hERG, mais en procédant à une évaluation des 

risques pro-arythmiques reposant sur l’évaluation de plusieurs canaux ioniques (Sager et 

al., 2014). Cette méthode permet également de réduire la dépendance aux modèles 

animaux lors des phases précliniques. 

 

 L’utilisation des hiPSC-CMs dans le cadre de cette démarche est particulièrement 

intéressante pour améliorer la prédiction des risques d’arythmies, y compris celles  des 

Torsades de Pointes. Deux études clés ont étudié le potentiel des hiPSC-CMs pour 

caractériser les médicaments selon leurs effets pro-arythmiques. Ainsi, Ando et ses 

collaborateurs ont testé 57 médicaments connus pour leurs propensions à provoquer un 

risque faible, modéré ou fort de Torsades de Pointes (Ando et al., 2017). Leur  système  

d’évaluation, basé sur le suivi électrophysiologique de la lignée d’hiPSC-CMs iCell® à l’aide 

du système de microélectrodes MEA (Microelectrode array), a démontré une concordance 

élevée à classer correctement les médicaments selon leur risque pro-arythmiques comme 

en témoignent la sensibilité de 81% (vrai positifs / [vrais positifs + faux négatifs]) et la 

spécificité de 87% (vrais négatifs / [vrai négatifs + faux positifs]) de cet essai. De même, une 

collaboration internationale a effectué une étude à grande échelle pour évaluer la 

reproductibilité des essais ayant recours aux hiPSC-CMs dans l'évaluation des effets pro-

arythmiques des médicaments.  Pour cette étude, deux lignées commerciales (iCell2® 

(Cellular Dynamics International) et Cor.4U® (NCardia)) ont été évaluées avec les 

techniques de MEA ainsi que les sondes fluorescentes sensibles au voltage (Blinova et al., 

2018). A partir des données récoltées entre les différents laboratoires, deux modèles de 

régression ont été établis afin de classer 28 molécules selon leurs risques (faible, 

intermédiaire ou élevé) de provoquer des arythmies. Les paramètres les plus utiles pour ces 

modèles étaient la capacité d'un médicament à induire des événements de type arythmie   

« légère »  ou « sévère »  indépendamment de la concentration utilisée, l’étendue de la 

prolongation de la durée de repolarisation induite par le médicament à n’importe quelle 

concentration et l'étendue de l'allongement de la repolarisation induit par le médicament à 

la Cmax clinique. Malgré tous ces efforts, il y avait des médicaments qui n’ont pas été 
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classés dans la catégorie de risque appropriée. Par exemple, la ranolazine et la  méxilétine, 

qui sont des médicaments associés à un faible risque de Torsades de Pointes, ont induit 

une prolongation significative de la repolarisation et des arythmies dans les hiPSC-CMs, ce 

qui est anomal pour cette catégorie de médicament. En effet, bien que ces deux molécules 

bloquent le canal potassique hERG et prolongent l'intervalle QT, elles ne sont pas associées 

à des risques de générer des Torsades de Pointes car l’inhibition du canal hERG est 

équilibrée par un blocage important du courant sodique tardif INaL (Johannesen et al., 2016).  

Le fait que les hiPSC-CMs non matures possèdent des niveaux d'expression plus faibles 

des canaux sodiques par rapport aux CMs ventriculaires humains adultes semble contribuer 

aux effets pro-arythmiques induits par ces deux médicaments dans les hiPSC-CMs  (Blinova 

et al., 2017; Lemoine et al., 2017). 

  

 Ainsi, les différences de niveaux de courants dans les hiPSC-CMs, par rapport aux 

CMs ventriculaires adultes, sont les caractéristiques les plus importantes à améliorer pour 

permettre une prédiction plus précise du risque de Torsades de Pointes, en particulier pour 

les médicaments bloquant plusieurs canaux ioniques simultanément. C’est dans cette 

optique que notre étude visait à améliorer la maturité électrophysiologique des hiPSC-CMs 

afin que de telles cellules puissent compléter l’arsenal méthodologique pouvant être utilisé 

dans le cadre du paradigme CiPA. De plus, le fait de combiner plusieurs approches pour 

améliorer la maturité des différentes caractéristiques des hiPSC-CMs permettrait de mieux 

évaluer la cardiotoxicité induite par des candidats médicaments sur la structure, la 

contractilité et le métabolisme énergétique des CMs humains (de Korte et al., 2020). 

 

 Par ailleurs, les hiPSC-CMs, de même que tous les autres modèles cellulaires in 

vitro, présentent la limite intrinsèque de ne pas permettre la prédiction des effets 

hémodynamiques indésirables ou d’autres effets néfastes sur les tissus non cardiaques. 

Néanmoins, le développement d'organes sur puces (organ-on-chip) et de systèmes 

microphysiologiques à partir d’hiPSC pourrait offrir des opportunités supplémentaires pour 

évaluer les effets indésirables induits par les médicaments sur le système vasculaire 

(Cochrane et al., 2019) et les autres tissus (Mathur et al., 2015; Truskey, 2018). Même si 

l’utilisation des hiPSC-CMs est en adéquation avec la règle des 3R (Réduire, Remplacer, 

Raffiner) encadrant l’expérimentation animale, ces cellules ne pourront pas écarter 

complètement le recours à des modèles animaux pour l'évaluation de l’innocuité et de la 

toxicité cardiovasculaire. Par exemple, les études précliniques animales fournissent des 

informations précieuses sur la pharmacocinétique des molécules testées. 

  



 

148 
 

Pour conclure, le développement de modèles cellulaires pertinents tels que des 

hiPSC-CMs matures, comme au cours de ce travail, pourrait utilement compléter la stratégie 

actuelle ICH S7B et contribuer à améliorer la prédiction des risques pro-arythmiques induits 

par les nouvelles molécules thérapeutiques. 
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Genome editing to generate efficiently mature human induced pluripotent stem cell-

derived ventricular cardiomyocytes 

 

Keywords: genome editing, human induced pluripotent stem cells, cardiomyocytes, 

maturation, KCNJ2, CASQ2 

 

Abstract : Human induced pluripotent stem cell-derived cardiomyocytes (hiPSC-CMs) 

are a very promising model for several scientific and therapeutic applications ranging 

from disease modeling to drug discovery, and from predictive toxicology to regenerative 

medicine. Despite numerous efforts, current protocols do not yet lead to a maturation 

phenotype equivalent to adult human myocardium. Indeed, key features of hiPSC-CMs 

remaining closer to fetal stages of development, such as gene expression, 

electrophysiology and function. Transcriptome analysis performed at Sanofi have 

confirmed these findings at the genome-wide level. Indeed, KCNJ2 and CASQ2 which 

are implicated in the two major physiological characteristics of cardiac cells, their 

electrophysiological behavior and calcium handling, respectively, were expressed at very 

low levels in hiPSC-CMs in comparison with adult cardiomyocytes. This thesis aimed to 

improve the maturation of hiPSC-CMs by using genome editing technologies. We 

generated stable hiPSC-CMs with inducible expression of KCNJ2, or CASQ2 or both 

genes (KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs) and studied their functional and electrophysiological 

phenotype by several complementary methods. Upon doxycycline induction of KCNJ2 

and CASQ2, KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs displayed phenotypic benefits expected from 

previous studies of each maturation gene, including a drastic reduction of spontaneous 

beating, hyperpolarized resting membrane potential, shortened action potential duration 

and enhanced calcium transients. In addition, co-expression of the two genes enhanced 

Na+ spike slope of extracellular field potential and Ca2+ handling. We tested four 

reference drugs and observed signatures of known cardiac effects in KCNJ2-CASQ2 

hiPSC-CMs, including arrhythmias induced by QT prolonging drug (E-4031), which were 

more easily detected than in control hiPSC-CMs. Therefore, KCNJ2-CASQ2 hiPSC-CMs 

exhibited a more mature phenotype than hiPSC-CMs and such genetically engineered 

hiPSC-CMs could be useful for testing cardiac toxicity of novel candidate drugs. 
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Utilisation de technologies d'édition du génome afin de générer des cardiomyocytes 

matures à partir de cellules souches pluripotentes humaines induites 

Mots clés : édition du génome, cellules souches pluripotentes humaines induites, 

cardiomyocytes, maturation, KCNJ2, CASQ2 

 

Résumé : Les cardiomyocytes dérivés des cellules souches pluripotentes humaines 

induites (hiPSC-CMs) représentent des modèles in vitro prometteurs pour plusieurs 

applications scientifiques et thérapeutiques allant de la modélisation de pathologies à la 

découverte de médicaments et de la toxicologie prédictive à la médecine régénérative. 

Malgré les nombreux progrès dans ce domaine, les protocoles de différenciation actuels 

ne permettent pas d’atteindre le stade de maturité que l’on retrouve chez le myocarde 

adulte de l’Homme. En effet, certaines caractéristiques majeures des hiPSC-CMs 

demeurent similaires à celles de cardiomyocytes fœtaux telles que l’expression de 

plusieurs gènes cardiaques, l’électrophysiologie ou leur fonction contractile. En effet, des 

analyses transcriptomiques réalisés au sein de notre laboratoire à Sanofi ont révélé que 

les gènes KCNJ2 et CASQ2, impliqués respectivement dans l’électrophysiologie et la 

gestion du calcium, étaient sous-exprimés dans les hiPSC-CMs en comparaison  aux  

cardiomyocytes adultes. Cette thèse avait pour objectif d’améliorer la maturation des 

hiPSC-CMs en utilisant des technologies d’édition du génome. Ainsi, nous avons  généré 

des lignées stables de hiPSC-CMs  qui expriment de manière inductible KCNJ2 ou  

CASQ2 ou les deux gènes simultanément puis nous avons examiné leurs phénotypes 

fonctionnels et électrophysiologiques par le biais de méthodes d’analyses 

complémentaires. A la suite à l’induction de l’expression de KCNJ2 et CASQ2 par la 

doxycycline, les hiPSC-CMs montraient des bénéfices phénotypiques tels que la 

diminution drastique de la fréquence des battements spontanés, une hyperpolarisation 

du potentiel de repos membranaire, la diminution de la durée du potentiel d’action et 

l’amélioration du flux de calcium transitoire. En plus de ces bénéfices attendus, 

l’expression concomitante de ces deux gènes a amélioré la pente de  la pointe du 

potentiel de champ extracellulaire associée au courant sodique ainsi que la gestion du 

calcium. Nous avons ensuite évalué le bénéfice de l’expression de ces transgènes sur 

la toxicologie prédictive en testant des molécules agonistes ou antagonistes de canaux 

ioniques utilisées classiquement dans le cadre des essais précliniques de toxicité 

cardiaque. Nous avons notamment observé plus d’arythmies induites par l’E4031 avec 

les hiPSC-CMs exprimant conjointement KCNJ2 et CASQ2 par rapport aux 

cardiomyocytes contrôles. Ainsi, les hiPSC-CMs exprimant simultanément KCNJ2 et 

CASQ2 présentent un phénotype plus mature que les hiPSC-CMs natifs et de tels 

cardiomyocytes édités génétiquement peuvent être utiles pour l’évaluation de la toxicité 

cardiaque de nouveaux candidats médicaments.    
 

 

 


