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INTRODUCTION 

 

I- Homéostasie musculaire 

A. Le muscle squelettique 

Il existe 3 types de muscles chez l’humain : le muscle cardiaque se contractant de manière involontaire 

afin de réguler les flux sanguins arrivant au cœur, le muscle lisse présent autour des viscères et des 

vaisseaux se contractant également de manière involontaire pour produire une pression continue et le 

muscle squelettique responsable des mouvements. Le muscle squelettique se contracte de manière 

volontaire et représente environ 40% de la masse du corps humain (Frontera and Ochala, 2015). 

La fonction principale du muscle squelettique est la fonction motrice. Pour cela il possède 4 

caractéristiques principales : l’excitabilité, la contractilité, l’élasticité et l’extensibilité. Il a également 

un rôle de réserve métabolique en servant de réserve de glucose et d’acides aminés ainsi que de 

régulateur de l’homéostasie thermique (Frontera and Ochala, 2015; Wolfe, 2006). 

Dans cette thèse, je vais me concentrer sur les caractéristiques du muscle squelettique. 

 

1) Description du muscle squelettique 

Le corps humain compte plus de 600 muscles squelettiques. Leurs fonctions sont hétérogènes et 

permettent de répondre à différents types de besoins, par exemple : les muscles oculomoteurs feront des 

mouvements brefs et rapides, le diaphragme des mouvements constants et rythmiques et d’autres comme 

le masseter des mouvements puissants.  

 

a- Structure musculaire 

Le muscle squelettique est relié à l’os par un tendon formant la jonction myotendineuse permettant la 

transmission du mouvement. Chaque muscle est séparé en plusieurs sous-unités musculaires recouvertes 

par du tissu conjonctif (Figure 1). Le muscle est tout d’abord entouré par une gaine dense de tissu 
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conjonctif appelée épimysium et faisant la jonction avec le tendon. Le muscle est ensuite séparé en 

fascicules entourés de périmysium qui permet la transmission des contractions et est aussi le lieu de 

dépôt du tissu adipeux intra-musculaire (Purslow, 2020). Chaque fascicule contient l’unité cellulaire du 

muscle qui est la fibre musculaire. Chaque fibre musculaire est entourée d’une dernière couche de tissu 

conjonctif appelée l’endomysium. L’endomysium contient les principaux vaisseaux sanguins formés de 

cellules endothéliales qui irriguent le muscle et permettent de lui apporter son oxygénation. Il contient 

également les plaques motrices des terminaisons neuro-musculaires permettant le passage de l’influx 

nerveux du nerf au muscle et sa contraction. Sous l’endomysium se situe la membrane plasmique des 

fibres musculaires, le sarcolemme, doublé d’une lame basale (Sciorati et al., 2016). Sous la lame basale 

se trouvent les cellules satellites, les cellules souches musculaires. D’autres types cellulaires comme les 

péricytes présents autour des capillaires, les progéniteurs fibro-adipeux (FAPs) et les macrophages 

résidents sont également retrouvés dans le fascicule. 

 

 

Figure 1 : Structure du muscle squelettique  
Représentation du muscle squelettique. Le muscle est relié à l’os par le tendon et entouré d’une membrane rigide d’epimysium. 

Au cœur du muscle, les fibres musculaires, l’unité principale du muscle sont organisées en fascicules entourés de perimysium. 

Chaque fibre musculaire est ensuite recouverte d’endomyisum. Au niveau de l’endomysium se trouvent les capillaires et les 

cellules interstitielles (d’après Sciorati et al. 2016). 
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b- Fibres musculaires 

Les fibres musculaires sont l’unité de base du muscle squelettique. Elles font partie des plus grandes 

cellules du corps humain avec une taille pouvant aller de 0,5 à 42 cm (Arnold and Delp, 2011). Elles 

sont multinucléées et leur multinucléation est unique, pouvant comprendre des centaines à des milliers 

de noyaux. Les fibres musculaires et leurs noyaux proviennent de la fusion de cellules mononucléées 

appelées myoblastes qui correspondent aux cellules satellites activées. Les noyaux sont localisés en 

périphérie de la fibre sous le sarcolemme. Ce sont des cellules post-mitotiques qui ne vont plus se 

diviser.  

 

Les fibres sont elles-mêmes composées de cytoplasme, appelé sarcoplasme dans lequel se trouvent des 

milliers de sous-unités protéiques organisées et contractiles appelées myofibrilles. Chaque myofibrille 

contient des unités sarcomériques constituées de filaments épais de myosine et fins d’actine. 

Il existe plusieurs isoformes de myosines qui vont donner différents types de fibres (Schiaffino and 

Reggiani, 2011; Scott et al., 2001). Les fibres dites lentes ou de type I sont des fibres exprimant 

l’isoforme MyHC-I (myosin heavy chain 1) de myosine. Ces fibres sont caractérisées par un 

métabolisme oxydatif et sont plus résistantes à la fatigue. Elles sont également plus vascularisées et sont 

sollicitées lors d’exercices d’une durée prolongée de faible intensité (comme le maintien de la posture). 

Les fibres de type II dites rapides possèdent un métabolisme glycolytique et sont séparées en type IIa et 

IIb exprimant respectivement MyHC-2A et MyHC-2B. Il existe un troisième type de fibre rapide, les 

fibres 2x qui expriment MyHC-2x. Les fibres rapides sont fatigables mais puissantes et sollicitées lors 

d’exercices de forte intensité. Chez l’homme, la myosine MyHC-2B n’est pas exprimée (Schiaffino and 

Reggiani, 2011). Les muscles comportent souvent un mélange de ces fibres leur permettant d’assurer 

différentes fonctions.  

La répartition des différents types de fibres est différente pour chaque muscle et n’est pas fixée dans le 

temps. Elle peut être modifiée suite à un dommage, une immobilisation ou encore avec l’âge (Andersen, 

2003). 
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D’autres isoformes de myosines existent comme MYH3 et MYH8 exprimées lors du développement et 

réexprimées dans un muscle en régénération (Schiaffino et al., 2015). Elles sont définies comme 

myosines embryonnaires. 

c- Cellules satellites 

Les cellules satellites sont situées entre la lame basale et le sarcolemme (Mauro, 1961). Ce sont des 

cellules souches monopotentes progénitrices des cellules musculaires.  Ce sont donc les cellules qui vont 

permettre la croissance et la régénération musculaire. Elles ont une morphologie allongée, contiennent 

une proportion réduite de cytoplasme avec peu d’organelles et un noyau imposant composé en majorité 

d’hétérochromatine, signe de cellules inactives (Schultz, 1976). Elles représentent 2 à 7% des noyaux 

des fibres musculaires (Armand et al., 1983). Elles ne sont pas localisées de manière aléatoire et se 

retrouvent principalement autour des capillaires, des jonctions neuromusculaires, des noyaux 

musculaires et à l’extrémité des fibres (Allouh et al., 2008; Christov et al., 2007; Hawke and Garry, 

2001).  

 

Elles sont localisées dans une niche cellulaire spécifique créant un micro-environnement particulier. La 

niche est composée de la cellule satellite, de matrice extracellulaire, des réseaux neuronaux et 

vasculaires, des cellules environnantes et de diverses molécules sécrétées (Figure 2)(Sousa-Victor et 

al., 2022). Le maintien en quiescence ou l’activation des cellules satellites dépendent de signaux 

structurels ou biochimiques émanant de ce microenvironnement. Les cellules satellites activées sont 

appelées myoblastes. Les signaux structurels peuvent venir par exemple d’une modification de la rigidité 

de la matrice extracellulaire due à des changements de sa composition ou encore d’un dommage direct 

de la fibre musculaire adjacente. Les signaux biochimiques quant à eux proviennent de la sécrétion de 

facteurs autocrines ou paracrines par les cellules elles-mêmes ou les cellules environnantes (Yin et al., 

2013). 
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Figure 2 : La cellule satellite et sa niche 

Les cellules satellites se situent sous la lame basale. Elles sont reliées à la fibre musculaire adjacente par des récepteurs 

(notamment cadhérine) et sont au contact des cellules interstitielles présentes dans la niche (cellules endothéliales, 

fibroblastes, progéniteurs fibro-adipeux). Cette position particulière va leur permettre de répondre aux différents stimuli 

(d’après Sousa-Victor et al., 2022). 

 

Les cellules souches ont tout d’abord été caractérisées par l’expression du facteur de transcription Pax7 

(protein paired box 7)(Seale et al., 2000). Ce facteur est essentiel et son absence conduit à une altération 

importante de la régénération musculaire (Oustanina 2004, Sambavisan 2011). D’autres marqueurs ont 

par la suite été identifiés comme c-met, NCAM, la caveoline-1, les intégrines β1 et α7, les lamines A/C, 

l’émérine (revu dans Yin et al., 2013). 

 

d- Matrice extracellulaire 

Les fibres musculaires sont organisées dans une matrice extracellullaire (MEC) qui est une structure de 

protéines participant au soutien de l’architecture musculaire. L’épimysium, le périmysium et 

l’endomysium sont des subdivisions de la MEC dans le muscle. 

La MEC est constituée principalement de collagènes, en majorité des collagènes I et III capables de 

s’assembler pour former des fibrilles et de se lier aux autres protéines de la matrice afin de former un 

maillage résistant (Purslow, 2008). Elle contient également des protéoglycanes comme la decorine, le 

byglycan, la fibromoduline et le lumican qui peuvent se lier à la membrane plasmique des fibres 

permettant ainsi les interactions MEC-cellules. Elle se compose aussi de glycoprotéines comme la 

laminine et la fibronectine permettant l’adhérence cellulaire ainsi que de protéines fibreuses comme 

l’élastine et la fibrilline ayant des propriétés élastiques permettant au muscle de résister aux 
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déformations (Figure 3). Elle contient aussi des enzymes, les métalloprotéases, qui vont lyser les 

protéines de la MEC, participant ainsi à leur renouvellement. 

La MEC joue un rôle principal de soutien dans l’architecture de la fibre musculaire. Elle assure 

également un rôle d’adhésion. En effet, les intégrines peuvent se lier à la fibronectine, au collagène qui 

possèdent un domaine RGD (arginine-gylycine-aspartate) ou encore à des récepteurs présents sur les 

cellules comme VCAM (vascular cell adhesion molecule) assurant ainsi la liaison entre les cellules et 

leur adhérence aux autres protéines de la matrice. Un changement de composition de la MEC entraîne 

des changements de ses propriétés mécaniques et modifie sa rigidité. Cela va entraîner une modification 

de la différenciation des cellules satellites et affecter leur migration ainsi que celle des cellules 

immunitaires (Wolf and Friedl, 2011). 

 

 

 

Figure 3 : Matrice extracellulaire musculaire 
Représentation de la matrice extracellulaire, ses différents composants et les liaisons qu’elle établit avec la lame basale et la 

fibre musculaire (d’après Mukund and Subramaniam, 2020). 

 

La MEC joue aussi un rôle dans la signalisation cellulaire. En effet, les protéoglycanes notamment ont 

la capacité de se lier à différentes cytokines comme le TNF-α ou le TGF-β pouvant moduler leur 
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disponibilité aux autres cellules de l’environnement musculaire (Mundhenke et al., 2002; Muramatsu et 

al., 2006). 

 

Les protéines de la MEC sont majoritairement produites par les fibroblastes (Kühl et al., 1984). En cas 

de dommages musculaires cependant, les cellules satellites peuvent produire des métalloprotéases pour 

faciliter leur migration sur le site endommagé. Certains composants de la MEC peuvent également être 

produits par les fibres musculaires et même par les macrophages (Guérin and Holland, 1995; Schnoor 

et al., 2008; Simões et al., 2020; Weitkamp et al., 1999). 

 

2) Fonctions du muscle squelettique 

La fonction motrice et la fonction sécrétrice du muscle sont celles qui vont être discutées dans cette 

thèse. En effet, la partie expérimentale des résultats est axée sur ces deux fonctions avec notamment 

l’étude d’une myokine sécrétée par le muscle, la myostatine, et l’étude de la contraction et des 

sarcomères dans les modèles de muscle 3D. 

a- Contraction musculaire 

Une des principales fonctions du muscle squelettique est la fonction motrice. 

Ce sont les myofibrilles organisées en unités répétées de sarcomères qui sont responsables de la 

contraction musculaire. Les sarcomères contiennent des filaments épais de myosine et fins d’actine 

(Figure 4). Les filaments épais sont constitués de 2 chaînes légères de myosine et une chaîne lourde qui 

viennent s’enrouler pour former une tête de myosine qui va interagir avec l’actine. Les filaments fins 

sont composés d’actine, de tropomyosine et de troponine. L’actine est polymérisée sous forme de deux 

chaînes qui s’enroulent et forment l’actine filamenteuse ou actine F. L’actine contient des zones de 

fixation à la myosine réparties le long de ses chaînes et masquées par la troponine lorsque le muscle est 

au repos (Squire, 2019). 

Ces différents filaments créent une variété de zones visibles au microscope électronique. La bande A 

est localisée au milieu de chaque sarcomère et contient les filaments épais se chevauchant avec les 
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filaments fins, la zone H qui contient seulement la myosine et comprenant la ligne M au milieu de la 

zone, la bande I contenant les filaments fins et la ligne Z qui sépare chaque sarcomère (Henderson et al., 

2017). 

 

 

 

Figure 4 : Organisation des sarcomères  

Les sarcomères sont composés de filaments épais de myosine et fins d’actine. Ces protéines forment des structures visibles au 

microscope électronique : les bandes I contenant les filaments fins et traversées par le disque Z et les bandes A où se 

chevauchent les deux types de filaments comprenant en leur centre la bande H contenant seulement de la myosine traversée 

par la ligne M (d’après Mukund and Subramaniam, 2020). 

 

La transmission du signal nerveux initiant la contraction se fait au niveau de la jonction neuromusculaire 

qui est une synapse composée de la fibre musculaire et du motoneurone l’innervant (Figure 5). Un 

même motoneurone peut innerver une ou plusieurs fibres et forme plusieurs jonctions neuromusculaires 

sur une même fibre (Engel, 2008). La contraction commence par la propagation d’un potentiel d’action 

conduisant au relargage d’acétylcholine par le motoneurone et sa fixation sur son récepteur initiant le 

potentiel d’action musculaire (Pham and Puckett, 2022). Cela conduit à l’ouverture des récepteurs de la 

ryanodine et au relargage de calcium par le réticulum sarcoplasmique. Le calcium va se lier à la 

troponine C conduisant à son changement conformationnel et au déplacement de la tropomyosine 
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libérant ainsi les sites de liaison de la myosine sur l’actine F et le raccourcissement des sarcomères 

(Santulli et al., 2017). 

La relaxation aura ensuite lieu quand le calcium sera à nouveau séquestré dans le réticulum 

sarcoplasmique grâce à l’action de la pompe calcique SERCA (Sarco/endoplasmic reticulum Ca2+ 

ATPase). 

 

 

Figure 5 : Jonction neuromusculaire 

La jonction musculaire fait intervenir deux acteurs : le motoneurone et la fibre musculaire (A). Au niveau de la synapse, quand 

le potentiel d’action atteint la zone terminale du motoneurone, les récepteurs calciques s’ouvrent et entrent dans le neurone 

permettant la libération de l’acétylcholine au niveau de l’espace synaptique (B).L’acétylcholine se fixe sur ses récepteurs et 

entraîne l’ouverture des recepteurs ryanodine permettant l’entrée du calcium au niveau de la fibre et sa fixation à la troponine 

C conduisant au raccourcissement des sarcomères et à la contraction (d'après Gonzalez-Freire et al., 2014). 

 

b- Fonction sécrétrice : les myokines 

Le muscle a également une fonction sécrétoire en produisant des cytokines et peptides capables d’agir 

de manière autocrine, endocrine et paracrine. Ces cytokines produites et sécrétées par le muscle sont 
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appelées des myokines (Pedersen et al., 2003). La première à avoir été décrite est la myostatine en 1997 

(McPherron et al., 1997). Aujourd’hui, plus de 600 myokines existent mais leur rôle reste peu étudié. 

Dans cette partie nous allons nous concentrer sur les myokines les plus étudiées agissant sur le muscle, 

les cellules immunitaires, le tissu adipeux et les os (Figure 6). Cependant, les myokines peuvent aussi 

agir d’autres organes comme le cerveau, le foie, le pancréas, l’intestin, et les glandes surrénales (revu 

en détail dans Severinsen and Pedersen, 2020). 

 

Figure 6  : Myokines  

Représentation des différentes myokines et leurs actions sur le muscle (adapté de Lee and Jun, 2019). 

 

 

L’interleukine 6 (IL-6) est la myokine la plus étudiée. L’IL-6 est augmentée lors d’un exercice ponctuel 

et est présente à un niveau basal chez les personnes entraînées (Keller et al., 2005). De manière paracrine, 

elle augmente également la lipolyse et induit la différenciation d’ostéoclastes réduisant ainsi la 

résorption osseuse (De Benedetti et al., 2006; Pedersen and Febbraio, 2008). L’IL-6 a également un rôle 

dans l’inflammation, notamment lors d’un exercice physique régulier. Elle régule aussi la production 

d’autres cytokines comme le TNF-α ou l’IL-10 produits par les lymphocytes ou les monocytes 

(Mizuhara et al., 1994; Steensberg et al., 2003). 

 

La myostatine (ou growth differentiation factor 8) fait partie de la famille du TGF-β. Elle est 

majoritairement produite par le muscle et plus faiblement par le cœur et le tissu adipeux (Deng et al., 

2017). Elle inhibe le développement de la masse musculaire. En effet, des animaux ou des humains 
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possédant des mutations dans son gène développent une augmentation significative de la masse 

musculaire (Grobet et al., 1997; Mosher et al., 2007; Schuelke et al., 2004). Elle induit une atrophie du 

muscle en stimulant les gènes d’atrophie TRIM63 (Murf1) et FBXO32 (atrogin1) et une inhibition de la 

synthèse des protéines en inhibant la voie Akt-mTOR. La decorine est un antagoniste de la myostatine 

se liant directement à la protéine produite notamment pendant l’exercice et réduisant l’expression de 

TRIM63 et FBXO32 (El Shafey et al., 2016). 

 

L’insulin growth factor 1 (IGF-1) est une myokine régulant positivement la synthèse protéique dans le 

muscle par l’activation de la voie Akt-mTOR promouvant ainsi l’hypertrophie musculaire (Yoshida and 

Delafontaine, 2020). IGF-1 influence également positivement la formation des os (Yakar et al., 2002). 

 

 L’IL-15 promeut la différenciation des myoblastes et joue un rôle de régulateur positif de la masse 

musculaire (Quinn et al., 1995, 2002). Cependant, une diffusion continue d’IL-15 à des rats en bonne 

santé a au contraire un effet atrophique (Pistilli and Alway, 2008). Malgré tout, les animaux présentaient 

une meilleure endurance et une augmentation des lipides. L’IL-15 intervient également fortement dans 

la régulation de la réponse immunitaire (Steel et al., 2012). En effet, cette cytokine induit la prolifération 

et la différenciation des lymphocytes T, B et des natural killer (NK). 

 

 

B. Maintien de l’homéostasie musculaire 

 

Le muscle squelettique est un muscle fait pour la mobilité et doit s’adapter constamment aux 

changements mécaniques et physiologiques. Cependant, il peut être soumis à des dommages que ce soit 

quotidiennement lors des déplacements ou des dommages aigus lors de blessures. La régénération 

musculaire doit alors avoir lieu.  
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1)  Mécanismes de régénération 

a- Rôle des cellules souches dans la régénération 

Le muscle endommagé peut régénérer grâce à l’activation des cellules souches musculaires, les cellules 

satellites, qui vont venir remplacer les cellules musculaires lésées. 

Lors d’un dommage, toutes les cellules satellites de la fibre musculaire abimée et même des fibres 

adjacentes vont être activées (Schultz et al., 1985). 

Le processus de régénération se décompose en plusieurs phases : l’activation des cellules satellites, leur 

prolifération, leur différenciation, leur fusion et leur auto-renouvellement suivi par un retour à l’état de 

quiescence. Pour se faire, différents gènes sont exprimés par les cellules satellites au cours de ces 

différents stades. A l’état de quiescence, les cellules satellites expriment PAX7, MYF5 et Notch. Leur 

activation va entraîner l’activation de MYOD puis de la myogénine lors de la différentiation avec 

l’absence d’expression de PAX7 et MYF5 (Figure 7). Les cellules satellites activées sont appelées 

myoblastes. 

 

 

Figure 7 : Différenciation des cellules satellites  

Les cellules satellites activées vont proliférer et expriment MYF5. Elles se différencient ensuite en myoblastes exprimant 

également MYOD1. Lors de la différenciation et de la fusion, elles perdent l’expression de PAX7 et de MYF5 et vont exprimer 

MEF2 et MYOG. Enfin, lorsque les myotubes sont formés, elles perdent l’expression de MYOD et expriment MRF4 (d’après 

Mukund and Subramaniam, 2020). 
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Plusieurs signaux peuvent activer la sortie de quiescence des cellules satellites. Ces signaux peuvent 

être physiques avec une perturbation de l’environnement des cellules satellites dans leur niche. Cela 

peut être par exemple une modification de l’interaction des cellules satellites à la fibre musculaire par 

les cadhérines (Goel et al., 2017), une modification de l’attachement à la MEC par les intégrines (Rozo 

et al., 2016) ou encore la présence de motoneurone en régénération à proximité des cellules satellites 

(Liu et al., 2015). 

Les signaux peuvent également être biochimiques grâce à l’action de cytokines. Les cellules 

endothéliales régénérant après un dommage participent notamment à cette réponse en sécrétant des 

facteurs de croissance, du VEGF (vascular endothelial growth factor) et de l’HGF (hepatocyte growth 

factor), ayant une action directe sur les cellules satellites (Christov et al., 2007). Les progéniteurs fibro-

adipeux (FAPs) sont également activés et prolifèrent suite à un dommage et participent au remodelage 

de la MEC. Ces cellules activées produisent différents signaux comme l’IGF-1, l’IL-6 et différents Wnt 

connus pour augmenter la différenciation des cellules satellites (Bodine et al., 2001; Brack et al., 2007; 

Serrano et al., 2008). 

Afin que les cellules satellites puissent migrer vers le site de la lésion, la MEC a besoin d’être remodelée 

grâce à l’action de protéases, les MMP (matrix metallo proteinase) qui vont dégrader la matrice et leurs 

inhibiteurs les TIMP (tissue inhibitor of metalloproteinase). 

Une fois activés et différenciés, les myoblastes vont s’aligner puis fusionner ensemble et avec les 

myotubes naissants (Hindi et al., 2013). 

 

Lors de la régénération, une partie des cellules satellites va donc se différencier afin de réparer les 

dommages mais une autre partie va s’auto-renouveler et retourner à un état de quiescence afin de garder 

un pool de cellules satellites disponibles (Dumont et al., 2015; Kuang et al., 2007). Les cellules satellites 

ont la capacité de se diviser de manière asymétrique pour générer ces deux types de cellules ou de 

manière symétrique pour générer deux nouvelles cellules souches. Les détails menant à cette décision 

ne sont pas encore totalement connus. 
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b- Implication de l’immunité et des cytokines 

Les cellules immunitaires font également partie de la niche et ont un rôle primordial dans le mécanisme 

de régénération. Le muscle étant un tissu vascularisé, lors d’un dommage, les cellules immunitaires vont 

arriver sur le site de la blessure, participer au nettoyage des débris et au mécanisme régénératif. Un 

dommage musculaire est considéré comme une inflammation stérile, sans implication de pathogène, les 

mécanismes immunitaires sont donc différents. 

 

Lors d’un dommage, les cellules présentes sur le site du dommage peuvent également relarguer des 

chimiokines et cytokines comme CXCL1 et CXCL5 attirant ainsi des cellules inflammatoires comme 

les neutrophiles et les monocytes (De Micheli et al., 2020a; Nedachi et al., 2009). Les macrophages 

résidents localisés dans l’épimysium ont également un emplacement privilégié leur permettant de 

répondre rapidement à un dommage musculaire en sécrétant eux aussi des chimiokines comme CCL2 

(Brigitte et al., 2010a). Leur rôle reste cependant peu étudié jusqu’à présent. La protéine C3 de la voie 

du complément est également impliquée dans le chimiotactisme des cellules inflammatoires sur le site 

du dommage (Zhang et al., 2017). Un dommage va également entraîner la libération de différentes 

molécules pouvant activer la voie du complément comme des protéines de la chromatine, de l’ATP ou 

des fragments de la MEC pouvant être reconnus comme signaux de danger et activer le complément 

(Bours et al., 2006; Scaffidi et al., 2002; Scheibner et al., 2006). 

 

Les neutrophiles sont les premières cellules de la circulation à arriver sur le site du dommage suivis des 

monocytes (Figure 8). Les lymphocytes T sont également recrutés sur le site du dommage. Les 

lymphocytes T-CD8+ et les lymphocytes T-régulateurs participent à la régénération en sécrétant de 

l’IFN-γ, de l’amphireguline et MCP-1 (Burzyn et al., 2013; Castiglioni et al., 2015; Zhang et al., 2014). 

Sur le site du dommage, l’environnement riche en TNF-α et IFN-γ pouvant être produits par les fibres 

ou les cellules immunitaires convertit les monocytes en macrophages pro-inflammatoires produisant de 

l’oxyde nitrique participant également au dommage musculaire (Cheng et al., 2008; Nguyen and Tidball, 

2003). Ces macrophages pro-inflammatoires vont stimuler la prolifération des cellules satellites mais 
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inhiber leur fusion (Saclier et al., 2013). La sécrétion de cytokines pro-inflammatoires comme le TNF-

α va avoir un effet sur les cellules environnantes comme les FAPs, les activant et permettant ainsi la 

sécrétion de protéines de la MEC pour contribuer à son remodelage (les rôles des FAPs et des 

macrophages sera vu plus en détails dans la partie III). Les macrophages pro-inflammatoires vont 

également phagocyter les débris cellulaires lors du mécanisme d’efférocytose (Watanabe et al., 2019). 

Ce phénomène va entraîner la conversion des macrophages pro-inflammatoires en macrophages anti-

inflammatoires (Arnold et al., 2007). Ces macrophages vont exprimer différentes cytokines anti-

inflammatoires comme le TGF-β pour participer à la résolution de l’inflammation. Ils stimulent la 

différenciation et la fusion des cellules satellites activées (Arnold et al., 2007; Saclier et al., 2013). Ce 

changement phénotypique et la résolution de l’inflammation sont importants pour permettre au muscle 

de revenir dans un état homéostatique. 

 

 

Figure 8 : Régénération musculaire  

Lors d’un dommage musculaire les cellules immunitaires vont être recrutées sur le site lésé et participer à la régénération en 

sécrétant des cytokines. La première partie de la régénération est pro-inflammatoire avec la présence de macrophages M1 

afin d’activer les cellules satellites et phagocyter les débris alors que la deuxième phase est anti-inflammatoire pour permettre 

de résoudre l’inflammation et aider la réparation et la fusion des myotubes (d’après Sciorati et al., 2016). 
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2) Régulation de la masse musculaire 

a- Maintien de la balance protéique 

Les fibres musculaires étant post-mitotiques, elles ne se divisent pas mais peuvent subir des 

changements de taille importants. Un équilibre doit se faire entre la synthèse de nouvelles protéines, 

l’anabolisme, et la dégradation des anciennes, le catabolisme. Lorsque cette balance est déséquilibrée et 

que le taux de protéines produites dépasse celui des protéines dégradées, on parle d’hypertrophie et 

d’atrophie quand le phénomène est inversé.  

 

 Voies promouvant la croissance musculaire 

L’hypertrophie est caractérisée par une augmentation du volume des cellules musculaires. IGF-1 est un 

des facteurs principaux impliqué dans la croissance musculaire (Schiaffino and Mammucari, 2011). Il 

est synthétisé majoritairement par le foie et agit comme un facteur de croissance systémique. 

IGF-1 se fixe sur son récepteur IGF1R et va activer Akt conduisant par la suite à l’activation de la voie 

mTOR (mammalian target of rapamycin) augmentant ainsi la synthèse protéique (Figure 9). 

 

 Voies impliquées dans l’atrophie musculaire 

 

L’atrophie musculaire se caractérise par une perte de masse musculaire accompagnée par une diminution 

du volume du muscle et de la quantité de protéines (Jackman and Kandarian, 2004). Elle peut survenir 

suite à une longue période d’immobilisation, une maladie, un traitement ou encore un dommage 

musculaire. 

Différentes cytokines et voies de signalisation interviennent dans l’atrophie. On retrouve tout d’abord 

la myostatine, un inhibiteur de la masse musculaire. La myostatine, une protéine de la famille du TGF-

β, va se fixer sur son récepteur, ActRIIB et activer la voie de signalisation SMAD2/3 conduisant à 

l’expression de TRIM63 et FBXO32 (Sartori et al., 2009). Ce sont deux ubiquitines ligases qui vont 

participer à l’ubiquitination des protéines permettant ainsi leur dégradation par le protéasome. La 

myostatine bloque également la voie Akt induisant une diminution de la synthèse protéique 

(Trendelenburg et al., 2009). 
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L’IL-1β et le TNF-α induisent aussi l’expression de TRIM63 et FBXO32 par l’activation de p38MAPK 

et NFκB ou FoxO4. La présence de l’IL-6 à faible dose et de manière continue active STAT3 activant 

ainsi la voie JAK/STAT jouant sur la dégradation des protéines et NFκB (Ma et al., 2017).  

 

Figure 9 : Voies participant à l’atrophie ou à l’hypertrophie musculaire 

Les voies de la myostatine, de la follistatine, de l’IL-1, du TNF-α et de l’IL-6 participent à l’atrophie musculaire en activant 

les voies de signalisation médiées par FoxO et NFkB. Les signaux médiés par l’IGF-1 au contraire vont venir inhiber ces 

signaux et participent à l’hypertrophie (d’après Mukund and Subramaniam, 2020). 

 

b-  Vieillissement musculaire et sarcopénie  

Le muscle est un organe très plastique et peut se régénérer lors de dommages mais cette capacité est 

impactée lors du vieillissement. La masse musculaire diminue avec l’âge et est associée à une perte de 

fonction. Ce syndrome est appelé sarcopénie (Cruz-Jentoft et al., 2019). On estime qu’environ 10% de 

la population est atteinte de sarcopénie et que cette proportion va augmenter. 

Plusieurs changements métaboliques interviennent lors du vieillissement et sont associés à la sarcopénie. 

Ces changements affectent la fibre musculaire mais aussi son environnement.  
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Le vieillissement musculaire entraîne tout d’abord une diminution du potentiel régénératif des cellules 

satellites. Cela peut être dû à la production augmentée de FGF2 par les fibres musculaires âgées et à une 

activation chronique de la voie mTORC1 entraînant ainsi une sortie de quiescence et un épuisement des 

cellules satellites (Chakkalakal et al., 2012; Haller et al., 2017). Les cellules satellites peuvent également 

se retrouver déplétées suite à l’activation de la voie JAK/STAT dans les cellules satellites âgées 

empêchant les divisions symétriques ou au dysfonctionnement mitochondrial avec une augmentation 

des réactifs dérivés de l’oxygène (Chabi et al., 2008; Price et al., 2014). La jonction neuro-musculaire 

dégénère également avec l’âge et affecte les capacités régénératrices du muscle (Deschenes et al., 2010). 

Une résistance aux stimulateurs anaboliques de croissance musculaire comme l’IGF-1 est également 

retrouvée empêchant la croissance musculaire (Cuthbertson et al., 2005). La proportion de type de  

fibres change également avec l’âge avec une diminution des fibres rapides de type II et change donc le 

métabolisme musculaire vers un mécanisme glycolytique pouvant entraîner une diminution de la 

capacité à produire des mouvements puissants (Brunner et al., 2007; Nilwik et al., 2013; Wang and 

Pessin, 2013). 

 

Le vieillissement des autres cellules dans l’environnement musculaire contribue aussi au développement 

de la sarcopénie (Nelke et al., 2019). L’environnement cytokinique est modifié avec l’âge et induit un 

environnement pro-inflammatoire. Les cellules endothéliales et épithéliales sénescentes s’accumulent 

avec l’âge et vont exprimer des cytokines inflammatoires comme l’IL-1β, l’IL-6, l’IL-8, le TNF-α et 

l’IFN-γ (Watanabe et al., 2017). Les FAPs sont également moins nombreux et sécrètent moins d’IL-33 

diminuant la prolifération des lymphocytes T régulateurs qui régulent l’inflammation lors de la 

régénération. L’inflammation va alors être moins contrôlée, promouvant son effet catabolique sur le 

muscle. Les macrophages quant à eux lors de la régénération dans un muscle âgé vont avoir 

majoritairement un profil anti-inflammatoire participant à l’établissement d’une fibrose musculaire 

(Tidball et al., 2021). Ce processus sera détaillé en partie III.  
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II. Muscle et auto-immunité 

L’homéostasie musculaire est un état d’équilibre entre les différentes cellules et molécules présentes 

dans le muscle (cellules musculaires, cellules immunitaires, cellules endothéliales, fibroblastes, 

cytokines etc). Cet équilibre peut être rompu à l’occasion d’un dommage musculaire. 

C’est le cas au cours des myopathies inflammatoires idiopathiques (MII) (ou myosites). Ces maladies 

acquises auto-immunes rares sont responsables de lésions musculaires. 

A. Myopathies inflammatoires idiopathiques 

1) Généralités 

a- Définition 

Les MII sont des maladies auto-immunes affectant le muscle dont la cause n’est pas connue. 

Les MII sont rares avec une prévalence moyenne de 14/100 000 pouvant aller de 2,4 à 33,8 (Meyer et 

al., 2015). Quatre groupes homogènes principaux sont identifiés à l’heure actuelle : les dermatomyosites 

(DM), le syndrome des anti-synthétases (SAS), les myosites à inclusion (IBM) et les myopathies 

nécrosantes auto-immunes (MNAI) (Mariampillai et al., 2018; Pinal-Fernandez et al., 2020).  

Elles peuvent affecter tous les groupes d’âge et touchent plus souvent les femmes que les hommes (ratio 

de 2 :1) (Bernatsky et al., 2009; Dobloug et al., 2015a; Svensson et al., 2017) à l’exception des IBM où 

les hommes sont plus touchés que les femmes et les patients plus âgés (Badrising et al., 2000; Dobloug 

et al., 2015b; Molberg and Dobloug, 2016). 

 

Si la cause des MII n’est pas connue, plusieurs facteurs génétiques et environnementaux sont associés à 

leur apparition. On retrouve notamment l’exposition aux UV avec la production de dérivés réactifs de 

l’oxygène chez les DM (Love et al., 2009; Thompson et al., 2018), le tabagisme chez les SAS (Chinoy 

et al., 2012), l’exposition aux statines chez les patients MNAI ainsi qu’une faible association avec les 

infections virales comme l’exposition à l’Epstein Barr virus, le VIH, l’influenza responsable de la grippe 

ou les enterovirus (Dalakas et al., 2007; Johnson et al., 2003).  La saisonnalité de la survenue de la 
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maladie chez certains sous-groupes appuie également ce lien environnemental avec les infections (Szabó 

et al., 2018; Toquet et al., 2021). Les facteurs génétiques associés sont la présence de certains haplotypes 

HLA (human leucocyte antigene) (Chinoy et al., 2009; O’Hanlon et al., 2006; Rojana-Udomsart et al., 

2012; Rothwell et al., 2016). 

 

Le dénominateur commun des MII est la faiblesse musculaire. L’atteinte musculaire est symétrique et 

généralement proximale chez les MNAI, les DM et les SAS avec une atteinte des deltoïdes, des triceps, 

des biceps et quadriceps. Chez les IBM en revanche l’atteinte est asymétrique et distale avec une atteinte 

des quadriceps et des muscles fléchisseurs des doigts (Lundberg et al., 2021). 

Les patients atteints de MII peuvent également avoir des atteintes extra-musculaires. Les patients DM 

peuvent avoir une atteinte cutanée avec l’apparition de rash sur les paupières, de papules de Gottron sur 

les mains, du signe en V sur la partie supérieure de la poitrine, du signe du châle sur le haut du dos, les 

épaules et le cou ainsi que des mains de mécaniciens (Mammen et al., 2020). Les manifestations peuvent 

également être cardiaques, avec des arythmies ou des insuffisances cardiaques (Gupta et al., 2011). Les 

atteintes pulmonaires avec des pneumopathies interstitielles sont également courantes, notamment chez 

les SAS ou certaines DM (Long and Danoff, 2019; Shappley et al., 2019). Les patients MII peuvent 

aussi avoir un risque plus élevé de cancer, c’est particulièrement le cas pour les DM (Tiniakou and 

Mammen, 2017). Les articulations peuvent aussi être touchées, cela est particulièrement le cas chez les 

SAS (Klein et al., 2014). 

La mortalité est plus élevée chez les patients MII que dans la population générale avec un taux de 

mortalité de 10% un an après le diagnostic (Dobloug et al., 2018). Les causes de mortalité sont 

principalement dues aux atteintes périphériques cardiaques, pulmonaires et aux cancers. 

 

b- Classification  

Les myosites ont été décrites pour la première fois en en Allemagne en 1863 par Wagner comme une 

entité ressemblant aujourd’hui aux polymyosites (PM). Vient ensuite une première séparation entre DM 

et PM mais sans prendre en compte l’atteinte dermatologique des DM. La première classification la plus 
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utilisée et partagée dans le monde est celle de Bohan et Peter en 1975 (Bohan and Peter, 1975). Les 

myosites sont définies par une inflammation venant seulement du muscle, une faiblesse musculaire 

proximale et symétrique, une élévation des enzymes musculaires et un électromyogramme classique. 

Les patients doivent présenter 4 de ces critères pour être considéré certainement avec une myosite. S’ils 

présentent une atteinte cutanée ils sont diagnostiqués comme ayant une DM ou une PM si ce n’est pas 

le cas. 

Les IBM sont le groupe suivant à avoir été défini par les critères de Griggs en 1995 (Griggs et al., 1995). 

Les IBM sont définies par une durée de la maladie supérieure à 6 mois, un début de la maladie chez des 

patients de plus de 30 ans, une atteinte musculaire proximale et distale avec notamment l’atteinte des 

fléchisseurs des doigts et du poignet, des CK élevés et un EMG typique avec un syndrôme myogène. 

Les IBM sont plus tard redéfinies par les critères de Lloyd reprenant les différentes classifications des 

IBM de 5 études (Benveniste and Hilton-Jones, 2010; Griggs et al., 1995; Hilton-Jones et al., 2010; 

Lloyd et al., 2014; Rose and ENMC IBM Working Group, 2013; Verschuuren et al., 1997). Les IBM 

peuvent alors être définies comme telles si les patients présentent: une faiblesse des muscles fléchisseurs 

des doigts ou des quadriceps, une inflammation endomysiale et une invasion par les cellules 

immunitaires de fibres non nécrotiques ou des vacuoles bordées (Lloyd et al., 2014). 

Vient ensuite la séparation des MNAI, premièrement évoquées lors du congrès ENMC (European 

neuromuscular centre) de 2003 (Hoogendijk et al., 2004). Cette proposition d’un nouveau sous-groupe 

se fonde sur plusieurs études montrant la présence caractéristique de fibres nécrotiques et peu 

d’inflammation chez certains patients ainsi que la présence d’auto-anticorps anti-SRP (signal 

recognition particle). La reclassification et la révision des critères de Bohan et Peter par l’ACR/EULAR 

en 2017 donne les critères diagnostiques pour les PM (incluant les MNAI et les SAS), les IBM et les 

DM (Lundberg et al., 2017).  

Les DM sont également redéfinies lors du congrès ENMC de 2018 (Mammen et al., 2020). 

Par la suite, des études de RNA-seq ou bio-informatiques séparent 4 groupes qui sont les sous-groupes 

les plus utilisés actuellement même si le terme PM continue d’être utilisé et regroupe les SAS et les 

MNAI (Mariampillai et al., 2018; Pinal-Fernandez et al., 2020)(Figure 10). 
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Figure 10 : Classification des principaux groupes de MII en fonction de leurs auto-anticorps et de leurs caractéristiques 

cliniques 

D’après Benveniste et al., 2016 

 

c- Auto-anticorps 

Les myosites étant auto-immunes, la présence d’auto-anticorps spécifiques ou associés aux myosites est 

devenue un outil de diagnostic et de classification. 

Ils peuvent être spécifiques des myosites (Tableau 1) et ne sont alors pas présents dans d’autres 

pathologies, ou associés aux myosites (anti-RNP, anti-Pm-ScL, anti-Ku, anti-Ros52, anti-cN1A), c’est-

à-dire présents au cours d’autres connectivites. 80% des patients possèdent des auto-anticorps 

(Betteridge et al., 2019). Ces auto-anticorps sont le plus souvent dirigés contre des protéines ubiquitaires. 
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Tableau 1 : Liste des auto-anticorps spécifiques des sous-groupes de MII (d’après Benveniste et al., 2016) 

Sous-groupe Anticorps Cible 

IMNM 
Anti-HMGCR 3-hydroxy-3-methylglutaryl CoenzymeA reductase 

Anti-SRP Signal recognition particle 

DM 

Anti-Mi2 Nucleosome remodeling deacetylase complex 

Anti-TIF1γ Transcriptional intermediary factor 1 gamma 

Anti-NXP2 Nuclear matrix protein 2 

Anti-SAE Small ubiquitin-like modifier activating enzyme A and B subunits 

Anti MDA5 Melanoma differentiation associated gene 5 

SAS 

Anti-Jo1 Histidyl-tRNA synthetase 

Anti-PL7 Threonyl- tRNA synthetase 

Anti-PL12 2 Alanyl- tRNA synthetase 

Anti-EJ Glycyl- tRNA synthetase 

Anti-OJ Isoleucyl- tRNA synthetase 

Anti-KS Asparginyl- tRNA synthetase 

Anti-ZO Phenylalanyl-tRNA synthetase 

Anti-YRS Tyrosyl- tRNA synthetase 

 

 

La biopsie musculaire est le meilleur outil pour poser le diagnostic des myosites mais elle est invasive 

et nécessite une expertise. Dans certains cas, quand les patients présentent un tableau clinique typique, 

la présence supplémentaire d’un type d’auto-anticorps spécifique suffit à poser le diagnostic de la 

maladie et la biopsie n’est plus nécessaire. C’est le cas pour la MNAI avec les anti-SRP et anti-HMGCR 

(Allenbach et al., 2018a), pour les DM avec les anti-TIF1γ, anti-NXP2, anti-Mi2, anti-MDA5 ou anti-

SAE (Mammen et al., 2020) et pour les SAS avec les anti-Jo1 (Cavagna et al., 2019).  

 

Certains phénotypes cliniques sont également associés à certains auto-anticorps spécifiques. C’est le cas 

des cancers chez les DM associés aux anti-TIF1γ et NXP2 (Chinoy et al., 2007). Les patients DM ayant 

des anticorps anti-MDA5 sont quant à eux associés à un risque élevé de développer une pneumopathie 

interstitielle (Wu et al., 2021). La connaissance des auto-anticorps des patients permet alors dans ce cas 

de proposer une meilleure prise en charge thérapeutique. 

Un rôle pathogène de ces anticorps est également envisagé dans certains sous-groupes de MII, 

notamment chez les patients MNAI. 
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Le diagnostic des patients repose sur la présence de signes cliniques typiques renforcés par des dosages 

biochimiques d’enzymes et d’auto-anticorps ainsi que de signes histopathologiques caractéristiques si 

une biopsie doit être réalisée. 

 

d- Traitement 

La quantité et la qualité des essais randomisés contrôlés dévolus aux myosites sont faibles1. Il n’y a donc 

pas à ce jour de recommandations claires pour le traitement des myosites. Le nombre de patients étant 

faible dû à la rareté de ces maladies et les sous-groupes répondant de manière différente aux traitements, 

peu d’essais cliniques ont été jusqu’ici mis en place et la plupart des données validant les traitements 

sont obtenues grâce à des études rétrospectives et l’avis des experts.  

La première ligne de traitement proposée aux patients est un traitement par glucocorticoïdes excepté 

chez les IBM, ce traitement aggravant les patients (Benveniste et al., 2011a). Ils permettent de contrôler 

l’activité de la maladie en réduisant l’inflammation. Les enzymes musculaires se normalisent et la force 

s’améliore  (Joffe et al., 1993). Les patients répondent généralement assez bien au traitement mais l’effet 

est dose-dépendant, l’arrêt du traitement ou la diminution de la dose s’accompagnent fréquemment de 

rechutes et les effets secondaires sont nombreux. Ainsi il est nécessaire d’associer les glucocorticoïdes 

à un autre traitement pour permettre la rémission prolongée et limiter les effets indésirables.  

Le deuxième traitement proposé en association aux glucocorticoïdes est un traitement 

immunosuppresseur (Gordon et al., 2012). 

Des cures d’immunoglobulines intra-veineuses sont également proposées pour les patients les plus 

sévères (Aggarwal et al., 2021; Dalakas et al., 1993). 

Enfin d’autres biothérapies comme le Rituximab, permettant de dépléter les lymphocytes B sont parfois 

utilisées chez les patients réfractaires aux immunosuppresseurs conventionnels (Oddis et al., 2013). 

 

 

                                                           
1 https://clinicaltrials.gov/ct2/results?recrs=e&type=Intr&cond=Idiopathic+Inflammatory+Myopathies  

https://clinicaltrials.gov/ct2/results?recrs=e&type=Intr&cond=Idiopathic+Inflammatory+Myopathies
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2) Evaluation de l’activité et des dommages 

La faiblesse musculaire observée chez les patients peut être due à l’activité de la maladie mais également 

à une perte de masse musculaire (atrophie) ou un remplacement fibro-adipeux causés par les dommages 

musculaires (séquelles). La différence entre les deux est cependant difficile à distinguer. 

 

a- Examens cliniques 

Les examens cliniques permettent de mesurer un déficit de force mais leur capacité à discriminer 

l’activité de la maladie et les dommages musculaires reste limitée.  

Le  MMT8 ou manual muscle testing of 8 muscles est utilisé afin d’évaluer l’atteinte et la faiblesse 

musculaire des patients (Rider et al., 2011). Huit muscles sont testés par le médecin et un score est établi. 

Ce test est cependant opérateur-dépendant. Un score évoluant favorablement ou défavorablement 

rapidement est un signe d’efficacité thérapeutique ou de maladie active. Au contraire, un score restant 

bas ou diminuant progressivement est un signe évocateur de dommage musculaire. 

Le PGA ou physician global assessment permet également d’évaluer l’activité de la maladie. Il se base 

sur un score donné par le médecin sur une échelle de 0 à 10, 0 correspondant à une maladie inactive. 

C’est un score global intégratif dont les critères pris en compte sont notamment les résultats de l’examen 

physique du patient, les résultats des dosages biochimiques et le traitement de sortie. 

L’IRM musculaire reste le meilleur examen objectif pour différencier l’activité des séquelles. Il permet 

de caractériser l’aspect des tissus sans avoir recours à une biopsie musculaire. Un œdème (visualisable 

en séquence T2) est un signe d’inflammation et de maladie active alors que l’atrophie, la fibrose et le 

remplacement adipeux (visualisables en séquence T1) sont des signes de dommages musculaires (Rider 

and Miller, 2011).  

D’une manière générale, il est important de bien définir l’activité et de diagnostiquer tôt la maladie pour 

éviter les séquelles. 
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b- Dosages biochimiques et biomarqueurs d’activité 

L’activité de la maladie peut être évaluée à l’aide de marqueurs protéiques dosables dans le sang. 

Lors d’un dommage musculaire, différentes protéines sont relarguées dans la circulation. C’est 

notamment le cas de la créatine kinase (CK), de l’aspartate aminotransférase, de l’alanine 

aminotransférase, de la lactate deshydrogénase et de l’aldolase. Ces enzymes sont toutes dosées au début 

de la maladie et leur évolution est surveillée. Les CK sont le marqueur le plus utilisé. Le niveau de CK 

ne corrèle pas très bien avec l’activité de la maladie chez les DM et les IBM car il peut être à un niveau 

quasi normal même si la maladie est active (Allenbach et al., 2016a; Benveniste et al., 2011a; Hoshino 

et al., 2010). En revanche, la corrélation est bonne pour les patients SAS et les MNAI (Allenbach et al., 

2014; Benveniste et al., 2011b; Stone et al., 2007).  

Le niveau de protéine c-réactive et de ferritine est rarement augmenté, l’inflammation dans les MII 

n’étant pas systémique, à l’exception des SAS et des DM à anti-MDA5. 

L’activité de la maladie étant difficile à évaluer, la recherche de biomarqueurs simples fonctionnant pour 

tous les sous-groupes est d’un grand intérêt pour le suivi et la prise en charge thérapeutique des patients. 

 

B. Myopathies nécrosantes auto-immunes 

Dans cette thèse, je vais surtout m’intéresser au sous-groupe des MNAI. Les myopathies nécrosantes 

auto-immunes sont un des derniers sous-groupes de MII à avoir été séparé suite à la présence de deux 

anticorps spécifiques, les anti-SRP et les anti-HMGCR et des caractéristiques cliniques propres. 

 

1) Aspect clinique 

a- Examen clinique et histologique 

Les patients atteints de myopathie nécrosante auto-immune présentent une atteinte musculaire proximale 

symétrique avec une atteinte principale des membres inférieurs (Allenbach et al., 2014; Pinal-Fernandez 

et al., 2017a; Suzuki et al., 2015). Les patients ne présentent pour la plupart pas d’atteintes extra-
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musculaires, excepté chez les patients anti-SRP qui peuvent présenter régulièrement des pneumopathies 

interstitielles, le plus souvent asymptomatiques (Suzuki et al., 2015). Les patients présentent une 

faiblesse musculaire souvent sévère accompagnée de myalgies (Allenbach et al., 2014; Mariampillai et 

al., 2018; Pinal-Fernandez et al., 2017a; Tiniakou et al., 2017). L’apparition des symptômes est souvent 

sub-aiguë, allant de quelques semaines à quelques mois (Allenbach et al., 2016b). Les patients ont un 

niveau élevé de CK (en moyenne 5000 UI/L) dû à la nécrose et à la rupture des fibres qui corrèle avec 

l’activité de la maladie. 

Les patients avec des anticorps anti-SRP ont souvent une forme plus sévère de la maladie avec une 

faiblesse musculaire et une atrophie plus importantes (Watanabe et al., 2016). Ces patients récupèrent 

également moins bien, seulement la moitié d’entre eux récupérant une force musculaire proche de la 

normale après traitement (Pinal-Fernandez et al., 2017a). 

Au niveau histologique, les biopsies des muscles de patients présentent des fibres nécrotiques et d’autres 

en régénération représentant entre 1 et 20% des fibres (Allenbach et al., 2018b)(Figure 11). Un infiltrat 

inflammatoire discret principalement composé de macrophages est présent entre les fibres et au niveau 

de la myophagocytose. Quelques lymphocytes T, B et plasmocytes peuvent également être présents 

ponctuellement. Les fibres non nécrotiques peuvent être entourées de dépôts de protéines du 

complément C5b-9. Ces critères histologiques ne permettent cependant pas de distinguer les anti-SRP 

des anti-HMGCR. 



34 
 

 

 

Figure 11 : Signes histologiques musculaires chez les patients MNAI 
Marquage hématoxyline et éosine montrant des fibres en nécrose *, des fibres en régénération ►et des fibres atrophiées ↘ 

(A), marquage CD56 montrant les fibres en régénération (B), marquage C5b-9 autour de fibres non-nécrotiques (C), marquage 

CD68 de macrophages (D) (d’après Allenbach et al., 2018 et  Ladislau et al., 2018). 

 

b- Auto-anticorps 

Comme vu précédemment, les patients MNAI peuvent être séronégatifs, ou séropositifs (65% à 72% 

des patients) avec la présence d’auto-anticorps anti-HMGCR ou anti-SRP (Pinal-Fernandez and 

Mammen, 2016; Watanabe et al., 2016). 

L’anti-SRP est le premier des deux anticorps à avoir été découvert chez un patient atteint de PM (Reeves 

et al., 1986) et s’en est suivie la description d’une série de 13 patients en 1990 (Targoff et al., 1990). La 

protéine SRP est un complexe ubiquitaire formé d’une chaîne d’ARN 7SL et de 6 protéines : SRP9, 

SRP14, SRP19, SRP54, SRP68 et SRP72 (Figure 12). Le nombre accolé à ces sous-unités correspond 

à leur poids en kilodaltons. Lors de la traduction certaines protéines notamment membranaires et 

sécrétées possèdent une séquence signal qui va être reconnue par la SRP54 qui va permettre la 

translocation du polypeptide nouvellement synthétisé vers le réticulum endoplasmique. Les anticorps 
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anti-SRP vont reconnaître principalement la SRP54 mais peuvent avoir d’autres cibles (Suzuki et al., 

2015; Valiyil et al., 2010). Ces anticorps sont principalement des IgG1, présents dans 71% des sérums 

ou des IgG4 présents dans 29% des sérums (Benveniste et al., 2011b). In vitro, les auto-anticorps altèrent 

l’adressage des protéines au réticulum endoplasmique (Römisch et al., 2006). Une perte de fonction 

associée à une mutation dans le gène de la SRP54 entraîne une neutropénie congénitale chez l’homme 

et un défaut de migration et de chimiotactisme des neutrophiles chez le poisson-zèbre (Bellanné-

Chantelot et al., 2018; Carapito et al., 2017). Dans des lignées cellulaires de neutrophiles, l’absence de 

SRP54 induit une augmentation du stress du reticulum et une augmentation de l’apoptose (Bellanné-

Chantelot et al., 2018). 

 

 

                                                                    

Figure 12 : Représentation de la protéine SRP et de la protéine HMGCR 

D’après Kellogg et al., 2022 et DeBose-Boyd, 2008 

 

Les anticorps anti-HMGCR ont été décrits pour la première fois en 2010. Des immunoprécipitations de 

sérums de patients MNAI avec nécrose musculaire ont montré la reconnaissance de protéines à 100 et 

200 kDa (Christopher-Stine et al., 2010). Chez ces patients, 63% avaient reçu un traitement par statines. 

Les auteurs ont donc émis l’hypothèse que l’apparition de ces auto-anticorps était liée au traitement. Les 

statines inhibent l’enzyme HMGCR qui intervient dans la biosynthèse du cholestérol en réduisant 

l’HMG-CoA en mévalonate (Figure 12). Après traitement, les cellules vont surexprimer cette protéine 

induisant possiblement une réponse immunitaire contre celle-ci. Des expériences 

d’immunoprécipitation ont montré que les anti-HMGCR reconnaissent la partie C-terminale de 
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l’enzyme. La reconnaissance de l’HMGCR pesant 97kDa explique la présence de la bande de 100kDa 

et celle de 200kDa a été proposée comme un dimère (Mammen et al., 2011). Les anti-HMGCR sont des 

IgG1 (Drouot et al., 2014) et une perte de fonction de la protéine HMGCR entraîne une rhabdomyolyse 

chez la souris (Osaki et al., 2015). 

 

2) Physiopathologie 

Des éléments indirects suggèrent un rôle pathogénique des anti-SRP et anti-HMGCR. En effet, il existe 

une corrélation positive entre le titre d’auto-anticorps anti-SRP ou anti-HMGCR et l’activité de maladie, 

particulièrement avec le niveau de CK et la force musculaire (Allenbach et al., 2014; Benveniste et al., 

2011b; Tiniakou et al., 2017). 

 

De récentes études ont permis de mettre en évidence un rôle pathologique des anti-SRP et anti-HMGCR 

sur le muscle, tant in vitro qu’in vivo (Allenbach et al., 2018b; Arouche-Delaperche et al., 2017; Bergua 

et al., 2019). 

In vitro, des myoblastes traités au moment de la différenciation avec des IgG totales extraites de patients 

MNAI avec des anti-SRP ou des anti-HMGCR ainsi que du plasma de ces patients montrent un défaut 

de fusion des fibres obtenues associé à la diminution de la sécrétion de cytokines anti-inflammatoires 

(IL-4 et IL-13) (Arouche-Delaperche et al., 2017). Un traitement sur des myotubes déjà formés montre 

une induction de l’atrophie musculaire, confirmée par l’expression des atrogènes FBXO32 et TRIM63. 

Une modification de la sécrétion moléculaire est également observée avec une augmentation de la 

production de cytokines pro-inflammatoires (TNF-α, IL-6) et de dérivés réactifs de l’oxygène. 

En marquage immunofluorescent, la SRP et l’HMGCR sont retrouvées exprimées à la membrane des 

fibres et peuvent ainsi être reconnues par les auto-anticorps (Allenbach et al., 2018b). Les protéines étant 

normalement intra-cytoplasmiques, leur localisation pourrait se trouver modifiée lors des cycles de 

nécrose/régénération entraînant la fusion des fibres. Les auto-anticorps sont également retrouvés à la 

membrane des fibres. Des dépôts de protéines du complément C1q et C5b-9 sont aussi retrouvés à la 
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surface des fibres. Le système du complément reconnaît les complexes immuns anticorps-antigène et 

peut venir opsoniser les fibres. 

In vivo, des souris immuno-déficientes ont été traitées avec les auto-anticorps anti-SRP ou anti-HMGCR 

(Bergua et al., 2019). Ces souris ont une force diminuée et présentent des fibres en nécrose. Chez des 

souris déficientes en protéines du complément, cet effet est accentué par l’ajout du complément humain 

démontrant également son implication dans la pathogénicité de la maladie. 

 

Suite à ces deux études montrant l’implication du complément, un essai clinique avec un anti-C5 a été 

démarré chez des patients MNAI. La molécule va bloquer le clivage du C5 en C5a et C5b empêchant 

ainsi l’activation des voies du complément. Cependant, les résultats n’ont pas été concluants pour traiter 

la maladie2.  

 

Les macrophages pourraient également avoir un rôle dans la pathogénicité de la maladie. En effet, ils 

sont également capables de reconnaître les complexes immuns formés par les auto-anticorps et leur cible 

et peuvent venir détruire les cellules recouvertes par ces complexes immuns. 

 

Le processus pathologique proposé jusqu’à maintenant est qu’une lésion musculaire avec un processus 

régénératif ou un traitement aux statines entraînent une expression de la SRP et/ou de l’HMGCR à la 

surface des fibres musculaires. La tolérance immunitaire est alors rompue et ces antigènes vont être 

reconnus par des auto-anticorps. La formation de complexes immuns antigène-anticorps à la surface des 

fibres entraîne leur reconnaissance par les protéines du complément et la formation de complexes 

d’attaque membranaire entraînant la nécrose des cellules. Les macrophages attirés par les signaux 

nécrotiques vont venir phagocyter les fibres musculaires et sécréter des cytokines participant à l’atrophie 

musculaire. Suite à la nécrose les cellules satellites vont être activées et proliférer pour fusionner et 

                                                           
2 UCB’s zilucoplan shows no relevant effect in immune-mediated necrotizing myopathy (IMNM) | UCB 

https://www.ucb.com/stories-media/Press-Releases/article/UCB-s-zilucoplan-shows-no-relevant-effect-in-immune-mediated-

necrotizing-myopathy-IMNM  
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donner naissance à de nouvelles fibres musculaires. Cependant, cette fusion est altérée par la présence 

des auto-anticorps et les niveaux en baisse d’IL-4 et d’IL-13 (Figure 13)(Allenbach et al., 2020). 

 

 

Figure 13 : Mécanisme pathologique des auto-anticorps anti-SRP et anti-HMGCR dans la MNAI  

D’après Allenbach et al., 2020 

 

3) Importance d’un diagnostic précoce 

Chez les patients MNAI le muscle est le principal organe affecté avec peu d’atteintes extra-musculaires. 

Il est important de diagnostiquer la maladie le plus tôt possible pour traiter les patients de manière 

adéquate et éviter l’installation au long terme de séquelles. La durée de la maladie est en effet un facteur 

prédictif du dommage musculaire (Landon-Cardinal et al., 2020). 

Les patients présentent de manière précoce des dommages musculaires et les patients avec anti-SRP ont 

plus d’atrophie et de remplacement fibro-adipeux que les patients avec des anti-HMGCR (Pinal-

Fernandez et al., 2017b).  
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Ce remplacement fibro-adipeux important peut expliquer la mauvaise récupération des patients. En 

effet, seulement 50% des patients anti-SRP récupèrent une force musculaire quasi-normale après 4 ans 

de traitement. Le patients les plus jeunes sont également plus sévèrement atteints (Pinal-Fernandez et 

al., 2017a). 

 

III. Macrophages et fibrose 

La rupture de l’homéostasie musculaire peut être due à différents facteurs comme une blessure, un 

exercice physique intense, la sarcopénie ou encore des maladies génétiques ou inflammatoires comme 

les myosites. Lors de ces différents changements, une réaction immunitaire intervient avec comme 

principaux acteurs les macrophages. Les macrophages interviennent dans la régulation immunitaire mais 

ont également d’autres rôles et interviennent notamment dans le mécanisme de régénération. Cependant, 

quand les dommages musculaires et l’inflammation sont chroniques comme cela est le cas dans les 

myosites et plus particulièrement dans les MNAI avec la nécrose, le rôle bénéfique des macrophages 

peut alors devenir délétère. 

A. Macrophages 

1) Classification des macrophages 

a- Historique 

Metchnikoff en 1892 est le premier à établir l’idée d’une immunité cellulaire avec ce qu’il appelle les 

macrophages et les microphages. Plus tard, Ebert et Florey montrent la migration des monocytes du 

sang au site de l’inflammation et Volkman et Gowans que ces monocytes sont issus de la moelle osseuse 

(Ebert and Florey, 1939; Volkman and Gowans, 1965). Un système de phagocytes mononucléaires est 

ensuite instauré dans les années 60 permettant de regrouper les monocytes et les macrophages suivi de 

l’inclusion des cellules dendritiques dans les années 70 (van Furth, 1981; van Furth et al., 1972). Les 

monocytes sont alors définis comme des cellules phagocytaires mononucléées, les macrophages comme 

des cellules plus larges et éliminant les cellules apoptotiques, les débris et les pathogènes et les cellules 
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dendritiques comme des cellules présentatrices des antigènes aux lymphocytes T. Il était alors acquis 

que les monocytes et macrophages proviennent du sang. 

Les monocytes proviennent de progéniteurs dans la moelle osseuse. Dans des conditions d’homéostasie, 

ils restent sous forme de monocytes dans la circulation et peuvent être recrutés dans les tissus lors d’un 

dommage ou d‘une infection (Figure 14). Leur phénotype va alors changer et ils deviennent des 

macrophages dérivés de monocytes. 

Il existe également des macrophages résidents qui participent à l’homéostasie du tissu dans lequel ils se 

trouvent (revu dans Hoeffel and Ginhoux, 2018). Ces macrophages sont capables de s’auto-renouveller 

indépendamment de l’hématopoïèse. Ils peuvent être d’origine embryonnaire en étant issus du sac 

vitellin ou du foie fœtal. Cependant, ils peuvent également être dérivés de macrophages issus de 

monocytes qui vont acquérir un phénotype résident une fois dans le tissu.  

 

 

Figure 14 : Macrophages résidents et monocytes dans le tissu musculaire 

Dans une situation d’homéostasie, les macrophages résidents s’auto-renouvellent, envoient des signaux aux cellules voisines 

et participent à l’élimination des cellules apoptotiques, protéines, phospholipides et toxines. Lors d’un dommage, les 

macrophages résidents s’activent et les monocytes circulants issus de la moelle osseuse arrivent sur le site du dommage et 

acquièrent un phénotype macrophagique. Lors de la résolution du dommage, les macrophages vont entrer en apoptose ou 

persister dans le tissu. Les macrophages issus de monocytes vont alors acquérir la capacité de s’auto-renouveler et développer 

un phénotype ressemblant aux macrophages résidents (d’après Watanabe et al., 2019). 
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b- Macrophages M1 et M2 

Les macrophages ont initialement été étudiés in vitro. Ils ont tout d’abord été classés en macrophages 

M1 ou M2 du fait de leurs réponses spécifiques (Mills et al., 2000). Les macrophages M1 ont été définis 

comme activés classiquement par le LPS et/ou l’interféron gamma (Martinez and Gordon, 2014; Stein 

et al., 1992). Les M2 ont été définis comme activés alternativement par l’IL-4. Les macrophages M1 

sont pro-inflammatoires et soutiennent une réponse Th1 et les macrophages M2 sont anti-inflammatoires 

et soutiennent une réponse Th2. La terminologie M1/M2 est simple et a été facilement et mondialement 

adoptée. Cependant, elle est réductrice et n’est pas vraiment le reflet de ce qu’il se passe in vivo dans un 

contexte tissulaire. Pour exemple, 29 types de stimulations de macrophages ont donné autant de 

signatures d’activation (Xue et al., 2014). Les experts ont ainsi fait plusieurs appels pour que cette 

nomenclature ne soit plus utilisée mais que les macrophages soient plutôt définis selon leur origine 

(résidents ou issus de monocytes circulants) et leur type d’activation (IL-4, interferon etc)(Murray et al., 

2014). Cette nomenclature reste cependant encore largement utilisée. 

 

c- Revue de la classification  

Avec le développement de méthodes de plus en plus résolutives comme la spectrométrie de masse ou 

les analyses en single cell, les populations cellulaires peuvent être décrites plus finement. Cependant, 

cela peut amener à une hétérogénéité entre les différentes études, les équipes ne donnant pas forcément 

les mêmes noms aux différents types cellulaires observés. Afin d’unifier ces analyses et de clarifier les 

spécificités des macrophages et des monocytes, Florent Ginhoux et son équipe ont récemment réalisé 

une méta-analyse de 41 études transcriptomiques de single cell et généré ce qu’ils appellent un MoMac-

VERSE (Mo pour monocytes et Mac pour macrophages) (Mulder et al., 2021). Reprenant les gènes 

exprimés par les monocytes et macrophages issus de différents tissus sains ou pathologiques, cet outil 

permet d’avoir des signatures spécifiques et unifiées. 

Cette étude a ainsi pu séparer des signatures de macrophages et de monocytes. Les macrophages sont 

séparés en 7 clusters distingués par l’expression de gènes différents dont un cluster HES1 (#2), un cluster 
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TREM2 (#3) et un cluster FTL (#17). Deux populations de monocytes sont également séparées en 

CD16+ ou CD16-. Les monocytes CD16+ sont séparés en 2 clusters et les CD16- sont séparés en 5 

clusters comprenant notamment un cluster identifié par une réponse à l’interféron (#4) et un cluster IL1B 

(#15)(Figure 15). 

 

Figure 15 : Représentation des clusters du MoMac-VERSE 

Les gènes différentiellement exprimés caractéristiques des cluters sont représentés (d’après Mulder et al., 2021). 

 

2) Macrophages et régénération musculaire 

a- Processus de régénération musculaire orchestrée par les macrophages 

Cette partie est particulièrement orientée sur les particularités des macrophages dans le contexte de la 

régénération musculaire qui est un contexte d’inflammation stérile où les pathogènes n’interviennent 

pas. Bien que souvent identifiée comme délétère, l’inflammation est cependant nécessaire pour une 

bonne régénération. 

Un dommage musculaire active tout d’abord les macrophages résidents du tissu concerné qui vont 

produire des cytokines et chimiokines permettant le recrutement depuis le sang de monocytes (Brigitte 
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et al., 2010b). Ces monocytes dans l’environnement immunitaire spécifique vont se polariser en 

macrophages. 

La majorité des connaissances acquises se base sur des modèles murins de régénération après induction 

d’un dommage musculaire toxique (injection de cardiotoxine ou BaCl2). La nécessité des macrophages 

dérivés de monocytes a été mise en évidence dans plusieurs modèles murins de déplétion des cellules 

CD11b+ ou de souris knock-out pour les récepteurs CCL2 ou CCR2 (Arnold et al., 2007; Martinez et 

al., 2010; Ochoa et al., 2007). Dans ces différents modèles, la régénération musculaire est très altérée. 

Le modèle CCR2 KO a notamment montré que l’entrée des monocytes sur le site du dommage se fait 

par l’axe CCR2-CCL2. L’activation de la voie alterne du complément permet également le recrutement 

des monocytes via l’axe C3a-C3aR (Zhang et al., 2017). 

La première phase de la régénération est pro-inflammatoire. Les macrophages sont polarisés par 

l’environnement riche en TNF-α et IFN-γ relargués par les autres cellules inflammatoires et les fibres 

musculaires. Ils sécrètent des cytokines pro-inflammatoires comme le TNF-α, l’IL-12 ou l’IL-1β. Ces 

cytokines vont notamment stimuler la prolifération des cellules satellites (Bencze et al., 2012). Les 

macrophages pro-inflammatoires vont également phagocyter les débris cellulaires (Saclier et al., 2013). 

Cette phagocytose en condition stérile est appelée efferocytose et est nécessaire pour permettre la 

conversion des macrophages en macrophages anti-inflammatoires (Arnold et al., 2007; Watanabe et al., 

2019). 

La seconde phase de la régénération est anti-inflammatoire. Les macrophages développent alors des 

capacités prolifératives et sécrètent des facteurs aidant à la réparation tissulaire comme le TGF-β (Varga 

et al., 2016). Les macrophages peuvent aussi exprimer des gènes de la MEC et régulateurs de la MEC 

et ainsi participer à sa synthèse et son organisation (Varga et al., 2016). 

 

b- Limites de l’effet bénéfique de la régénération 

Le processus inflammatoire de régénération orchestré par les macrophages est très ordonné. Si ce timing 

est perturbé, la résolution de l’inflammation n’est alors pas complète et peut entraîner des dommages. 
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Les modèles d’études de la régénération sont caractérisés par de gros dommages impliquant une partie 

non négligeable du tissu musculaire. Il y a donc un manque de connaissances sur les évènements 

intervenant lors d’une inflammation modérée mais chronique, comme c’est le cas chez les myosites. 

 

B. Fibrose  

Le maillage protéique de la MEC a un rôle structurel permettant de maintenir en place les fibres 

musculaires, les vaisseaux et les nerfs. La MEC agit également dans la transmission de la force et envoie 

des signaux spécifiques aux cellules satellites lors de la régénération. Une altération de la MEC peut 

entraîner son accumulation excessive et le développement de fibrose dans les tissus. Cette partie se 

focalise sur la définition de la fibrose, ses acteurs et le rôle des signaux extérieurs dans son 

développement, notamment par les macrophages. 

1) Définition générale de la fibrose 

La fibrose est définie comme une accumulation excessive de MEC (principalement collagène et 

fibronectine) qui va peu à peu remplacer le tissu dans lequel elle se développe et pouvant ainsi entraîner 

une perte de fonction de ce tissu et la mort des patients. Elle peut être causée par une production 

excessive de protéines de la MEC ou bien à un défaut de sa dégradation. La fibrose peut se développer 

dans différents organes et est impliquée dans le processus pathologique de nombreuses maladies comme 

la fibrose pulmonaire idiopathique, la cirrhose, l’insuffisance rénale chronique (Wynn, 2007). Bien 

qu’impliquée dans plusieurs organes, les mécanismes conduisant à la fibrose peuvent être communs et 

restent mal compris (Wynn, 2004). 

Dans le muscle squelettique, l’accumulation de la MEC se produit principalement dans l’endomysium 

et le perimysium (Gillies and Lieber, 2011). La fibrose musculaire affecte la fonction et la structure des 

fibres ainsi que la régénération après une blessure (Delaney et al., 2017). Elle apparaît dans le muscle 

suite à des dommages chroniques, à une immobilisation, lors du vieillissement ou encore lors de 

maladies génétiques, comme la dystrophie de Duchenne, ou auto-immunes comme les myosites 

(Serrano and Muñoz-Cánoves, 2010; Serrano et al., 2011). 
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Dans le cas d’un dommage aigu, le muscle va dégénérer et connaître une phase inflammatoire transitoire 

accompagnée d’un dépôt de collagène puis va se régénérer et aboutir à un retour à une physiologie 

musculaire normale. Lors d’un dommage musculaire chronique, l’inflammation et les dépôts de 

collagène sont persistants conduisant à la fibrose musculaire (Figure 16)(Mann et al., 2011). 

 

Figure 16 : Régénération musculaire lors d’un dommage aigu ou chronique 

Lors d’un dommage aigu, les fibres musculaires vont dégénérer et un dépôt collagène temporaire va s’établir. Les fibres 

régénèrent ensuite et le muscle revient à son état initial. Lors d’un dommage chronique avec une inflammation persistante, le 

collagène s’accumule entre les fibres et la fibrose s’installe (d'après Mann et al., 2011). 

 

 

 

2) Acteurs majeurs de la fibrose : les FAPs et leur interaction avec les macrophages 

a- Définition des FAPs 

Les FAPs sont des progéniteurs mésenchymateux résidents du muscle squelettique identifiés pour la 

première fois chez la souris parallèlement par deux équipes en 2010 (Joe et al., 2010; Uezumi et al., 

2010). Ils sont capables de se différencier en adipocytes, en fibroblastes, en ostéocytes ou en 
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chondrocytes selon l’environnement dans lequel ils se trouvent mais ne sont pas myogéniques (Joe et 

al., 2010; Uezumi et al., 2010).  

Dans ces premières études, les FAPs sont caractérisés par l’expression de PDGFRA, Sca1 et CD34 et 

l’expression négative de CD45 (marqueur hématopoïétique), de CD31 (marqueur endothélial) et 

d’ITGA7 (marqueur myogénique). Chez l’homme cependant, Sca1 n’existe pas. 

 

Des études en single cell ont été réalisées sur du muscle sain humain et ont permis de mieux caractériser 

les cellules mononucléées du tissu, dont les FAPs (Tableau 2). Dans une première étude, 2 clusters de 

FAPs sont identifiés, un cluster fibrillin 1+ (FBN1) et un cluster lumican+ (LUM) qui expriment tous 

les deux les marqueurs canoniques des FAPs : PDGFRA et CD34 (Rubenstein et al., 2020). Les deux 

clusters expriment les collagènes de type I, III et VI mais le cluster LUM+ a une surexpression des 

collagènes IV et XV associés à l’endomysium (Kjaer, 2004) et le cluster FBN1+ une surexpression du 

collagène XIV associé à une expression périmysiale (Gillies and Lieber, 2011). Le top 3 des gènes 

différenciant le cluster LUM+ sont APOD, LUM et DCN et les 3 gènes différenciant le cluster FBN1+ 

des autres sont FBN1, PRG4 et PCOLCE2. 

Une deuxième étude de single cell a étudié les cellules mononucléées de 10 muscles différents (De 

Micheli et al., 2020b). Trois clusters de fibroblastes pouvant être désignés comme des FAPs sont 

retrouvés. La première population est caractérisée par l’expression de COL1A1, SFRP4, SERPINE1 et 

CCL2, la deuxième population par l’expression de FBN1, MFAP5 et CD55 et la troisième SMOC2.  

 

Les FAPs sont localisés majoritairement dans l’épimysium et le périmysium et sont souvent localisés 

autour des vaisseaux en dehors de la lame basale (Joe et al., 2010; Uezumi et al., 2010). Ils représentent 

5 à 15% des noyaux totaux dans le muscle squelettique et seraient identiques aux fibroblastes (Contreras 

et al., 2019a, 2019b). 
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Tableau 2 : Principaux gènes marqueurs des différentes populations de FAPs identifiées en analyses single cell 

(modifié d’après Contreras et al., 2021) 

Gènes/marqueurs Sous-populations FAPs Espèce Référence 

SCA1, CD34, 

PDGFRA 

SubFAPs: Tie2(low), Vcam(low) 
Souris (Malecova et al., 2018) 

SubFAPs: Tie2(high), Vcam(high) 

SCA1, LY6E, 

PDGFRA, DCN 
Non déterminé Souris (Giordani et al., 2019) 

PDGFRA, SCA1, 

HIC1 

FAP1: Cxcl14, Col4, Col6, Col15, Lum, Sparcl1, Podn, Smoc2, Mgp, Bgn 
Souris (Scott et al., 2019) 

FAP2: Dpp4, Sfrp4, Igfbp5, Sema3c, Tgfbr2, Wnt2 

PDGFRA, SCA1, 
DCN, CD34 

Non déterminé Souris 
(Pawlikowski et al. 
2019) 

PDGFRA, 
COL3A1, DCN, 

GSN 

Non déterminé Souris 
(De Micheli et al., 

2020a) 

PDGFRA, SCA1, 

CD34 

FAP1: Cxcl14, Enpp2, Crispld2, Hsd11b1, Smoc2, Ccl11, Gsn, Dcn 
Souris (Oprescu et al., 2020) 

FAP2: Ddp4, Pi16, Wnt2, Igfbp5, Igfbp6, Fbn1, Ugdh 

PDGFRA, CD34, 

COL1, COL3, 

COL6 

Lumican (LUM): LUM, DCN, CXCL14, COL4, COL15, SMOC2, GSN Humain et 
souris 

(Rubenstein et al., 
2020) Fibrillin (FBN1): FBN1, MFAP5, LOXL1, PRG4, ELN, IGGFBP5, FSTL1 

PDGFRA 

FAP1 (fibroblast1): COL1A1, SFRP4, SERPINE1, CCL2 

Humain 
(De Micheli et al., 
2020b) 

FAP2 (fibroblast2): FBN1, MFAP5, CD55 

FAP3 (fibroblast3): SMOC2, ADH1B, ABC18 

PDGFRA, CD34, 

COL1A1 

FAP1: SEMAC3C, DEFB1, FBN1, PRG4, IGFBP5 

Humain (Farup et al., 2021) 

FAP2: PLA2G2A, IGFBP6 

FAP3: SFRP2, CCL2, MGP, DPT, LUM, GSN 

FAP4: IGF1, MME, COL6A3, PTGDS, COL15A1, SMOC2, COL6A3, APOD, 
CD90 

PDGFRA, DCN, 
CD34 

FAP1 (CD55+): TNXB, MFAP5, 145 PCOLCE2, FBN1, CD55, PRG4 

Humain (Fitzgerald et al., 2022) FAP2 (MME+): MME (CD10), PTGDS, CXCL14, SMOC2 

FAP3 (GPC3+): GPC3, SFRP2 

 

b- Rôle des FAPs et du système immunitaire dans la fibrose lors d’un dommage aigu 

Les FAPs sont des acteurs majeurs dans le développement de la fibrose et de l’infiltration adipeuse 

pathogénique dans le muscle squelettique. Des souris injectées avec des cellules PDGFRA+ dans le 

cadre d’un dommage musculaire développent une fibrose (Hamilton et al., 2003; Uezumi et al., 2011).  

Dans un contexte de dommage aigu et de régénération, les FAPs vont sécréter des chimiokines (CCL2, 

CXCL15, CCL7) attirant les monocytes et les neutrophiles sur le site du dommage (Figure 17)(De 

Micheli et al., 2020a; Oprescu et al., 2020). Les FAPs activés vont également produire de l’IL-10 

favorisant le phénotype anti-inflammatoire des macrophages (Lemos et al., 2012). Les éosinophiles vont 

produire de l’IL-4 activant la prolifération des FAPs mais inhibant leur différenciation en adipocytes 

(Heredia et al., 2013). Les macrophages régulent le renouvellement des FAPs. Chez des souris knock-



48 
 

out pour Ccr2 pour lesquelles les monocytes ne peuvent pas migrer vers le site du dommage, les FAPs 

s’accumulent et conduisent à de la fibrose (Lemos et al., 2015). Le TNF-α sécrété par les macrophages 

pro-inflammatoires va conduire à l’apoptose des FAPs. Lors de la phase de régénération, les 

macrophages produisent du TGF-β qui va promouvoir la survie, la prolifération et la différenciation des 

FAPs en fibroblastes (Contreras et al., 2019a; Davies et al., 2016) en induisant leur production de 

collagène I, de fibronectine et du facteur de croissance du tissu conjonctif CTGF et en inhibant leur 

expression de métalloprotéases (Gosselin et al., 2004; Mann et al., 2011; Smith and Barton, 2018). 

 En condition de dommage aigu, les FAPs expriment de l’IL-6 permettant la bonne différenciation des 

myoblastes. Ils expriment également de l’IGF-1 et de la follistatine favorisant la croissance musculaire 

(Joe et al., 2010; Uezumi et al., 2010). 

 

Figure 17 : Interactions cellulaires lors de la régénération musculaire 

Les flèches bleues indiquent l’effet des FAPs sur les autres cellules, les roses celui des cellules musculaires et les vertes celui 

des cellules immunitaires (d’après Molina et al., 2021). 

 

c- Rôle des FAPs et du système immunitaire dans la fibrose lors d’un dommage chronique 

La fibrose musculaire la plus décrite est celle impliquée dans la dystrophie de Duchenne (DMD) compte 

tenu de sa prévalence élevée comparée aux autres maladies musculaires (1 garçon/3500). Elle provient 

d’une mutation dans le gène de la dystrophine, une protéine sub-sarcolemmique servant au maintien de 
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l’architecture musculaire en faisant le lien entre les filaments d’actine et les fibres (Constantin, 2014; 

Hoffman et al., 1987). La mutation entraîne l’absence de cette protéine et entraîne une fragilisation de 

la fibre qui va se casser au moindre choc entraînant ainsi des cycles de nécrose/régénération et une 

inflammation constante (Carpenter and Karpati, 1979). Certaines caractéristiques comme 

l’inflammation et la faiblesse musculaire sont communes avec les MII. 

Dans la DMD et d’autres maladies neuro-musculaires, afin de régénérer le muscle abimé par la nécrose, 

les cellules satellites vont s’activer. Les cycles chroniques de nécrose et régénération vont finir par 

épuiser la réserve de cellules satellites (Serrano et al., 2011). Les cellules satellites peuvent également 

contrôler les fibroblastes en régulant leur production de protéines de la MEC (Fry et al., 2017). Il a été 

montré que les cellules satellites sécrètent des exosomes contenant un micro-ARN, miR-206, capable 

de réprimer Rrbp1 intervenant dans la synthèse du collagène (Fry et al., 2017). Dans un contexte de 

dommage chronique, un épuisement des cellules satellites entraînerait alors l’absence de ce contrôle. 

 

Les dommages chroniques et la nécrose induisent également la présence d’une inflammation continue.  

Dans le cadre d’un dommage chronique comme lors de la DMD, la production de TGF-β est continue 

et son expression est retrouvée dans le sang et le muscle des patients et corrèle avec le degré de fibrose 

(Figure 18)(Ishitobi et al., 2000; Song et al., 2017). Le TGF-β est également surexprimé dans le muscle 

des patients MII (Lundberg et al., 1997). Les cycles de régénération asynchrones comme lors des cycles 

de nécrose/régénération induisent également la fibrose par le TGF-β (Dadgar 2014). Dans la DMD, les 

macrophages peuvent également avoir un phénotype particulier en exprimant à la fois du TNF-α et du 

TGF-β (Lemos et al., 2015). Cette surexpression de TGF-β peut alors conduire à une fibrose due à la 

persistance des FAPs et à la production continue de protéines de la MEC. Les FAPs ont aussi un 

phénotype particulier lors de dommages chroniques. Dans un modèle de myopathie inflammatoire 

chronique chez des souris immunisées à la myosine (CIM), les FAPs développent un phénotype anti-

apoptotique pouvant expliquer leur accumulation (Saito et al., 2020). 
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Figure 18 : Interactions cellulaires lors de dommages chroniques 

Les dommages chroniques conduisent à une suractivation des macrophages sécrétant du TGF-β et des FAPs sécrétant la 

matrice extracellulaire (d'après Theret et al., 2021). 

 

Les FAPs et les macrophages sont également localisés proches les uns des autres après un dommage 

musculaire et dans la DMD potentialisant leurs actions les uns sur les autres (Contreras et al., 2016; 

Juban et al., 2018; Lemos et al., 2015; Moratal et al., 2018). 

En condition de dommage chronique il a été montré que lors d’une dénervation, la production d’IL-6 

par les FAPs est continue et délétère en favorisant le dépôt de MEC (Madaro et al., 2018).  

L’augmentation de la production de MEC par des FAPs constamment activés a également un effet 

délétère. La rigidité de la MEC se retrouve changée influençant les cellules satellites et pouvant modifier 

l’accessibilité des cellules à différents facteurs (Wolf and Friedl, 2011). 

L’interféron peut également avoir une implication dans l’établissement de la fibrose et son action n’a 

encore jamais été regardée dans un contexte de dommage chronique sur les FAPs.  Des faibles doses 

d’interféron sont normalement nécessaires pour la régénération (Cheng et al., 2008) mais lors de 

dommages chroniques, il peut être produit en plus grandes quantités et entraîner des défauts de 
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myogénèse et de la fibrose dans un environnement riche en TGF-β (Haag et al., 2008; Kalovidouris et 

al., 1993).  

 

En plus de la DMD, les FAPs ont été identifiés dans différentes pathologies neuro-musculaires. C’est le 

cas chez les patients atteints de sclérose latérale amyotrophique où ils ont été identifiés par un marquage 

CD90 au lieu de PDGFRA, après avoir montré que chez la souris les cellules Sca-1+ sont aussi CD90+ 

(Madaro et al., 2018). Les patients diabétiques ont également une augmentation de FAPs CD90+ (Farup 

et al., 2021). Les FAPs ont été décrits comme impliqués dans d’autres modèles animaux de maladies 

neuro-musculaires comme la dystrophie facio-scapulo-humérale et les dystrophies musculaires des 

ceintures (Bosnakovski et al., 2017; Hogarth et al., 2019). 

Les FAPs ont également été caractérisés dans le cadre d’une arthroplastie de la hanche due à une arthrose 

pour caractériser leur potentiel adipogénique (Fitzgerald et al., 2022). Trois populations de FAPs ont été 

retrouvées dans cette étude exprimant toutes les 3 les gènes PDGFRA, CD34 et DCN. La première 

population est CD55+, la deuxième PRG4+ et la troisième MME+. Ces trois populations ressemblent 

fortement aux populations retrouvées dans les deux études single cell sur muscle sain (De Micheli et al., 

2020b; Rubenstein et al., 2020). Les cellules MME+ ont un haut potentiel adipogénique en culture. 

 

Le muscle est un organe complexe composé de cellules différentes interagissant ensemble afin de 

maintenir l’équilibre homéostatique. Cet équilibre peut se rompre ponctuellement par exemple lors d’un 

dommage musculaire mais il est vite rétabli. Lorsque le dommage perdure, comme c’est le cas lors de 

certaines pathologies comme les MII, et plus particulièrement les MNAI, l’état d’équilibre est dépassé 

et un dommage chronique s’installe. Ce dommage chronique crée un environnement inflammatoire 

continu et est à l’origine de l’établissement de la fibrose dont les acteurs principaux sont les macrophages 

et les FAPs. 
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OBJECTIFS 

 

La physiopathologie des myopathies inflammatoires idiopathiques n’est pas encore entièrement connue. 

L’activité de la maladie en particulier est difficile à évaluer. Certains marqueurs existent mais ne sont 

pas applicables de la même manière à tous les sous-groupes. La myostatine, une protéine inhibitrice de 

la croissance musculaire est étudiée dans les maladies neuromusculaires et dans certaines MII mais les 

résultats des études sont divergents. Au cours de cette thèse, mon premier objectif était donc : 

 

 Etudier la myostatine chez les MII et voir si elle peut être un biomarqueur d’activité de la 

maladie. Pour cela, des dosages protéiques sériques et des analyses transcriptomiques de 

biopsies musculaires ont été réalisés. 

 

Je me suis ensuite intéressée plus particulièrement au groupe des myopathies nécrosantes auto-immunes. 

Les patients présentent une atteinte musculaire proximale avec une infiltration fibro-adipeuse participant 

à l’établissement d’une faiblesse musculaire ainsi que la présence de fibres nécrotiques, une infiltration 

macrophagique, et la présence d’auto-anticorps. La physiopathologie exacte de la maladie, incluant les 

mécanismes de nécroses et de remplacement fibro-adipeux, n’est pas encore totalement comprise. Pour 

mieux comprendre la physiopathologie des MNAI, mes objectifs étaient de: 

 

 Etudier la nécrose dans les MNAI 

 Etudier l’origine du remplacement fibro-adipeux 

 Etudier la pathogénicité des anti-SRP et anti-HMGCR  

Pour cela deux approches ont été mises en place. La première a été de regarder en transcriptomique 

in situ les différences entre des muscles MNAI et des muscles HD. La deuxième a été de réaliser 

des modèles de culture cellulaire de la maladie en 2 ou 3 dimensions.   



54 
 

 

  



55 
 

RESULTATS 
 

Résultats 1: Myostatin In Idiopathic Inflammatory Myopathies: Serum Assessment And 

Disease Activity 

Résumé de l’étude 

Les patients atteint de MII présentent des dommages musculaires plus ou moins importants, c’est 

particulièrement le cas des patients MNAI et/ou ceux atteints d’IBM (Landon-Cardinal et al., 2020). 

Certains patients répondent bien aux traitements mais peuvent toujours avoir une activité résiduelle de 

la maladie nécessitant une utilisation prolongée des traitements.  

L’activité de la maladie est particulièrement difficile à évaluer dans les MII. En effet, certains marqueurs 

existent comme le dosage de la créatine kinase mais ne sont pas applicables de la même manière à tous 

les sous-groupes de myosites (Allenbach et al., 2018b; Mathur et al., 2014). L’activité de la maladie 

peut également être évaluée par un examen clinique standardisé du patient en suivant les 

recommandations de l’IMACS (Rider et al., 2011). 

Dans cette étude, j’ai voulu savoir si la myostatine, un inhibiteur de masse musculaire de la famille du 

TGF-β pouvait être un marqueur d’activité de la maladie. La myostatine a déjà été étudiée dans quelques 

maladies neuro-musculaires et dans quelques sous-groupes de myosites mais les résultats divergent 

(Kerschan-Schindl et al., 2021; Mariot et al., 2017; de Sordi et al., 2022; Vernerová et al., 2020). 

Un dosage de la myostatine sérique a ici été réalisé par ELISA chez 300 patients et 59 contrôles et 

l’expression de la myostatine et de sa voie de signalisation ont été étudiées dans le muscle au niveau 

transcriptomique chez 18 patients et 6 contrôles. 

Les résultats montrent une diminution de la myostatine sérique dans les 4 sous-groupes de myosites 

comparés aux contrôles. Cette diminution est associée à une diminution de l’expression 

transcriptomique de la myostatine dans le muscle. Les patients ont ensuite été séparés selon l’activité de 

leur maladie en patients actifs ou inactifs à l’aide du PGA (Physician Global Assessment). Les patients 

inactifs SAS et DM ont un niveau de myostatine plus élevé que ceux étant actifs et ont donc tendance à 

revenir au niveau des contrôles. Les patients MNAI se distinguent avec un niveau bas de myostatine 
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comparable entre les patients actifs et inactifs. Le résultat d’analyses multivariées montre que le taux de 

myostatine est associé au PGA et à l’atteinte musculaire représentée par le MMT8 (Manual muscle 

testing of 8 muscles).  

Le taux de myostatine pourrait alors être un marqueur d’activité pour les DM et les SAS. Le taux de 

myostatine ne variant pas chez les patients actifs et inactifs MNAI pourrait s’expliquer par une 

diminution de la masse musculaire des patients ou une activité de la maladie résiduelle de faible 

intensité. 

Pour valider ces résultats, une étude de suivi de l’évolution des patients à travers le temps aurait 

cependant besoin d’être réalisée. 

 

Ces résultats ont donné lieu à un article accepté pour publication dans le journal Neurology and Applied 

Neurobiology. 
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Key points: 

 Circulating myostatin level is decreased in idiopathic inflammatory myopathies 

 Myostatin pathway expression is decreased at the transcriptomic level in patients' 

muscle biopsies 

 Circulating myostatin levels could be a disease activity marker for antisynthetase 

syndrome and dermatomyositis patients 

 Circulating myostatin levels do not correlate with disease activity for immune-mediated 

necrotizing myopathies patients indicating a new disease mechanism 

 

 

 

 

 

ABSTRACT 
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Aims: In Idiopathic Inflammatory Myopathies (IIM) disease activity is difficult to assess, and 

IIM may induce severe muscle damage, especially in immune-mediated necrotizing 

myopathies (IMNM) and inclusion body myositis (IBM). We hypothesize that myostatin, a 

negative regulator of muscle mass, could be a new biomarker of disease activity and/or muscle 

damage. 

Methods: Prospective assessment of myostatin protein level in 447 IIM serum samples 

(dermatomyositis (DM), n=157; IBM, n=72; IMNM, n=125; antisynthetase syndrome (ASyS), 

n=93) and 59 healthy donors (HD) was performed by ELISA. A gene transcript analysis was 

also carried out on 18 IIM muscle biopsies and 6 controls to analyse myostatin and myostatin 

pathway-related gene expression. 

Results: IIM patients had lower myostatin circulating protein levels and gene expression 

compared to HD (2379 [1490; 3678] pg/ml vs 4281 [3169; 5787] pg/ml; p<0.0001 and log2FC=-

1.83; p=0.0005 respectively). Myostatin-related gene expression varied accordingly. Based on 

the Physician Global Assessment, inactive IIM patients showed higher myostatin levels than 

active ones. This was the case for all IIM subgroups, except IMNM where low myostatin levels 

were maintained (2186 [1235; 3815] vs 2349 [1518; 3922] pg/ml; p=0.4).  

Conclusions: Myostatin protein and RNA levels are decreased in all IIM patients, and protein 

levels correlate with disease activity. Inactive ASyS and DM patients have higher myostatin 

levels than active patients. Myostatin could be a marker of disease activity in these subgroups. 

However, IMNM patients do not have significant increase in myostatin levels after disease 

remission. This may highlight a new pathological disease mechanism in IMNM patients. 

Keywords: idiopathic inflammatory myopathies, myostatin, muscle, biomarker, disease 

activity 

 

  



59 
 

LIST OF ABBREVIATIONS 

ASyS: Antisynthetase syndrome 

CK: Creatine kinase 

DCN: Decorin 

DM: Dermatomyositis 

FBXO32: F-box Protein 32 

FST: Follistatin 

GC: Glucocorticoids 

HD: Healthy donors 

IBM: Inclusion body myositis 

IIM: Idiopathic inflammatory myopathies 

IL-1: Interleukin-1 

IMACS: Myositis assessment and clinical studies group 

IMNM: Immune-mediated necrotizing myopathy  

INHBA: Inhibin subunit beta A 

MMT8: Manual muscle testing-8 

MSTN: Myostatin 

MYF5: Myogenic factor 5 

MYOG: Myogenin 

PGA: Physician global assessment 

PM: Polymyositis 

TGF-β: Transforming growth factor beta 

TNF-α: Tumor necrosis factor alpha 

TRIM63: Tripartite motif containing 63 
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INTRODUCTION 

Idiopathic inflammatory myopathies (IIM) are a group of rare autoimmune diseases that can 

be divided into four subgroups: antisynthetase syndrome (ASyS), dermatomyositis (DM), 

immune-mediated necrotizing myopathy (IMNM), and inclusion body myositis (IBM) [1,2]. 

These subgroups differ in terms of pathogenesis, phenotype and prognosis [3–5]. 

The major characteristic of IIM is muscle weakness with different degrees of severity being 

observed between subgroups. ASyS and DM patients have mild to moderate muscle 

involvement whereas IMNM patients display the most severe muscle weakness with poor 

recovery of muscle strength after remission [6,7]. While most DM, IMNM, and ASyS patients 

present with an acute onset of symptoms, IBM is characterised by slowly progressing muscle 

weakness.  

Muscle weakness can be a consequence of both muscle injury due to active inflammation 

and/or muscle damage with fibrosis, fatty replacement or muscle atrophy [8].  

Currently, the International Myositis Assessment and Clinical Studies Group (IMACS) has 

established core set measures which allow the assessment of disease activity and damage in 

IIM [9]. However, no easy biomarker is available to identify and evaluate disease activity along 

with muscle damage. At present, muscle enzymes, such as creatine kinase (CK), are routinely 

used as surrogate biomarkers, and while their level correlates well with activity in IMNM [7], it 

lacks accuracy for the other subgroups [10]. 

Myostatin is a protein from the transforming growth factor beta (TGF-β)-1 family, mainly 

secreted by skeletal muscle, which acts as a negative regulator of muscle mass [11,12]. It has 

already been shown to be correlated with clinical evaluation of disease activity in IIM [13] and 

decreased in muscle-wasting diseases [14]. 

In this study, our aim is first to determine whether the myostatin level could be an appropriate 

marker to assess disease activity and secondly if it can be used to distinguish disease activity 

from muscle damage.  
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MATERIAL AND METHODS 

Patients 

A total of 300 patients with IIM and 59 healthy donors (HD) were enrolled in the study. IIM 

patients were prospectively enrolled between 2013 and 2019 in a tertiary centre of IIM (Pitié 

Salpêtrière Hospital, Paris, France). They fulfilled the American College of 

Rheumatology/European League Against Rheumatism classification criteria for myositis [15]. 

Patients were classified into the four IIM categories: IBM patients following Lloyd’s criteria [3], 

IMNM patients following the European Neuromuscular Centre criteria [4], DM following the 

European Neuromuscular Centre criteria [5], and ASyS patients based on the presence of 

antisynthetase autoantibodies.  

Sera were collected at diagnosis or during follow-up and kept in our biobank MASC (Myositis, 

DNA, Serum, Cells, ClinicalTrials.gov Identifier: NCT04637672). Ninety-six patients had two 

or more serum samples at different time points, giving a total of 447 samples for the 300 

patients.  

Healthy donor samples were obtained from a French blood bank (Etablissement Français du 

Sang ref: C CPSL UNT- N°18/EFS/033).  

 

Disease Activity 

IMACS core set measures, Manual Muscle Testing 8 (MMT8) and Physician Global 

Assessment (PGA) were assessed [16]. Disease activity was evaluated at the time of blood 

collection, and the results were represented on a numeric scale (from 0 to 10; 0 corresponding 

to remission without treatment and 10 the maximum disease activity). We arbitrarily defined 

patients as active when their PGA>5. The PGA assessment was performed by two expert 

physicians independently on 40 patients with a 92.1% concordance. The rest of the cohort was 

assessed by one or the other. 

 

Myostatin, creatinine and creatine kinase measurements 

Sera were quickly frozen after centrifugation and stored at -80°C until analysed. Samples were 

thawed only once to avoid freeze and thaw cycles. Myostatin serum levels were assessed 

using a commercially available ELISA kit (R&D Systems DGDF80, Minneapolis, USA) 

following the manufacturer’s instructions. The absorbance was measured at 450 nm using a 

Spark plate reader (Tecan, Switzerland). 

Creatinine and creatine kinase measurements were performed at the time of blood collection 

for IIM patients by the clinical biochemical laboratory as a routine procedure at the Pitié 
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Salpêtrière Hospital. For HD, creatinine was measured at the time of serum myostatin on 

thawed serum samples. One patient with kidney dysfunction was excluded from the creatinine 

analysis (n=1). 

 

Transcriptomic analysis of the myostatin pathway signature 

Twenty-four muscle samples were collected for diagnostic purposes: 18 IIM patients (6 DM, 6 

IMNM, and 6 IBM), and 6 patients with normal muscle histopathology. Muscle samples were 

frozen in pre-cooled isopentane. RNA was extracted from 20 frozen sections (20 µm) using 

QIAzol Lysis reagent and RNeasy Plus Universal Mini Kit (Qiagen, Germany) following the 

manufacturer’s protocol. Non-strand-oriented libraries were prepared following the NEBNEXT 

single cell/Low input RNA library prep kit protocol from NEB (New England Biolabs, Ipswich, 

MA, USA), starting from 20 ng of high-quality total RNA. Paired-end (2×75 bp) sequencing was 

performed on an Illumina Nextseq 500 platform.  

A myostatin pathway signature was defined based on articles and reviews [17–20]. We looked 

at the myostatin gene (MSTN) along with genes that can be 1) regulated by myostatin (MYOG: 

myogenin and MYF5: myogenic factor 5, two genes involved in the myogenesis and 

downregulated by myostatin, or TRIM63: Tripartite Motif Containing 63 and FBXO32: F-box 

Protein 32, two atrogenes upregulated by myostatin) or 2) regulators of myostatin (FST: 

follistatin, INHBA: inhibin subunit beta A, DCN: decorin). 

Statistical analyses 

Data are expressed as median with the interquartile range. The Mann-Whitney test was used 

to compare two groups. Three or more groups were compared using the Kruskal-Wallis test 

followed by Dunn’s multiple comparisons test. Correlation analyses were done using 

Spearman’s rank correlation coefficient. For correlations, r between 0.2 and 0.39 was 

considered a weak correlation, r between 0.4 and 0.59 a moderate one, and r more than 0.6 a 

strong one. P<0.05 was considered statistically significant. Statistical analyses were done 

using GraphPad Prism 8 for Windows (GraphPad Software, San Diego, California USA). 

Multivariate linear regression analyses were performed to determine the association of 

myostatin, CK levels, creatinine, age, or treatment (binary outcome: treated or non-treated) 

with MMT8 or PGA at the first time-point of blood sampling. Myostatin, creatinine, and CK 

values were standardized prior to analysis. Data were then analysed using R program version 

4.0.2 and are expressed as Estimate [IC 95%]. 

RNA-sequencing analyses were performed using STAR program version 2.7.1a for sequence 

alignment. Data were then analysed using R program version 4.0.2 and are expressed as log2 
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fold change (Log2FC), adjusted p-value. A cut-off at p<0.05 was applied. Data are represented 

using GraphPad Prism 8 for Windows (GraphPad Software, San Diego, California USA). 

 

RESULTS 

Concentration of myostatin in the serum of IIM patients vs controls 

Age, sex and clinical characteristics of each subgroup and HD are provided in Table 1.  

Table 1: Patients’ and HD characteristics at the first time-point of blood sampling 

 

ASyS IMNM DM IBM HD 

N 64 85 87 64 59 

Age (year) 48 [34.25; 60] 51 [35.5; 63] 53 [42; 66] 65.5 [59; 74] 45 [34; 54] 

Sex M/F 20/44 23/62 20/67 32/32 41/18 

Treatment GC 
(treated/non-

treated) 
38/24 47/32 56/21 4/45 NA 

Dose GC  
(mg/day) 

15 [5.5; 40] 7.5 [5; 20] 15 [7; 42.5] 8 [5.5; 17.25] NA 

CK (UI/L) 
394 [126.3; 1483] 

n=60 
908 [310.5; 3311] 

n=81 
126 [55.75; 380] 

n=82 
408.5 [263.3; 661] 

n=60 
NA 

PGA 
(min 0-max 10) 

6 [3; 7] 
n=61 

6 [5; 7] 
n=83 

6 [3; 7] 
n=87 

ND NA 

MMT8 
(min 0-max 

150) 

150 [142; 150] 
n=59 

141 [122; 148] 
n=77 

142 [130; 150] 
n=76 

138 [131.5; 146] 
n=53 

NA 

Creatinine 
(µmol/L) 

62 [49; 71] 
n=55 

46 [35; 55] 
n=74 

56.5 [44.25; 68.75] 
n=80 

51 [39; 66] 
n=53 

84 [71; 89] 
n=31 

GC: glucocorticoids, M/F: male/female, CK: creatine kinase, MMT8: manual muscle testing 8, PGA: physician global 
assessment, ASyS: anti-synthetase syndrome, IMNM: immune-mediated necrotizing myopathy, DM: 
dermatomyositis, IBM: inclusion body myositis, HD: healthy donors, ND: not done, NA: not available 

 

Myostatin was assessed in the 447 serum samples from 300 IIM patients and compared to 59 

HD. At the protein level, the amount of myostatin was significantly decreased in IIM patients 

compared to HD (2379 [1490; 3678] pg/ml vs 4281 [3169; 5787] pg/ml; p<0.0001) (Fig 1A). It 

should be noted that patients were slightly younger in the HD group compared to IIM (age: 45 

[34; 54] vs 56 [42; 66.75] p<0.0001) and the sex ratio was different (sex ratio male 32% IIM vs 

69% HD; p<0.0001). We observed that myostatin did not correlate with age in IIM (r=-0.03; 

p=0.49) (Supp Fig1A). There was however a weak positive correlation between myostatin and 

age for HD (Supp Fig 1B). Our IIM patients were slightly older than HD but myostatin levels 

were decreased. In IIM, myostatin levels were slightly decreased in women compared to men 

(2192 [1367;3440] pg/ml vs 2658 [1664;3967] pg/ml; p=0.0175) (Supp Fig1C). There was 

however no difference between men and women in the HD population (Supp Fig1D). 
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Figure 1: Quantification of circulating myostatin in IIM compared to HD  
Circulating myostatin levels measured in HD and IIM patients sera (A), normalization of myostatin to creatinine 
levels (B) and circulating myostatin levels in the 4 IIM patients subgroups sera (C). 
** p<0.01, **** p<0.0001 
HD: healthy donors, IIM: idiopathic inflammatory myopathies, ASyS: antisynthetase syndrome, IMNM: immune-
mediated necrotizing myopathy, DM: dermatomyositis, IBM: inclusion body myositis 

 

Since myostatin is a protein mainly secreted by skeletal muscle [11,12], in order to confirm that 

this decrease in myostatin did not reflect a difference in muscle mass due to other factors such 

as age, sex and/or physical training of the patients, the results were normalized to creatinine. 

In healthy individuals with stable kidney function, serum creatinine levels correlate with muscle 

mass [21–24]. Thus, it was used in our study as a surrogate marker of muscle mass. A 

moderate correlation was found between myostatin and serum creatinine levels (r=0.51; 

p<0.0001; data not shown). After normalization, the level of myostatin was still statistically 

significantly lower in IIM patients compared to HD (43.73 [29.25; 60.24] vs 53.51 [41.64; 69.97]; 

p=0.002) (Fig 1B).  

The level of myostatin was also assessed in each of the 4 myositis subgroups and again 

compared to HD (ASyS n=93, DM n=157, IMNM n=125, IBM n=72). Myostatin levels were 

lower in ASyS (3109 [1952; 4258] pg/ml; p=0.001), DM (2327 [1431; 3446] pg/ml; p<0.0001), 

IMNM (2285 [1371; 3851] pg/ml; p<0.0001) and IBM (2005 [1449; 2803] pg/ml; p<0.0001) 

compared to HD (4281 [3169; 5787] pg/ml) (Fig1C).  

 

Transcriptomic analysis of the myostatin pathway 

Because myostatin is mainly produced by skeletal muscle, the decrease in blood might be 

consequent to a drop in myostatin production and subsequently be linked to the 

downregulation of pathways related to its expression in muscle tissue. In order to test this 

hypothesis, transcriptomic analysis was carried out on muscle biopsies from 18 IIM patients (6 



65 
 

DM, 6 IMNM, and 6 IBM) and 6 healthy controls (Fig2). Analysis of the differentially expressed 

genes showed downregulation of myostatin (MSTN) in all IIM patient biopsies compared to 

healthy controls (log2FC=-1.83; p=0.0005). The expression of several genes, related to the 

myostatin pathway varied in accordance with this down-regulation. We observed an 

upregulation of the myogenesis proteins, myogenin (MYOG) (log2FC=1.62; p<0.0001) and 

myogenic factor 5 (MYF5) (log2FC=0.86; p=0.04), normally downregulated by myostatin. We 

also show a downregulation of the atrophy genes F-box only protein 32 (FBXO32) (log2FC=-

1.35; p<0.0001) coding for the protein atrogin, along with E3 ubiquitin-protein ligase TRIM63 

(log2FC=-0.82; p=0.02) coding for the protein MuRF1. These two genes are usually activated 

by myostatin. Moreover, follistatin (FST) (log2FC=1.66; p<0.0001), inhibin subunit beta A 

(INHBA) (log2FC=0.84; p=0.04) coding the activin A subunit inhibin βA and decorin (DCN) 

(log2FC=0.65; p=0.03), all of which are inhibitors or agonists of myostatin, were found to be 

upregulated.  

 

Figure 2: Myostatin gene pathway expression in IIM vs HD 

Transcriptomic analysis of myostatin pathway when comparing 18 IIM muscle biopsies (6 DM, 6 IBM, 6 IMNM) vs 
6 controls. Data are expressed as log2FC. 
FST: follistatin, MYOG: myogenin, MYF5: myogenic factor 5, INHBA: inhibin subunit beta A, DCN: decorin, TRIM63: 
Tripartite Motif Containing 63, FBXO32: F-box Protein 32, MSTN: myostatin 

 

Among the 18 patients used for the muscle biopsy study, 7 had myostatin measuements at the 

same time: 2 DM, 2 IBM, and 3 IMNM. Circulating myostatin levels in these 7 patients were 

significantly decreased compared to HD (1539 [800.7;3877] pg/ml vs 4281 [3169;5787] pg/ml; 

p<0.005; data not shown).  

Altogether, these results support a downregulation of the myostatin pathway in the muscle, 

which shows that the decreased level of myostatin detected in the serum mirrors its activity 

within the muscle compartment. 
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Myostatin and IIM disease activity 

Based on the Physician Global Assessment, IIM patients were divided into active and inactive 

patients. IBM patients were excluded from this analysis since their PGA cannot be established.  

Inactive IIM patients were found to have higher myostatin levels compared to active ones (2778 

[1701; 4005] pg/ml vs 2003 [1338; 3366] pg/ml; p=0.006) but were consistently lower than HD 

myostatin levels (4281 [3169; 5787] pg/ml; p<0.0001) (Fig 3). 

 

 

Figure 3: Myostatin levels in active and inactive IIM patients compared to HD 

Circulating myostatin levels measured in HD and in inactive or active IIM patients. Patients with a PGA >5 were 
considered active. 
**p<0.01; ****p<0.0001 
HD: healthy donors, IIM: idiopathic inflammatory myopathies 

 

 

The myostatin gene promoter contains glucocorticoid response elements that can induce 

myostatin expression [25,26]. Disease control in inactive patients may have been achieved 

using glucocorticoids. Thus, we wanted to check if there was a correlation between myostatin 

levels and glucocorticoid doses. No correlation between the two was observed (r=-0.1883 

p=0.0032) (Supp Fig 2). 

The comparison between subgroups showed that ASyS and DM inactive patients had higher 

myostatin levels compared to their active counterparts (3611 [2910; 4603] pg/ml vs 2407 

[1420; 3366] pg/ml; p=0.0004, and 2618 [1690; 3749] pg/ml vs 1697 [1227; 2606] pg/ml; 

p=0.0005 respectively) (Fig 4). ASyS inactive patients even reached the myostatin level of HD 

(3611 [2910; 4603] pg/ml vs 4281 [3169; 5787] pg/ml; p=0.54). However, the myostatin levels 
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in IMNM patients did not show any difference between inactive and active patients (2186 [1235; 

3815] vs 2349 [1518; 3922] pg/ml; p=0.4)(Fig 4). 

 

 

Figure 4: Myostatin levels in active vs inactive IIM patients 

Circulating myostatin level measured in inactive or active IIM patients subgroups. Patients with a PGA >5 were 
considered active. 
*** p<0.001, ns: not-significant 

ASyS: anti-synthetase syndrome, DM: dermatomyositis, IMNM: immune-mediated necrotizing myopathy 

 

Following this notable difference in the IMNM subgroups, we wondered if there would be a 

difference between IMNM patients with anti-SRP or anti-HMGCR autoantibodies. We only had 

8 seronegative patients in our cohort so we did not include these patients in the analysis. We 

did not find a difference between anti-SRP and anti-HMGCR patients (Supp Fig 3A) nor 

between active and inactive patients (Supp Fig 3B). 

Following univariate analysis, the PGA and myostatin levels showed a weak negative 

correlation in all IIM patients (r=-0.28; p<0.0001) (Table 2). By subgroup analysis, a moderate 

negative correlation was found between myostatin and the PGA for ASyS (r=-0.40; p<0.0001), 

and DM patients (r=-0.46; p<0.0001), but no correlation for IMNM patients (r=0.0009; p=0.99). 

The MMT8 and myostatin levels had a moderate positive correlation (r=0.47; p<0.0001) in IIM 

patients. By subgroups, there was a weak positive correlation between myostatin and the 

MMT8 for ASyS (r=0.35; p=0.0009) and IBM (r=0.32; p=0.01) patients, and a moderate positive 

one for DM (r=0.5; p<0.0001) and IMNM patients (r=0.43; p<0.0001). 
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Table 2: Myostatin association with clinical parameters in IIM patients 

    IIM ASyS DM IMNM IBM 

Myostatin 

PGA 
r=-0.28 

p<0.0001 
r=-0.40 

p<0.0001 
r=-0.46 

p<0.0001 
r=0.0009 
p=0.99 

NA 

MMT8 
r=0.47 

p<0.0001 
r=0.35 

p=0.0009 
r=0.5 

p<0.0001 
r=0.43 

p<0.0001 
r=0.32 
p=0.01 

 
Univariate correlation analysis between myostatin and PGA or MMT8 in IIM and IIM subgroups 
MMT8: manual muscle testing of 8 muscles, PGA: physician global assessment, ASyS: antisynthetase syndrome, 
IIM: idiopathic inflammatory myopathies, IMNM: immune-mediated necrotizing myopathy, DM: dermatomyositis, 
IBM: inclusion body myositis 

 

 

Several predictive factors were used in a linear multivariate regression model: CK level, 

myostatin levels, creatinine levels, treatment, and age at the time of the first sample. For all 

IIM patients, CK (0.77 [0.53; 1.02]; p<0.0001) and, to a lesser extent, myostatin (-0.46 [-0.77; 

-0.15]; p=0.003), and age (0.02 [0.004; 0.04]; p=0.01) were independent factors associated 

with disease activity. Myostatin (2.91 [0.32; 5.5]; p=0.03) and creatinine (7.82 [5.26; 10.39]; 

p<0.0001) were the two independent factors associated with MMT8 scores (Table 3). Only 

myostatin was a significant independent factor in both models. 

 

Table 3: Association of CK levels, myostatin, creatinine, age, or glucocorticoid treatment with MMT8 or PGA 

in IIM patients 

  Myostatin Creatinine CK Age Treatment 

PGA 
 -0.46 

 [-0.77;-0.15] 
p=0.003 

 -0.08 
[-0.4;0.23] 

p=0.6 

0.77 
[0.53;1.02] 
p<0.0001 

0.02 
[0.004;0.04] 

p=0.01 

 -0.53  
[-1.08;0.03] 

p=0.06 

MMT8 
 2.91 

[0.32;5.5] 
p=0.03  

 7.82 
[5.26;10.39] 
p<0.0001 

 -1.42 
[-3.70;0.87] 

p=0.22 

-0.12  
[-0.25;0.007] 

p=0.06 

-0.47 
[-4.8;3.87] 

p=0.83 

 
 Multivariate analysis estimating the association of CK levels, myostatin, creatinine, age, or glucocorticoid treatment 
(binary outcome: treated or non-treated) with MMT8 or PGA in all IIM patients at their first time-point of blood 
sampling 
CK: creatine kinase, MMT8: manual muscle testing of 8 muscles, PGA: physician global assessment 

 

 

DISCUSSION 

In this study, the level of myostatin was assessed in a large and well-characterized cohort of 

IIM patients. We showed that myostatin was decreased at the protein level in serum and at the 

transcriptomic level in muscle biopsies of all IIM patients. Myostatin was also correlated with 

the PGA and the MMT8. Moreover, myostatin level was higher in inactive IIM patients 

compared to active ones, except for IMNM patients where it remained unchanged.  
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Only a few studies have previously examined myostatin in IIM and they are often contradictory 

[13,14,27–30]. Some results are concordant with our studies [13,14] while others are not [27–

30], but the comparison is difficult since there are significant variations in the studied 

populations (patients number, clinical status and IIM classification). 

Among our study’s strengths: (i) we had the chance to analyse the largest cohort of patients, 

(ii) that allowed us to classify patients using the most recent IIM subclassification (4 subgroups) 

and (iii) we correlated the disease activity with myostatin levels. 

Only 2 studies have enrolled more than 1 IIM subgroup. The first one included Polymyositis 

(PM), DM and IMNM patients and showed decreased circulating myostatin levels as we 

observed [13]. They however did not observe a decrease at the transcriptomic level but only a 

dysregulation of the myostatin pathway in general. In the second study, circulating myostatin 

levels were the same in IIM subgroups (DM and PM) compared to controls [27]. 

Concerning IIM subgroups, one study found a borderline decrease of myostatin in IBM serum 

[14]. That might be due to the small number of controls. The decrease was however significant 

at the transcriptomic level in muscle biopsies, as we observed. Another study found an 

increase of myostatin protein in IBM muscle but it was trapped in the Aβ peptide aggregates 

as shown also in another study [29].  For DM patients, a tendency for a decrease in myostatin 

in the serum was observed, as we demonstrated [13]. However, one other study found 

upregulation in DM whereas De Sordi et al. found no difference at all [27,28]. It should be noted 

that they studied inactive DM patients whereas we enrolled a high proportion of DM patients 

with active disease. Regarding IMNM, Vernerová et al. observed a tendency to a decrease in 

circulating myostatin levels, in line with our results [13]. Finally, in PM circulating myostatin 

levels were also observed to be decreased in 2 studies [13,27]. PM is a heterogenous 

subgroup composed of both IMNM and ASyS patients consequently, we were not able to 

compare these results with our study.  

The differences in circulating myostatin levels in IIM patients compared to controls and in active 

compared to inactive patients could have several explanations. We first looked at the effect of 

glucocorticoid treatment since myostatin might be induced by glucocorticoids [25,26]. 

However, we did not see any effect of glucocorticoid treatment on myostatin levels, in line with 

previous studies [13] [27]. 

Myostatin levels could also depend on muscle mass. This is why we normalized myostatin 

levels to creatinine levels, as creatinine has been proposed to be a biomarker of muscle mass 

[21–24]. Circulating myostatin levels were still decreased even after this normalization. 



70 
 

However, creatinine normalization has some limitations, as it is also a biomarker of kidney 

clearance and function. Other studies have normalized circulating myostatin levels to either 

the body mass index or dual-energy x-ray absorptiometry results, but using this approach, no 

significant association between myostatin levels and lean muscle mass was observed [13,27]. 

The association of myostatin and muscle mass has not yet been clearly demonstrated, 

probably because muscle mass is difficult to assess. Sex and age correlations with myostatin 

levels are also still debated since they may also influence muscle mass [31]. 

Myostatin levels can be modified by inflammation. The decrease in circulating myostatin levels 

we observed could be due to an increase in follistatin, antagonizing its action [32]. Follistatin 

can be upregulated during inflammation by activin as well as by other cytokines, such asIL1, 

TNF and IFN [19]. These cytokines are indeed increased in IIM, especially during the active 

phase of the disease [33,34], suggesting a link between myostatin level and disease activity. 

Interestingly, in our study, IMNM patients showed a distinct profile with the same circulating 

myostatin levels in patients with active or inactive disease. IMNM patients have the most 

severe muscle damage and the worst recovery among the IIM, with only half of them 

recovering after treatment [6,35,36]. This difference with the other IIMs, as discussed above, 

could be due, to a reduced muscle mass due to fibro-fatty replacement but we cannot rule out 

a persistent low disease activity. 

There is a critical need to distinguish disease activity from muscle damage, and myostatin 

individual variations would have to be studied in more depth for this purpose.  

Myostatin has already been used to monitor disease progression and treatment efficacy in 

Duchenne muscular dystrophy and Myotubular myopathy [37,38]. Myostatin was decreased at 

baseline in these two diseases and increased in treated animal models [37,38]. 

Our study has limitations. We are limited by the retrospective aspect of our study, especially 

with no sampling calendar and no systematic follow-up. We have also only used the PGA, 

MMT8 and CK levels to assess disease activity and not all core set measures of IMACS. The 

PGA in particular can be subjective, but we made sure of the concordance between different 

assessors and selected a cut-off at 5 to make sure the disease was active. 

 

CONCLUSION 

To conclude, in a large cohort of IIM patients, this study shows a decrease in the level of 

circulating myostatin and muscle myostatin RNA. Circulating myostatin levels are lower in 
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active ASyS and DM patients and increase when the disease is controlled. Myostatin could 

therefore be used as a biomarker of disease activity in these subgroups. However, in IMNM 

patients, myostatin levels did not change with disease activity, suggesting specific underlying 

pathomechanisms in IMNM explaining the poor outcome of these patients. Further prospective 

studies are needed to validate the usefulness of myostatin in the follow-up of myositis patients. 
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Supplemental Figures: 

 

Supplemental Figure 1: Effects of age and sex on myostatin levels 

Correlation between circulating myostatin levels and age for IIM patients (A) and HD (B) and myostatin circulating 
levels difference between female and men for IIM (C) and HD (D). *p<0.05 

 

 

Supplemental Figure 2: Myostatin and glucocorticoids levels correlation 

Correlation between circulating myostatin levels and glucocorticoids for IIM patients. 
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Supplemental Figure 3: Myostatin circulating levels in anti-SRP and anti-HMGCR IMNM patients 

Circulating myostatin levels in IMNM patients with anti-SRP or anti-HMGCR autoantibodies compared to controls 
(A) and in active or inactive patients (B). Patients with a PGA >5 were considered active. 
****p<0.0001 
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Résultats 2: Exploring immune-mediated necrotizing myopathy pathogenesis using 

spatial transcriptomics 

Résumé de l’étude 

La physiopathologie des patients atteints de MNAI est caractérisée par une nécrose des fibres 

musculaires répartie de manière aléatoire, des dépôts de protéines du complément sur des fibres non-

nécrotiques et un infiltrat inflammatoire modéré composé principalement de macrophages (Allenbach 

et al., 2018b). Les patients ont également une infiltration fibro-adipeuse importante, surtout si la maladie 

n’a pas été traitée dès le début des symptômes (Landon-Cardinal et al., 2020; Pinal-Fernandez et al., 

2017b). A cause de cette infiltration fibro-adipeuse notamment, les patients MNAI récupèrent moins 

bien que les autres patients atteints de MII (Pinal-Fernandez et al., 2017a; Tiniakou et al., 2017).  

Une analyse de RNAseq a été réalisée et a caractérisé les patients MNAI seulement sur la présence d’une 

signature de régénération, que les autres MII présentaient aussi, et l’absence d’une signature 

inflammatoire contrairement aux autres MII (Pinal-Fernandez et al., 2020). Les MNAI n’avaient donc 

pas de signature transcriptomique spécifique. 

Le but de cette étude était de mieux comprendre la physiopathologie des MNAI et plus particulièrement 

de décrire la nécrose et de comprendre l’origine du remplacement fibro-adipeux. 

Pour cela, la technique de la transcriptomique spatiale a été utilisée. Cette technique permet d’obtenir le 

transcriptome de domaines tissulaires de 55µm pouvant contenir jusqu’à une dizaine de cellules et de 

les visualiser sur les coupes de biopsie. En comparaison des contrôles et d’autres MII, les gènes enrichis 

chez les MNAI correspondent à des signatures immunitaires avec des gènes de réponse à l’interféron et 

de macrophages ainsi qu’une signature de régénération avec l’expression de gènes de la MEC. Les zones 

nécrotiques sur les biopsies ont ensuite été sélectionnées. Les zones nécrotiques des MNAI étaient 

différentes de celles des autres myosites et présentaient une surexpression de gènes de régénération, 

macrophagiques, de protéines du complément et de réponse à l’interféron. La particularité 

transcriptomique des MNAI serait donc leur nécrose. Afin d’étudier plus en détails ces signatures 

caractéristiques, les biospies MNAI ont été comparées aux contrôles. La signature macrophagique a 

révélé deux types de macrophages distincts, des M1 et des M2 et les signaux de régénération la présence 
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de progéniteurs fibro-adipeux (FAPs). Ces progéniteurs peuvent être dérégulés et paticiper à la fibrose 

dans un environnement inflammatoire riche en TGF-β comme c’est le cas chez les MNAI. Les FAPs 

ont alors été étudiés dans les MNAI comparé aux contrôles. Les coupes musculaires de patients MNAI 

présentaient plus de fibrose et également plus de FAPs. In vitro, ces FAPs n’avaient cependant pas une 

signature transcriptomique différente des FAPs MNAI. Des expériences complémentaires restent 

cependant encore à être menées. Les protéines du complment sont également exprimées dans les clusters 

macrophagiques et fibrotique. 

Le dommage chronique causé par la nécrose entraînerait alors un environnement inflammatoire continu 

avec des macrophages pro-inflammatoires participant au dommage musculaire et des macrophages anti-

inflammatoires participant à l’activation des FAPs et au remplacement fibro-adipeux. 

Ce travail donnera lieu à un article et sera soumis au journal Acta Neuropathologica.  
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ABSTRACT 

Immune-mediated necrotizing myopathies (IMNM) are characterized by muscle fibers 

necrosis, complement deposits on non-necrotic muscle fibers and few macrophagic 

inflammatory infiltrates. Frequently patients exhibit muscle damage with fibro-fatty replacement 

explaining the poor muscle strength recovery. The pathogenesis of IMNM is not well 

understood. 

To decipher IMNM pathogenesis we performed spatial transcriptomics analysis. This method 

allows the obtention of tissular domains gene expression and their localization on muscle 

biopsies.  

A regenerative and inflammatory gene expression profile emerged in IMNM with the 

expression of extracellular matrix, interferon, and macrophages genes compared to healthy 

donor (HD) and other myositis biopsies. IMNM necrotic domains also presented a 

characteristic signature with the expression of extracellular matrix, interferon, complement and 

macrophages genes.  

To better characterize this signature, IMNM muscle was compared to HD. The immune 

signature was composed of pro and anti-inflammatory macrophages and, from the 

regeneration signature, emerged a population of fibro-adipogenic progenitors. IMNM muscles 

displayed more fibro-adipogenic progenitors and more fibrosis than HD. When cultured in vitro 

however, the progenitors did not show specificities compared to HD ones. 

The necrotic muscle domains are associated with an immune and regenerative environment 

where the presence of complement, interferon and macrophages could activate fibro-

adipogenic progenitors leading to the fibro-fatty replacement in case of uncontrolled IMNM 

disease activity. 
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INTRODUCTION 

 

Idiopathic inflammatory myopathies (IIM) are characterized by skeletal muscle autoimmune 

involvement. Immune-mediated necrotizing myopathies (IMNM) have the most severe and 

rapidly disabling muscle involvement among IIM subgroups. IMNM patients have a poor 

outcome with difficulties to recover muscle strength after remission [1,2]. Muscle involvement 

with fibro-fatty replacement and atrophy is particularly visible in MRI and depends on the time 

before treatment and disease duration [3,4]. 

Other IIM subgroups are characterized by important extra-muscular manifestations: the skin in 

dermatomyositis (DM) and the lung in anti-synthetase syndrome (ASyS). Inclusion body 

myositis (IBM) are a particular subgroup, characterized by an isolated and slowly progressive 

muscle involvement with inflammatory and regenerative mechanisms. 

IMNM are histologically characterized by the predominance of necrotic and regenerative 

muscle fibers, associated with few inflammatory infiltrates mostly composed of macrophages 

and complement deposits on non-necrotic fibers whereas other IIM combine lymphocytic and 

macrophagic muscle infiltrates with muscle fiber damages [5]. However, necrotic muscle fibers 

are sparse in IMNM (low frequency of 2-4%) but regenerative features are more frequent (14-

17%) [5] .   

Accordingly, bulk transcriptomic analysis in IMNM only showed an over-expression of muscle 

fiber regenerative genes and failed to identify an inflammatory gene profile (compared to IIM 

subgroups) [6].  

IMNM patients are also characterized by the presence of anti-SRP and anti-HMGCR specific 

auto-antibodies [7]. These auto-antibodies have a potential pathogenic role by inducing muscle 

fiber atrophy and fusion defaults in vitro and a loss of muscle strength and necrosis in vivo in 

the presence of complement [8,9]. Their titer also correlates with the disease activity [10,11]. 

To clarify the pathomechanism of muscle damages (muscle fibers necrosis and fibro-fatty 

replacement) in IMNM, we analyzed different muscular domains transcriptomic profiles 

according to their morphological characteristics (muscle necrosis). 
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MATERIAL AND METHODS 

Patients and samples 

IIM patients were prospectively enrolled between 2013 and 2021 in a tertiary center of IIM 

(Pitié Salpêtrière Hospital, Paris, France). They fulfilled the American College of Rheumatology 

/European League Against Rheumatism classification criteria for myositis [12]. Patients were 

classified into the four IIM categories: IBM patients following Lloyd’s criteria [13], IMNM patients 

following the European Neuromuscular Centre criteria [7], DM following the European 

Neuromuscular Centre criteria [14], and ASyS patients based on the presence of 

antisynthetase autoantibodies criteria. Muscle biopsies were performed for diagnosis purpose. 

Sera were collected at diagnosis or during follow-up and kept in our biobank MASC (Myositis, 

DNA, Serum, Cells, ClinicalTrials.gov Identifier: NCT04637672). Healthy donor blood samples 

were obtained from a French blood bank (Etablissement Français du Sang ref: C CPSL UNT- 

N°18/EFS/033).  

Human muscle biopsies used in this study to obtain myoblasts for cell cultures were obtained 

via Myobank-AFM (affiliated with EuroBioBank, in accordance with European 

recommendations and French legislation (authorization AC-2019-3502)), for muscle diagnosis 

in Pitié Salpêtrière hospital or Henri Mondor hospital (kindly donated by François-Jérôme 

Authier’s team). 

 

Spatial transcriptomics 

IMNM (n=4), HD (n=5) and other myositis (ASyS n=2, DM n=3, IBM n=3) muscle biopsies were 

used. Optimal parameters for tissue permeabilization of 6 minutes for skeletal muscle tissue 

were determined with Visium Spatial Tissue Optimization kit according to the manufacturer’s 

instructions (10x Genomics, Pleasanton, CA, USA). Sections from frozen muscle samples 

(10µm) were stained with hematoxylin and eosin and processed following the manufacturer’s 

recommendations using the Visium Spatial Gene Expression kit (10x Genomics, Pleasanton, 

CA, USA). Visium libraries were sequenced four samples at a time on the GENOM’IC platform 

using a NextSeq Illumina sequencer at a sequencing depth going from 40M to 100M read-

pairs per sample depending on the section size.  

H&E staining images were performed on a Nikon Eclipse Ti2 at 20X magnification as 

recommended by the manufacturer. After image acquisition, image tiles were stitched together 

with the microscope’s native software (NIS-Elements). 

Immunostaining 
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IMNM (n=7) and HD (n=7) 10 µm slices were stained. Frozen sections were fixed with 4% 

paraformaldehyde for 10 minutes and blocked in PBS +2% FBS +0.2% triton for 30 min. They 

were then incubated for 1 hour in PBS with the primary antibodies (CD90 mouse IgG1 BD 

Pharmingen 555593 1/50, laminin rabbit Dako Z0097 1/400, CD68 mouse IgG3 Dako M0876 

1/200). After 3 washes of 5 min in PBS the slices were incubated with an anti-IgG3 biotinylated 

at 1/200 for 45 minutes in PBS. Secondary antibodies (streptavidin-555, goat anti-mouse 488, 

goat anti-rabbit 647, Alexa fluor Life Technologies) were then incubated for 45 minutes at 

1/400. Finally, Dapi 1/1000 was applied at the end for 5 minutes and the sections were 

mounted using fluoromount (Dako). 

Images were acquired at 20X on an inverted microscope (Zeiss Axio Observer Apotome) doing 

a mosaic. FAPs CD90 positive cells were counted as cells not in blood vessel (pericytes) and 

not contoured with laminin (pax7 positive cells). The whole muscle slice was analyzed and the 

results are rapported as the number of FAPs CD90+ cells for 100 muscle fibers. 

 

Sirius red staining 

IMNM (n=7) and HD (n=8) 10µm frozen sections were fixed in 4% paraformaldehyde for 10min. 

After 3 washes in water they were put in 100% ethanol for 5 min and dryed at room temperature 

for 20 minutes. They were then stained for 1h in sirius red solution (0.3%). They were rinced 

quickly with water and put in 2 baths of acetic acid 0.5 % for 5 min, dehydrated in 3 ethanol 

bathes of 10min and clarified in 2 xylene baths for 2 min. Finally, they were mounted using 

Eukitt mounting media. 

Three images of each slice were acquired using an inverted microscope (Nikon Ti-2) at 10X 

magnification by taking 3 images/slice. Sirius red staining was quantified using ImageJ 

threshold. 

 

Cell culture 

Cells were isolated by explant culture method: muscle biopsies were minced, and explants 

were plated onto dishes coated with fetal bovine serum (FBS) (Invitrogen). Isolated cells were 

resuspended in FBS containing 10% DMSO and transferred into cryogenic storage vials, 

frozen at 80°C using a freezing container. Cell thawing was performed quickly using pre-

warmed growth medium. Next day, medium was removed to get rid of the DMSO, and cells 

were trypsinized, counted, and replated at 37°C in growth medium consisting of 199 medium 

(Life Technologies) and Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM, Life Technologies) at a 

1:4 ratio supplemented with 20% FBS, 25 μg/mL fetuin (Life Technologies), 0.5 ng/ mL bFGF 

(Life Technologies), 5 ng/mL EGF (Life Technologies), 5 μg/mL insulin (Sigma-Aldrich), and 
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50 μg/mL gentamycin (Life Technologies) in a humid atmosphere containing 5% CO2. The 

cells were labelled with CD56 antibody-coupled microbeads (130-050-401, Miltenyi Biotec), 

and CD56+ and CD56- cell fractions were separated using magnetic activated cell sorting 

(MACS) according to the manufacturer’s instructions. The myogenic purity was monitored 

throughout the whole study and for each experiment by immunocytochemistry after fixation 10 

min with pure ethanol using an antibody against desmin (clone D33, Dako), which is exclusively 

expressed in myogenic cells. At least 500 cells per condition were counted. Lifespan and 

proliferative status of cells used in this study have been carefully monitored to make sure cells 

did not reach pre-senescence for any of the conditions. 

 

Adipogenic differentiation 

Semiconfluent CD56- cell cultures were shifted from growth medium to adipogenic medium 

(DMEM 1 g/L glucose, 10% FBS, 0.5 mmol/L isobutyl-methylxanthine (Sigma), 60 μM 

indomethacin (Sigma), 106 M dexamethasone (Merck) and 5 μg/mL insulin). The medium was 

replaced every 3–4 days for 21 days. The cells were then fixed for 15 min in Baker’s buffer 

and stained with Oil red O for 15 min at 37°C.  

 

qPCR 

RNA from CD56- cells pellets was extracted from 3 IMNM cell pellets obtained from deltoid 

muscles and 4 HD cell pellets (1 deltoid, 1 paravertebral, 1 quadriceps, and 1 

sternocleidomastoidian) using the RNeasy® plus mini kit (Qiagen, 74134, Germany) following 

the manufacturer’s instructions. The concentration was assessed with a Nanodrop® 

(Thermofisher, USA).  

The One-Step RT-qPCR was performed with the SuperScript® III Platinium® SYBR® green 

(Invitrogen, 11736-059) following the manufacturer’s instructions and performed on a 

LightCycler 480 (Roche, Switzerland). The following genes were analyzed: COL1A1, COL1A2, 

MMP2, TGFB1, TGFBR2 and FN1. RPLP0 was used as the housekeeping gene. The results 

were analyzed using the Pfaffl method that takes into account the primers efficiency for each 

gene.  

 

 

Interferon dosage 

Sera collected at diagnosis and/or during follow-up were quickly frozen and kept at -80°C until 

measurement. IFN-γ serum concentrations of 33 HD and 32 IMNM patients were measured 
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using the high sensitivity Simoa® technology (Digital ELISA technology) (Quanterix SimoaTM 

IFNγ Reagent Kit, Lexington, MA, USA) according to the manufacturer protocols. The limit of 

detection (LOD) was 0.026 pg/ml and the positivity threshold was defined as the mean plus 

three times the standard deviation of the HD and was 1.97 pg/ml. 

 

Cytokines dosage 

A total of 48 cytokines/chemokines (sCD40L, EGF, Eotaxin, FGF-2, FLT-3L, Fractalkine, G-

CSF, GM-CSF, GROα, IFNα2, IFNγ, IL-1α, IL-1β, IL-1RA, IL-2, IL-3, IL-4, IL-5, IL-6, IL-7, IL-8, 

IL-9, IL-10, IL-12 (p40), IL-12 (p70), IL-13, IL-15, IL-17A, IL-17E/IL-25, IL-17F, IL-18, IL-22, IL-

27, IP-10, MCP-1, MCP-3, M-CSF, MDC, MIG, MIP-1α, MIP-1β, PDGF-AA, PDGF-AB/BB, 

RANTES, TGFα, TNFα, TNFβ, VEGF-A) were dosed in the serum of 10 IMNM patients and 

10 HD using HCYTA-60K-PX48 (Millipore, Saint-Quentin-en-Yvelines, France) and following 

the manufacturer’s protocol. Data are expressed as median fluorescence intensity (MFI). 

 

Biostatistics 

Data were tested for normal distribution and expressed as mean ± standard deviation if they 

followed a normal distribution or median + interquartile range if they did not. A t-test or a Mann-

Whitney were used to compare two groups. P<0.05 was considered significant. 

 

Spatial transcriptomic analysis 

Alignment and mapping were done according to the manufacturer’s recommendations using 

SpaceRanger v1.0.0 (10X Genomics) using GRCH38 v93 reference genome. Following the 

alignment, the analysis pipeline used R (v4.1.0) as well as the Seurat package (v4.0.4) and its 

dependencies ggplot2 (v3.3.5), dplyr (1.0.7) and patchwork (v1.1.1) [15,16].  

Datasets were filtered to keep spots with a minimum of 200 genes. Normalization was done 

using the SCTransform function and merged using the merge function. The resulting dataset 

was then integrated using SCTransform function using a regression on batch parameter. All 

spots were clusterized using RunPCA, FindNeighbors with a resolution of 0.6, FindClusters, 

and RunUMAP functions. Composite clusters were separated using FindSubClusters with a 

resolution of 0.3. Differentially expressed genes were isolated using FindAllMarkers function. 

Spots number was normalized on HD spots number for visualization purpose in UMAP 

representation when comparing to other IIM. 

Spots from clusters 2, 4 and 10 specific to IMNM patients vs HD were isolated and clustered 

again using the same functions with a resolution of 1.1. 
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Manual annotation of histologically specific spots used STUtility (0.1.0). When comparing 

necrotic spots, hemoglobin genes were not taken into account. 

Enrichment pathway analyses were performed using Ingenuity pathway analysis (Qiagen, 

Germany). We included the differentially expressed genes defined with a log2FC ≥|0.25| and 

with a min.pct ≥ 0.25. 

 

RESULTS 

A characteristic gene profile in IMNM muscle compared to HD and other IIM 

Spatial transcriptomics was performed on muscle biopsies from IMNM (n=4), HD (n=5) and 

other myositis (ASyS n=2, DM n=3, IBM n=3). Patients’ characteristics are displayed in 

Supplementary Table 1. A total of 15724 spots were generated and kept after filtering. 15 

clusters were identified (Fig. 1A). The top five gene expression Heatmap of the 15 clusters 

obtained by unsupervised clustering analysis is available in supplemental Figure 1. 

Clusters 1, 3, 8 and 12 are enriched in IMNM compared to IIM and HD (Fig. 1B). Ingenuity 

Pathway Analysis was used to find dysregulated pathways in the 4 characteristic IMNM 

clusters compared to a pool of the other clusters. Pathways with few genes or linked to 

inflammatory conditions (ex: lupus) were filtered out. Three interesting pathways stood out: 

Pulmonary Fibrosis Idiopathic Signaling Pathway, Interferon Signaling and Nitric Oxide and 

Reactive Oxygen Species in Macrophages. These 3 pathways were enriched in cluster 1 and 

interferon signaling was enriched in cluster 12 also. Of note, Cluster 3 and Cluster 8 are mostly 

composed of muscle genes (see Supp Fig. 1). 
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Figure 1: Spatial transcriptomics landscape of IIM and characterization of enriched IMNM features 

A. Uniform manifold approximation and projection (UMAP) visualization of normalized number of spatial RNA-seq 
barcoded spots clustered by gene expression and split by group (n=2923 spots per group with 5 normal muscle 
biopsies, 4 IMNM biopsies and 8 other myositis including 3 IBM, 3 DM and 2 ASyS). Four clusters made with more 
than 50% spots from IMNM are circled (1, 3, 8 and 12).  

B. Pie charts representation of the proportion of each cluster for each represented group in 1A.  

C. Enrichment pathway analysis visualization of IMNM enriched clusters compared to other clusters using Ingenuity 
Pathway Analysis. 

 

One of IMNM main difference compared to other IIM is the presence of necrosis. Muscle fiber 

necrosis is both an inducer of inflammation and regeneration so we wondered if the 

characteristics of IMNM in our analysis could be related to the muscle fiber necrosis. 

 

The characteristic IMNM gene profile is associated with muscle necrotic domains 

Using STUtility, spots with muscle fiber necrosis were selected in IMNM and in IIM biopsies as 

well as spots with histologically normal muscle in IMNM biopsies and HD (Fig. 2A). 

IMNM presented 4.8%±5.24 of necrotic muscle fiber spots compared to 2.7%±2.567 in other 

IIM and 0%±0 in HD (data not shown). The difference between IMNM and other IIM was not 

significant. 

IMNM necrotic muscle fiber spots were first compared with HD normal muscle fiber spots. The 

top 20 upregulated genes were linked to regeneration including muscle fibers regeneration 
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and extracellular matrix remodeling (ACTC1, MYH3, EEF1A1, COL1A1, COL3A1, COL1A2, 

COL6A1, SPARC, THBS4), inflammation with interferon stimulated genes (IFI27, IFI6), 

complement (C3, C1R, C1S) and macrophages (FTL, TMSB10, CST3) (Fig. 2B).   

IMNM necrotic muscle fiber spots were then compared to IMNM histologically normal muscle 

fiber spots. Still, mostly regenerative (MYH3, ACTC1, COL1A1, COL1A2, COL3A1, SFRP4, 

MEG3, COL6A1, PLA2G2A, LUM, TNXB, MYBPH, COL6A2, FSTL1, EFEMP1, CCDC80, 

S100A6), macrophages (IL32, SELENOP) and complement (CFD) genes were overexpressed 

in necrotic domains (Fig. 2C). 

IMNM necrotic muscle fiber spots were also compared to necrotic muscle fiber spots in other 

IIM (Fig. 2D). There was again an overexpression of regeneration genes (MTRNR2L8, G0S2, 

CXCL14, SERPINF1, APOD, LGALS3BP), interferon (IFI6, IFI27, IFITM3, IFI44, MX1, IFI44L), 

macrophages (LY6E, PTGDS), and complement (C1R, CFD, C3, SERPING1) showing a 

characteristic gene profile in IMNM necrotic muscle areas compared to other IIM. 

 

Figure 2: Histological annotations of necrosis and skeletal muscle spots on spatial transcriptome 

A. Up: Representation of manual annotation of histological spots showing an example of chosen and non-chosen 
spots. Necrotic spots are in green, histologically normal muscle spots in blue and other spots not-considered in 
pink. These spots were not considered because they could be close to conjunctive tissue (*), close to vessels (°) or 
because the fibers were small (x). Down: Visualization of the spots proportion in IMNM biopsies.  

B. Violin plot overview of the top 20 genes expressed in IMNM necrotic muscle fibers spots compared to healthy 
donor skeletal muscle spots.  

C. Violin plot overview of the top 20 genes expressed in IMNM necrotic muscle fibers spots compared to IMNM 
histologically normal spots.  

D. Violin plot overview of the top 20 genes expressed in IMNM necrotic muscle fibers spots compared to other 
myositis necrotic muscle fibers spots.  
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Characterization of IMNM macrophages  

To describe more deeply IMMN characteristics, IMNM patients were compared to HD. Of note, 

IMNM patients’ biopsies expressed mostly macrophages and a few B lymphocytes genes (Sup 

Fig. 2). T lymphocytes, dendritic cells and polymorphonuclear neutrophils genes were not 

detected. 

A total of 2923 HD spots and 4304 IMNM spots were generated. First, using a threshold of 0.6, 

15 clusters were identified. Clusters 2, 4 and 10 are enriched for IMNM patients (Fig. 3A) (see 

Sup Fig. 3 for Heatmap). These 3 clusters were then re-clusterized generating a total of 1395 

spots and 10 clusters were identified. Looking at the reclusterized heatmap, cluster 3, 6 and 7 

seems of particular interest with inflammatory (CD74, FTL) extracellular matrix/fibroblast 

(DCN, FSTL1) and interferon genes (IFI6) (Fig. 3B). The other clusters displayed damaged 

muscle fibers, blood vessels genes or presented only a few set of genes.  

 

Figure 3: Spatial transcriptomics landscape of IMNM biopsies compared to healthy donor 

A. UMAP visualization of spatial RNA-seq barcoded spots clustered by gene expression split by group (n=2923 
spots per group with 5 normal muscle biopsies and 4 IMNM biopsies). 3 clusters made with more than 70% spots 

(represented by pie charts) from IMNM are circled (2, 4 and 10).  

B. Top five gene expression heatmap of IMNM specific dataset obtained from reclusterizing circled clusters specific 
to IMNM from 3A.  

 

Cluster 3 and 7 presented many macrophages genes. Using a list of genes characteristic of 

M1 and M2 macrophages [17], cluster 3 presented several genes specific to M1 macrophages 

subtype (CD74, LYZ, CXCL10, CXCL9, CXCL11, CCL19) and cluster 7 to M2 subtype 

(MS4A4A, MS4A6A, CCL13, CCL18, MAF, MRC1) (Fig. 4B).  

Interestingly there was also an activation of the interferon pathway in clusters 3, 6 and 7 with 

a predominant activation of type I interferon pathway (MX1, ISG15, IFI6) [18–20] and few type 

II interferon (GBP4, GBP5, PSMB8) [21,22]. 
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IFN-γ serum levels were higher in IMNM patients serum compared to controls (913.7 

[406.8;1294] vs 457.2 [284.2;557.1] fg/ml; p<0.001) (Fig. 4C). Others cytokines involved in 

macrophages activation or homing were also tested in IMNM and HD serum. IL-4 (22 

[12.25;32.25] vs  3 [0;11.63] MFI; p<0.01) and IP-10 (4577 [1602;7794] 1293 [1035;1964] MFI; 

p<0.01) were upregulated in IMNM patients compared to HD (Fig. 4C). IP-10 sustains M1 

activation and IL-4 supports the macrophages transition from M1 to M2 [23,24]. Of note, the 

other cytokines were not detected or were not increased in IMNM patients’ serum.  

 

Figure 4: IMNM characteristic clusters phenotyping of M1 and M2 macrophages 

A. UMAP visualization of three IMNM-characteristic clusters of interest mapped onto IMNM tissue slices with a 
representation of proportions in the biopsies.  

B. Violin plot overview of M1, M2 macrophages and IFN stimulated genes expressed in IMNM-characteristic clusters 
of interest compared to other clusters.  

C. Serum protein expression of IP-10, IL-4 and IFN-γ 

 

Characterization of IMNM fibro-adipogenic progenitors 

Fibro-fatty infiltration being a feature in IMNM, we wanted to study the fibroblasts and 

regenerative signatures more deeply. 

Cluster 6 is characterized by extracellular matrix genes. The principal producers of ECM are 

fibroblasts and especially fibro-adipogenic progenitors (FAP). We thus looked at the 
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expression of FAPs specific genes in cluster 6. Cluster 6 is indeed characterized by a high 

expression of FAPs markers (PDGFRA, CD34, COL1A1, COL1A2, COL3A1, COL6A1, DCN, 

LUM, PRG4, SPARC, GSN) (Fig. 5A). Some markers show if FAPs are more inclined to 

differentiate into fibroblasts or adipocytes [25]. IMNM FAPs cluster showed pro-fibroblastic 

characteristics (Fig. 5B). 

 

Figure 5: IMNM characteristic clusters phenotyping of FAPs 

A. Violin plot overview of FAPs genes expressed in IMNM-characteristic clusters of interest compared to other 
clusters.  

B. Dot plot overview of adipogenesis and fibrosis genes expressed in IMNM-characteristic clusters of interest 
compared to others clusters. 

 

Since FAPs have never been described before in IMNM, to confirm their presence, we 

performed an immunostaining. IMNM biopsies displayed CD90 positive cells (FAPs marker) 

that were more frequent compared to controls (4.48% ±4.79 vs 0.32% ±0.52; p<0.05) (Fig. 

6A). In addition, IMNM patients harbored increased muscle fibrosis compared to HD attested 

by Sirius red staining (14.65% ±4.61 vs 9.32% ±1.16; p<0.01) (Fig. 6B).  
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Figure 6: FAPs and fibrosis analysis 

A. Immunostaining (blue dapi, grey laminin, red CD90) of IMNM and HD muscle biopsies and representation of the 
number of CD90+ cells for 100 muscle fibers. Scale bar = 100µm *p<0.05 

B. Sirius red staining of IMNM and HD muscle biopsies (red collagen, yellow cytoplasm) and representation of the 
covered area. Scale bar = 200 µm **p<0.01 

 

However, in vitro, FAPs culture did not show a difference between HD and IMNM. First, CD56- 

cells collected from IMNM and HD muscle biopsies showed the ability to differentiate into 

adipocytes confirming the FAPs collection (Supp Fig. 4A). No difference was noted in the 

differentiation or the cells aspect (Supp Fig. 4B). Along that line, levels of COL1A1, COL1A2 

and TGFB1 expression were not different in FAP collected from IMNM patients and from HD 

(Supp Fig. 4C). Only FN1 and MMP2 tended to a decrease and TGFBR2 to an increase in 

IMNM.  

 

FAP and macrophages cross talk 

We then wanted to study the crosstalk between FAPs, macrophages and muscle cells. 

Interestingly, looking at the heatmap, the fibrosis cluster 6 presented some complement genes 

like CFD. It was also the case for the necrotic muscle fiber spots. C3 has been demonstrated 

implicated in macrophages homing and can induce extracellular matrix genes production 
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[26,27]. A medium correlation was found between COL1A1 gene and C3 (r=0.53) (Fig. 7A). 

Of note, all the spots expressing the two genes are from IMNM biopsies. Looking at other 

complement pathway genes that could be locally produced by macrophages or other cell types, 

C1QA, C1QB and C1QC were overexpressed in the M2 macrophages cluster 7, C3 by the 

FAPs cluster 6 as well as CFD but it was also present in the “others” cluster (Fig. 7B). C3AR1 

and VSIG4, two C3 complement receptors were expressed in the two macrophages clusters 3 

and 7.  

 

Figure 7: Complement pathway activation 

A. C3 and COL1A1 correlation in HD and IMNM spots 

B. DotPlot overview of complement pathway genes in IMNM reclustrized characteristic clusters 

 

DISCUSSION 

In this study, using spatial transcriptomics for the first time, we identified a characteristic 

immune gene signature in IMNM associated with muscle fiber necrosis that displays a gene 

profile distinct from other IIM, even in necrotic domains. This signature was enriched in 

macrophages, complement, interferon and fibrosis genes.  

Transcriptomic data in IMNM are limited and did not previously find a specific IMNM immune 

signature [6]. Inflammatory genes were indeed underexpressed compared to other IIM, 

whereas, as expected, high levels of muscle regeneration genes were detected but this was 

also the case for other IIM [6]. Using spatial transcriptomics, permitting to have transcriptional 

data of specific domains, we were able to have a better definition allowing to describe the 

immune profile in IMNM.   

Our work sheds light on IMNM pathogenesis, one of the most disabling IIM, combining both 

muscle fiber necrosis and fibro-fatty replacement. 



96 
 

Muscle fiber necrosis is an unexpected event and does not rely on regulated gene expression. 

However, other cell death mechanisms exist and are regulated [28]. Among them necroptosis 

has been identified in another subgroup of IIM (polymyositis) [29]. We looked at the necroptosis 

genes but did not find any overexpression in IMNM (data not shown). However, necroptosis 

signaling depends also on protein cascade activation by phosphorylation [30]. Proteic changes 

like phosphorylation are not detected in transcriptomic analyses. This is one limit of our 

transcriptomic study and we cannot rule out that other mechanisms of cell death occur in 

IMNM. Nevertheless, we could identify pathways in IMNM muscle necrotico-regenerative 

domains.  

No or few transcripts related to cytotoxic cells (T lymphocytes, natural killer cells, 

polymorphonuclear neutrophils) were observed, in accordance with previous 

immunohistological analyses [5,31]. In line with pathological studies, we found that over-

expressed immune genes were related to macrophages. Our data complete the previous 

studies by characterizing macrophages population, including M1. Indeed, M1 pro-inflammatory 

macrophages were identified and are known to produce pro-inflammatory cytokines like TNF-

α and iNOS which have a deleterious role and participate to muscle damage [32,33]. Although 

cytotoxic, M1 macrophages could also have a beneficial role in regeneration since they 

activate satellite cells proliferation [34]. However, their continuous and uncontrolled 

proliferation could be deleterious. 

According to the M1 polarization, we observed an interferon gene signature. We did not find 

any gene characteristic of IFN producer cells (T lymphocytes, natural killer or plasmacytoid 

dendritic cells) suggesting that the source of IFN are macrophages and/or muscle fibers 

[35,36]. In addition to promoting pro-inflammatory macrophages polarization, IFN has been 

also shown to (at low doses) promote muscle repair but continuous over-expression can be 

detrimental by inducing muscle fibrosis [37–39]. The interferon signature in IMNM is quite new 

and has been little to not reported in IMNM as it usually is associated to the other IIM subgroups 

[40]. IFN-γ can also be an inducer of complement production [41,42]. 

In addition, a complement signature was also identified suggesting its role in muscle fiber 

necrosis. The expression of C3 and C1Q suggest an activation of the classical pathway. C1q 

and C5b-9 were also previously detected on non-necrotic muscle fibers by 

immunofluorescence staining [5,43]. A complement inhibitor of C5b-9 has been recently tested 

in a mouse model of IMNM. Zilucoplan was efficient to prevent the development of the disease 

[44]. In human, Zilucoplan failed to meet clinical trial endpoints1 suggesting that additio nal 

mechanisms are involved in muscle fiber necrosis.  

1https://www.ucb.com/stories-media/Press-Releases/article/UCB-s-zilucoplan-shows-no-relevant-

effect-in-immune-mediated-necrotizing-myopathy-IMNM 

https://www.ucb.com/stories-media/Press-Releases/article/UCB-s-zilucoplan-shows-no-relevant-effect-in-immune-mediated-necrotizing-myopathy-IMNM
https://www.ucb.com/stories-media/Press-Releases/article/UCB-s-zilucoplan-shows-no-relevant-effect-in-immune-mediated-necrotizing-myopathy-IMNM
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Another function of the complement pathway, which does not exclude the cytotoxic one, is a 

pro-regenerative action with an activation of the alternative pathway as shown by the 

expression of CFD. C3a in the alternative pathway can in fact participate in macrophage 

homing and contribute to muscle fiber regeneration [26].  

Nevertheless, if only regenerative processes could explain complement pathway activation, 

there would not be a different necrotic signature between IMNM and other IIM.  

Concerning muscle damages, complement activation can also induce extracellular matrix 

production, especially by fibroblasts, and participate in fibrosis in muscle and other tissues 

[27,42,45]. For the first time we shed light on FAPs that can be involved in both muscle fibrosis 

and regeneration. FAPs are mesenchymal progenitors able to differentiate into adipocytes, 

fibroblasts, osteocytes or chondrocytes [46,47]. During muscle regeneration, FAPs will secrete 

cytokines and chemokines to attract immune cells, especially macrophages, and extracellular 

matrix components that were overexpressed in our study, to help tissue remodeling [48–51]. 

IMNM muscle biopsies displayed more FAPs than HD but they did not seem to have a different 

function in vitro.  

In a regenerative process, M2 anti-inflammatory macrophages are important for muscle repair 

by expressing anti-inflammatory cytokines involved in muscle regeneration [52]. One of these 

cytokines is TGF-β, which also participates in the activation of FAPs and extracellular matrix 

deposits [53]. M2 macrophages markers and TGFB1 were characteristic of IMNM in our study. 

In a chronic muscle damage environment, as it is the case in IMNM, C3 and TGF-β would be 

overexpressed and participate to fibro-fatty replacement. IMNM patients’ muscles present the 

most fibro-fatty infiltration over the disease course which is particularly visible in MRI and have 

difficulties to recover muscle strength after treatment [1–4]. However, these mechanisms might 

not be IMNM-specific and could occur in other diseases with sustained active damage such as 

Duchenne muscular dystrophy where fibro-fatty replacement is also observed [54]. 

To conclude, we bring new data on (i) IMNM immune intramuscular responses with the 

presence of pro and anti-inflammatory macrophages, interferon and complement pathways 

and (ii) FAPs’ implication. This study opens new research perspectives on the complex 

interactions between these actors, needing targeted studies to better understand IMNM 

pathogenesis.  
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SUPPLEMENTAL DATA 

Supplemental Table 1: Patients’ characteristics showing the experiments they were used for (cytokines 

dosage, spatial transcriptomic, Sirius red staining or interferon dosage) 

Patient Sex Age Pathology Symptoms 
duration 
(months) 

Corticoids Immunosuppressants Cytokines Spatial Sirius 
red 

Interferon 

IMNM1 F 69 IMNM 10 No No Yes No No No 

IMNM2 M 23 IMNM 13 No No Yes No No No 

IMNM3 F 33 IMNM 240 Yes Yes Yes No No Yes 

IMNM4 F 66 IMNM 3 No No Yes No No No 

IMNM5 F 64 IMNM 84 No No Yes No No No 

IMNM6 F 76 IMNM 2 No No Yes No No No 

IMNM7 F 56 IMNM 44 No No Yes No No No 

IMNM8 F 83 IMNM 4 No No Yes No No Yes 

IMNM9 F 69 IMNM 4 No No Yes No No No 

IMNM10 F 19 IMNM 2 No No Yes No No No 

IMNM11 F 52 IMNM 6 No No No Yes Yes Yes 

IMNM12 M 45 IMNM 12 No No No Yes Yes No 

IMNM13 F 70 IMNM 4 No No No Yes Yes No 

IMNM14 F 68 IMNM 60 No No No Yes Yes No 

IMNM15 F 44 IMNM 9 No No No Yes Yes No 

IMNM16 M 78 IMNM 6 No No No No Yes No 

IMNM17 M 66 IMNM 8 No No No No Yes No 

IMNM18 M 18 IMNM 24 No No No No No Yes 

IMNM19 F 51 IMNM 4 No No No No No Yes 

IMNM20 F 60 IMNM 84 Yes Yes No No No Yes 

IMNM21 F 44 IMNM 48 Yes Yes No No No Yes 

IMNM22 F 80 IMNM 84 Yes No No No No Yes 

IMNM23 F 27 IMNM 11 Yes No No No No Yes 

IMNM24 F 22 IMNM 9 Yes Yes No No No Yes 

IMNM25 F 47 IMNM 360 Yes No No No No Yes 

IMNM26 F 69 IMNM 108 Yes Yes No No No Yes 

IMNM27 F 30 IMNM 84 Yes No No No No Yes 

IMNM28 F 33 IMNM 216 Yes No No No No Yes 

IMNM29 F 62 IMNM 72 No No No No No Yes 

IMNM30 F 34 IMNM 300 No No No No No Yes 

IMNM31 F 37 IMNM 132 Yes Yes No No No Yes 

IMNM32 F 62 IMNM 168 Yes Yes No No No Yes 

IMNM33 M 19 IMNM 55 Yes Yes No No No Yes 

IMNM34 M 54 IMNM 22 Yes Yes No No No Yes 

IMNM35 M 57 IMNM 1 Yes No No No No Yes 

IMNM36 M 73 IMNM 228 No No No No No Yes 

IMNM37 M 56 IMNM 3 No No No No No Yes 

IMNM38 F 68 IMNM 7 No Yes No No No Yes 

IMNM39 M 50 IMNM 40 Yes Yes No No No Yes 
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IMNM40 F 68 IMNM 48 Yes Yes No No No Yes 

IMNM41 M 65 IMNM 72 Yes Yes No No No Yes 

IMNM42 F 25 IMNM 66 Yes No No No No Yes 

IMNM43 F 59 IMNM 84 Yes No No No No Yes 

IMNM44 F 71 IMNM 108 Yes Yes No No No Yes 

IMNM45 F 20 IMNM 132 No Yes No No No Yes 

IMNM46 F 30 IMNM 168 No Yes No No No Yes 

IMNM47 F 62 IMNM 144 Yes Yes No No No Yes 

IMNM48 M 67 IMNM 8 Yes No No No No Yes 

IMNM49 M 55 IMNM 33 Yes Yes No No No Yes 

IBM1 F 71 IBM 276 Yes No No Yes No No 

DM4 M 67 DM 18 Yes No No Yes No No 

DM1 F 44 DM 7 No No No Yes No No 

DM2 F 52 DM 5 No No No Yes No No 

ASyS1 F 73 ASyS 48 Yes No No Yes No No 

ASyS2 M 31 ASyS 9 No No No Yes No No 

IBM2 F 66 IBM 36 No No No Yes No No 

DM3 F 46 DM 9 No No No Yes No No 

HD1 M 67 HD NA NA NA Yes No No No 

HD2 F 37 HD NA NA NA Yes No No No 

HD3 M 37 HD NA NA NA Yes No No No 

HD4 M 51 HD NA NA NA Yes No No No 

HD5 M 60 HD NA NA NA Yes No No No 

HD6 M 62 HD NA NA NA Yes No No No 

HD7 M 49 HD NA NA NA Yes No No No 

HD8 F 42 HD NA NA NA Yes No No No 

HD9 M 37 HD NA NA NA Yes No No No 

HD10 M 31 HD NA NA NA Yes No No No 

HD11 M 56 HD NA NA NA No Yes Yes No 

HD12 F 58 HD NA NA NA No Yes Yes No 

HD13 F 71 HD NA NA NA No Yes Yes No 

HD14 M 15 HD NA NA NA No Yes Yes No 

HD15 F 27 HD NA NA NA No Yes Yes No 

HD16 F 39 HD NA NA NA No No Yes No 

HD17 F 26 HD NA NA NA No No Yes No 

HD18 F 32 HD NA NA NA No No Yes No 

HD19 M 53 HD NA NA NA No No No Yes 

HD20 F 45 HD NA NA NA No No No Yes 

HD21 M 68 HD NA NA NA No No No Yes 

HD22 M 59 HD NA NA NA No No No Yes 

HD23 F 65 HD NA NA NA No No No Yes 

HD24 F 55 HD NA NA NA No No No Yes 

HD25 F 55 HD NA NA NA No No No Yes 

HD26 M 42 HD NA NA NA No No No Yes 

HD27 M 46 HD NA NA NA No No No Yes 
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HD28 M 61 HD NA NA NA No No No Yes 

HD29 F 40 HD NA NA NA No No No Yes 

HD30 M 53 HD NA NA NA No No No Yes 

HD31 F 37 HD NA NA NA No No No Yes 

HD32 F 28 HD NA NA NA No No No Yes 

HD33 F 50 HD NA NA NA No No No Yes 

HD34 M 60 HD NA NA NA No No No Yes 

HD35 F 39 HD NA NA NA No No No Yes 

HD36 M 53 HD NA NA NA No No No Yes 

HD37 M 65 HD NA NA NA No No No Yes 

HD38 F 54 HD NA NA NA No No No Yes 

HD39 F 54 HD NA NA NA No No No Yes 

HD40 M 46 HD NA NA NA No No No Yes 

HD41 M 59 HD NA NA NA No No No Yes 

HD42 M 57 HD NA NA NA No No No Yes 

HD43 M 42 HD NA NA NA No No No Yes 

HD44 M 54 HD NA NA NA No No No Yes 

HD45 M 51 HD NA NA NA No No No Yes 

HD46 M 41 HD NA NA NA No No No Yes 

HD47 M 59 HD NA NA NA No No No Yes 

HD48 M 55 HD NA NA NA No No No Yes 

HD49 M 54 HD NA NA NA No No No Yes 

HD50 F 61 HD NA NA NA No No No Yes 

NA : not applicable 
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Supplemental Figure 1: HD, IMNM and other IIM top 5 genes heatmap  

 

 

 

Supplemental Figure 2: IMNM vs HD cell types 

PMN: polymorphonuclear neutrophils 
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Supplemental Figure 3: HD and IMNM top 5 genes heatmap 
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Supplemental Figure 4: IMNM FAPs characteristics in vitro 

A. Oil red O staining of FAPs from IMNM muscle biopsies in adipogenic differentiation or proliferation media  

B. Immunostaining of FAPs obtained from IMNM muscle biopsies. Scale bar 200µm 

C. qPCR of collagen and TGF-β pathway of IMNM and HD FAPs  
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RESULTATS ADDITIONNELS 

 2D in vitro model design for IMNM 

Résumé de l’étude :  

La physiopathologie des myopathies nécrosantes auto-immunes est encore mal connue. 

Histologiquement, les muscles des patients présentent un faible infiltrat inflammatoire principalement 

composé de macrophages, des fibres nécrotiques et des dépôts de complément à la suface de fibres non-

nécrotiques (Allenbach et al., 2018b). Environ 80% des patients ont également des auto-anticorps, des 

anti-HMGCR ou des anti-SRP. Plusieurs arguments directs ou indirects sont en faveur d’un rôle 

pathogène des auto-anticorps : les patients répondent bien aux traitements imunosuppresseurs et par 

IgIV, in vitro les myoblastes présentent des défauts de fusion et les myotubes une atrophie en présence 

des auto-anticorps et enfin, in vivo, un traitement avec les auto-anticorps entraîne une diminution de la 

force et l’apparition de fibres nécrotiques chez des souris (Arouche-Delaperche et al., 2017; Bergua et 

al., 2019). L’effet pathogène dans les MNAI pourrait alors être dû aux anticorps eux-mêmes mais 

également aux protéines du complément qui reconnaîtraient les complexes immuns à la surface des 

fibres entraînant l’activation de la voie classique ou encore aux macrophages qui reconnaîtraient 

également les complexes immuns et entraîneraient une toxicité cellulaire médiée. 

Par le développement de nouveaux modèles in vitro, j’ai voulu mieux comprendre la physiopathologie 

des MNAI. 

Cette étude s’intéresse aux acteurs cellulaires et biologiques impliqués dans l’induction des mécanismes 

de nécrose musculaire. Pour cela, j’ai réalisé des expériences de mise au point de coculture de cellules 

musculaires, protéines du complément, macrophages et auto-anticorps dont j’ai essayé d’évaluer la 

nécrose à l’aide de plusieurs marqueurs.  

Pour cela, j’ai tout d’abord dosé les enzymes musculaires dans le surnageant mais les quantités détectées 

étaient faibles et les résultats non reproductibles. J’ai par la suite testé plusieurs marqueurs de nécrose 

et regardé l’apparition de la nécrose par live imaging pour détecter les cellules qui se décolleraient. 

Malheureusement la plupart des marqueurs étaient phototoxiques ou pas assez précis. Seul l’iodure de 
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propidium semblait avoir l’effet désiré. Le dernier point a été d’utiliser des cellules transfectées GFP et 

d’observer la diminution du marquage des cellules musculaires et l’apparition du marquage nécrose. 

Malheureusement l’iodure de propidium s’est révélé toxique dans cette expérience. 
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MATERIAL AND METHODS 

 

Human samples  

Patients’ plasma was collected during plasmapherersis and kept in our biobank MASC 

(Myositis, DNA, Serum, Cells, ClinicalTrials.gov Identifier: NCT04637672).  

Healthy donor samples were obtained from a French blood bank (Etablissement Français du 

Sang ref: C CPSL UNT- N°18/EFS/033).  

 

Human immortalized myoblast cell culture 

Human immortalized myoblast cell lines used in this study were established at the Myoline 

platform at the Institut de Myologie (Paris, France) as previously described (Mamchaoui et al., 

2011). 

Cells were cultured in a myoblast growth culture consisting of 199 medium (Life Technologies) 

and Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM, Life Technologies) at a 1:4 ratio 

supplemented with 20% FBS, 25 μg/mL fetuin (Life Technologies), 0.5 ng/ mL bFGF (Life 

Technologies), 5 ng/mL EGF (Life Technologies), 5 μg/mL insulin (Sigma-Aldrich), 50 μg/mL 

gentamycin (Life Technologies) and 0.2µg/ml dexamethasone. Myoblast cultures were kept in 

a cell culture incubator at 37 °C with 5 % CO2 until 70-80% confluency. Following a mild 

dissociation with trypsin-EDTA (0.05%; Thermo Fisher Scientific), they were seeded at 18 750 

cells in 48 well plates or 70 000 in 24 well plates in growth media. Differentiation media was 

added after 1 or 2 days when the cells reached at least 90% confluency. 

 

Complement and serum 

Dry tubes from control patients with AB blood type were obtained from the French blood bank 

(EFS). All the following steps are at 4°C.The tubes were centrifuged at 1000g for 5 min. The 

supernatant was kept and depleted in IgG using protein G spin columns (ThermoFisher 89957) 

following the manufacturer instructions. The column retains IgG so we kept the flow-through. 

This is what we call “complement” (depleted serum containing complement protein). A portion 

of the serum was heat inactivated at 56°C for 30 minutes to inactivate complement as a control. 

 

Total IgG extraction 

Total IgG were extracted from thawed plasmapheresis using protein G spin columns 

(ThermoFisher 89957) following the manufacturer instructions. Prior extraction, samples were 

diluted in binding buffer (1:1) and centrifuged 20 min at 3200g to equilibrate pH and avoid 
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column blockade. After extraction, total IgG eluates were concentrated using 30kDa Amicon 

filters (Millipore UFC9030), dialyzed one time with PBS and concentrated again to obtain a 

stock concentration between 45 and 55 mg/ml. Total IgG concentration was quantified using 

a NanoDrop 1000 Spectrophotometer (ThermoFisher) before being aliquoted and kept at -

20°C until use. Antibodies recognition of their antigene target was tested using a kit for anti-

SRP (D-tek, PMS12DIV-24) or an automate machine for anti-HMGCR (Inova Diagnostics, 

701333) following the supplier instructions in Dr Charuel’s lab in Pitié Salpêtrière’s hospital 

immunology laboratory. 

 

Macrophages extraction and culture 

Buffy coats were obtained from the French blood bank. PBS was added to the blood in a 75cm2 

flask up to 100 ml. The diluted blood was divided into 3 Ficoll tubes and centrifuged at 1000g 

for 15min without break. The rings containing blood cells were collected in a 50 ml tube and 

diluted with cold PBS containing 0.3mM EDTA and centrifuged 5 min at 850g at 4°C. The pellet 

was diluted in 50ml of PBS+EDTA and let 10 min on ice. Cells were then centrifuged at 250g 

at 4°C for 10 min. The pellet was washed with 50ml of PBS, cells were counted and centrifuged 

for 10min at 250g and at 4°C. Cells were homogenized in complete RPMI medium (containing 

95% of RPMI (Gibco 61870), 1% of Penicilline streptavidin (Gibco 11360),1% of Sodium 

Pyruvate (Gibco 11360), 1% of Hepes (Gibco 15630), 1% of MEM vitamins (Gibco 11120), 1% 

of AANE (Gibco 11140) and 0.1% of 2-mercaptoethanol at 50mM (Gibco 31350)) 

supplemented with 2% of human AB serum (Sigma) at 0.8x106 cells/cm2, plated in flasks and 

incubated at 37°C for one hour.The flasks were then washed 3 times with PBS to discard 

floating cells. Adherent cells were then put in complete RPMI+10% human AB serum overnight 

at 37°C. The next day the flasks were incubated one hour at 4°C. Flasks were then vortexed 

and cells scrapped. Cells were recovered in PBS and centrifuged at 300g for 10min. Complete 

RPMI+15% human AB serum was added to the pellet and the cells were counted.Ten millions 

monocytes were then divided into 4 Teflon bags (Merk Millicell 03050) and seeded in complete 

RPMI medium supplemented with 15% of human AB serum (Sigma). After 7 days without 

changing the media, the macrophages were polarized for 2 days with 10 ng/ml of interferon 

gamma in complete advanced RPMI medium (composed of 96% of Advanced RPMI (Gibco 

12633), 1% of Glutamax (Gibco 35050), 1% of Penicillin streptavidin (Gibco 15140), 1% of 

Hepes (Gibco 15630), 1% of MEM vitamins (11120) and 0.1% of 2-mercaptoethanol at 50mM 

(Gibco 31350)) supplemented with 0.5% of heat inactivated FBS (Thermofisher).  
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Coculture 

After 1 or 3 days of muscle cells differentiation, the coculture was performed. Macrophages 

plates were placed for 30min at 4°C and cells were detached by gentle medium aspiration and 

release pipetting. Macrophages and medium were placed into a 50ml Falcon tube and 

centrifuged at 1500 rpm for 5 minutes. They were then resuspended in 2 ml of medium and 

counted using Trypan blue. For coculture, muscle cells differentiation media was replaced by 

macrophages media (complete advanced RPMI + 0.5% heat inactivated FBS) with 2 

macrophages for 1 myoblast, 1:4 of complement or heat inactivated serum and/or 1mg/ml of 

total IgG depending of the condition. The coculture was performed overnight (Fig. 1) 

 

Figure 1: Coculture experimental set- 
up 

Myoblasts at 1 day of differentiation or myotubes at 3 days of differentiation are cultivated with macrophages from 
healthy donor, complement obtained from healthy donor serum and/or patients auto-antibodies overnight. Necrosis 
is analyzed on the following day. 

 

Necrosis analysis 

Muscle cells at 1 or 3 days of differentiation were treated or not with staurosporine at 3 µM 

(Sigma). Different necrosis stainings were used for necrosis tracking. Evans blue 

(Thermofisher A16774.18) 50µM, trypan blue (Gibco 15250061) 1/500e, propidium iodide 

(Thermofisher P1304MP) 500ng/ml, mitotracker (Invitrogen M22425) 1nM, 7-AAD 

(necrosis/apoptosis staining kit Abcam ab176750). The necrosis was followed using live 

imaging in a humidifier chamber at 37°C and 5% CO2 and taking 1 picture every 20 minutes 

overnight. Pictures were acquired using Nikon Ti or Nikon Ti-2 inverted microscopes. Movies 

were analyzed using Metamorph. GFP-transfected cells were also used for these experiments. 
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Supernatant biomolecular dosages 

Supernatants were taken before and after muscle cells treatment and dosed at the 

biochemistry laboratory in La Pitie Salpêtrière by Dr Rana Al Khouri in the team of Pr 

Dominique Rousselot. 

 

Statistical analysis 

The presented experiments were only performed once or twice on 2 or 3 biological replicates 

so statistical tests were not performed. 

 

 

RESULTS 

Preliminary tests  

We first checked that the total IgG extracted from patients’ plasmapheresis recognized their 

target. Anti-SRP3 had the highest recognition of the SRP protein. SRP1 and SRP2 had to be 

3 times more concentrated to recognize it (Fig. 2A). SRP3 was used for our experiments and 

was the one used in the laboratory before. The 3 anti-HMGCR tested from 3 different patients 

recognized the HMGCR protein, 2 of them having a highest recognition (Fig. 2B). Anti-

HMGCR2 was the one used for the experiments since it was the one used for previous 

experiments in the laboratory. 
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Figure 2: Patients auto-antibodies target recognition 

Anti-SRP (A) and anti-HMGCR (B) auto-antibodies are tested for their respective target recognition. SRP1 and 

SRP2 are 3 times more concentrated on the lower part of figure A. 

 

For the first results obtained in the lab before my arrival, cells were stained using Abcam kit 

that required a lot of washes on living cells before analyzing necrosis. The necrosis percentage 

was really low, usually less than 1%, and coculture conditions even led to less necrosis (Fig. 

3). This could be due to necrotic cells detachment caused by the washes.  
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Figure 3: Necrosis quantification in coculture using Abcam kit 
Coculture was performed overnight and necrosis quantified on the following day. Scale bar 100µm, n=3 experiments 
with 2 wells/condition 

 

Biomolecular dosages are not accurate to evaluate necrosis  

As necrotic cells detachment could cause bias, we thus measured enzymes in the supernatant. 

We measured creatine kinase, lactate deshydrogenase and ultrasensitive troponin T, 3 

enzymes and proteins released during muscle necrosis. We added staurosporine, a protein 

kinase inhibitor inducing cell necrosis, as a control. Only troponin T was detectable in the 

supernatant. The first experiment reported a higher concentration of troponin T after treatment 

in all the conditions except the non-treated ones, macrophages alone and macrophages + 

complement. This was very promising. However, in the following ones, troponin T levels were 

decreasing, even with the staurosporine treatment (Fig. 4). 

 

 

Figure 4: Troponin T dosage of coculture supernatant  

Supernatant from triplicate coculture conditions are pooled and dosed for troponin T. n=1 experiment 
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Necrosis markers in live imaging are phototoxic or not accurate  

We then moved to live-imaging with one picture taken every 20 minutes in order to follow cell 

death and capture any cell that would detach. We tried once without any staining but the 

necrosis was hard to follow in brightfield imaging (results not shown). We then tried different 

necrosis or dead cells markers. Evans blue and trypan blue are azo dyes, 7-AAD and 

propodium iodide are nucleic acids intercalants and these 4 molecules only enter a cell when 

the membrane is disrupted. Those stainings can not distinguish necrosis from late apoptosis 

stages but we hypothesized that necrosis would be the first cause of cell death. Mitotracker 

stains mitochondria in living cells. Without staurosporine, trypan blue and 7-AAD were toxic for 

the cells as some cells detached and became rounded (Fig. 5). Mitotracker, Evans blue and 

Propidium iodine did not seem toxic. With staurosporine treatment, using mitotracker, it was 

really hard to distinguish necrotic cells from normal ones as the staining was present in all the 

cells. With Evans blue, the staining was not really accurate and the cells were stained really 

late. Propidium iodide gave the best results but there was also a delay between the cell death 

and the staining. 

 

Figure 5: Necrosis stainings tests 

Myoblasts or myotubes are let overnight with different necrosis markers and treated with or without staurosporine 
(St) as a positive control. Pictures were taken every 20 minutes. Left scale bar 100µm, right scale bar 200µm 

 

Finally, we tried to analyze necrosis using GFP-transfected cells and propidium iodide. We 

thought that it would be easier to quantify the necrosis as a disappearance of the green 

fluorescence and appearance of the propidium iodide staining. However, propidium iodide was 

cytotoxic this time and, even without staurosporine treatment, the cells died (Fig. 6). 
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Figure 6: GFP-transfected cells necrosis test 

Cells were stably transfected with a GFP lentivirus and let wih propidium iodide overnight with 1 picture taken 

every 20 minutes. Scale bar 200µm 

 

 

DISCUSSION/CONCLUSION: 

In this study, muscle necrosis assessment was difficult, the reagents used to quantify it being 

phototoxics or not sensitive enough. 

Supernatant protein dosage was interesting and could be improved. The measurements 

performed at the hospital biochemistry lab were maybe not sensitive enough and could be 

performed by ELISA. Culture supernatants could also be concentrated before dosage.  

The Incucyte technology could also be used here. This technology is like a microscope in an 

incubator. The microscope part moves to take pictures at determined time-points. The 

company also sells a cell death marker only entering the cells when the membrane is 

permeabilized. Co-culture experiments could then be performed with the GFP-transfected cells 

and a red cell death marker. Only cells double stained would then be analyzed to avoid 

counting macrophages. 

However, these methods would not allow distinguishing necrosis from late apoptosis. We 

would have to use also annexin V to evaluate the apoptosis or a capase inhibitor to inhibit it. 
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3D in vitro model design for IMNM 

Résumé de l’étude :  

Le but de ce deuxième modèle était d’étudier l’effet pathogène des auto-anticorps sur les fibres 

musculaires. Voulant étudier cela d’une manière plus physiologique qu’avec le précédent modèle 2D 

utilisé au laboratoire (Arouche-Delaperche et al., 2017), une collaboration a été établie avec le Dr 

Penney Gilbert à Toronto au Canada dont l’équipe est spécialisée dans les modèles musculaires 3D. Une 

première expérience test a été réalisée par l’équipe canadienne. Le traitement des tissus 3D montre une 

légère diminution de la force et de la gestion du calcium indiquant une capacité de contraction diminuée 

par les tissus traités avec les anticorps anti-SRP. 

 

 

Figure préliminaire : Première expérience sur microtissus réalisée à Toronto 

Après ensemencement, les tissus restent 2 jours dans du milieu de croissance avant d’être passés en différenciation. Les 

tissus ont été traités du jour 10 au jour 13 de différenciation et leur force et la gestion du calium ont été analysées. 
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Lors de ma troisième année de thèse, je suis partie 9 mois dans l’équipe du Dr Gilbert afin d’apprendre 

la culture des muscles en 3D et pour mettre au point un modèle 3D d’étude du rôle des auto-anticorps 

au cours des MNAI.  J’ai tout d’abord appris la technique de culture de macrotissus, celle-ci étant plus 

simple pour se former. Ces tissus ont été traités avec les IgG ou les plasmas d’un patient à anti-SRP et 

un patient à anti-HMGCR. Sur une première expérience, les IgG des patients anti-SRP semblent 

entraîner une atrophie des fibres et une diminution de la force des tissus et le plasma anti-SRP une 

diminution de la maturation des fibres. 

Chaque tissu nécessitant un million de cellules, j’ai ensuite appris un modèle de culture de microtissus 

nécessitant 150 000 cellules. Lors des premières expériences, les tissus avaient une bonne morphologie 

mais ils ont par la suite commencé à se remodeler asymétriquement ou à produire des fibres 

dysmorphiques. Sur la seule expérience réalisée, les traitements ne changent pas l’aspect des fibres mais 

le plasma des patients diminue la force des tissus. 

J’ai ensuite appris un dernier modèle où les cellules étaient ensemencées sur du papier à thé en cellulose 

leur servant de structure 3D. Sur ce modèle j’ai seulement eu le temps de réaliser des mises au point. 

Le projet continue à Toronto avec une doctorante qui va traiter les microtissus avec les anticorps pour 

commencer puis en combinaison avec le complément.  
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MATERIAL AND METHODS 

Human samples  

Human samples were the same as the 2D cell culture above. 

 

Human immortalized myoblast cell culture 

For 3D experiments, immortalized myoblasts were cultured in a myoblast growth culture 

medium consisting of PromoCell Skeletal Muscle Cell Growth Medium kit (Skeletal Muscle Cell 

Basal Medium + Skeletal Muscle Cell Growth Medium Supplement Mix) supplemented with 15 

% fetal bovine serum (FBS, Thermo Fisher Scientific) and 1 % Penicillin-Streptomycin (P/S, 

Gibco). Myoblast cultures were kept in a cell culture incubator at 37 °C with 5 % CO2 until 70-

80% confluency. Following a mild dissociation with trypsin-EDTA (0.25 %; Thermo Fisher 

Scientific) the cells were either sub-cultured into new tissue culture dishes or used to generate 

3D tissues. Half of the myoblast growth media was exchanged with fresh media every other 

day during the culture period. 

 

Total IgG extraction 

Total IgG were extracted from thawed plasmapheresis using protein G spin columns 

(ThermoFisher) following the manufacturer’s instructions as in the 2D culture experiments. 

 

Macrotissues plates fabrication 

A 500µl layer of PDMS (10 parts of elastomer 1 part of curing agent, Sylgard 184 silicone 

elastomer kit, Dow Corning) was cast for each well of a 12 well plate and placed at 65°C 

overnight to cure. 800 µl of a second PDMS layer was added the following day and a laser cut, 

dogbone shaped piece of acrylic (middle dimensions = 14 mm by 2.75 mm; side chamber 

dimensions = 5.7 mm by 2.5 mm) was placed in the middle of the wells. The plate was placed 

at 60°C overnight. Dogbones were removed and 3 velcro hooks were placed at each dogbone 

ends using a drop of PDMS to stick it. The plates were placed again at 60°C. For sterilization, 

the wells were rinced with PBS and anhydrous ethanol was added for 20 min. Ethanol was 

removed, and the wells were let to dry for 30 minutes before 2 last washes with PBS. PBS was 

removed and the plates were stocked. 
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MyoTACTIC culture device fabrication  

3D human muscle microtissues were fabricated within the polydimethylsiloxane (PDMS; 

Sylgard 184 silicone elastomer kit, Dow Corning) MyoTACTIC culture device. The fabrication 

process of the MyoTACTIC 96-well device can be found in previous publications (Afshar et al., 

2020; Lad et al., 2021). The plates were sterilized in an autoclave. 

 

Microtissues and macrotissues fabrication 

PDMS culture plates were coated for at least 1h30 with a 5 % Pluronic® F-127 (Sigma, Cat# 

P2443) solution in dH2O (100 µL/well) at 4 °C. 

3D microtissues fabrication has been previously described (Afshar et al., 2020; Bakooshli et 

al., 2019; Lad et al., 2021). The first steps are the same for the macro and microtissues. 

Tissues were generated using human immortalized myoblast cell line from healthy patient. 

Myoblasts were released from culture dishes via mild trypsinization and then resuspended in 

a hydrogel mixture containing 4 mg/mL fibrinogen (40 % v/v; Sigma) and Geltrex (20 % v/v; 

Thermo Fisher Scientific) in DMEM (40 % v/v; Gibco) at 1.5 x 105 cells/tissue for microtissues 

and 1 x 106 cells/tissues for macrotissues (1.0 x 107 cells/mL). Just prior to seeding, 0.2 units 

of thrombin (Sigma) per each mg of fibrinogen were added to the solution. The tissues were 

then seeded and placed for 5 min in an incubator at 37°C to expediate thrombin-mediated 

fibrin gel formation. Following gelation, the resulting tissues were incubated with growth 

medium consisting of Skeletal Muscle Cell Basal Medium (PromoCell) supplemented with 20 

% FBS, 1 % P/S and 1.5 mg/mL 6-aminocaproic acid (3 % v/v; ACA; Sigma). After 2 days of 

incubation in the growth medium, the culture medium was replaced with a differentiation 

medium consisting of DMEM supplemented with 2 % horse serum (Gibco), 1 % P/S, 10 µg/mL 

human recombinant insulin (Sigma, Cat# 91077C) and 2 mg/mL ACA (4 % v/v) to induce 

myoblast differentiation. The tissues were maintained in differentiation medium for 10 days, 

and half of the culture medium was replaced with fresh media every other day during this 

period. 

 

Mini-MEndR device 

Five-millimeter diameter circles were cut out of tea bag paper using a biopsy punch. Papers 

were then sterilized in the autoclave. Pluronic acid was added in a 96 well plate and left for at 

least 1h30 at 4°C. Pluronic acid was aspirated and the plate was left to dry. When the wells 

were dry, one tea bag paper circle was added at the center of the wells, humidified with 4µl of 
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PBS+thrombin (0.8U/ml) and let dry. Tissues were generated using human immortalized 

myoblast lines from healthy patient. Myoblasts were released from culture dishes via mild 

trypsinization and then resuspended in a hydrogel mixture containing 4 mg/mL fibrinogen (40 

% v/v; Sigma) and Geltrex (20 % v/v; Thermo Fisher Scientific) in DMEM (40 % v/v; Gibco) 

counting 50 000 or 70 000 cells/tissue in 4µl of hydrogel. The tissues were then placed for 5 

min in an incubator at 37°C to expediate thrombin-mediated fibrin gel formation. Following 

gelation, the resulting tissues were incubated with growth medium identical to the one used for 

microtissues. After 2 days of incubation in the growth medium, the culture medium was 

replaced with a differentiation medium identical to one one of microtissues. The tissues were 

maintained in differentiation medium for 10 days, and half of the culture medium was replaced 

with fresh medium every other day during this period. 

 

Plasma obtention for 3D tissues treatment 

Eluates of plasmapheresis were collected from 3 anti-HMGCR patients and 3 anti-SRP 

patients and aliquoted into 50ml samples before freezing. Antibodies presence was tested in 

the biochemistry lab in Pitie Salpêtriere’s hospital. Replacement plasma (Octaplas) was used 

as a control. For plasma use, samples were thawed and filtered with 0.22µm filters and heat-

inactivated 30 min at 56°C. Thrombin was added at 0.5U/ml (Sigma T6884), the samples were 

incubated at 37°C 5 min and centrifuged at 3200g 20 min. The supernatant was then kept to 

remove any clotting factors. 

 

3D tissue treatment 

Tissues were treated after 6 days in differentiation media. Differentiation media in the wells 

was fully exchanged for all conditions. From day 6 and onward, the 2% horse serum was 

replaced by 2% heat-inactivated horse serum to avoid any potential interaction between IgG 

and the complement protein. To test the pathogenic effect of anti-SRP and anti-HMGCR 

antibodies, tissues were treated with patients’ plasma or total IgG. Patients and control plasma 

were used as horse serum replacement at 2% of total differentiation media volume. Total IgG 

were added at 1mg/ml. Cerivastatin at 25nM or dexamethasone at 20µg/ml were used as 

positive atrophy control. 

Half of the differentiation media was exchanged at day 8 and the analysis were performed at 

day 10. 
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3D tissue compaction and tissue remodeling analysis 

As readout of tissue remodeling and self-organization, the compaction of microtissues was 

examined by evaluating 3D tissues width over the treatment period. Phase contrast images 

(4x magnification) were acquired at differentiation days 6 and 10 using an inverted microscope 

(Olympus) to measure microtissues compaction. Using Fiji software (ImageJ), the width of 

each microtissue was measured at different locations across the tissue length and then 

averaged. The average diameter was captured as an indication of tissue remodeling and 

health. Data are represented as percentage of absolute tissue width change. Tissues 

remodeling in a non-uniform way (remodeling more towards one side of the tissue or towards 

the middle) were excluded from the analysis.  

 

3D tissue pre-tension analysis 

Microtissues pre-tension was examined by evaluating the distance between the two Myotactic 

posts over the treatment period. Phase contrast images (4x magnification) were acquired at 

differentiation days 6 and 10 using an inverted microscope (Olympus). Using Fiji software 

(ImageJ), the post distance of each microtissue was measured at 3 different locations and then 

averaged.  

 

Tissues staining 

To visualize myotubes immunostaining was performed. Following aspiration of culture media 

and 3 washes with D-PBS, tissues were fixed with 4 % paraformaldehyde (PFA, Alfa Aesar) in 

D-PBS (Dulbecco's Phosphate-Buffered Saline) for 15 min at room temperature (RT). 

Following three washes with D-PBS, samples were permeabilized and blocked with a blocking 

solution consisting of 10 % goat serum (Life Technologies) and 0.3 % Triton X-100 (BioShop) 

in D-PBS for 30 min at RT. Subsequently, samples were incubated with a mouse anti-

sarcomeric α-actinin antibody (1:800; Sigma) diluted in the blocking solution overnight at 4 °C. 

After washing with D-PBS three times, samples were then incubated for 60 min at RT with goat 

anti-mouse IgG conjugated with Alexa Fluor 488 (1:500), Alexa Fluor 568 phalloidin antibodies 

(1:500; Life Technologies, Cat# A12380) and Hoechst 33342 or Draq5 (Cell Signalling 

technology) (1:1000) diluted in the blocking solution. To examine myotube formation, confocal 

fluorescent images were acquired using Fluoview-10 imaging software (FV-10; Olympus) and 

an IX83 inverted microscope (Olympus).   
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Myotubes width analysis 

Myotube width was analyzed at differentiation day 10 by assessing 40x magnification confocal 

images. Fiji software (ImageJ, NIH) was used to facilitate measurement of myotube diameter 

in z-stack confocal images.  

For micro and macrotissues: Non-damaged myotubes, which were visible across the length of 

40x image, were considered for width analysis. ROI (region of interest) boxes, 50 µm length 

and same width of image, were designed and overlaid on each image (one located at each 

end of the image and one located in the center) to define the locations for making three 

measurements in similar positions across all images. Then, three width measurements across 

the length of each myotube were assessed inside the ROI boxes and results were averaged 

to indicate width per myotube. Subsequently, average width of myotube was calculated in a 

total of 5 images per each tissue. 

 

Automated analysis of sarcomere z-disks post electrical stimulation   

Tissues Z-line architecture was analyzed by assessing 40x magnification confocal images from 

sarcomeric alpha-actinin and phalloidin immunostained tissues at differentiation day 10. Z-line 

architecture in each image was analyzed using a computational structural assay in MATLAB 

as previously described (Morris et al., 2020a). In brief, this program performs a binary 

skeletonization of images immunostained to visualize SAA and f-actin to identify z-line 

architecture. Off target identification is eliminated from the analysis through the use of an f-

actin vector threshold limit in comparison to the SAA vector. To facilitate execution, ImageJ 

was first used to generate z-stack confocal images projected over maximum intensity for each 

40x magnification image. Subsequently, sarcomeric alpha-actinin and phalloidin channels 

were each saved as TIFF files. The program “ZlineDetection” was launched and all author 

recommended settings were selected aside from the following modifications:  

● Dot product threshold for continuous z-line lengths = 0.77 (~40 degrees)  

● Actin segmentation grid size = 150 pix.  

● Actin segmentation threshold = 0.88 (~30 degrees).  

● Noise removal area = 16 sq. pix.  

● Skeletonization branch size removal = 5 pixels.  

The program was run using each image to identify z-line architecture for each microtissue, and 

then the data was organized into matrices for evaluation.  
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Microtissues electrical stimulation and contractile force measurement 

To evaluate contractile function of microtissues, electrical stimulation was applied on day 10 

of differentiation as previously described (Afshar et al., 2020; Lad et al., 2021). Briefly, sterile 

syringe needles (25G x 5/8, BD™) were implanted behind each post of a PDMS well as 

electrodes to generate an electric field parallel to the length of the tissue. Then, using nickel 

coated copper wires (McMaster-Carr), electrodes were directly connected to a pulse generator 

(Rigol DG1022U). Electrical square-wave pulses with 5% duty cycle, 5 V amplitude, and 0.5 

Hz (twitch contractions) or 20% duty cycle, 5 V amplitude, and 20 Hz (tetanus contractions) 

frequency were applied to stimulate microtissues. Video clips of post deflection under electrical 

stimuli were recorded using an iPhone® SE (Apple®) mounted (LabCam™ iPhone microscope 

mount) to an inverted microscope (Olympus; IX83 microscope) using a 10x magnification lens. 

Post displacement was quantified using a custom-written Python computer vision script (Afshar 

et al., 2020; Lad et al., 2021), which measured post deflection in pixels (detecting post 

displacement ≥ 1 pixel). Microtissues were induced to contract 7-8 times for twitch and 6 times 

for tetanus contractions, and subsequently the maximum post displacements were averaged 

to determine the average post deflection per microtissue. The post displacement values, in 

pixel, were then used to calculate microtissues absolute force production (µN), as previously 

described in detail (Afshar et al., 2020; Lad et al., 2021).  

 

Macro and microtissues calcium transient analysis 

Human immortalized myoblasts lines expressing a calcium reporter construct (pRRL-MHCK7-

GCaMP6 was a gift from Nenad Bursac, Addgene plasmid # 65042) were established using a 

lentiviral system following a previously described method (Bakooshli et al., 2019). The cell line 

used for the transfection is the same used for the other experiment. Calcium transients were 

captured in response to electrical stimulation (see details above; twitch and tetanus) using an 

inverted microscope (Olympus IX83) with a 4x magnification lens at day 10 of differentiation. 

Consecutive time-lapse epi-fluorescent images were captured at 11 frames per second with a 

DP80 CCD camera (Olympus) outfitted with a fluorescein isothiocyanate (FITC) filter and 

Olympus cellSensTM imaging software. Subsequently, the fluorescent signal in the series of 

time-lapse images was measured in a single region of interest (ROI) within the center of each 

microtissue using Fiji software (ImageJ, NIH) (Schindelin et al., 2012) and relative fluctuations 

in the fluorescence signal were calculated and presented as ΔF/F0 = (Fimmediate – 

Fbaseline)/(Fbaseline). The peak signal of consecutive twitch (7-8 stimuli) and tetanus (6 stimuli) 

contractions were averaged to determine the average relative change in fluorescence signal 

for each microtissue and was plotted against the time. 
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Statistical Analysis  

Most of the experiments presented were performed only once using 2 or 3 tissues for each 

condition. Data are expressed as mean+standard deviation (SD) and statistical tests were not 

performed. 

 

 

 

 

RESULTS 
 
Anti-SRP and anti-HMGRC antibodies may elicit an effect on 3D macrotissues 

morphology  

We first sought to establish conditions to evaluate the effects of treating 3D cultures of human 

myotubes established from healthy immortalized myogenic progenitor with antibodies or 

plasma from IMNM patients. 

Briefly, for all the 3D models, healthy immortalized cells were used and were seeded in a 

fibrin/geltrex hydrogel that will serve as an extra-cellular matrix scaffold when thrombin gelation 

happens (Fig. 1A). Two days after seeding, growth medium is replaced by differentiation 

medium (Fig. 1B). The tissues were treated at day 6 when myotubes are already formed, 

medium was changed at day 8 and the experiment was stopped at day 10 to avoid over-

remodelling of the tissues.  
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Figure 1: 3D tissues experimental set up 

For all the 3D tissues models, cells were obtained and immortalized from healthy donor and the myoblasts were 
mixed with fibrin and geltrex to serve as a scaffold (A). The tissues were then let 2 days in growth medium (GM) 
before switching to differentiation medium (DM). Tissues were treated at day 6 of differentiation, the medium was 
half exchanged at day 8 and the experiment was stopped at day 10 (B). 

 

Figure 2A represents a view of the macrotissues model. We first used the macrotissues model 

made in a 12-well plate since it is easier to learn. The tissues were treated with 

dexamethasone, total IgG or 2% patients’ plasma. We used heat inactivated horse serum in 

the differentiation medium from day 6 to avoid complement presence. We captured brightfield 

images of the tissues and evaluated gross tissue width across the treatment period (Fig. 2B). 

Of note, the tissues remodeling overtime to form mature myotubes, it is expected that tissues 

thickness would decrease. From these analyses, we can see that IgG treatment did not affect 

the tissues middle thickness, the control IgG even being the condition with the most loss of 

thickness. However, the patients IgG treatment led to thinner edges. For plasma treatment, 

there was again no difference for the tissues middle width but SRP plasma treatment seemed 

to have a thinning effect on the edges.  
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Figure 2: Macrotissues model and remodelling over treatment time 
The macrotissues are seeded in a 12 well plate containing a dogbone shape molded in PDMS and 2 velcro hooks 
at each extremity (A). Tissues remodelling was assessed by taking 3 measurements in the middle of the tissue and 
one at each edge at day 6 (D6) and day 10 (D10) of differentiation (B). Tissues remodelling was then expressed as 
the absolute difference in percentage between day 10 and day 6 at the middle and at the edges (C).  
Scale bars: 400µm Data are expressed as mean + SD, n=2 tissues/condition, NT: non-treated, Dexa: 
dexamethasone 20µM 

 

Anti-SRP but not anti-HMGRC antibodies may elicit an effect on 3D macrotissues 

myotubes 

We next looked if the treatments induced alterations in myotubes development. By looking at 

the confocal images, we can see that dexamethasone treatment seemed to induce a myotube 

dysmorphy rather than the expected atrophy (Fig. 3A). Control treatments (IgG or human 

plasma) seem to induce atrophy when they are not supposed to. We only performed this 

experiment once so the following results will be compared to non-treated control. We evaluated 

the myotubes width for each condition and found that plasma treatments did not seem to have 

an effect on myotubes size (Fig3B). However, total anti-SRP treatment had a tendancy to 

induce smaller myotubes. Anti-HMGCR on the contrary did not seem to have an effect.  
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Figure 3: Treatments effect on macrotissues myotubes 

Immunostaining of day 10 macrotissues with Hoechst (blue), sarcomeric alpha-actinin (green) and phalloidin (red) 
(A) and myotubes size quantification (B). Scale bar 50µm, data are expressed as mean + SD, n=2 tissues/condition, 
NT: non-treated, Dexa: dexamethasone 

 

Anti-SRP but not anti-HMGRC antibodies elicit an effect on 3D macrotissues maturation 

Next, to further characterize the difference between macrotissues treatments, we looked at 

myotube maturation and sarcomere structure. We first looked at the myotubes striation 

patterns and saw that neither plasma nor IgG treatment seemed to influence the overall 

striation pattern (Fig. 4A). Myotubes seemed even more striated with the treatments (including 

dexamethasone). Then, we used an automated Matlab program to analyze sarcomere 

structure (Morris et al., 2020b). The program uses the phalloidin and sarcomeric alpha actinin 

stainings to give a skeletonization of the sarcomeres (Fig. 4B). It gives us then 3 different 

sarcomere parameters we can analyze. The sarcomere length, which is the distance between 

2 Z-lines, the shorter it is, the more mature the fiber is. The continuous Z-line length (CZL) is 

each Z-line length, the longer it is, the more mature the fiber is. Finally, the orientation 

parameter (OOP) is a coefficient giving the sarcomere orientation, the closer it is to 1, the more 

the fiber is. The number of Z-lines/images seemed decreased in anti-SRP plasma and total 
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IgG treatment (Fig. 4C). However, it did not change for anti-HMGCR. Only anti-SRP plasma 

treatment seemed to have an affect by decreasing the CZL and OOP parameters. No treatment 

affected the sarcomere length. 

 

 

Figure 4: Treatments effect on macrotissues maturation and sarcomeres structure 

Immunostaining and quantification of striated myotubes (A). Sarcomeres are analyzed using a Matlab program (B) 
and parameters are analyzed for each condition (C). Scale bar 50µm, data are expressed as mean + SD, n=2 
tissues/condition, tot Ig: total IgG, NT: non-treated, Dexa: dexamethasone 
 
 

Anti-SRP seems to elicit an effect on 3D microtissue calcium handling 

Calcium handling properties of macrotissues are expressed as the difference between the 

fluorescence calcium signal during contraction and at baseline (Fig. 5A). Calcium transients 

were decreased for the anti-SRP total IgG treatment following high intensity stimulation 
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indicating a decreased capacity to contract (Fig. 5B). Of note, calcium transients for 

dexamethasone treated tissues were decreased in all the conditions. 

 

Figure 5: Treatments effects on macrotissues calcium handling 
Muscle cells stably transfected with a GFP-GCAMP reporter are used to make macrotissues. Tissues are electrically 
stimulated and the results are expressed as the fluorescence intensity during contration compared to baseline (A) 
for twitch and tetanus contractions (B). Scale bar 400µm, data are expressed as mean + SD, n=2 tissues/condition, 
NT: non-treated, Dexa: dexamethasone 

 

Microtissues morphology was not reproducible 

Macrotissues experiments were useful for training but required 106 cells/tissues. It was then 

not bearable to use them for all the experiments and replicates needed. We thus used 

microtissues requiring 150 000 cells/tissue. Microtissues plate consists of a 96 well PDMS 

plate with an oval shape and two posts at the bottom of the well (Fig. 6A). The tissues are 

seeded in the oval shape and will remodel between the two posts. A first experiment treating 

the tissues was performed and the tissues morphology was great (Fig. 6B). However, the next 

following experiments did not show good tissue morphology and could not be analyzed (Fig. 

6C). The tissues were remodeling towards one side and, even when the tissue morphology 

GCAMP6 

Baseline Twitch Tetanus 
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was good, the myotubes were really dysmorphic. The following results are the ones obtained 

with the one successful experiment. Control IgG and control plasma were not optimized at that 

time, we later found the best controls that are plasma obtained from the company Octagam 

and used as replacement plasma for patients plasmapheresis and total IgG were extracted 

from this plasma. We had this replacement plasma only when the tissues morphology started 

to look bad. Dexamethasone treatment gave some dysmorphic myotubes so we used 

cerivastatin here as atrophy control. 

 

 

Figure 6: Microtissues model 
Microtissues are seeded in the Myotactic plate conceived as a 96-well plate with an oval shape and 2 posts at the 
bottom of each well (A). The tissues remodelled correctly for the first experiments (B)(scale bars 400µm and 50µm), 
but then started remodelling towards one side or having dysmorphic myotubes (C) scale bar 500µm.  

 

 

Anti-SRP and anti-HMGRC antibodies elicit an effect on gross 3D microtissues 

morphology  

Microtissues pretension was assessed by measuring the distance between the posts at day 6 

before the treatment and day 10 at the end of the experiments. If the tissues are remodelling 

correctly, they should have a passive force and exert a tension on the posts, pushing them 

closer. We can see that total anti-SRP and anti-HMGCR IgG treatment decreased the tissues 

pre-tension (Fig.7A). Looking at tissues width, it was decreased in anti-HMGCR treated 
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tissues compared to non-treated tissues (Fig. 7B). Cerivastatin used as atrophy control here 

however did not have an effect on the two parameters.  

 

Figure 7: Effect of treatments on microtissues morphology 

Passive force expressed in micro newtons (µN) (A) and tissues thickness expressed as the absolute difference in 
percentage (B) comparing day 10 to day 6. Data are expressed as mean + SD, n=3 tissues/condition, NT: non-
treated 
 

 

Anti-SRP and anti-HMGRC antibodies do not seem to elicit an effect on 3D microtissues 

myotubes 

We next looked if the treatments induced alterations of myotubes development. By looking at 

the confocal images, we can see that the fibers morphology looks quite similar in all the 

conditions (Fig. 8A). We evaluated the myotubes width for each condition and found that the 

treatments do not seem to have an effect on myotubes size (Fig. 8B). However, cerivastatin 

treatment showed smaller myotubes.  
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Figure 8: Treatments effect on microtissues myotubes 
Immunostaining of day 10 microtissues with Hoechst (blue), sarcomeric alpha-actinin (green) and phalloidin (red) 
(A) and myotubes size quantification (B). Scale bar 50µm, data are expressed as mean + SD, n=3 tissues/condition, 
NT: non-treated 

 

Anti-SRP and anti-HMGRC antibodies do not elicit an effect on 3D microtissue 

maturation 

Next, we looked at the sarcomeres structure. We can see that the number of Z-lines/images 

only seems decreased in anti-SRP total IgG treated tissues (Fig. 9). The CZL seems increased 

by the treatment. The OOP is slightly decreased in anti-HMGCR IgG treatment and the 

sarcomere length is similar. 
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Figure 9: Treatment effect on microtissues sarcomeres structure 
Sarcomeres parameters analysis using Matlab program, n=3 tissues/condition, CZL: continuous Z-line, oop: 
orientation parameter, NT: non-treated 

 

 

Anti-SRP and anti-HMGCR plasma do elicit an effect on 3D microtissues force 

We then quantified microtissues force generation by evaluating posts movement during 

electrical stimulation. The absolute force generated was decreased in treated tissues at low 

and high stimulation intensity (Fig. 10). 

 

 

Figure 10: Effects of treatments on microtissues absolute force 
Myotube force was acquired by analyzing the post displacement following electrical stimulation and expressed as 
micro newtons (µN).  n=3 tissues/condition, 2% pl: 2% of patient plasma replaced horse serum at day 6 of 
differentiation 
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Mini MEndR optimization 

Since the microtissues morphology did not look good after the first experiments, we decided 

to use the mini MEndR (muscle endogenous repair) platform. This assay uses less cells and 

is a good way to screen for the good treatment conditions to use (control plasma, control 

antibodies, doses of auto-antibodies etc). For this method, the cells in the hydrogel are seeded 

in a circular cellulose scaffold of 45 µm thickness allowing a 3D organization of the myotubes 

(Fig. 11A). This method needed some optimization for a use with the immortalized cells. We 

first tried different cells seeding concentrations (Fig. 11B and C). Using 25 000 cells/tissue, 

the myotubes were long but not thick and at 75 000 and 100 000 cells in some tissues they 

look dysmorphic. The best condition was the 50 000 cells where the myotubes looked 

elongated, bigger than the 25 000 cells condition and well-defined. When quantified, the 

myotube size was wider in the 50 000 cells condition and there was less variations (Fig. 11D). 
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Figure 11: Mini MEndR model optimization 
For mini MEndR, myoblasts in the fibrin/geltrex mix were seeded on a 5mmx45µm tea bag paper circle (A). A 
concentration range of immortalized cells was seeded to determine the best condition. Immunostaining at 4X (B, 
scale bar 400µm) and 40X (C, scale bar 50µm) of the myotubes. The myotubes size was then assessed (D). n=3 
tissues/condition 
  

 

DISCUSSION/CONCLUSION : 

 

The study on macrotissues showed that anti-SRP IgG seemed to have an atrophic effect on 

muscle fibers and a force decrease, and anti-SRP plasma led to fibers maturation decrease. 

For microtissues, treatments did not seem to have an effect on muscle fibers aspect but plasma 

decreased their force.  

Macrotissues showed good results but it would have been difficult to test all the conditions 

several times with this model as it needs 1 million cells/tissue. Microtissues are a good 

alternative but after a few experiments they started to remodel badly. A few tests were 

performed to find the reason but without success. The tissues were not contaminated by 



139 
 

mycoplasma or other micro-organisms, several cell vials at different passages and cultivated 

by different people were also used. This could come from the seeding technique or not optimal 

cell maintenance before seeding. 

Ideally, MEndR experiments should have been carried on to test a maximum of conditions. We 

should test the controls with different cerivastatin concentrations since the dose used on 

microtissues did not seem efficient. We should test also the negative controls. The closest 

controls are plasma used as replacement for plasmapheresis and total IgG extracted from this 

plasma. Several treatment times should also be tested to treat tissues for a longer time or at 

an earlier stage of differentiation. Several patients’ samples should also be tested to see if the 

effects are the same with all the patients’ samples. 

Experiments will be continued in the Toronto’s team on microtissues. A first test has been 

performed to see if heat-inactivated horse serum addition at the time of the treatment was 

detrimental and to test cerivastatin effect. Tissues were treated from day 8 to day 12 of 

differentiation. Tissues aspect was similar and myotubes size was comparable between 

tissues treated with normal horse serum during the whole experiment or replaced by heat-

inactivated serum. Cerivastatin at 25nM led to smaller myotube size and a non-significant force 

decrease. Tissues will then be treated with heat-inactivated horse serum at the time of the 

treatment and with cerivastatin at 50nM to accentuate the effect. 

 

 

Supplementary figure: heat-inactivated horse serum and cerivastatin test on microtissues 

Tissues were cultivated for 8 days in differentiation medium with normal horse serum (HS). Medium was then 
changed or not to heat-inactivated horse serum (HI) with or without cerivastatin (cerv) at 25nM. Myotube size and 
tissues force were then measured.  
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DISCUSSION 

 

La physiopathologie des MII n’est pas encore entièrement comprise. De fait, (i) l’évaluation de l’activité 

de la maladie est difficile et (ii) le développement de traitements ciblés est laborieux. Au cours de cette 

thèse, j’ai étudié le potentiel de la myostatine comme biomarqueur d’activité, ainsi que la 

physiopathologie de la plus sévère des myosites, la MNAI. Mes principales observations concernant la 

myostatine sont : 

- une diminution du taux de myostatine chez tous les sous-groupes de patients MII  

- une normalisation du taux chez les patients DM et SAS ayant une maladie contrôlée, suggérant 

son intérêt comme biomarqueur d’activité dans ces sous-groupes 

- un taux de myostatine stable chez les patients MNAI même lorsque la maladie est ‘contrôlée’ 

qui pourrait témoigner d’une masse musculaire moins importante chez ces patients ou d’une 

activité résiduelle faible de la maladie 

- la dimunution du taux myostatine chez les IBM n’a pas pu être comparée à l’activité de la 

maladie, les patients ayant une évolution continue progressive. 

Concernant la physiopathologie des MNAI, l’étude in situ à l’aide de la transcriptomique spatiale a 

montré : 

-  une signature transcriptomique caractérisée par une expression de l’interféron, de gènes du 

complément, de marqueurs de cellules immunitaires (principalement des macrophages), de 

gènes de la matrice extracellulaire et de FAPs  

- cette signature est observée dans les zones de nécrose des fibres musculaires des MNAI  

- les clusters macrophagiques sont soit pro-inflammatoires soit anti-inflammatoires  

- la présence de FAPs (dont le nombre est enrichi) ayant un rôle probable dans le développement 

de l’infiltrat fibro-adipeux chez les patients. 
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Des expériences de culture in vitro ont également été menées tout au long de la thèse pour étudier la 

pathogénicité des auto-anticorps, du complément et des macrophages dans les MNAI et ont montré que : 

- la bonne méthode pour l’étude de la nécrose n’a pas été trouvée en culture traditionnelle 2D 

- l’étude de la pathogénicité des auto-anticorps sur des modèles de culture 3D a des résultats 

préliminaires encourageants qui seront poursuivis par l’équipe de Toronto. 

Cette thèse analyse une des principales lésions des MII, la nécrose des fibres musculaires. Quels sont 

ses mécanismes et ses conséquences (régénération musclaire - maintien de la masse musculaire et 

fibrose) ? 

 

Nécrose musculaire 

La compréhension des mécanismes précis de la nécrose dans les MII est fondamentale pour le 

développement de nouvelles cibles thérapeutiques. 

Mécanismes de nécrose : non immune-médiée 

Pour commencer on peut souligner que dans notre étude de transcriptomique spatiale, le pourcentage de 

spots avec un aspect visuellement nécrotique rapporté au nombre de spots totaux chez les MNAI est de 

4.8% ce qui est concordant avec les précédentes études montrant un pourcentage moyen de fibres 

nécrotiques à 1.8% chez les patients anti-HMGCR (allant de 0.1% à 10.1%) et 3.2% chez les patients 

anti-SRP (allant de 0.1% à 9.2%) (Allenbach et al., 2018b). Il faut cependant noter qu’il n’existe pas de 

marqueur de nécrose dans notre travail, celle-ci a été identifiée histologiquement, et on ne peut exclure 

la présence d’autres fibres musulaires ‘pré-nécrotiques’ non analysées.   

La nécrose est un mécanisme de mort cellulaire non programmée pendant laquelle la membrane 

cellulaire se rompt conduisant à un relargage de son contenu dans l’environnement tissulaire (D’Arcy, 

2019). Elle est causée par un choc soudain comme l’action d’une toxine, d’un traitement, une hypoxie 
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ou encore une aggression inflammatoire. Les voies de signalisation transcriptionnelles de la nécrose ne 

peuvent alors pas être étudiées directement.  

Chez les patients ayant des anticorps anti-HMGCR, la nécrose peut être initiée par l’exposition aux 

statines. En effet, 15 à 65% des patients anti-HMGCR ont reçus des traitements aux statines (Ge et al., 

2015; Mammen et al., 2011) et l’exposition à cette molécule a été montrée comme entraînant le 

développement de nécrose chez le rat (Westwood et al., 2005). Les auteurs montrent que les statines 

bloquant l’enzyme HMGCR, cela entraîne une diminution du mévalonate dans les cellules conduisant à 

une diminution de l’ubiquinone nécessaire pour le transport d’électrons dans les mitochondries. Des 

anomalies mitochondriales apparaissent alors et seraient responsables de la nécrose musculaire. 

Cependant cette nécrose pharmaco-induite ne peut expliquer la poursuite de la nécrose immuno-induite 

suite à l’arrêt des statines, considérées déclencheur de la pathologie.  

D’autres formes de mort cellulaire que la nécrose exisitent (D’Arcy, 2019). La nécroptose est une forme 

de nécrose contrôlée (Degterev et al., 2005). Elle implique l’activation de protéines spécifiques, les 

receptor-interacting proteins (RIP) et le récepteur cellulaire au TNF (Li et al., 2012). Secondairement, 

des désubiquitinations et des phosphorylations surviennent conduisant à la phosphorylation de la 

protéine mixed lineage kinase domain-like pseudokinase (MLKL) qui va migrer à la membrane 

cellulaire et perturber son intégrité (Wang et al., 2014). Des études protéomiques sont en cours au 

laboratoire pour analyser ces cascades protéiques et permetttraient d’analyser le phénomène de nécrose 

dans les MNAI. En effet, une limite importante de mon travail est que la transcriptomique spatiale ne 

permet pas notamment l’exploration de la phosphorylation protéique ni l’ubiquitination. Un reflet 

indirect de cette activation pourrait être une augmentation de l’expression des RIP et du récepteur au 

TNF. Les données en transcriptomique spatiale n’ont pas montré de surexpression de ces gènes dans les 

MNAI (résultats non montrés). 

Au cours des MNAI, les fibres nécrotiques sont réparties de manière aléatoire dans l’endomysium ne 

suggérant pas la participation d’un phénoméne ischémique. D’autres sous-groupes de MII peuvent 

également présenter de la nécrose comme les ASyS ou les DM mais les fibres nécrotiques sont 
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majoritarement localisées en régions périfasciculaires suggérant des mécanismes distincts (Allenbach et 

al., 2018b; Preuße et al., 2022). 

Le rôle de l’immunité reste donc déterminant dans la nécrose au cours des MNAI.  

 

 Rôle des cellules immunitaires 

Les macrophages sont le principal composant de l’infiltrat inflammatoire des MNAI (Allenbach et al., 

2018b; Chung et al., 2015). Quelques lymphocytes T et cellules NK sont également retrouvés mais en 

très faible quantité.  

Les monocytes, macrophages, NK, lymphocytes T et les granulocytes peuvent reconnaître des 

complexes immuns anticorps-antigène à la surface des cellules via leur récepteur à la fraction constante 

des immunoglobulines (Wallace et al., 1994). Cela entraîne le phénomène de cytotoxicité à médiation 

cellulaire dépendante des anticorps (ou ADCC). Lors de leur reconnaissance du complexe immun, les 

cellules NK vont relarguer de la perforine et de la granzyme, deux protéines cytotoxiques qui vont venir 

créer des trous dans la membrane des cellules et la lyser (Trapani and Smyth, 2002).  

Les macrophages sont ici particulièrement intéressants. Lors de leur reconnaissance avec le complexe 

immun, les macrophages pourraient relarguer des dérivés réactifs de l’oxygène induisant la nécrose de 

la cellule (Nimmerjahn and Ravetch, 2008; Singh et al., 2000). Dans les résultats de transcriptomique 

spatiale, l’analyse de voies surexprimées dans les MNAI nous indiquait que la voie de l’oxyde nitrique 

et des dérivés réactifs de l’oxygène était surexprimée. Cependant, NOS2 qui est caractéristique de la 

voie de l’oxyde nitrique dans les macrophages ne l’était pas.  Son expression a été précédemment 

identifiée par qPCR et immunohistochimie mais elle est difficile à identifier en transcriptomique 

(Allenbach et al., 2018b; Mulder et al., 2021). 

Lorsqu’ils sont présents sur le site d’un dommage, les macrophages pro-inflammatoires vont produire 

des cytokines pouvant avoir un effet délétère sur le muscle et pouvant induire la nécrose lors d’une 

exposition chronique. C’est le cas notamment du TNF-α et du NFκB qui peuvent induire la nécroptose 
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(Horner et al., 2007; Yang et al., 2019). L’expression des deux gènes n’était cependant pas augmentée 

dans la transcriptomique spatiale. 

Dans les MNAI, le complexe majeur d’histocompatibilité de type I (CMH-I) est également surexprimé 

à la surface des fibres dans des proportions variables (Allenbach et al., 2018b). Cette surexpression peut 

être induite par des cytokines inflammatoires sécrétées par les cellules immunitaires comme le TNF-α, 

l’IFN-γ et l’IL-1 et peut conduire à une cytotoxicité en induisant le stress du reticulum endoplasmique 

(Nagaraju et al., 1998). La surexpression du CMH-I chez les MNAI corrèle également avec le taux de 

nécrose (Allenbach et al., 2018b). 

Dans notre étude de transcriptomique spatiale nous retrouvons des macrophages pro-inflammatoires 

mais peu ou pas d’expression des gènes correspondant aux cytokines pro-inflammatoires IL-1, TNF-α 

et IFN-γ mais d’autres cytokines pro-inflammatoires comme CXCL9, CXCL10 ou CXCL11 étaient bien 

exprimées. Des macrophages pro-inflammatoires produisant de l’oxyde nitrique et une expression d’IL-

1, TNF-α et IFN-γ ont cependant précédemment été observés dans les muscles des patients MNAI 

(Allenbach et al., 2018b).  

Dans les expériences de co-culture de cellules musculaires, pour voir la nécrose, nous avons polarisé les 

macrophages avec de l’IFN-γ afin d’induire un phénotype pro-inflammatoire. 

  

Rôle du complément et des anticorps 

La nécrose peut également être due à l’action des protéines du complément. Ce phénomène est appelé 

la cytotoxicité dépendante du complément (ou CDC). Les anticorps anti-SRP et anti-HMGCR étant 

principalement des IgG1, ils activent la voie classique du complément lorsqu’ils forment des complexes 

immuns avec leur antigène (Benveniste et al., 2011b; Drouot et al., 2014; Redpath et al., 1998). Cela 

conduit alors à la formation de pores dans la membrane des cellules provoquant la nécrose (Hadders et 

al., 2012). Des dépôts de C1q et du complexe d’attaque membranaire C5b-9 ont été montrés dans les 

biopsies de patients MNAI (Allenbach et al., 2018b). L’ajout de protéines du complément potentialise 

également l’effet pathogène des anticorps dans un modèle in vivo (Bergua et al., 2019). En 
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transcriptomique spatiale, l’expression de gènes du complément C1Q et C3 a été retrouvée mais il est 

difficile d’évaluer en transcriptomique si ces gènes conduisent à des protéines sécrétées et surtout si 

l’activation de la voie complète du complément a lieu. Les autres composants de la voie du complément 

sont majoritairement produits par le foie et par cascades de clivages protéiques, mais une production par 

les monocytes et les macrophages est également possible (Lubbers et al., 2017; Morris et al., 1982).  

La reconnaissance de néo-antigènes exprimés à la surface des cellules suite à un dommage peut 

également entraîner une reconnaissance par des IgG et participer à l’activation de la voie alterne du 

complément (Zhou et al., 2012) 

Les dépôts de protéines du complément sur les fibres non-nécrotiques sont spécifiques des MNAI 

comparé aux autres types de MII. Dans les DM, des dépôts de complément peuvent être observés sur 

les vaisseaux entraînant une vascularite mais pas sur les fibres (Kissel et al., 1986).  L’activation de la 

voie du complément conduisant à une nécrose cellulaire est également retrouvée dans d’autres 

pathologies comme la vascularite nécrosante associée aux auto-anticorps cytoplasmiques anti-

neutrophiles (ANCA), une maladie auto-immune causant la nécrose des vaisseaux (Jennette et al., 2013). 

Les auto-anticorps anti-SRP et anti-HMGCR, en plus d’activer la cytotoxicité à médiation cellulaire et 

le complément peuvent également avoir d’autres effets. Ils peuvent en effet entraîner une perte de 

fonction de la protéine ciblée qui pourrait être une cause de nécrose comme c’est le cas chez les souris 

knock-out pour HMGCR (Osaki et al., 2015). Les anti-SRP entraînent également une perte de fonction 

de la protéine (Römisch et al., 2006). Le titre des auto-anticorps corrèle également avec le niveau de CK 

(bon indicateur du taux de nécrose) (Allenbach et al., 2018b; Benveniste et al., 2011b).  

 Limites 

Un de mes objectifs de thèse était la réalisation d’un modèle in vitro de MNAI afin d’identifier les 

acteurs physiopathologiques clés impliqués dans la nécrose musculaire (auto-anticorps, macrophages, 

système du complément). Une des limites de ce modèle fut la méthode de détection de la nécrose. Les 

différentes solutions explorées aboutissant à des problèmes techniques tels la phototoxicité du réactif et 
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donc une nécrose artéfactuelle, le décollement des cellules nécrotiques au cours des lavages effectués 

pour le marquage ou encore la non-reproductibilité des dosages de protéines dans les surnageants. 

La mise au point de modèles simples in vitro reste cependant une nécessité pour comprendre la nécrose 

dans les MNAI et pouvoir permettre des tests précliniques de nouvelles molécules thérapeutiques. Les 

mises au point du modèle développé pourraient continuer, notamment en utilisant l’Incucyte, en 

introduisant des cellules musculaires transfectées visibles en fluorescence, permettant de suivre 

facilement leur mort et en continuant la recherche de marqueurs de nécrose sensibles et non 

phototoxiques. 

La mise au point d’un modèle 3D est également compliquée. Des difficultés techniques sont apparues 

mais la mise au point du modèle 3D de MNAI continue dans l’équipe canadienne. Ce modèle sera plus 

physiologique que les modèles 2D et aura l’avantage de pouvoir réaliser des analyses fonctionnelles de 

la force et de la capacité contractile des tissus.  

 

Régénérescence 

Le dommage musculaire via la nécrose est chronique dans les MNAI et le muscle doit constamment se 

régénérer. L’environnement immunitaire cependant fait que la régénération peut être compromise. 

Plusieurs facteurs interviennent dans la régénération chez les MNAI. 

  

 Rôle des macrophages 

Les macrophages anti-inflammatoires sont importants dans la régénération. Chez les patients MNAI, les 

macrophages anti-inflammatoires ont également été identifiés par l’expression de CD163 ou de STAT6 

et CD206 et se localisent autour des fibres en nécrose (Arouche-Delaperche, 2016; Chung et al., 2015). 

Cependant, avec peu de marquages, il est difficile de vraiment qualifier l’état d’activation des 

macrophages, la classification des macrophages étant plus large que seulement pro ou anti-

inflammatoires (ou M1/M2)(Mulder et al., 2021). Ces macrophages anti-inflammatoires produisent des 
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cytokines ayant un effet bénéfique sur la régénération. Les macrophages produisent notamment des 

facteurs de croissance comme l’IGF-1 participant à la réparation musculaire (Lu et al., 2011). Ils 

produisent également du TGF-β participant au remodelage de la MEC. Cependant, une présence 

chronique de macrophages anti-inflammatoires sécrétant du TGF-β est délétère pour la régénération. En 

effet, le TGF-β diminue la capacité de fusion des myotubes et peut provoquer une fusion aberrante des 

myotubes pouvant conduire à la formation de myofibres branchées (Burks and Cohn, 2011; Girardi et 

al., 2021; Pichavant and Pavlath, 2014) 

Les macrophages pro-inflammatoires sont nécessaires en première instance pour réaliser l’efférocytose 

et sécréter des cytokines nécessaires à la régénération mais leur présence au long terme peut empêcher 

la bonne régénération musculaire. En effet, ils produisent du TNF-α et de l’IL-1 empêchant la 

différenciation des myoblastes et donc la réparation musculaire (Broussard et al., 2004; Langen et al., 

2004; Li, 2003). Ils favorisent également la prolifération des cellules satellites (Bencze et al., 2012). 

Dans certaines circonstances, les macrophages peuvent même produire des protéines de la matrice 

extracellulaire et ainsi participer à son remodelage lors de la régénération (Schnoor et al., 2008). 

Les analyses de transcriptomique spatiale ont montré la présence de deux profils de macrophages, l’un 

pro-inflammatoire et l’autre anti-inflammatoire avec le cluster des macrophages pro-inflammatoires 

étant le plus important. La transcriptomique spatiale nous montre l’expression de domaines tissulaires 

pouvant contenir plusieurs cellules différentes. L’expression dans les clusters correspond alors au 

mélange d’expression de ces cellules et ne permet pas d’estimer de manière plus précise le phénotype 

des macrophages. Cependant, le phénotype des macrophages étant dépendant du micro-environnement 

cytokinique, il est fort probable de ne trouver que des macrophages du même phénotype dans un micro-

domaine. Il faudrait alors valider les phénotypes observés en single cell ou alors au niveau protéique en 

utilisant notamment la technique de l’Hypérion qui permet de combiner plusieurs marqueurs protéiques 

sur une même coupe musculaire. Une force de la transcriptomique spatiale néanmoins est d’avoir le 

transcriptome du tissu sans modification du micro-environnement ce qui est un avantage assez unique, 

notamment pour les macrophages. 
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Rôle du complément 

Les protéines du complément peuvent également avoir un rôle pro-régénérant. En effet, suite à une 

nécrose des fibres musculaires différentes molécules peuvent être sécrétées et peuvent activer la voie du 

complément (Bours et al., 2006; Scaffidi et al., 2002; Scheibner et al., 2006). Les macrophages et les 

cellules musculaires peuvent également exprimer certaines protéines de la voie comme le C3 ou le CFD 

(Legoedec 1995, Liu et al 2018, Xavier et al 2017). L’anaphylatoxine C3a est essentielle pour la 

régénération musculaire dans un modèle murin en participant au homing des macrophages sur le site du 

dommage et son absence altère la régénération (Zhang et al., 2017). Dans notre étude en 

transcriptomique spatiale, les gènes C3 et CFD étaient surexprimés chez les patients MNAI. 

L’expression de CFD suggère une activation de la voie alterne du complément mais C1Q était également 

exprimé et est impliqué dans la voie classique. Des immunomarquages ont précedemment montré un 

marquage de C1q sur les fibres (Allenbach et al., 2018b).  Des marquages du C3 ou de CFD 

permettraient de voir s’ils sont également exprimés au niveau protéique. 

 

 Rôle des FAPs 

Les FAPs ont également un rôle important dans la régénération. En effet, lors d’un dommage, ils vont 

sécréter des chimiokines attirant les macrophages sur le site du dommage. Dans un environnement pro-

régénératif en présence de TGF-β, les FAPs vont proliférer et se différencier en fibroblastes et vont 

intervenir dans le remodelage de la MEC en produisant notamment du collagène, de la fibronectine, du 

facteur de croissance du tissu conjonctif CTGF et en inhibant l’expression de métalloprotéases 

(Contreras et al., 2019a; Davies et al., 2016; Gosselin et al., 2004; Mann et al., 2011; Smith and Barton, 

2018). Ils vont également produire des cytokines comme l’IL-6, l’IGF-1 et la follistatine favorisant la 

différenciation des myoblastes et la croissance musculaire (Joe et al., 2010; Uezumi et al., 2010). En 

absence de FAPs, lors d’un dommage musculaire, des défauts de régénération apparaissent avec un 

retard du processus régénératif, une expansion diminuée des cellules satellites et une diminution de la 

taille des fibres (Wosczyna et al., 2019). 
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 Rôle des auto-anticorps 

Le système immunitaire peut également être délétère lors de la régénération. Lors de la régénération 

musculaire dans le muscle des patients et sur des myotubes en début de différenciation, les protéines 

SRP et HMGCR peuvent se retrouver exprimées à la membrane des cellules (Allenbach et al., 2018b). 

Cela pourrait alors entraîner une rupture de la tolérance et la production des auto-anticorps. Certaines 

protéines cytoplasmiques peuvent en effet se retrouver exprimées à la membrane des cellules. C’est le 

cas de certaines chaperonnes du reticulum endoplasmique, comme la calnexine qui est exprimée en 

conditions normales sur des fibroblastes ou les splénocytes (Okazaki et al., 2000) ou dans certaines 

circonstances comme lors de la fusion des macrophages (McNally and Anderson, 2005). Des défauts de 

fusion des myoblastes ont été également observés in vitro lors de l’ajout d’auto-anticorps anti-SRP ou 

anti-HMGCR (Arouche-Delaperche et al., 2017). Ces défauts de fusion sont dus à une diminution de la 

sécrétion d’IL-4 et d’IL-13. Ces deux cytokines sont normalement sécrétées par les myotubes lors de 

différenciation afin de recruter d’autres myoblastes pour participer à la croissance musculaire (Horsley 

et al., 2003; Jacquemin et al., 2007). 

 

 Intérêt de la modélisation 

Il est important de pouvoir modéliser la régénération afin de mieux comprendre le rôle de chacun des 

acteurs.  

Les modèles animaux sont limités et ne récapitulent pas toutes les caractéristiques des maladies 

humaines. En effet, la plupart des études de régénération se font sur des animaux ayant subi des 

dommages musculaires aigus comme une injecion de cardiotoxine ou de chlorure de baryum. Or, chez 

les MNAI, le dommage est chronique mais modéré. Dans la MNAI, le modèle animal le plus proche est 

généré par l’injection quotidienne d’auto-anticorps anti-SRP ou anti-HMGCR chez la souris pendant 8 

à 21 jours (Bergua et al., 2019). Les souris ont une force diminuée et les muscles présentent des dépôts 

de protéines du complément et de la nécrose. Ce modèle est cependant long à mettre en place et coûteux 
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en anticorps. Il serait donc intéressant d’avoir des modèles miniaturisés mais tout en restant 

physiologiques.  

La culture cellulaire 2D de muscle requiert peu de cellules et est rapide à mettre en place. Cependant 

elle n’est pas physiologique à cause de la forme des fibres, l’absence de MEC, d’innervation et de 

vascularisation des cellules musculaires. 

Afin d’améliorer ces modèles, la culture 3D a été développée ces dernières années. La plupart de ces 

modèles se composent de cellules musculaires contenues dans un gel mimant la MEC et coulées dans 

un moule entre deux structures servant de tendons (Afshar et al., 2020; Maffioletti et al., 2018; Osaki et 

al., 2020; Rao et al., 2018). Les tissus peuvent également être bioimprimés (Ostrovidov et al., 2019). 

L’aspect fonctionnel des modèles 3D avec des mesures de force et d’efficacité de contraction permettent 

également de se rapprocher des modèles in vivo. 

Pour rester au plus proche du muscle physiologique, il est important d’intégrer une composante de MEC 

comme c’est le cas dans les modèles 3D développés au Canada avec l’addition de Geltrex et de 

fibrinogène (Afshar et al., 2020). Cet ajout de protéines de la MEC améliore la différenciation des 

cellules musculaires (Chiron et al., 2012). Il serait intéressant d’inclure d’autres cellules présentes dans 

l’environnement musculaire pour rendre le modèle encore plus physiologique comme des 

fibroblastes/FAPs, des macrophages, des cellules nerveuses ou des vaisseaux dans le modèle de muscle 

3D que j’ai appris au Canada. Les cocultures améliorent en effet l’aspect du muscle et rendent le modèle 

plus physiologique (Maffioletti et al., 2018; Bakooshli et al., 2019; Osaki et al., 2020). De la 

microfluidique mimant le flux sanguin et de l’optogénétique avec des cellules musculaires transfectées 

permettant de faire réaliser des cycles de contractions aux tissus peuvent également être utilisées pour 

un modèle encore plus développé mais complexifient l’expérimentation (Osaki et al., 2018). 

Un bon modèle pour étudier la régénération musculaire est la plateforme MEndR (Davoudi et al., 2022). 

Sur un disque en cellulose servant de structure, des myoblastes sont ensemencés et produisent des 

couches de myotubes après différenciation. Des cellules satellites sont ensuite ajoutées et un dommage 

musculaire est induit. Le mécanisme de réparation peut alors être étudié. Au cours de ma thèse, j’ai 
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également utilisé les disques en cellulose dans un format 96 puits (mini-MEndR) pour produire un 

modèle 3D simplifié. Pour l’étude de la pathogénicité des anticorps anti-SRP et anti-HMGCR dans un 

contexte de régénération, il serait intéressant d’utiliser le modèle de mini-MendR et de réaliser un 

dommage musculaire en ajoutant les anticorps en parallèle. On pourrait alors s’attendre à une 

régénération beaucoup moins optimale du tissu avec des défauts de fusion. On pourrait également 

ajouter les anticorps au moment de la mise en différenciation dans les différents modèles de culture 3D. 

 

Masse musculaire et atrophie 

La perte de masse musculaire associée à l’atrophie et la fibose musculaire sont des caractéristiques 

communes chez les patients atteints de MII. Les patients MNAI sont particulièrement touchés, c’est une 

des raisons pour laquelle ils récupèrent mal (Landon-Cardinal et al., 2020; Pinal-Fernandez et al., 2017a, 

2017b; Tiniakou et al., 2017). 

 

 Signaux régulateurs de la masse musculaire : la myostatine 

Un des principaux signaux régulant la masse musculaire est la myostatine. La myostatine est 

majoritairement produite par le muscle. Elle fait partie de la famille du TGF-β et est inhibitrice de la 

croissance musculaire en induisant une atrophie du muscle par la stimulation des gènes d’atrophie 

TRIM63 (Murf1) et FBOX32 (atrogin1) et une inhibition de la synthèse des protéines par la voie Akt-

mTOR (Lee and McPherron, 2001; Lokireddy et al., 2011). A cause de l’atrophie et des faiblesses 

musculaires souvent observées chez les patients atteints de maladies neuromusculaires et chez les MII, 

on pourrait s’attendre à ce que la myostatine soit augmentée. Des inhibiteurs de myostatine ont donc vu 

le jour comme le bimagrumab, un anticorps monoclonal bloquant le recepteur de la myostatine. Cet 

inhibiteur a montré des résultats satisfaisants chez la souris (Lach-Trifilieff et al., 2014). La molécule a 

ensuite été testée chez l’homme pour traiter les IBM. Cependant, l’essai clinique n’a pas atteint ses 

objectifs (Amato et al., 2021). Une des explications est que le taux de myostatine est en réalité abaissé 
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chez les IBM comme dans d’autres maladies neuro-musculaires (Mariot et al., 2017). La myostatine a 

été étudiée dans d’autres MII avec des résultats discordants qui dépendent de l’activité de la maladie des 

patients (Kerschan-Schindl et al., 2021; de Sordi et al., 2022; Vernerová et al., 2020). En effet, notre 

étude et celle de Vernerová et al montrent que le taux de myostatine est corrélé positivement à l’activité 

de la maladie. Les études de Kerschan-Schindk et de Sordi montrent que le taux de myostatine est stable, 

voire augmente chez les patients DM et PM. L’activité de la maladie de leurs patients est cependant 

assez faible. 

Nous avons montré dans notre étude de la myostatine chez les MII que le taux de protéine sérique est 

diminué chez les IBM, les SAS, les DM et les MNAI. Cette diminution est également observée au niveau 

transcriptomique dans le muscle et est accompagnée d’une augmentation des gènes normalement down-

régulés par la myostatine (MYOG et MYF5) et d’une diminution des atrogènes FBXO32 et TRIM63 

normalement uprégulés par la myostatine. 

On peut alors faire l’hypothèse que la myostatine soit abaissée dans le but de favoriser une augmentation 

de la masse musculaire. La baisse de la myostatine peut être due à l’augmentation de l’expression de ses 

inhibiteurs : la follistatine et la décorine qui sont augmentés dans notre étude. 

L’effet sur la masse musculaire par inhibition de la synthèse protéique et activation des atrogènes n’est 

pas la seule action que la myostatine peut avoir. Elle est également pro-fibrotique en activant la 

prolifération des FAPs (Dong et al., 2017; Li et al., 2008). Elle aurait également un rôle délétère dans la 

régénération en bloquant le chimiotactisme des myoblastes et des macrophages ainsi que la 

différenciation, la prolifération et le renouvellement des cellules satellites (McCroskery et al., 2003, 

2005). 

Chez les patients inactifs, le taux de myostatine remonte et se rapproche de celui des des sujets sains 

dans les DM et les SAS. Il reste cependant inchangé chez les MNAI. Cela pourrait être dû à une perte 

de masse musculaire chez les patients MNAI, ceux-ci ayant un remplacement fibro-adipeux important, 

ou bien à un procesus inflammatoire résiduel, la maladie ayant souvent du mal à être contrôlée 

totalement (Allenbach et al., 2020). La masse musculaire reste néanmoins difficile à évaluer. Les études 
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du taux de myostatine suivant l’âge et le sexe, des paramètres pouvant faire varier la masse musculaire, 

sont contradictoires (Arrieta et al., 2019; Barrios‐Silva et al., 2018; Delanaye et al., 2019; Hofmann et 

al., 2015; Loumaye et al., 2015; Moriwaki et al., 2019; Peng et al., 2018; Skladany et al., 2019; Yamada 

et al., 2016).  

 

Mécanismes pathologiques : fibrose et atrophie 

Lors de dommages chroniques comme c’est le cas chez les MNAI, la masse musculaire est diminuée 

non seulement en raison d’une atrophie des fibres musculaires (Arouche-Delaperche et al., 2017), mais 

aussi en raison d’une perte de tissu musculaire remplacé par des infiltrations fibro-adipeuses (Landon-

Cardinal et al., 2020; Pinal-Fernandez et al., 2017b). 

Dans les MNAI, l’atrophie peut être due aux auto-anticorps. En effet, in vitro, l’ajout d’anticorps ou de 

plasma anti-SRP ou anti-HMGCR induit une atrophie sur des fibres à 3 jours de différenciation donc 

déjà formées (Arouche-Delaperche et al., 2017). Cette atrophie s’accompagne de l’augmentation de 

cytokines pro-inflammatoires. Lors des expériences sur modèles 3D, nous avons pu voir que les IgG 

totales anti-SRP entraînent plus de petites fibres dans les macrotissus et une moins bonne capacité à se 

contracter due à une diminution de la gestion du calcium. Les plasmas anti-SRP et anti-HMGCR sur les 

microtissus entraînent une diminution de la force. Les expériences doivent cependant être répétées pour 

pouvoir conclure à un effet réel des auto-anticorps. Les patients anti-SRP ont souvent des atteintes 

musculaires plus importantes que les patients anti-HMGCR, il ne serait donc pas étonnant de voir un 

effet délétère des anti-SRP préférentiellement (Tiniakou et al., 2017) 

La fibrose pourrait être due aux dommages chroniques et à la nécrose subis par le muscle dans les MNAI. 

En effet, la nécrose crée un environnement inflammatoire avec une persistance de macrophages, du 

complément et une expression de cytokines par les macrophages et les fibres abimées. Une des cytokines 

majoritaires impliquées dans la fibrose est le TGF-β. Le TGF-β va  stimuler la prolifération des FAPs et 

leur sécrétion de protéines de la MEC participant ainsi à la fibrose (Contreras et al., 2019a; Davies et 

al., 2016). Le complément, notamment C1q peut également entrainer une production augmentée du 
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collagène par les fibroblastes (Naito et al., 2012). C1QA, TGFB1 et des gènes de la matrice 

extracellulaire (COL1A1, COL1A2…) avaient une expression augmentée dans l’étude de 

transcriptomique spatiale. Les caractéristiques physiques de la MEC peuvent alors changer. En effet, la 

MEC peut être plus dense lors de la fibrose (Georges et al., 2007; Liu et al., 2010). Ce changement peut 

affecter les cellules satellites, la régénération et la migration des cellules mais également la disponibilité 

des signaux reçus par la fibre (Wolf and Friedl, 2011). En effet, le TGF-β peut par exemple être séquestré 

dans la MEC et relargué à un moment différent (Hinz, 2015). 

Les FAPs peuvent également se différencier en adipocytes. Récemment, une étude a montré que les 

FAPs exprimant le gène MME (CD10) sont à l’origine de l’infiltrat adipeux dans le muscle (Fitzgerald 

et al., 2022). Dans notre étude en transcriptomique spatiale, le gène MME était très peu exprimé (résultat 

non montré) mais les FAPs issus de muscle MNAI avaient la capacité de se différencier en adipocytes.  

 

Dans un contexte de dommage aigu, l’inflammation est ponctuelle et nécessaire pour une bonne 

régénération. Dans le contexte des MII et plus particulièrement des MNAI, le dommage est chronique, 

avec une nécrose et un environnement inflammatoire continu composé de macrophages, d’interféron, 

de complement et de FAPs sécrétant diverses cytokines et conduisant au remplacement fibro-adipeux.   



156 
 

 

  



157 
 

PERSPECTIVES 
 

Ce travail de thèse pourra se poursuivre avec les perspectives suivantes : 

Création d’une cohorte de suivi pour l’étude de la myostatine 

L’étude de la myostatine a montré que le taux de la protéine est plus élevé chez les patients inactifs et 

tend à se rapprocher du niveau des contrôles. Cette observation est cependant basée sur une cohorte de 

patients actifs et inactifs différents. Il sera nécessaire de doser la myostatine à intervalles de temps 

réguliers chez des patients actifs en début de maladie et de suivre son évolution. 

 

Poursuite des études de la pathogénicité des auto-anticorps dans la MNAI 

Les premiers résultats sur le modèle de muscle 3D montrent une potentielle pathogénicité des anti-SRP 

et du plasma anti-HMGCR. Plusieurs expériences devront être réalisées pour confirmer ces résultats 

préliminaires. Tout d’abord, des contrôles négatifs de plasma et d’IgG totales devront être approuvés 

puis différents temps de traitement devront être testés. L’effet du complément additionné aux anticorps 

pourra également être analysé. 

 

Observation du phénomène de nécrose dans la MNAI 

Le potentiel cytotoxique des auto-anticorps, du complément et des macrophages n’a pas pu être 

correctement analysé au cours de cette thèse. Il sera intéressant d’utiliser l’Incucyte pour suivre 

l’apparition de la nécrose au cours des différents traitements. La nécrose pourrait aussi être analysée 

dans les modèles de culture 3D lorsque la technique sera maîtrisée. Le phénomène de nécrose pourrait 

également être étudié par marquage immnofluorescent des protéines intervenant dans la nécroptose ou 

par marquage avec la technologie Hypérion. 
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Caractérisation des FAPs dans la MNAI 

Une implication des FAPs dans le remplacement fibro-adipeux chez les MNAI a été suggérée au cours 

de cette étude. Leur phénotype devrait être étudié plus en détails en single cell et en culture cellulaire 

sur un plus grand nombre de biopsies. Le cluster FAPs était également caractérisé par une induction des 

gènes de réponse à l’interféron. Il serait intéressant de voir l’effet d’un traitement à l’interféron sur le 

phénotype des FAPs et leur sécrétome. 

 

 

CONCLUSION 

 
Dans cette thèse, je me suis intéressée à des pathologies musculaires inflammatoires, les MII, et plus 

particulièrement aux MNAI caractérisées par de la fibrose et de la régénération des fibres musculaires. 

Une première approche globale avec un mécanisme de régulation systémique a été utilisée et a défini un 

rôle potentiel de la myostatine comme marqueur d’activité pour certaines MII.  

Une deuxième approche sur le tissu musculaire pour l’étude de la nécrose et du remplacement fibro-

adipeux a montré l’implication de nouvelles voies physiopathologiques soulignant la complexité de ces 

phénomènes et du dialogue cellulaire. 

Le développement de modèles in vitro apporte une simplification de mécanismes physiologiques 

complexes pour contribuer à leur meilleure compréhension. Cependant, leur mise au point est difficile, 

surtout si l’on veut observer un dialogue entre les cellules.  
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Physiopathologie des myopathies inflammatoires idiopathiques: étude de la myostatine et 

spécificité des myopathies nécrosantes auto-immunes 

 

Les myopathies inflammatoires idiopathiques (MII) sont des maladies musculaires inflammatoires auto-

immunes rares pouvant être séparées en 4 sous-groupes : le syndrome des anti-synthétases (SAS), les 

dermatomyosites (DM), les myopathies nécrosantes auto-immunes (MNAI) et les myosites à inclusions 

(IBM). Ces sous-groupes diffèrent en termes de physiopathologie, de phénotype clinique et de pronostic.  

La caractéristique principale des MII est une faiblesse musculaire généralisée avec différents degrés de 

sévérité observés entre les sous-groupes. Les SAS et les DM ont des atteintes musculaires légères à 

modérées contrairement aux MNAI et IBM qui présentent une faiblesse musculaire plus intense. Les 

DM, MNAI et SAS ont une survenue rapidement progressive des symptômes, qui est plus lentement 

progressive pour les IBM. 

L’activité des différentes MII est difficile à évaluer. Certains marqueurs existent mais ne sont pas 

applicables de la même manière à tous les sous-groupes. Dans ce travail de thèse, j’ai tout d’abord voulu 

voir si la myostatine, un régulateur de la masse musculaire pouvait être un marqueur d’activité dans les 

différents sous-groupes. 

Pour cela, le taux de myostatine a été dosé au niveau protéique dans le sérum et au niveau 

transcriptomique dans le muscle chez les patients MII et comparé à des donneurs sains.  Le taux de 

myostatine est diminué chez les patients dans le sang ainsi que dans le muscle. Le niveau de myostatine 

sérique diminué chez les patients SAS et DM ayant une maladie active remonte une fois la maladie 

contrôlée. Le taux de myostatine pourrait donc être utilisé comme un marqueur d’activité dans ces sous-

groupes. Chez les MNAI cependant, il reste inchangé suggérant des mécanismes pathologiques sous-

jacents différents pouvant expliquer la faible récupération de ces patients. 

Je me suis ensuite intéressée à la physiopathologie des MNAI. Les patients présentent une atteinte 

musculaire proximale avec une infiltration fibro-adipeuse fréquente ainsi que la présence de fibres 

nécrotiques, des dépôts de protéines du complément, une infiltration macrophagique et la présence 

d’auto-anticorps. 

J’ai dans un premier temps tenté de mettre au point des modèles cellulaires 2D et 3D in vitro de la 

maladie mais qui ne se sont pas révélés concluants. Je me suis alors tournée vers une analyse en 

transcriptomique spatiale des muscles de patients MNAI comparés aux sujets sains. Cette méthode 

permet d’avoir les transcrits de domaines tissulaires répartis sur l’ensemble de la coupe du tissu 

musculaire. Trois clusters majoritaires se détachent : 2 clusters immunitaires principalement 

macrophagiques accompagnés d’une signature interféron et de gènes de la voie du complément, l’un 

pro-inflammatoire et l’autre anti-inflammatoire et un cluster avec une signature de progéniteurs fibro-

adipeux (FAP). Ces clusters expriment des gènes similaires à la signature transcriptomique des zones 

nécrotiques. Les FAPs sont plus nombreux chez les patients MNAI. Ils ont la capacité de se différencier 

en fibroblastes ou en adipocytes et pourraient alors être à l’origine de l’infiltrat fibro-adipeux des 

patients.  

 

Mots-clés : myopathies inflammatoires idiopathiques, myopathies nécrosantes auto-immunes, 

biomarqueur, fibrose, inflammation 

 


